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1 Einleitung

Die Frihsommer-Meningoenzephalitis (FSME) ist die medizinisch wichtigste, durch Zecken
Ubertragene virale Erkrankung des Menschen in Europa und Asien, welche jahrlich 10.000 —
15.000 humane Félle auf beiden Kontinenten verursacht (DOBLER 2010). Mittlerweile
erstreckt sich das Verbreitungsgebiet der FSME zwischen Japan und Frankreich und breitete
sich in den letzten Jahren immer weiter in nordlicher Richtung in Nord-Russland, Schweden
und Finnland aus (DOBLER et al. 2012). Seit 2001 ist die FSME in Deutschland nach dem
Infektionsschutzgesetz (IfSG) eine meldepflichtige Erkrankung und das Robert-Koch-Institut
(RKI) dazu beauftragt Falldefinitionen zu erstellen, die die Kriterien fiir die Ubermittlung an
das RKI festlegen. Nach dem Rekordjahr 2020 mit (iber 700 gemeldeten FSME-Fallen bei
Menschen in Deutschland hat das RKI mittlerweile die Zahl der FSME-Risikogebiete von 175
auf 178 im Jahr 2023 erweitert, wobei die wesentlichen Endemiegebiete in Bayern, Baden-
Wirttemberg, Sidhessen, im stidlichen Thiringen, in Sachsen und seit 2022 auch im
siidostlichen Brandenburg liegen. Als FSME-Risikogebiet definiert das RKI einen Kreis, der in
einem durchgangigen Fiinfjahresintervall die Inzidenz von 1/100.000 Einwohner
Uberschreitet (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023a).

Das FSME-Virus wird in drei genetische Subtypen eingeteilt: den Europaischen (TBEV-Eur),
den Ferndstlichen (TBEV-FE) und den Sibirischen Subtyp (TBEV-Sib), mit mindestens vier
weiteren angenommenen Subtypen: zwei Baikal-Subtypen (TBEV-BkI-1, TBEV-BkI-2), der
Himalaya-Subtyp (TBEV-Him) und der Obskaja-Subtyp (TBEV-Ob) (DEVIATKIN et al. 2020). Die
Uberwiegende Mehrheit der FSME-Infektionen beim Menschen verlaufen asymptomatisch,
dennoch kann sich FSME mit Fieber und akut progressiver Enzephalitis bis hin zu
anhaltenden, neurologisch beeintrachtigenden Folgeerscheinungen manifestieren und sogar
in weniger als 2 % zum Tod flhren. Damit hat die FSME erhebliche Auswirkungen auf die
menschliche Gesundheit in endemischen Regionen wie Mittel- und Osteuropa, Sibirien,
Ostrussland, Nordchina und Japan (RUZEK et al. 2009, VALARCHER et al. 2015, BOGOVIC und
STRLE 2015). Alle FSME-Subtypen werden in der Natur in komplexen, endemischen
Ubertragungszyklen aufrechterhalten, sogenannten Mikrofoki, mit einer durchschnittlichen
Grole von 0,5 bis 1 ha, an denen Zecken als natiirliche Vektoren beteiligt sind. In
Mitteleuropa sind Ixodes ricinus (I. ricinus) Zecken die Hauptlibertrager des TBEV-Eur, und
Nagetiere, insbesondere die Rételmaus (Clethrionomys glareolus (C. glareolus)) und die

Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis (A. flavicollis)), sind natlirliche Sdugetierwirte. Sowohl
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Zecken, durch ihre transstadiale Infektion, als auch Nagetiere, stellen Reservoirwirte fiir das
Virus dar. (BORDE et al. 2022, LABUDA und RANDOLPH 1999). Der Mensch infiziert sich mit
dem FSME-Virus durch einen Zeckenstich, durch den Verzehr von infizierter Rohmilch oder
entsprechenden Milchprodukten und in seltenen Fallen durch Organtransplantationen oder
Muttermilch (DOBLER et al. 2012, LIPOWSKI et al. 2017, KERLIK et al. 2022). Die grofRe
Bedeutung von Nagetieren, insbesondere der Rételmaus, als Teil des FSME-Virus
Ubertragungszyklus, wurde in den vergangenen Jahrzehnten bestitigt. Es gibt jedoch immer
noch Wissensliicken liber die Dynamik der FSME-Virusinfektion in Nagetierpopulationen in
natirlichen FSME-Mikrofoki. So sind die sich verandernde FSME-Virus Seropravalenz bei
Nagetieren Uber einen kontinuierlichen Zeitraum, die Persistenz von Antikérpern in
Nagetieren in der Natur und demografische Faktoren, wie Fangort, Jahr, Jahreszeit, Art, Alter
und Geschlecht und deren Einfluss auf die Infektionswahrscheinlichkeit der Nager, nicht
hinreichend geklart. Bessere Kenntnis iiber die Ubertragungsdynamik von FSME-Virus in den
Herden kénnten dazu beitragen, Zeitraume mit hoher FSME-Virus Pravalenz in der Natur und
damit gegebenenfalls (ggfls.) [angere Risikoperioden fiir Infektionen beim Menschen
vorherzusagen. Die vorliegende Doktorarbeit hat daher das Ziel, (iber die vierjahrige Studie
wildlebende Nagetierpopulationen zweier gut beschriebener FSME-Virus Naturherde in
Bayern serologisch auf Antikorper gegen das FSME-Virus zu untersuchen, wozu eine Fang-
Wiederfang-Methode verwendet wurde, um Daten (iber die saisonale Dynamik in den
Nagern zu erhalten und einen besseren Einblick in die lokale Okologie der FSME-Virus-

Ubertragung zu gewinnen.



2 LiteraturUbersicht

2.1 Frihsommer-Meningoenzephalitis-Virus (FSME-Virus)

2.1.1 Geschichte des FSME-Virus

Die FSME wurde klinisch-epidemiologisch in der westlichen Fachliteratur erstmals 1931
durch den osterreichischen Internisten Dr. Johann (Hans) Schneider in Niederdsterreich als
epidemische akute ,,Meningitis serosa” beschrieben (SCHNEIDER 1931, DUMPIS et al. 1999).
Im Jahre 1937 gelang Lev Alexandrovich Zil’ber und seinen Mitarbeitern schlieRlich die
Krankheitsursache, das FSME-Virus, in der friiheren Union der Sozialistischen
Sowjetrepubliken (UdSSR) nachzuweisen, welches durch Zecken der Art Ixodes persulcatus (/.
persulcatus) Gibertragen wird (ZLOBIN et al. 2017, DUMPIS et al. 1999). Eine weitere
Expedition wurde 1938 vom Gesundheitsministerium der UdSSR unter der Leitung von
Evgeny Pavlovsky entsandt, um mehr iber die Verbreitung des FSME-Virus im Feld und die
beteiligten Reservoirwirte zu erfahren. Weitgehend auf der Grundlage der Erkenntnisse
dieser Expedition entwickelte Pavlovsky das beriihmte Konzept , The Natural Nidality of
Transmissible Diseases” (Die natirliche Herdstruktur Gbertragbarer Krankheiten), in dem er
beschreibt, dass sich Zecken wahrend einer Blutmahlzeit auf einem infizierten Wirt mit dem
FSME-Virus infizieren, dass die Zecke transstadial infiziert bleibt und das Virus bei der
nachsten Blutmahlzeit auf andere Wirte libertragen wird (PAVLOVSKY 1939, PAVLOVSKY
1966). In Deutschland stammen die ersten Beschreibungen von FSME und die ersten
Virusisolierungen aus dem Jahr 1959 aus der ehemaligen Deutschen Demokratischen
Republik (DDR) (SINNECKER 1960). Der erste FSME-Impfstoff wurde 1976 von Christian Kunz
entwickelt (KUNZ 2002).

2.1.2 Taxonomie und Morphologie des FSME-Virus

Das FSME-Virus gehort zur Gattung Flavivirus innerhalb der Familie Flaviviridae (lateinisch:
,flavus” — gelb, mit dem Gelbfieber-Virus als Typspezies) (ECKER et al. 1999, LINDQUIST und
VAPALAHTI 2008). Die Gattung umfasst mehr als 70 Virusarten, die unterteilt werden in die
von Zecken Ubertragenen Virusgruppe, der von Stechmiicken Ubertragenen Virusgruppe
(u.a. West-Nil-Virus, Dengue-Virus, Japanische-Enzephalitis-Virus, Gelbfieber-Virus, Zika-
Virus) und der nicht durch Arthropoden tbertragenen Virusgruppe. Die Gruppe der durch
Zecken Ubertragenen Flaviviren wird weiter unterteilt in eine Untergruppe der Sdugetiere

assoziierten Flaviviren (u.a. Omsk-Hamorrhagische-Fieber-Virus, Powassan-Virus, Louping-III-
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Virus, FSME-Virus) und eine Untergruppe der Seevogel assoziierten Flaviviren (u.a. Kadam-
Virus, Meaban-Virus) (DOBLER et al. 2012). Das FSME-Virus gehort somit zu einer Gruppe
von Viren, die als Arboviren (Arthropod-borne Virus) bezeichnet werden, die nach Definition
der Weltgesundheitsorganisation (WHO) ausschlielRlich oder hauptsachlich durch
blutsaugende Arthropoden tbertragen werden (WHO SCIENTIFIC GROUP 1967).

Derzeit gibt es drei bestatigte genetische Subtypen des FSME-Virus: den Europaischen-
(TBEV-Eur), den Fernostlichen- (TBEV-FE) und den Sibirischen Subtyp (TBEV-Sib) (ECKER et al.
1999). AuRerdem wird die Einfihrung von vier weiteren Subtypen vorgeschlagen: zwei
Baikal-Subtypen (TBEV-BkI-1, TBEV-BkI-2), der Himalaya-Subtyp (TBEV-Him) und der Obskaja-
Subtyp (TBEV-Ob) (DEVIATKIN et al. 2020).

FSME-Viren sind kleine, behiillte Viren

, C-Protein
' mit einem durchschnittlichen
, E-Protein
! Durchmesser von 50 nm (CHARREL et
. al. 2004) (Abbildung 1). Das Genom
"~ M-Protein . . R
besteht aus einem einzelstrangigen
Ribonukleinsaure (RNA)-Molekiil
(ss(+)RNA) mit einer GréRe von 11
Lipiddoppelschicht Kilobasen (kb), das einen offenen

Abbildung 1: ScheGmear;Z:;e Darstellung der FSME-Viruspartikel Leserahmen (Open-Reading-Frame
Struktur; modifiziert nach PULKKINEN et al. (2018). (ORF)) enthilt (SIMMONDS et al. 2017).
Dieser ORF kodiert fir ein etwa 3.400 Aminosauren (AS) grolRes Polyprotein (GRITSUN et al.
2003). Die 5‘- und 3“-nicht translatierten Regionen (UTR), welche den ORF flankieren, haben
eine entscheidende Rolle bei der Genomreplikation (THURNER et al. 2004). Das Polyprotein
wird co- und posttranslational durch proteolytische Spaltung von viralen und zellularen
Proteasen in die drei Strukturproteine C (Capsid), E (Envelope) und prM (precursor of
Membrane) und in sieben nicht-Strukturproteine (NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B, NS5)
prozessiert (Abbildung 2), die fiir die virale Replikation wesentlich sind (MANDL et al. 1989).
Der RNA-Strang ist mit mehreren Kopien der C-Proteine komplex verbunden und bildet ein
ikosaedrisches Nukleokapsid (KNIPE et al. 2007), das in eine Lipiddoppelschicht eingebettet
ist (GRITSUN et al. 2003). Diese Lipiddoppelschicht enthalt die M- und E-Proteine. Das E-

Protein fungiert als das wichtigste Oberflachenprotein des Virus, das mit Zellrezeptoren

interagiert und die pH-abhéangige Fusion der Virushiille mit der Zellmembran vermittelt
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(KNIPE et al. 2007) (Abbildung 1). Die virusneutralisierende humorale Immunantwort in den
Saugetierwirten wird hauptsachlich Giber Antikorper gegen das E-Glykoprotein vermittelt

(HEINZ 1986).

Abbildung 2: Schematische Darstellung des kodierenden Abschnittes eines FSME-Virus Genoms mit Darstellung der
jeweiligen Genomabschnitte fiir die Strukturproteine (Capsid (C), precursor of Membrane (prM), Envelope (E)) und die nicht-
Strukturproteine (NS1 — NS5); modifiziert nach KNIPE et al. (2007).

2.1.3 Verbreitung der FSME in Deutschland

Das Verbreitungsgebiet der FSME erstreckt sich von Zentral-, Nord- und Osteuropa tber
Russland, die Mongolei, Nordchina und Ostrussland bis nach Japan (VALARCHER et al. 2015,
DOBLER et al. 2012). In Deutschland ist seit 2001 die FSME-Erkrankung des Menschen nach §
7 Abs. 1 Infektionsschutzgesetzt (IfSG) eine meldepflichtige Krankheit. Pro Jahr werden
durchschnittlich etwa knapp 400 Erkrankungen in Deutschland registriert, wobei die Zahlen

zwischen 195 (Jahr 2012) und 717 (Jahr 2020) pendeln (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023a)
(Abbildung 3).

Abbildung 3: Gemeldete klinische FSME-Fille zwischen 2001 und 2023 in Deutschland (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023b,
Stand 06.03.2023).

Das RKI benennt seit Ende der 1990er-Jahre jahrlich FSME-Risikogebiete in Deutschland.
Aktuell wird ein Kreis als FSME-Risikogebiet definiert, wenn die Anzahl ibermittelter FSME-

Erkrankungen im Kreis oder in der Kreisregion (Kreis plus alle angrenzenden Kreise) in einem
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der 17 Funfjahreszeitrdume von 2002 bis 2022 signifikant (p < 0,05) hoher liegt als die bei

einer Inzidenz von einer Erkrankung pro 100.000 Einwohner erwartete Fallzahl (ROBERT

KOCH-INSTITUT 2023a).
In ganz Deutschland gelten aktuell
178 Landkreise als Risikogebiet, 137
(77 %) davon in den sidlichen
Bundeslandern Baden-Wiirttemberg
und Bayern. Im Jahr 2022 wurden
insgesamt 554 FSME-Erkrankungen
Ubermittelt und 2023 sind drei neue
FSME-Risikogebiete dazu gekommen,
von denen alle an bekannte
Risikogebiete grenzen. In Bayern sind
zwei weitere Kreise als Risikogebiet
(Landkreis (LK) Flrstenfeldbruck,
Stadtkreis (SK) Miinchen) definiert,
wie auch der LK Anhalt-Bitterfeld in
Sachsen-Anhalt (ROBERT KOCH-
INSTITUT 2023a) (Abbildung 4). Die

Abbildung 4: FSME-Risikogebiete in Deutschland; dunkelblau: FSME-  Mehrheit (98 %) der gemeldeten
Risikogebiete; hellblau: Risikogebiete die 2023 dazu gekommen sind;

weif: kein Risikogebiet (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023a). FSME-Patienten im Jahr 2022 war
Uberhaupt nicht oder zu wenig geimpft, also wiesen eine unvollstandige
Grundimmunisierung oder keine Auffrischungsimpfung vor (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023a).
Deutschland kann aus epidemiologischer Sicht in drei Regionen unterteilt werden (RUBEL
und SCHIFFNER-ROHE 2019). Die Region Suiddeutschland beinhaltet die Bundeslander
Baden-Wirttemberg und Bayern. Seit Beginn der Meldepflicht wurden 84,7 % der humanen
Falle aus diesen beiden Bundeslandern gemeldet (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023b). Die
Region Mitteldeutschland umfasst die Bundeslander Sachsen, Thiringen, Hessen, Rheinland-
Pfalz und das Saarland. Dort treten in einzelnen Landkreisen immer wieder humane FSME-
Falle auf. Im Jahr 2022 wurden insgesamt 78 Falle aus diesen Bundesldandern Gbermittelt,

was der hochsten Anzahl seit 2001 entspricht (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023b). Die Region

Norddeutschland umfasst die Bundeslander Schleswig-Holstein, Niedersachsen, Berlin,
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Nordrhein-Westfalen, Sachsen-Anhalt, Mecklenburg-Vorpommern, Brandenburg sowie die
Stadtstaaten Hamburg und Bremen. Aus diesen Regionen werden nur sporadisch FSME-Falle
Ubermittelt. Ein neues FSME-Risikogebiet, das 2023 hinzugekommen ist, stammt aus dieser
Region (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023a). AuRerdem werden auch in Bundeslandern ohne
FSME-Risikogebiet vereinzelt FSME-Erkrankungen beobachtet, sodass tberall in Deutschland
bei entsprechender Symptomatik differenzialdiagnostisch an FSME gedacht werden muss

(ROBERT KOCH-INSTITUT 2023a).

2.1.4 Taxonomie und Entwicklung von FSME-Virus Vektoren

Zecken sind obligat blutsaugende Ektoparasiten von Saugetieren, Reptilien und Vogeln, und
sie sind der wichtigste Ubertrager (Vektor) von viralen, bakteriellen und parasitiren
Zoonosen (DEPLAZES et al. 2016). Taxonomisch gehoren Zecken zum Stamm der Gliedertiere
(Arthropoda) und werden weiter der Unterklasse Milben (Acari) innerhalb der Klasse
Spinnentiere (Arachnida) zugeordnet. Die Ordnung Metastigmata wird weiter in drei
Familien eingeteilt: Schildzecke (Ixodidae), Lederzecke (Argasidae) und Nuttalliellidae
(MARQUARDT und KONDRATIEFF 2005).

Auch im natirlichen Infektionsgeschehen der FSME spielen Zecken der Familie Ixodidae als
Vektoren bei allen FSME-Subtypen eine entscheidende Rolle, weshalb im Folgenden lediglich
die Eigenschaften dieser Familie charakterisiert werden. FSME-Viren zirkulieren in
bestimmten Gebieten, sogenannten Mikrofoki mit einer durchschnittlichen GréRRe von etwa
0,5 bis 1 ha, zwischen den Vektorzecken und bestimmten Reservoirwirten (Arten von
Saugern und Vogeln), wie schon Pavlovsky (1966) in seinem Naturherdkonzept beschrieben
hat (BORDE et al. 2022, PAVLOVSKY 1966). Die Ubertragung des TBEV-Sib und des TBEV-FE
erfolgt vor allem durch die Taigazecke (/. persulcatus), wahrend in Mitteleuropa der TBEV-
Eur primar durch die mit Abstand wichtigste Vektorzecke, den Gemeinen Holzbock (/.
ricinus), Ubertragen wird (DOBLER et al. 2012). In Deutschland ist die Schildzeckengattung
Dermacentor mit der Auwaldzecke (Dermacentor reticulatus (D. reticulatus)) und im
Sudwesten mit der Schafzecke (Dermacentor marginatus (D. marginatus)) vertreten (RUBEL
et al. 2016, CHITIMIA-DOBLER et al. 2019). Auch die selten vorkommende Reliktzecke
(Haemaphysalis concinna (H. concinna)) und Haemaphysalis punctata (H. punctata) als
Vertreter der Schildzeckengattung Haemaphysalis sind nachgewiesene Vektoren des FSME-
Virus (RUBEL et al. 2018).

Der Entwicklungszyklus der Ixodidae besteht aus vier Stadien: Ei, Larve, Nymphe und Adulte.
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Nachdem der Eischlupf erfolgt ist, wird fir das Erreichen der drei folgenden
Entwicklungsstadien oder der Eiablage (Weibchen) jeweils eine Blutmahlzeit bendtigt
(OLIVER 1989). Der Entwicklungszyklus dauert mehrere Jahre, wahrend die Blutmahlzeit auf
dem Wirt nur wenige Tage bis iber eine Woche andauert. AuRerhalb des Wirtes halten sich
Zecken in der offenen Vegetation oder in Tierbauten auf (OLIVER 1989). Da in Mitteleuropa /.
ricinus die wichtigste Vektorzecke ist, wird der folgende Ubertragungszyklus aus dieser Sicht

beschrieben.

2.1.5 Ubertragungszyklus des FSME-Virus

Das FSME-Virus persistiert in den Speicheldriisen der Zecke, nachdem sie sich als Larve oder
Nymphe durch eine Blutmahlzeit auf einem viramischen Wirt infiziert hat (MANSFIELD et al.
2009, LABUDA und RANDOLPH 1999). Eine andere Mdglichkeit der Infektion erfolgt durch
das sogenannte Co-feeding, wenn also eine nicht infizierte Zecke wahrend des Saugakts auf
dem gleichen Wirt dicht neben einer FSME-Virus tragenden Zecke sitzend sich infiziert, ohne
dass eine systemische Viramie des Wirtstieres erforderlich ist (RANDOLPH 2011). Darliber
hinaus dienen sie durch transstadiale (Infektion bleibt wahrend der Hautung zu dem
nachsten Zeckenstadium bestehen) und transovarielle (Weitergabe des Virus von einem
infiziertem Weibchen auf einen Teil der gelegten Eier) Ubertragung innerhalb der
Zeckenpopulation als Virusreservoir (KARBOWIAK und BIERNAT 2016). Bei der Befruchtung
von einer mannlichen Zecke auf das Weibchen kann eine horizontale Ubertragung erfolgen
(DOBLER et al. 2012) (Abbildung 5). Die drei blutsaugenden Stadien der Zecke (Larve,
Nymphe, Adult) suchen fir die Blutmahlzeit ein breites Spektrum an kleinen und groRRen
Saugetieren und Vogeln auf. Die wichtigsten natiirlichen Saugetierwirte fiir das FSME-Virus
sind Nagetiere, insbesondere die Rotelmaus (C. glareolus) und die Gelbhalsmaus (A.
flavicollis) (LABUDA und RANDOLPH 1999, DOBLER et al. 2012). Jingste Studien deuten auf
eine langanhaltende oder persistente Infektion bei Nagetieren in endemischen Gebieten hin
(TONTERI et al. 2011, BAKHVALOVA et al. 2006) und die mégliche Ubertragung des FSME-
Virus auf ihre Nachkommen (ber die Muttermilch, wie in einer Fallstudie beim Menschen
beschrieben (KERLIK et al. 2022). Der Mensch infiziert sich mit dem FSME-Virus durch einen
Zeckenstich, durch den Verzehr von infizierter Rohmilch oder entsprechenden
Milchprodukten oder in seltenen Fallen durch Organtransplantationen (DOBLER et al. 2012,
LIPOWSKI et al. 2017) (Abbildung 5). Durch die standardisierte Pasteurisierung der Rohmilch,



spielt diese Ubertragung in der westlichen Welt eine untergeordnete Rolle.

Abbildung 5: Ubertragungszyklus des FSME-Virus. In der Vektorzecke I. ricinus oder I. persulcatus wird FSME-Virus wihrend
des Lebenszyklus entweder durch horizontale Ubertragung (Infektion wird an das néchste Lebensstadium weitergegeben;
blauer Pfeil) oder durch vertikale Ubertragung (Ubertragung der Infektion auf die néiichste Zeckengeneration; brauner Pfeil)
erhalten. Die verschiedenen Lebensstadien der Zecke (Larven, Nymphen, adulte Weibchen) erndhren sich mit
unterschiedlicher Prdferenz von den verschiedenen Wirtsarten, wobei die weniger reifen Stadien die kleineren Wirte
bevorzugen. Der Hauptiibertragungsweg des FSME-Virus auf das neue Vektorindividuum erfolgt durch eine Blutmahlzeit auf
einem virdmischen Wirt (schwarzer Pfeil) oder durch Co-feeding (gestrichelter Pfeil). Die Infektion des Menschen erfolgt
meist durch den Befall mit infizierten Nymphen oder adulten Weibchen oder seltener iiber den alimentédren Weg durch den
Verzehr von nicht pasteurisierter Milch oder Milchprodukten (weit gestrichelter Pfeil); inspiriert von DOBLER et al. (2012);
erstellt mit BioRender.com.

2.1.6 Klinik und Pathogenese der FSME

Nach einem Zeckenstich vermehrt sich das FSME-Virus zunachst lokal in Hautzellen und
spater in Langerhans-Zellen, Makrophagen und neutrophilen Granulozyten an der
Einstichstelle (LABUDA et al. 1996, VALARCHER et al. 2015). Die Erkennung des Virus durch
das angeborene Immunsystem fuhrt zur Wanderung dendritischer Zellen (DC) zum priméaren
Infektionsherd. Diese Zellen werden dort mit dem Virus infiziert und bringen es liber das
Lymphsystem zu einem regionalen Lymphknoten (VALARCHER et al. 2015). In dhnlicher
Weise findet bei der Aufnahme von FSME-Virus Uber die Milch eine Replikation statt,
wahrscheinlich zunéchst in Epithelzellen des Gastrointestinaltraktes, bevor eine Ubertragung
auf DC erfolgt (DORRBECKER et al. 2010, VALARCHER et al. 2015). Nach einer
Replikationsphase in DC, Makrophagen und méglicherweise T-Lymphozyten (DORRBECKER
et al. 2010, LEONOVA und MAISTROVSKAIA 1996, VALARCHER et al. 2015) kommt es zu einer
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Viramie, und das Virus breitet sich in andere Organe aus, insbesondere in das
retikuloendotheliale System (Milz, Leber und Thymus) (DORRBECKER et al. 2010, VALARCHER
et al. 2015). Hohe Virustiter sind erforderlich, damit das Virus die Blut-Hirn-Schranke
tiberwinden kann (HAGLUND und GUNTHER 2003). Daher ist das FSME-Virus durch eine
geringe Neuroinvasivitat gekennzeichnet (RUZEK et al. 2010). Wenn zu wenig
neutralisierende Antikorper bei Patienten gebildet wurden, kommt es zu einer Infektion des
zentralen Nervensystems (ZNS). Die FSME-Viren befallen die Epithelzellen der Hirnhaute, die
Purkinje-Zellen im Kleinhirn sowie die motorischen Kerne im Hirnstamm und Rickenmark
(VALARCHER et al. 2015). Die Virusreplikation fiihrt zu Nervenlasionen und Symptomen
aufgrund eines Entzliindungsprozesses, Zelllyse, Nekrose und Apoptose sowie einer
zelluldren Dysfunktion (DUMPIS et al. 1999, RUZEK et al. 2010, VALARCHER et al. 2015). Die
Infektion von Neuronen fihrt zu der Migration von Mikroglia und FSME-Virus-spezifischer T-
Lymphozyten in das ZNS und insbesondere in die graue Substanz. Die zytotoxische T-
Lymphozyten-Reaktion ist fiir die Virusbeseitigung unerlasslich, kann aber auch zur
Immunpathogenese flihren, indem sie sich gegen infizierte Neuronen richtet (RUZEK et al.
2009, GELPI et al. 2006). In todlichen Fallen beim Menschen, sind Meningitis und
Polioenzephalomyelitis im Riickenmark, Hirnstamm und Kleinhirn lokalisiert und gehen mit
entzlindlichen und lymphozytaren Zellinfiltrationen einher (RUZEK et al. 2010, VALARCHER
et al. 2015).

2.1.6.1 FSME beim Menschen

Das FSME-Virus ist eine der Hauptursachen fir Infektionen des ZNS beim Menschen und
kann in allen Altersgruppen klinische Erkrankungen verursachen, wobei die Infektion bei
Erwachsenen und dlteren Menschen haufig schwerer verlauft (LINDQUIST und VAPALAHTI
2008, STUDAHL et al. 2013). Serologische Studien deuten darauf hin, dass die groRe
Mehrheit der FSME-Falle (70 — 98 %) asymptomatisch ist oder nur subklinische Symptome
aufweist (GUSTAFSON et al. 1992, BOGOVIC und STRLE 2015). Die FSME-Virus-Subtypen
unterscheiden sich in der Schwere der Erkrankung und der Letalitat, wobei die klinischen
Symptome dhnlich sind (CHARREL et al. 2004, GRITSUN et al. 2003, GUNTHER und HAGLUND
2005). Die hochste Letalitat (15 — 20 %) wird durch eine Infektion mit TBEV-FE ausgelost
(LINDQUIST und VAPALAHTI 2008, GRITSUN et al. 2003). Im Gegensatz dazu verursacht der
TBEV-Sib eine weniger schwere Erkrankung mit einer Letalitat bis zu 5 %, die sich chronisch

manifestieren kann (LINDQUIST und VAPALAHTI 2008, GRITSUN et al. 2003). Die klinischen
10



Symptome einer TBEV-Eur Infektion sind biphasisch (DUMPIS et al. 1999, LINDQUIST und
VAPALAHTI 2008, BOGOVIC et al. 2010). Die Inkubationszeit liegt zwischen zwei und 28
Tagen, mit einem Durchschnitt von sieben Tagen. Die virdmische Phase, die zwischen zwei
und acht Tagen andauert, ist durch grippedhnliche Symptome mit leichtem
Temperaturanstieg, Kopfschmerzen, Midigkeit, Riicken- und Gliederschmerzen sowie
Ubelkeit gekennzeichnet (VALARCHER et al. 2015). Danach folgt eine Zeit ohne klinische
Symptome, und bei einem Drittel der Patienten tritt eine zweite Krankheitsphase auf, die
durch einen plotzlichen Fieberschub gekennzeichnet ist. In dieser Phase breitet sich das
Virus auf das ZNS aus und verursacht Anorexie, Fieber, Kopfschmerzen, Erbrechen,
Lichtscheue und manchmal sensorische Veranderungen, Sehstérungen, Paresen, Laihmungen
oder sogar Koma (VALARCHER et al. 2015). Weitere Symptome sind Hyperkinese der
Gliedmafien und der Gesichtsmuskulatur, Lingualtremor, Krampfe und Lahmungen der
Atemmuskulatur (VALARCHER et al. 2015). Der Tod kann bereits eine Woche nach Ausbruch
der klinischen Erkrankung eintreten. Bei 10 — 20 % der Patienten mit schwerer Erkrankung
werden chronische neuropsychiatrische oder nervése Folgeerscheinungen beobachtet, wie
Depressionen, Konzentrationsschwachen oder Gesichts- oder Gliederparesen aufgrund einer
chronischen Myelitis oder Enzephalitis (MANSFIELD et al. 2009, VALARCHER et al. 2015). Bei
erwachsenen Patienten ist die Letalitat vergleichbar mit dem TBEV-Sib, befindet sich jedoch

meistens unter 2 % (ECKER et al. 1999, GRITSUN et al. 2003).

2.1.6.2 FSME bei Tieren

Wahrend die FSME in der Humanmedizin immer gréBere Beachtung findet, wird sie mit
Tieren kaum in Verbindung gebracht. Dennoch sind FSME-Virusinfektionen bei einer grofRen
Anzahl von Tierarten bekannt. Hierbei muss man zwischen Wirten mit Reservoirkompetenz
und Endwirten unterscheiden. Reservoirwirte (kleine und mittelgroBe Sduger) entwickeln
nach ihrer Infektion eine ausreichend hohe Virdmie, wodurch sich saugende Zecken
infizieren (siehe Kapitel 2.2), wahrend bei Endwirten dies nicht der Fall ist und keine
Ubertragung des Virus auf saugende Zecken erfolgt (RUBEL und SCHIFFNER-ROHE 2019).
Insgesamt zeigen Tiere nach einer FSME-Infektion unterschiedlich ausgepragte klinische
Symptome. Wahrend die Infektion der meisten Wildtiere (Reservoirwirt) asymptomatisch
verlduft (zum Beispiel (z.B.) Polarrotelmaus, Clethrionomys rutilus), kénnen einige eine
Enzephalitis entwickeln (z.B. Rételmaus, Clethrionomys glareolus) (MICHELITSCH et al. 2021).

Endwirte, wie z.B. Affen (z.B. Macaca sylvanus), konnen klinische Symptome und Lasionen
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entwickeln, die denen vom Menschen dhneln (SUSS 2008, SUSS et al. 2007). Bei Nutztieren,
wie Rindern, Schafen, Ziegen und Schweinen, werden nur selten klinische Symptome
beobachtet (HUBALEK et al. 2014). Obwohl nur marginal vorhanden, gibt es Berichte tiber
FSME bei Pferden mit klinischen Anzeichen wie schlechtem Allgemeinzustand, Anorexie,
Ataxie, plotzlichen Krampfen, Krampfanfallen und Lahmungen der Hals- und
Schultermuskulatur (KLAUS et al. 2013, RUSHTON et al. 2013). Auch bei Hunden treten
gelegentlich Fieber und klinische Anzeichen einer Infektion des ZNS auf. Infektionen mit
FSME-Virus werden bei dieser Tierart wahrscheinlich unterdiagnostiziert (PFEFFER und

DOBLER 2011, LESCHNIK et al. 2002).

2.1.7 Veterinarmedizinische Diagnostik

In der Veterindrmedizin wird die gleiche Diagnostik zum FSME-Nachweis verwendet wie in
der Humanmedizin. Direkte Nachweismethoden, wie die Virusisolation, Reverse-
Transkriptase-Polymerase-Kettenreaktion (RT-PCR) oder die Immunhistochemie, sind durch
das kurze Zeitfenster des moglichen Nachweises auszuklammern, mit Ausnahme von
Haustieren wie Hunden und Pferden, die unter intensiver Beobachtung der Besitzer stehen.
Durch den monatelangen Nachweis von Viren in verschiedenen Organen von Nagetieren,
kdnnen diese Methoden ebenfalls dort angewendet werden (ACHAZI et al. 2011). Im
Gegensatz dazu kann der indirekte Nachweis von spezifischen Antikérpern bei vielen
Tierspezies angewendet werden. Daflir werden am meisten Enzyme-linked Immunosorbent
Assay (ELISA), Serumneutralisationstest (SNT) und Immunfluoreszenztest (IFT) benutzt. Der
ELISA und der IFT sind nur Screening-Methoden fiir den Nachweis von Antikérpern, da es zu
moglichen Kreuzreaktionen mit anderen Flaviviren, wie dem West-Nil-Virus oder dem
Louping-lll-Virus, kommen kann. Bei Nagetieren sind diese Kreuzreaktion allerdings zu
vernachlassigen, da diese keine natirlichen Reservoire in dem enzootischen Kreislauf dieser
Viren sind (GILBERT et al. 2000). Der Goldstandard bleibt der SNT und ein SNT-Titer 21:10
beweisend fir eine FSME-Infektion (KLAUS et al. 2014). Da in Mitteleuropa mittlerweile

andere Flaviviren endemisch sind, ist die Spezifitatstestung zu empfehlen (BECK et al. 2013).

2.1.8 Therapie und Prophylaxe
Behandlungsoptionen fiir die Atiologie von FSME sind noch nicht verfiigbar (KAISER 2008,
KAISER 2016, LINDQUIST und VAPALAHTI 2008, VALARCHER et al. 2015). Bei Vorliegen

neurologischer Symptome scheint eine antivirale Therapie wirkungslos zu sein, da das Virus
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nicht mehr nachweisbar ist (STUDAHL et al. 2013, VALARCHER et al. 2015). Studien, die eine
Behandlung mit spezifischen Immunglobulinen nach einer FSME-Virus-Exposition
versuchten, zeigten, dass sich die Symptome nach Verabreichung verschlimmerten und die
Behandlung abgesetzt wurde (WALDVOGEL et al. 1996, BROKER und KOLLARITSCH 2008,
VALARCHER et al. 2015). Daher erfolgt die Behandlung in Bezug auf die klinischen
Manifestationen von FSME hauptsachlich symptomatisch mit nichtsteroidalen
Antiphlogistika (NSAIDs) (DUMPIS et al. 1999, STUDAHL et al. 2013, VALARCHER et al. 2015).
In schweren Fallen werden gelegentlich Kortikosteroide eingesetzt, die zu einer raschen
Besserung der Symptome fiihren sollen. Allerdings gibt es derzeit keine klinischen Studien,
die den Erfolg entsprechender Behandlungen belegen (DUMPIS et al. 1999, MICKIENE et al.
2002, LINDQUIST und VAPALAHTI 2008). Unabhangig davon miissen Patienten mit
Symptomen einer Meningoenzephalitis engmaschig Giberwacht werden, da ein Hirnédem
innerhalb kurzer Zeit zu Koma oder Atemlahmung fiihren kann (DUMPIS et al. 1999).

Einer FSME-Virusinfektion kann vorgebeugt werden, indem die potenziellen Ubertriger,
Zecken und unbehandelte Milchprodukte, so weit wie moglich gemieden werden (DUMPIS
et al. 1999). Auch die Anwendung von Repellentien, das Meiden moglicher Risikogebiete
oder das Tragen von Schutzkleidung stellt keinen sicheren Schutz vor einer FSME-
Virusinfektion dar (KUNZE et al. 2004, DEMICHELI et al. 2009). Um sich am besten vor der
FSME-Erkrankung zu schiitzen, ist die FSME-Impfung die wirkungsvollste MaRnahme
(DEMICHELI et al. 2009, WHO 2011, KOLLARITSCH et al. 2012, VALARCHER et al. 2015).
Derzeit sind finf FSME-Impfstoffe weltweit verfiigbar (WHO 2011, DOBLER et al. 2020). Die
Grundimmunisierung besteht aus drei bis vier separaten Impfungen aller Impfstoffe, mit
Ausnahme der chinesischen Formulierung, bei der nur zwei Impfungen bendtigt werden
(KOLLARITSCH et al. 2012, VALARCHER et al. 2015, KAISER 2016, DOBLER et al. 2020). Fir die
Aufrechterhaltung des Impfschutzes sind Auffrischungsimpfungen alle drei bis flinf Jahre
notwendig (KOLLARITSCH et al. 2012, VALARCHER et al. 2015, DOBLER et al. 2020). Derzeit
gibt es keine zugelassenen Impfstoffe fir den veterindarmedizinischen Gebrauch (VALARCHER

et al. 2015).
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2.2 Reservoirwirte des FSME-Virus

2.2.1 Die Rotelmaus (Clethrionomys glareolus)
2.2.1.1 Taxonomie und Morphologie
Die Rotelmaus (C. glareolus) ist der Ordnung Rodentia
und der Uberfamilie der M3useartige (Muroidea)
zugehorig. Innerhalb der Systematik werden sie weiter
der Familie der Wiihler (Cricetidae) und der Unterfamilie
der Wiihiméause (Arvicolinae) zugeordnet (AULAGNIER et
al. 2009). Hauptmerkmal der Rotelmaus ist das rotlich
?,fg;lf,;nii}giggfelmaus (€. glareolus) braune bis fuchsig rote Rickenfell, der weille Bauch und
der fiir eine WiithImaus lange zweifarbige Schwanz (40 — 70 mm, 50 % der Korperlange)
(KRAFT 2008) (Abbildung 6). Die Kopf-Rumpf-Lange betragt 80 — 115 mm bei einem Gewicht
von 15— 35 g. AuRerdem ist der Hinterfu® etwa 16—20 mm lang (KRAFT 2008). Die
Rotelmaus ist ein Pflanzenfresser, der sich im Friihjahr und Sommer hauptsachlich von

griinen Pflanzen und im Herbst und Winter hauptsachlich von Samen ernahrt. Im Herbst

wird die Nahrung durch Beeren, Friichte und Pilze erganzt (VIRO und NIETHAMMER 1982).

2.2.1.2 Lebensraum und Verbreitung

Die tag- und nachtaktive Rételmaus ist die haufigste Kleinsdaugerart in Nadel- und
Mischwaldern mit dichter Bodendeckung aus Farnen und anderen krautartigen Pflanzen.
Hohe Individuendichten werden in feuchten bis nassen Waldtypen erreicht (KRAFT 2008).
Wegen der Isolation einzelner Rételmauspopulationen wahrend der letzten Eiszeit konnten
sich verschiedene genetische Linien liber die Zeit entwickeln. Anfangs wurden funf
Rotelmaus-Linien beschrieben, drei in Slideuropa auf den mediterranen Halbinseln Iberiens
(Spanien), Italiens und des Balkans sowie zwei weit verbreitete kontinentale Linien, eine
westeuropaische Linie und eine 6stliche Linie, deren Verbreitung sich von Osteuropa bis
Westsibirien erstreckt (DEFFONTAINE et al. 2005) (Abbildung 7). Spater wurde eine weitere,
stark abweichende Linie aus Kalabrien im duBersten Stiden der italienischen Halbinsel
beschrieben (COLANGELO et al. 2012) und eine Linie in der Ndhe der Karpaten (KOTLIK et al.

2006) (Abbildung 7). In Deutschland ist hauptsachlich die westliche Linie anzutreffen, wobei
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im Nordosten auch die 6stliche und karpatische Linie gefunden werden kann (Abbildung 7).

Abbildung 7: Verteilung der phylogeografischen Linien der Rételmaus, abgeleitet aus den mitochondrialen DNA-Sequenzen
(mtDNA Clade), mit einer schematischen Darstellung der Phylogenie im Bild oben rechts (KOTLIK et al. 2022).

2.2.1.3  Reservoir und Ubertrdger des FSME-Virus

Unter den Nagetieren hat die Rotelmaus den bedeutendsten Anteil am Erhalt und der
Verbreitung des FSME-Virus innerhalb der Naturherde, welches in zahlreichen Studien bisher
belegt wurde. In Tschechien wurde FSME-Virus spezifische RNA aus allen Gewebeproben
(Lunge, Niere, Milz) einer Rotelmaus mittels RT-PCR amplifiziert (WEIDMANN et al. 2006).
Rotelmause, die in ganz Slowenien gefangen wurden, wiesen im Vergleich zu anderen
Nagetieren hohere Titer von FSME-Antikérpern auf, die mit einem IFT nachgewiesen
wurden, sowie eine hohere Viruslast (KNAP et al. 2012). Die FSME-Virus Seropositivitat von
Nagetieren, die mit einem Virusneutralisationstest (VNT) getestet wurde, stieg parallel zum
Anteil der Rételmaus-Population in Ungarn (ZOLDI et al. 2015a). Hirn- oder Milzgewebe von
Nagetieren in Nicht-Risikogebieten in Brandenburg und Sachsen-Anhalt und
Hochrisikogebieten in Hessen, das mittels RT-PCR auf FSME-Virus RNA untersucht wurde,
zeigte, dass die hochsten Raten in Rotelmausen zu finden sind. Dariliber hinaus zeigten
experimentelle FSME-Virus infizierte Rotelmause, dass das Virus fir mindestens drei Monate
in verschiedenen Organen und 50 Tage im Blut persistiert (ACHAZI et al. 2011). Insgesamt

wurden 333 Nagerseren, die an vier Standorten in der Schweiz gesammelt wurden, mittels
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IFT auf FSME-Antikorper getestet, wobei 8 von 12 positiven Proben Rotelmausen stammten
(BURRI et al. 2012). In Finnland wurde FSME-Virus RNA im Gehirn und in den Geweben der
inneren Organe von zwei WihImausarten mittels RT-PCR in TBEV-Eur und TBEV-Sib
Endemiegebieten mehrere Monate nach der Zeckensaison nachgewiesen (TONTERI et al.
2011). Im Nordosten von Polen wurden 14,8 % von 668 Rotelmaus-Seren positiv mit einem
ELISA auf Antikorper gegen das FSME-Virus getestet (GRZYBEK et al. 2018). Rotelmause sind
in den meisten Okosystemen weit verbreitet, haben einen kleinen Lebensraum und werden
stark von Zecken parasitiert und sind somit ein idealer Reservoirwirt fiir das FSME-Virus

(ACHAZI et al. 2011).

2.2.2 Die Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis)

2.2.2.1 Taxonomie und Morphologie
Die Gelbhalsmaus (A. flavicollis) ist ebenfalls der
Uberfamilie der M&useartige (Muriodea) innerhalb der
Ordnung der Nagetiere (Rodentia) zugehorig. Weiter
werden sie der Unterfamilie der Altweltmause (Murinae)
innerhalb der Familie der Langschwanzmause (Muridae)
zugeordnet (WILSON und REEDER 2005). Gelbhalsméause
sind gekennzeichnet durch eine dunkle Riickenmitte,
bedingt durch die Anhaufung von schwarzen Leit- und

Abbildung 8: Die Gelbhalsmaus (A. flavicollis) Deckhaaren. Die Seiten sind meist rot, wahrend die

(www.kleinsaeuger-bayern.de).

Unterseite hellgrau oder reinweild ist. Die Brust bildet
einen goldenen, geschlossenen Kragen (KRAFT 2008) (Abbildung 8). Der Schwanz ist dhnlich
lang wie der Korper eines erwachsenen Tieres, mindestens 80 — 130 mm. Die Kopf-Rumpf-
Lange betragt 80 — 120mm bei einem Gewicht von 20 — 45 g. AuBerdem sind die Hinterfiil3e
etwa 23 — 26 mm lang (KRAFT 2008). Nahrungsquelle sind vor allem Samen von Bdumen und
Strauchern, aber auch Ackerbewuchs, wie zum Beispiel Ackersenf oder Getreide.

Arthropoden zahlen ebenfalls zu ihrer Nahrung (NIETHAMMER und KRAPP 1978).

2.2.2.2 lLebensraum und Verbreitung
Die nachtaktive Gelbhalsmaus (SCHWARZENBERGER und KLINGEL 1995) zeichnet sich durch
eine starke Bindung zum Wald oder zumindest zu Baum- und Strauchbewuchs aus. Sie ist

besonders haufig in Laubwaldern, insbesondere in alten Bestdnden von Eichen, Buchen und
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Hainbuchen mit geringer Krautschicht, wo sie die dominierende Kleinsaugerart ist (KRAFT
2008). AulRerdem besiedelt sie auch offene Lebensrdume wie Hecken und Areale von
Gebuisch (NIETHAMMER und KRAPP 1978). Die Gelbhalsmaus kommt fast Gberall in Europa
vor, fehlt aber in Westfrankreich, auf der Iberischen Halbinsel (auBer im hohen Norden) und
auf allen groRen Mittelmeerinseln. In England lief? sie sich nur im Sliden nieder. Im Osten

reicht das Territorium bis zum Ural, sidostlich bis zum Kaukasus (KRAFT 2008).

2.2.2.3  Reservoir und Ubertriger des FSME-Virus

Die Gelbhalsmaus gilt neben der Rételmaus als weiterer wichtiger Wirt mit
Reservoirkompetenz zum Erhalt und Verbreitung des FSME-Virus innerhalb der Naturherde.
In Tschechien konnten mittels SNT bei 1,4 % der untersuchten Gelbhalsmause Antikdrper
gegen das FSME-Virus gefunden werden (ZEMAN und JANUSKA 1999). Gelbhalsméuse, die in
ganz Slowenien gefangen wurden, zeigten eine Seropravalenz von 3,9 %, die mit einem IFT
nachgewiesen wurde (KNAP et al. 2012). In der Slowakei konnte sogar bei 717 untersuchten
Gelbhalsmausen mit einem SNT eine hohere Seropravalenz (18,1 %) nachgewiesen werden
als bei den Rételmausen (15,1 %) (KOZUCH et al. 1990). Die FSME-Virus Seropositivitat von
Gelbhalsmausen, die mit einem VNT getestet wurde, entsprach 3,7 % in Ungarn (ZOLDI et al.
2015a). AuBerdem ergab eine weitere serologische Studie aus der Schweiz eine
Seropravalenz von 1,3 % mit einem IFT bei den untersuchten Gelbhalsmausen (BURRI et al.
2012). Des Weiteren konnte im Elsass bei 3,3 % der Gelbhalsmause Antikdrper gegen das
FSME-Virus mit einem ELISA nachgewiesen werden (BOURNEZ et al. 2020). Auch der FSME-
Virus-Nachweis aus Organen wie Hirn- oder Milzgewebe durch RT-PCR von Gelbhalsmausen
ist bestatigt worden (ACHAZI et al. 2011, PINTER et al. 2014). Im Vergleich zu der Rételmaus
hat die Gelbhalsmaus trotz der vielen Studien eine untergeordnete Rolle als Wirt fiir die

systemische FSME-Ubertragung (KNAP et al. 2012).

2.2.3 Sonstige Wirbeltiere

Neben den vielen Antikérpernachweisen aus Wild- und Haustieren, die fiir sich genommen
wenig liber den natiirlichen Ubertragungsprozess des FSME-Virus aussagen, wurde das Virus
in mehreren Sdugetierarten und einigen Vogelarten festgestellt (DOBLER et al. 2020).
Dennoch heildt ein positiver FSME-Virus-Nachweis nicht, dass der Trager auch gleich
Reservoir ist. Nur Wirbeltiere mit Reservoirkompetenz libertragen, sobald sie infiziert sind,

ihre Infektion zumindest fir einen bestimmten Zeitraum auf saugende Zecken (RUBEL und

17



SCHIFFNER-ROHE 2019). Tabelle 1 listet die einheimischen Wirbeltierarten auf, die

nachweislich oder mit hoher Wahrscheinlichkeit FSME-Viren auf saugende Zecken

Ubertragen. Dies sind ausschlieBlich kleine bis mittelgrofRe Sdugetiere. Es ist wahrscheinlich,

dass das FSME-Virus andere lokale Reservoire hat, wie z.B. bestimmte Vogelarten, aber

solche Studiennachweise fehlen (RUBEL und SCHIFFNER-ROHE 2019). Um die tatsachliche

Reservoirkompetenz einer Art nachzuweisen, sind Feldversuche unerlasslich (RUBEL und

SCHIFFNER-ROHE 2019). GroRe Sadugetiere, wie z.B. Wildschweine oder Rehe, tragen

erheblich zur Vermehrung von Vektorzecken bei, indem sie als wichtige Wirte fir

erwachsene Weibchen fungieren und somit auch die FSME-Virus-Zirkulation beeinflussen

(RUBEL und SCHIFFNER-ROHE 2019).

Tabelle 1: Nachgewiesene und vermutete (*) Reservoirwirte des FSME-Virus von mitteleuropdischen Wirbeltieren;

modifiziert nach RUBEL und SCHIFFNER-ROHE (2019).

Mammalia: Rodentia (Nagetiere)

Muridae (Langschwanzmause)
Apodemus agrarius (Brandmaus)

Apodemus flavicollis (Gelbhalsmaus)

*Apodemus sylvaticus (Waldmaus)
*Mus musculus (Hausmaus)
*Micromys minutus (Zwergmaus)
Gliridae (Bilche)
*Muscardinus avellanarius (Haselmaus)
*Glis glis (Siebenschlafer)
Cricetidae (Wiihler)
*Microtus agrestis (Erdmaus)
*Microtus arvalis (Feldmaus)
Microtus subterraneus (Kurzohrmaus)
Clethrionomys glareolus (Rotelmaus)
Sciuridae (Hornchen)

*Sciurus vulgaris (Euras. Eichhérnchen)

(LABUDA et al. 1993)

(RADDA et al. 1969b, LABUDA et al. 1993,
LABUDA et al. 1996)

(SONENSHINE und MATHER 1994)
(RADDA et al. 1964)

(GRULICH et al. 1967)

(KOZUCH et al. 1963)
(NOSEK und GRULICH 1967)

(TONTERI et al. 2011)
(KOZUCH et al. 1967)
(LABUDA et al. 1993)
(LABUDA et al. 1993)

(HUBALEK und RUDOLF 2012)

Eulipotyphla (Insektenfresser)

*Erinaceus euopaeus (Westigel)
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*Erinaceus roumanicus (Ostigel)
*Talpa europaea (Europaischer Maulwurf)
Soricidae (Spitzméause)

*Sorex araneus (Waldspitzmaus)

(KOZUCH et al. 1967)
(GRULICH 1960)

(BAKHVALOVA et al. 2016, KOZUCH et al.
1967)

Carnivora (Raubtiere)
Canidae (Hunde)

*Vulpes vulpes (Rotfuchs)
Mustelidae (Marder)

Mustela putorius (Europaischer lltis)

(RADDA 1973)

(RADDA et al. 1969a)
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4 Diskussion und Schlussfolgerung

Diese vierjahrige Studie von 2019 bis 2022 erweitert unser Wissen Uber die saisonale und
interannuelle Dynamik der FSME-Zirkulation bei kleinen Saugetieren in zwei aktiven
natirlichen FSME-Mikrofoki und liefert zusatzliche Informationen tiber demographische
Wirtsfaktoren, die die FSME-Infektion auf individueller Ebene beeinflussen. Unsere
Ergebnisse bestatigen eine aktive Zirkulation von FSME-Viren in mindestens zwei
verschiedenen Nagetierarten in zwei FSME-Naturherden. Diese Studie ist die erste, in der
Kleinsduger auf die Dynamik von FSME-Virus-Antikorper Uber vier Jahre in Deutschland
untersucht wurden. Die beiden FSME-Naturherde, Haselmihl und Heselbach, wurden als
FSME-Mikrofoki identifiziert, nachdem Anwohner in der Nahe der Foki klinische FSME-
Symptome entwickelt hatten. Seit 2009 konnte das FSME-Virus in Zecken nachgewiesen
werden (KERLIK et al. 2022, WEIDMANN et al. 2013). Beide Orte liegen in einem der am
starksten von FSME betroffenen Gebiete in Deutschland, mit den hochsten Inzidenzraten im
aktuellen Finfjahreszeitraum (2018 — 2022), mit insgesamt 113 gemeldeten humanen Fallen
in beiden Landkreisen zusammen (ROBERT KOCH-INSTITUT 2023b).

Die Populationsdichten von A. flavicollis und C. glareolus (71 — 445 Individuen/Jahr/0,5 ha)
an diesen Standorten wurden in der aktuellen Studie untersucht und waren vergleichbar mit
den Populationsdichten aus einer FSME-Seropravalenzstudie in Ungarn (78 — 165
Individuen/Jahr/0,5 ha) (ZOLDI et al. 2015b) und wesentlich hoher als die Dichten aus
Frankreich (4 — 57 Individuen/Jahr/0,5 ha) (BOURNEZ et al. 2020). Das reichhaltige
Nahrungsangebot an Friichten, Pilzen und Samen in einem Gebiet ist fir die
Aufrechterhaltung der Nagetierpopulation von entscheidender Bedeutung (VIRO und
NIETHAMMER 1982). Diese Umweltbedingungen schienen in unseren
Untersuchungsgebieten ausreichend zu sein, um die Nagetierpopulation wahrend des
Untersuchungszeitraums stabil zu halten. AuBerdem wurde die Populationsstruktur durch
die Freilassung der Nagetiere nach den ersten beiden Fangen so wenig wie moglich durch
unsere Arbeitstatigkeit gestort. Damit das FSME-Virus in der Natur erfolgreich zirkulieren
kann, bendtigt es ein Gebiet mit hohen Nagetier- und Zeckenpopulationsdichten und
Waildern mit dichtem Unterholz, die in beiden Untersuchungsgebieten vorhanden sind
(BORDE et al. 2021, TORRE und ARRIZABALAGA 2008).

Fiir den Nachweis einer FSME-Infektion bei Nagetieren sind serologische Testsysteme die

Methoden der Wabhl, da fiir den Virusnachweis mittels PCR oder Virusisolierung in der Regel
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Organmaterial benétigt wird, was den Tod des Tieres zur Folge hat. Der SNT gilt als der
spezifischste serologische Test, allerdings muss mit lebenden Viren unter BSL-3-
Laborbedingungen gearbeitet werden (LITZBA et al. 2014). Wahrend Methoden wie der IFT,
den wir in unserer Studie hauptsachlich verwendet haben, im Vergleich zum SNT eine
Sensitivitat von fast 80 % und eine Spezifitat von fast 99 % erreichen, wenn sie mit
Hundeseren getestet werden (GIRL et al. 2021), fehlen solche vergleichenden Studien fir
Seren von wilden Nagetieren. Mogliche Kreuzreaktionen mit anderen Flaviviren, wie z.B.
dem West-Nil-Virus oder dem Louping-IlI-Virus, sind vernachladssigbar, da Nagetiere erstens
keine natlirlichen Reservoire in den enzootischen Zyklen dieser Viren sind und in den
Untersuchungsgebieten nicht vorkommen und zweitens keine Wirte fir diese Virus-
Ubertragenden Stechmiickenarten sind (GILBERT et al. 2000). Aus diesen Griinden haben wir
die Gelegenheit genutzt, um zu testen, ob der IFT eine geeignete Alternative fir den
Nachweis von Antikérpern gegen das FSME-Virus bei Kleinsaugern darstellt. Daher wurden
alle Thoraxsplilproben aus den Jahren 2019 — 2022, die mit dem IFT positiv getestet worden
waren, mittels SNT verifiziert. Es zeigte sich eine Sensitivitat von 94,3 % im Vergleich zu den
SNT-Ergebnissen. Die Moglichkeit besteht, dass mit dem IFT spezifische Antikorper gegen
das FSME-Virus nachgewiesen werden, die keine neutralisierende Aktivitat aufweisen und
daher vom SNT nicht erfasst werden, was die etwas niedrigere Nachweisrate erklaren
konnte (GIRL et al. 2021).

In unserer Studie wurden bei 16,9 % der untersuchten Proben FSME-Virus-Antikorper
nachgewiesen. Die Seropravalenz in der aktuellen Studie ist hoher als in Studien in Nord- und
Mitteleuropa, die ebenfalls Nagetierproben serologisch mittels IFT untersucht haben.
Wahrend landesweite Studien aus Slowenien (5,9 %) (KNAP et al. 2012), Deutschland

(10,2 %) (ACHAZI et al. 2011) und der Schweiz (3,6 %) (BURRI et al. 2012) niedrige bis
moderate Seropravalenzen ergaben, lag die Seropravalenz in zwei FSME-Naturherden in
Finnland bei 4,0 % (TONTERI et al. 2011). Andere serologische Studien mit unterschiedlichen
Testmethoden von Naturherden in West- und Mitteleuropa veroffentlichten
Seropravalenzen von 5,1 % in Ungarn (ZOLDI et al. 2015b), 14,8 % in Polen (GRZYBEK et al.
2018), 1,5 % in der Tschechischen Republik (ZEMAN und JANUSKA 1999), 7,0 % bzw. 14,6 %
in der Slowakei (KOZUCH et al. 1967, KOZUCH et al. 1990), 4,2 % in Frankreich (BOURNEZ et
al. 2020) und 14,0 % in Bayern, Deutschland (KOCIANOVA et al. 1993). Eine Studie aus

Russland zeigte eine Seropravalenz von 61,4 % bei Kleinsdugern in einem
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Untersuchungsgebiet mit anderen FSME-Viurssubtypen (TBEV-FE und TBEV-Sib). Die hohe
Pravalenz kann durch die starker pathogenen FSME-Virussubtypen, TBEV-FE und TBEV-Sib,
erklart werden (BAKHVALOVA et al. 2006). Hinsichtlich der Seropravalenzraten sind unsere
Ergebnisse fir C. glareolus (19,4 %) im hochsten Pravalenzbereich innerhalb Europas (2,2 %
bis 20,5 %) einzuordnen (TONTERI et al. 2011, ZOLDI et al. 2015a, GRZYBEK et al. 2018,
BOURNEZ et al. 2020, ZEMAN und JANUSKA 1999, KOZUCH et al. 1967, KOZUCH et al. 1990,
KOCIANOVA et al. 1993), mit z.B. 14,3 % in Slowenien (KNAP et al. 2012), 5,3 % in der
Schweiz (BURRI et al. 2012) und 12,9 % in Deutschland (ACHAZI et al. 2011). Bei A. flavicollis
(10,5 %) in unserer Studie schwankt die Pravalenz im mittleren Bereich (1,3 % bis 18,1 %)
(ZOLDI et al. 2015a, BOURNEZ et al. 2020, BURRI et al. 2012, ZEMAN und JANUSKA 1999,
KOZUCH et al. 1967, KOCIANOVA et al. 1993), mit beispielsweise 4,0 % in Slowenien (KNAP
et al. 2012), 18,1% in der Slowakei (KOZUCH et al. 1990) und 8,1 % in Deutschland (ACHAZI
et al. 2011).

In Haselmiihl scheinen A. flavicollis einen geringen Beitrag zur FSME-Zirkulation zu leisten
(1,6 %). In Heselbach wurden seropositive A. flavicollis nur in den Jahren 2019 (22,6 %) und
2020 (20,0 %) gefunden, aber nicht im Jahr 2021 und nur ein Individuum im Sommer 2022
(7,7 %), was auf eine untergeordnete Rolle fiir die Verbreitung des Virus innerhalb der
untersuchten Naturherde dieser Nagetierart hindeutet. Eine ahnliche Seropravalenz fur A.
flavicollis wurde in Ungarn (3,7 %) (ZOLDI et al. 2015a) und in der Schweiz (1,3 %)
beschrieben (BURRI et al. 2012). Die Tatsache, dass die FSME-Virus Pravalenz bei C. glareolus
hoher ist, wurde auch schon friiher beschrieben (TONTERI et al. 2011, ACHAZI et al. 2011,
KNAP et al. 2012, GRZYBEK et al. 2018). Eine Studie aus Frankreich zeigte eine signifikant
hohere Zeckenlast bei A. flavicollis im Vergleich zu C. glareolus (BOURNEZ et al. 2020), die
nach wiederholtem Befall durch die Beteiligung von T-Helferzellen an der Immunantwort
eine Resistenz gegen Zeckenbefall entwickeln konnen. AuRerdem scheint A. flavicollis
aufgrund der gréReren Korperoberflache anfalliger fur Zeckenbefall zu sein (DIZIJ und
KURTENBACH 1995). Dies sollte zu einer hoheren Pravalenz bei A. flavicollis fiihren. Der
Nachweis einer starkeren Viramie, hoherer Antikorpertiter und einer langeren Halbwertszeit
von Antikorpern gegen das FSME-Virus bei C. glareolus im Vergleich zu Apodemus-Arten
widerspricht jedoch diesen Annahmen, was vermutlich auf die Besonderheit der
Immunantwort auf eine FSME-Virusinfektion zuriickzufiihren ist (KNAP et al. 2012, HEIGL

und ZEIPEL 1966, ZEIPEL und HEIGL 1966, LABUDA et al. 1993). Die oben dargestellten

42



Ergebnisse deuten also darauf hin, dass C. glareolus im Vergleich zu A. flavicollis fiir den
Erhalt des FSME-Virus in einem Naturherd bedeutsamer ist.

Ein weiteres Ergebnis unserer Studie war, dass bei der Art C. glareolus deutlich mehr
Mannchen (40,4 %) seropositiv waren als Weibchen (15,6 %) und bei der Art A. flavicollis
signifikant mehr Weibchen (18,5 %) als Mdnnchen (7,1 %). Ein Grund dafiir konnte sein, dass
mannliche C. glareolus aufgrund haufigerer Ausflliige zur Paarung und Nahrungssuche
groRere Reviere haben und dadurch moglicherweise haufiger mit einer gréBeren Anzahl von
Zecken in der Vegetation in Beriihrung kommen (ZOLDI et al. 2015a, RADDA et al. 1963).
Aufgrund des hohen Testosteronspiegels weisen sexuell aktive C. glareolus auch eine
verringerte Immunitat auf, so dass mehr Zecken aufgesammelt werden kénnen und die
Ubertragungswahrscheinlichkeit des FSME-Virus steigt (HUGHES und RANDOLPH 2001).
Das Alter des Wirts spielt in unserer Studie ebenfalls eine wichtige Rolle, da es die FSME-
Virus Seropravalenz bei Nagetieren erheblich beeinflusst. Diese Beobachtung wurde auch
durch andere Studien in Ungarn und Polen bestitigt (ZOLDI et al. 2015a, GRZYBEK et al.
2018). Wahrend des Untersuchungszeitraums war die Seropravalenz des Virus bei
erwachsenen C. glareolus und A. flavicollis (25,4 % bzw. 12,0 %) hoher als bei Jungtieren
(9,8 % bzw. 3,2 %). Auch in Ungarn und Polen waren mehr erwachsene C. glareolus (25,9 %
bzw. 20,8 %) seropositiv als Jungtiere (8,3 % bzw. 8,7 %) (ZOLDI et al. 2015a, GRZYBEK et al.
2018). Die Wahrscheinlichkeit und die Moglichkeiten eines Zeckenbefalls nehmen mit dem
Alter des Wirts zu (GRZYBEK et al. 2015). Darliber hinaus nimmt die Seropravalenz mit dem
Alter zu, da Antikérper mutmallich Gber einen langen Zeitraum (189 Tage) nachgewiesen
werden kénnen und daher davon ausgegangen werden kann, dass einmal infizierte C.
glareolus ihr Leben lang seropositiv bleiben. Dennoch miissen diese Ergebnisse mit Vorsicht
interpretiert werden, da wir nur das Gewicht als Parameter fiir die Alterseinstufung
verwendet haben und drei Individuen hatten, die beim Wiederfang seronegativ, aber zuvor
seropositiv waren. Eine weitere Einschrankung der Studie besteht darin, dass wir durch das
Studiendesign nicht kldren kdnnen, ob die Seropositivitat durch eine einmalige FSME-
Virusinfektion oder durch wiederholte Stiche infizierter Zecken aufrechterhalten wird. Unter
Laborbedingungen wurden 100 Tage Seropositivitat bei C. glareolus nachgewiesen, jedoch
wurde das Experiment nur 100 Tage durchgefiihrt (ACHAZI et al. 2011).

Von 2019 bis 2022 konnten wir keine signifikanten Unterschiede in der FSME-Virus

Seropravalenz bei Nagetieren feststellen, obwohl die Populationsdichte der Kleinsauger im
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Laufe der Jahre abgenommen hat. Eine héhere Seropravalenz ware in Jahren mit weniger
Nagetieren zu erwarten. Eine erhdohte Zeckenbelastung pro Individuum, wie sie in Frankreich
beschrieben wurde, trat also nicht auf, wo insgesamt 541 Kleinsdauger im Jahr 2012, 36 im
Jahr 2013 und 87 im Jahr 2014 beprobt wurden und die Seropravalenz von 3,5 % auf 1,1 %
gesunken war. Im Gegensatz dazu stieg die Zeckenbefallsrate bei Nagetieren im Laufe der
Jahre von 38,2 % auf 83,3 % (BOURNEZ et al. 2020, BURRI et al. 2012). Es ist bekannt, dass
Antikorper gegen das FSME-Virus im Blut von Nagetieren bereits 5 Tage nach der Infektion
nachweisbar sind (ACHAZI et al. 2011, MICHELITSCH et al. 2021). In mehreren Studien
wurden FSME-Virus-Antikorper bis zu 100 — 168 Tage nach der Infektion nachgewiesen
(ACHAZI et al. 2011, LABUDA et al. 1997). In unserer Studie waren bis auf drei Nagetiere alle
Nagetiere bei Wiederfangen durchgehend seropositiv, wobei der langste Zeitraum mit bis zu
189 Tagen bei C. glareolus und 69 Tagen bei A. flavicollis auf eine sehr lange
Zirkulationsdauer der FSME-Virus-Antikorper hindeutet. Die Tatsache, dass es sich bei zwei
der drei Nagetiere, die bei Wiederfangen seropositiv zu seronegativ konvertierten, um A.
flavicollis handelte und der Nachweiszeitraum der Seropositivitat kiirzer war als bei C.
glareolus, konnte dies ebenfalls ein Grund fiir die niedrigere Seropravalenz bei A. flavicollis
sein. Der Nachweis von Serokonversionen in allen untersuchten Jahreszeiten, sogar zwischen
verschiedenen Jahren, deutet darauf hin, dass die Nagetiere wahrscheinlich ganzjahrig
einem Infektionsdruck ausgesetzt sind. Da Clethrionomys species pluralis (spp.) wahrend der
Fortpflanzungszeit von April bis Ende September 3 — 4 Wiirfe und Apodemus spp. von Marz
bis Ende Oktober 2 — 3 Wiirfe haben, sind im Naturherd immer naive Tiere vorhanden. Diese
kénnen sich infizieren und dienen somit neben der transovariellen Ubertragung infizierter
adulter Zecken auch als Ubertragungsquelle des FSME-Virus fiir juvenile Zeckenstadien
wahrend der virdmischen Phase von bis zu 28 Tagen nach der Infektion (MICHELITSCH et al.
2021, STENSETH et al. 2002). Aufgrund der kurzen Lebensdauer der Nagetiere (maximal 11
Monate in unserer Studie) und der geringen jahrlichen Wiederfangraten (3,8 — 4,3 %) lasst
sich ableiten, dass sich jedes Jahr im Friihjahr eine neue Nager-Population von Zecken
infiziert, in denen das Virus Uberwintert hat, und somit im Frihjahr seropositive Tiere
vorhanden sind. Ahnliche Daten wurden in einer Seroprévalenzstudie an Nagetieren, die
mehrfach gefangen wurden, aus Ungarn beschrieben, wo die maximale Lebensdauer 1 -1,5
Jahre betrug und die Wiederfangraten vom letzten Jahr zwischen 1,3 — 7,3 % lagen (ZOLDI et
al. 2015b).
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Die Bewegungsprofile der wiedergefangenen Tiere waren im Untersuchungsgebiet von
Haselmihl besonders interessant, da die drei Untersuchungsflachen nahe beieinander lagen
(Abstand 30 — 40 m). Es stellte sich heraus, dass unter den 141 Wiederfangen kein einziges
Tier in zwei verschiedenen Untersuchungsflachen gefangen wurde. In der Literatur werden
Bewegungsradien von C. glareolus mit 737 — 1753 m? und von A. flavicollis mit 100 — 2300
m?2 angegeben (VUKICEVIC-RADIC et al. 2006, BUJALSKA und GRUM 1989). Wie in Haselmiihl,
stellen ein FuBweg oder eine Wiese nattrliche Barrieren fir die Nager dar, die unter
optimalen Lebensbedingungen nicht Giberschritten werden. Daraus lasst sich ableiten, dass
der Lebenszyklus des FSME-Virus zwischen juvenilen Zecken und Nagetieren in mehreren
kleinen Mikrofoki mit einer durchschnittlichen GroRe von 0,5 bis 1 ha stattfindet, die einen
Naturherd bilden. Von diesen Mikrofoki aus wandern infizierte adulte Zecken passiv mit Hilfe
grofRerer Wildtiere zu anderen Orten, um unter geeigneten Bedingungen einen neuen
Mikrofokus zu bilden, der z.B. durch das Vorhandensein von Vektor- und Reservoirwirten,
durch geeignete klimatische Bedingungen fiir die Vitalitat von I. ricinus und das
Vorhandensein von Nadel- oder Mischwaldern gebildet wird (BORDE et al. 2022).

In dieser Studie wurden erstmals die Seropravalenzraten von FSME-Virus-Antikorpern bei
wildlebenden Nagetieren in den beiden Naturherden Haselmiihl und Heselbach in
Deutschland Uber vier Jahre hinweg untersucht. Unabhangig von saisonalen oder jahrlichen
Schwankungen wurden FSME-Virus-Antikdrper mit einer durchschnittlichen Pravalenzrate
von 16,9 % in Nagerseren und Thoraxspilproben nachgewiesen. Dies gilt unabhangig von
der Feststellung von Serokonversionen Uber die Jahreszeiten und zwischen verschiedenen
Jahren. Dies bestatigt das Vorhandensein des FSME-Virus an den Untersuchungsorten in
Reservoirwirten und die Moglichkeit einer FSME-Virusinfektion bei Nagetieren wahrend des
gesamten Jahres. Antikdrper wurden in einem Zeitraum von maximal 189 Tagen bei C.
glareolus und 69 Tagen bei A. flavicollis nachgewiesen, was auf eine sehr lange,
moglicherweise lebenslange Periode zirkulierender FSME-Virus-Antikorper hinweist. Die
Infektionswahrscheinlichkeit von Nagetieren hangt eher von individuellen Faktoren, wie Art,
Alter und Geschlecht, ab als von abiotischen und biotischen duReren Faktoren, wie
Untersuchungsort eines Naturherdes, Jahr und Jahreszeit. Weitere Studien dieser Art an
anderen FSME-Virus Naturherden und Reservoirwirten, sowie experimentelle Studien mit
Nagetieren und Zecken sind notwendig, um den Zeitpunkt der Infektion und der

Serokonversion bei C. glareolus und A. flavicollis, sowie den Zeitraum der Seropositivitat
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besser zu verstehen, um damit einen Beitrag zum besseren Verstandnis des komplexen

Lebenszyklus des FSME-Virus zu leisten.
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Einleitung

Die Frihsommer-Meningoenzephalitis (FSME) ist die medizinisch wichtigste durch Zecken
Ubertragene virale Erkrankung des Menschen in Europa und Asien, welche jahrlich

10.000 — 15.000 humane Falle auf beiden Kontinenten verursacht. Das Verbreitungsgebiet
der FSME erstreckt sich von Japan bis Frankreich. Das FSME-Virus zirkuliert in Mikrofoki,
zwischen Zecken als natiirlichen Vektoren und Saugetierwirten, insbesondere Nagetieren
wie der Rotelmaus (Clethrionomys glareolus) und der Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis).
Der Mensch infiziert sich mit dem FSME-Virus durch einen Zeckenstich, durch den Verzehr
von infizierter Rohmilch oder entsprechenden Milchprodukten und in selten Fallen durch
Organtransplantationen oder Muttermilch.

Ziel der Untersuchung

Die groRe Bedeutung von Nagetieren als Teil des FSME-Ubertragungszyklus wurde in den
vergangenen Jahrzehnten bestatigt. Jedoch gibt es immer noch Wissensliicken Gber die
Dynamik der FSME-Virusinfektion in Nagetierpopulationen in natirlichen FSME-Mikrofoki.
Ziel der Studie war es deshalb, in bekannten FSME-Naturherden saisonale und
zwischenjahrliche Dynamiken des Virus bei wilden Nagetieren festzustellen und einen
moglichen Einfluss von demographischen Wirtsfaktoren fir eine FSME-Virusinfektion auf
individueller Basis herauszufinden.

Tiere, Material und Methoden

Die Studie wurde in zwei gut untersuchten FSME-Naturherden in Haselmiihl und Heselbach
in der Oberpfalz, Bayern, durchgefiihrt. Nagetiere der Arten C. glareolus und A. flavicollis

wurden von Marz bis Oktober 2019 bis 2022 einmal pro Monat fiir zwei aufeinanderfolgende
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Nachte in 50 Lebendfallen pro Standort gefangen, mit Isofluran andsthesiert und mit einem
Transponder markiert. Anschliefend wurde eine Blutprobe entnommen und das Serum auf
Antikorper gegen das FSME-Virus mit einem indirekten Immunfluoreszenz-Test (IIFT)
untersucht. Danach wurden die Tiere am Fangort wieder ausgesetzt. Sobald ein Nagetier in
drei verschiedenen Monaten gefangen wurde, erfolgte die Euthanasie und die Entnahme
einer Thoraxspllprobe, die ebenfalls serologisch mittels IIFT untersucht wurde. Die
Konfidenzintervalle (95 % KI) fiir die Pravalenz von Antikérpern gegen das FSME-Virus in den
Nagetieren, wurden mit der Methode nach Clopper und Pearson in GraphPad-Software
errechnet. Der Einfluss individueller Charakteristika der Nagetiere sowie Jahr des Fangs,
Jahreszeit und Standort wurden in einem linear gemischten Model mit des Ime4 Pakets in R-
Software berechnet.

Ergebnisse

In der Studie konnten insgesamt 706 Fange von 500 Individuen dokumentiert werden, von
denen 651 Proben von 478 Individuen (338 C. glareolus; 140 A. flavicollis) serologisch
untersucht wurden. Es konnte eine Gesamtpravalenz von 16,9 % (95 % Kl: 14,2 — 20,0)
ermittelt werden. Rotelmause (19,4 %) waren haufiger betroffen als

Gelbhalsmause (10,5 %). Der Anteil der Seropositivitat unterschied sich zwischen den Jahren
nicht signifikant und lag zwischen 11,8 % im Jahr 2021 und 19,2 % im Jahr 2020. Die
Jahreszeiten Frihling (23,6 %), Sommer (20,2 %) und Herbst (10,8 %) hatten keinen Einfluss
auf die Infektionswahrscheinlichkeit der Nagetiere. Auch zwischen den Standorten
Haselmiihl (15,7 %) und Heselbach (17,8 %) gab es keine Unterschiede in der Pravalenz. Die
Seropositivitat der Geschlechter unterschied sich signifikant zwischen weiblichen (18,5 %)
und mannlichen A. flavicollis (7,1 %). Bei C. glareolus wurde bei den Mannchen (40,4 %) ein
signifikant hoherer Anteil an Seropositivitat beobachtet als bei den Weibchen (15,6 %).
Adulte A. flavicollis (12,0 %) wiesen eine signifikant hohere Seropravalenz auf als

Juvenile (3,2 %), ebenso wie bei adulten C. glareolus (25,4 %) und Juvenilen (9,8 %).
Schlussfolgerungen

Unabhangig von saisonalen oder jahrlichen Schwankungen wurden FSME-Virus-Antikorper
mit einer Pravalenzrate von 16,9 % nachgewiesen. Mannliche erwachsene Rételmause
waren in unserer Studie haufiger mit dem FSME-Virus infiziert. Gelbhalsmause spielen als

Wirte im FSME-Viruszyklus wahrscheinlich eine untergeordnete Rolle.
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Introduction

Tick-borne encephalitis (TBE) is the medically most important viral tick-borne disease of
humans in Europe and Asia, causing 10.000 — 15.000 human cases annually on both
continents. The distribution area of TBE now extends between Japan and France. Tick-borne
encephalitis virus (TBEV) circulates in microfoci, between ticks as natural vectors and
mammalian hosts, especially rodents such as the bank vole (Clethrionomys glareolus) and
the yellow-necked mouse (Apodemus flavicollis). Humans become infected with TBEV
through a tick bite, consumption of infected raw milk or corresponding dairy products, and
in rare cases through organ transplants or breast milk.

Aims of the study

The great importance of rodents, as part of the TBE transmission cycle has been confirmed in
the past decades. However, there are still gaps in our knowledge about the dynamics of
TBEV infection in rodent populations in natural TBE microfoci. Therefore, the aim of this
study was to determine seasonal and interannual dynamics of the virus in wild rodents in
known TBE natural foci and to find out a possible influence of host demographic factors for
TBEV infection on an individual basis.

Animals, material and methods

The study was conducted in two well-studied TBE natural foci in Haselmuehl and Heselbach
in Upper Palatinate, Bavaria. Rodents of the species C. glareolus and A. flavicollis were
trapped once per month for two consecutive nights from March to October 2019 to 2022
using 50 live traps per site, anesthetized with isoflurane, and marked with a transponder. A

blood sample was then collected, and serum was analyzed for TBEV antibodies using an
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indirect immunofluorescence assay (IIFA). The animals were then released back at the
capture site. Once a rodent was captured in three different months, it was euthanized and a
thoracic lavage sample was collected, which was also examined serologically by IIFA.
Confidence intervals (95 % Cl) for the prevalence of TBEV antibodies in the rodents, were
calculated using the Clopper and Pearson method with GraphPad-software. The influence of
individual characteristics of the rodents as well as year of capture, season, and location was
calculated in a generalized linear mixed model using the Ime4 package within the R-
software.

Results

The study documented a total of 706 catches of 500 individuals, of which 651 samples from
478 individuals (338 C. glareolus; 140 A. flavicollis) were serologically analyzed. An overall
prevalence of 16.9 % (95 % Cl: 14.2 — 20.0) was determined. Bank voles (19.4 %) were more
frequently affected than yellow-necked mice (10.5 %). The proportion of seropositivity did
not differ significantly between years, ranging from 11.8 % in 2021 to 19.2 % in 2020. The
seasons of spring (23.6 %), summer (20.2 %), and autumn (10.8 %) did not affect the
likelihood of infection in rodents. There were also no differences in the prevalence between
the locations Haselmuehl (15.7 %) and Heselbach (17.8 %). Sex seropositivity differed
significantly between female (18.5 %) and male A. flavicollis (7.1 %). In C. glareolus, a
significantly higher proportion of seropositivity was observed in males (40.4 %) than in
females (15.6 %). Adult A. flavicollis (12.0 %) had a significantly higher seroprevalence than
juveniles (3.2 %), as did adult C. glareolus (25.4 %) and juveniles (9.8 %).

Conclusions

Regardless of seasonal or annual variation, TBEV antibodies were detected at a prevalence
rate of 16.9 %. Male adult bank voles were more frequently infected with TBEV in our study.

Yellow-necked mice probably play a subordinate role as hosts in the TBEV cycle.
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