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W ostatnim dziesięcioleciu uwaga naukowców 
i praktyków, lekarzy weterynarii i medycy‑

ny, koncentrowała się na kilku problemach zasad‑
niczych dla profilaktyki i diagnostyki gorączki Do‑
liny Rift. Dotyczyły one m.in. charakteru odporności 
przeciwzakaźnej i związanych z nią testów diagno‑
stycznych, produkcji i oceny skuteczności szczepio‑
nek, kompleksowych metod profilaktyki, a zwłasz‑
cza możliwości wystąpienia choroby u zwierząt i ludzi 
w Europie, Azji i USA (1). Niektóre z tych problemów 
zostaną przedstawione w tym artykule.

Z chwilą gdy w 1977 r. stwierdzono pierwsze ogni‑
ska gorączki Doliny Rift (RVF) w Egipcie, a w 2000 r. 
w Arabii Saudyjskiej i Jemenie, a więc poza terenami 
Afryki Subsaharyjskiej, pojawiło się zagrożenie roz‑
przestrzenienia choroby na kraje europejskie basenu 
Morza Śródziemnego (2). Sprzyja temu zarówno glo‑
balizacja handlu zwierzętami, jak migracje zwierząt 
oraz przesunięcia się granicy występowania wektorów 
wirusa RVF na północ (3, 4). Są nimi komary z rodza‑
jów Aedes, Culex, a także Anopheles i Mansonia. Okaza‑
ło się przy tym, że europejskie rasy owiec są wrażliwe 
na zakażenie, które w Europie mogą przenosić komary 
Culex pipiens i Aedes albopticus (5). W efekcie transmisja 
choroby w Europie jest ściśle uzależniona od obecnoś‑
ci zwierząt wrażliwych na zakażenie i siedlisk koma‑
rów wektorów wirusa RVF (6). Spośród 50 gatunków 
komarów, które mogą przenieść wirus RVF w Euro‑
pie, występują Culex pipiens i komar tygrysi Aedes al-
bopticus (7), którego obecność stwierdzono w Albanii, 
Grecji, Chorwacji, we Francji, w Monako, Czarnogórze, 
we Włoszech, w Słowenii i Hiszpanii. Ocieplenie kli‑
matu może przyczynić się do zasiedlenia przez tego 
komara nowych terenów leżących na północy Europy 
(8). Niebezpieczeństwo jest tym większe, że gorącz‑
ka Doliny Rift jest nie tylko zoonozą, która przebie‑
ga w postaci grypopodobnej, gorączki krwotocznej 
lub zapalenia opon i mózgu (1), ale i dlatego, że wirus 
RVF może być wykorzystany jako broń biologiczna (9).

Gorączka Doliny Rift jest ostrą chorobą wiruso‑
wą bydła, owiec, kóz, bawołów i wielbłądów o dużej 
śmiertelności u zwierząt młodych, powodującą ro‑
nienia. Szerzy się poprzez ukąszenie komarów za‑
każonych wirusem RVF oraz przez bezpośredni kon‑
takt z krwią, płynami ciała lub tkankami zakażonych 
zwierząt. Jest notyfikowana do Światowej Organiza‑
cji Zdrowia Zwierząt (OIE; 10) i WHO, a w Polsce pod‑
lega obowiązkowi zwalczania (11).

Epidemiologia

Wirusową etiologię choroby ustalono w 1913 r., bada‑
jąc epidemię zachorowań owiec w Dolinie Rift w Ke‑
nii (12). Następnie epizootie wśród objawów wysokiej 
gorączki, dużej śmiertelności i ronień występowały 

u owiec, bydła i kóz, bawołów i wielbłądów w Zambii, 
Zimbabwe, Ugandzie, Namibii, Egipcie w 2000 r., Ara‑
bii Saudyjskiej i Jemenie, w latach 2006–2007 w Soma‑
lii i Kenii, w 2007 r. w Tanzanii, w latach 2007–2008 
w Sudanie, 2008–2009 na Madagaskarze, w 2008, 
2009 i 2010 w Afryce Południowej, 2010 r. w Mauretanii, 
Botswanie i Namibii, 2016 r. w Chinach i Nigrze, w 2018 r. 
w Sudanie i Gambii (1). W tropikalnych regionach Afry‑
ki epizootie mają charakter cykli powtarzających się 
co 5–20 lat, co wiąże się z silnymi opadami deszczu, 
powodziami i masowym pojawianiem się komarów. 
W okresach międzyepidemicznych wirus RVF przeży‑
wa w jajach komarów w wysuszonej glebie. W Unii Eu‑
ropejskiej w latach 2010–2014 r. stwierdzono 3 przy‑
padki zachorowania ludzi na gorączkę Doliny Rift (13).

Etiologia

Przyczyną choroby jest wirus z rodzaju Phlebovirus 
(Bunyaviridae) o wirionie kulistym lub pleomorficz‑
nym, średnicy 80–120 nm z osłonką lipidową i gliko‑
proteinowymi wypustkami. Trzysegmentowy genom 
(L. M, S) jest zbudowany z jednoniciowego RNA o ujem‑
nej polaryzacji. Genom koduje 6 głównych białek: po‑
limerazę (L)‑glikoproteinę Gn (57 KDa) i Gc (55KDa), 
białko nukleokapsydu (N), 2 białka niestrukturalne NSs 
i NSm. Polimeraza RNA (244 mol wt) odpowiada za re‑
plikację i transkrypcję wirusowego RNA, glikoprote‑
ina Gn/Gc jest aktywna w procesie zakażenia komór‑
ki. Białko NSs, odpowiadające za wirulencję (14), jest 
antagonistą interferonu (INF), a tym samym hamuje 
odpowiedź immunologiczną związaną z INF, hamu‑
je transkrypcję i degradację kinazy (PKR) i uszkadza 
chromosomy gospodarza (15). Białko NSm (78 mol wt) 
hamuje apoptozę (16) i pobudza wirus do replika‑
cji w organizmie komara (17), a białko N (27 mol wt) 
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odpowiada za indukcję odpowiedzi immunologicz‑
nej związanej z komórkami T. Wyróżnia się 7 głów‑
nych genetycznych rodów (lineages) wirusa RVF, przy 
czym brak zależności pomiędzy występowaniem da‑
nego genotypu i jego lokalizacją (18). Przyczyną różnic 
genetycznych jest reasortacja lub rekombinacja seg‑
mentu RNA pomiędzy wirusami różniącymi się filo‑
genetycznie, które na tym samym terenie i w tym sa‑
mym czasie zakażały zwierzęta i komary. Stwierdza 
się ją w segmencie S dla rodu B, w segmencie M dla 
szczepu Kenya 2006-2007 #0608 i dla segmentu L dla 
szczepu 73HB1230 (19). Występuje jeden serotyp wi‑
rusa, ale jego izolaty różnią się zjadliwością, co wpły‑
wa na występowanie u człowieka różnych zespołów 
chorobowych. Wirus replikuje się w cytoplazmie za‑
każonych komórek. W hodowli komórek zarodka lub 
dorosłych myszy, hodowli komórek zarodka chomi‑
ka wywołuje zmiany cytopatyczne. Wirus przeżywa 
w 4°C przez kilka miesięcy, w 56°C 2 godz., jest opor‑
ny na działanie środowiska zasadowego, ginie w pH 
poniżej 6,8. Ulega inaktywacji pod działaniem roz‑
puszczalników tłuszczów (eter, chloroform, dezok‑
sycholan), niskich stężeń formaliny, silnych stężeń 
podchlorynu sodu i potasu. Ginie pod wpływem 0,5% 
roztworu fenolu w 4°C po 6 miesiącach.

Źródła i drogi zakażenia

Najważniejszym źródłem zakażenia są komary, głów‑
nie z rodzajów Aedes i Culex, które przekazują wirus 
RVF podczas kąsania zarówno drogą horyzontalną, jak 
i transowarialnie. U owiec w ostrym przebiegu cho‑
roby w szczycie wiremii stwierdza się do 108,5 mysich 
LD50 / 0,02 ml krwi (20). Zwierzęta i ludzie zakaża‑
ją się też przez kontakt bezpośredni z płynami ciała, 
zwłaszcza z wodami, błonami płodowymi i poronio‑
nymi płodami oraz środowiskiem zanieczyszczo‑
nym przez wirus RVF (21). Ta droga transmisji od‑
grywa ważna rolę w drugiej fazie epizootii choroby 
(ryc. 1). Transmisja wirusa jest często uzależniona od 
aktualnej sytuacji ekologicznej w ognisku choroby. 

W ognisku pierwotnym wirus krąży pomiędzy wek‑
torami i zwierzętami wrażliwymi na zakażenie, przy 
czym wirus utrzymuje się dzięki transmisji trans‑
owarialnej u komarów z rodzaju Aedes. Z ognisk pier‑
wotnych chorobę przenoszą do ognisk wtórnych za‑
każone przeżuwacze, a szerzy się za pośrednictwem 
lokalnie występujących komarów, najczęściej z rodza‑
jów Culex, Mansonia i Anopheles, które zakażają się od 
zwierząt. Komary są mechanicznymi przenosiciela‑
mi wirusa RVF. Rezerwuarem wirusa jest bydło, mał‑
py, wolno żyjące gryzonie, nietoperze. W organizmie 
dzikich zwierząt wirus krąży w okresach pomiędzy 
epizootiami (22). Wirus występuje w mleku chorych 
zwierząt i w poronionych płodach.

Najbardziej podatne na zakażenie przy śmiertelno‑
ści przekraczającej 70% są jagnięta, szczenięta, koź‑
lęta, myszy i szczury. Średnio wrażliwe na zakaże‑
nie (przy śmiertelności w granicach 10–70%) są owce 
i cielęta, a słabo wrażliwe (przy śmiertelności poniżej 
10%) jest bydło, kozy, bawoły i małpy. Serokonwer‑
sja występuje u wielbłądów, koni, kotów, psów, świń, 
osłów i królików. Niewrażliwe na zakażenie wirusem 
RVF są ptaki, płazy i gady (23).

Patogeneza

Podczas kąsania przez komara wirus RVF przedostaje 
się do regionalnych węzłów chłonnych, gdzie się re‑
plikuje i stamtąd jest roznoszony do wątroby i po ca‑
łym organizmie. U zwierząt i u człowieka pierwsze 
zmiany pojawiają się w wątrobie. Zarówno w zakaże‑
niu naturalnym, jak i eksperymentalnym, w chorobie 
o ostrym przebiegu rozwija się zapalenie wątroby, wi‑
rus po przekroczeniu bariery krew/mózg zakaża ko‑
mórki nerwowe, powodując ich martwicę, uszkadza 
też naczynia krwionośne. Następstwem uszkodzenia 
płodów przez wirus są ronienia niezależne od okresu 
trwania ciąży (23, 24).

W patogenezie choroby wyróżnia się 3 scenariusze 
zależnie od nasilenia zakażenia. W ostrym, śmier‑
telnym zakażeniu rozwija się silna wiremia szybko 
kończąca się śmiercią. Według drugiego scenariu‑
sza, w łagodnym bezobjawowym zakażeniu, rzad‑
ko występuje wiremia, a w przypadku gdy się poja‑
wi, szybko ustępuje i szybko następuje wyzdrowienie. 
W trzecim scenariuszu po fazie wiremicznej z gorącz‑
ką następuje powrotna faza wiremii i gorączki spo‑
wodowana wtórnym rozsiewem wirusa do różnych 
narządów wewnętrznych, zwłaszcza do ośrodkowe‑
go układu nerwowego i siatkówki oka, dająca ciężkie 
powikłania (25).

Na początku zakażenia replikacja wirusa zależy od 
odpowiedzi immunologicznej związanej z interfero‑
nem. Po 4–8 dniach po zakażeniu pojawiają się prze‑
ciwciała neutralizujące wirus skierowane głównie 
przeciw glikoproteinie G wirusa i przeciwciała zawar‑
te w klasie IgM i IgG dla nukleoproteiny N i niestruk‑
turalnego białka NSs (26). Te przeciwciała neutra‑
lizujące wirus działają ochronnie (27) i  ich podanie 
chroni zwierzę przed zakażeniem letalną dawką wi‑
rusa (28). O istotnym udziale odpowiedzi komórkowej 
w RVF świadczą eksperymenty na myszach z deficy‑
tem komórek B lub brakiem komórek T zakażonych  

Ryc. 1.  
Transfer 
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wirusem RVF. Komórki B CD4 są niezbędne do likwi‑
dacji wirusa nawet w przypadku odpowiedzi zwią‑
zanej z przeciwciałami. U 1/3 myszy z niedoborem 
komórek B CD4 efektem zakażenia są ciężkie objawy 
neurologiczne. Komórki CD4 więc nie tylko odgrywają 
kluczową rolę w patogenezie choroby, ale też zapobie‑
gają zakażeniu ośrodkowego układu nerwowego (29).

Objawy kliniczne

Objawy kliniczne zależą od gatunku i wieku zwie‑
rzęcia. Najbardziej wrażliwe są owce i kozy, a naj‑
ciężej chorują noworodki i młode osobniki. Najważ‑
niejszą cechą RVF jest bardzo duży odsetek poronień 
i śmiertelności noworodków, głównie owiec, kóz i by‑
dła. Powtarzające się 5–25‑letnie cykle epizootii są 
związane ze zmianą odporności stadnej (wymiera‑
ją odporne zwierzęta i pojawiają się osobniki w peł‑
ni wrażliwe na zachorowanie) oraz okresowymi po‑
wodziami (30). Po krótkim okresie inkubacji i wzrostu 
gorączki do 41–42°C w ciągu 30–40 godz. pada nawet 
do 95% noworodków i bardzo młodych jagniąt. Jag
nięta w wieku od 2 tygodni do 3 miesięcy giną albo 
chorują na łagodną formę choroby. U jagniąt w wieku 
ponad 3 miesiace i owiec jedynym objawem mogą być 
wymioty lub gorączka, krwawa biegunka, żółtaczka, 
śluzowo-ropny z domieszką krwi wyciek z nozdrzy. 
Śmiertelność wynosi 20–30%. W łagodnej postaci cho‑
roby przy niskiej śmiertelności, bo nieprzekraczającej 
10%, aż 80% ciężarnych owiec roni. U kóz po okresie 
inkubacji 1–6 dni występuje gorączka 40–41°C, ślu‑
zowo-ropny wyciek z nozdrzy, wymioty, utrata ape‑
tytu, osłabienie, biegunka, żółtaczka. Śmiertelność 
wynosi 20–30%, a ronienia nawet 100%. U koźląt po 
12–36 godz. inkubacji występuje gorączka (40–42°C), 
utrata apetytu i osłabienie, bóle brzucha, biegunka, 
żółtaczka. Śmiertelność koźląt w wieku poniżej tygo‑
dnia dochodzi do 100%, a u starszych nie przekracza 
20%. Powikłaniem u jagniąt i koźląt w wieku poni‑
żej tygodnia jest zapalenie wątroby, zapalenie opon 
mózgowych i mózgu, retinopatia i utrata wzroku.

Cielęta często chorują na ostrą postać choroby 
przy gorączce 40–42°C, z biegunką o nieprzyjem‑
nym zapachu, dusznością i śmiertelnością wahającą 
się od 10 do 70%. U krów poronienia są często jedy‑
nym objawem choroby przy śmiertelności wyno‑
szącej 10–15%. W jawnej postaci choroby u krów po 
1–6-dniowym okresie inkubacji występuje gorączka 
40–42°C, ślinotok, utrata apetytu, osłabienie, cuch‑
nąca biegunka, spadek mleczności, wyciek z nozdrzy. 
Śmiertelność nie przekracza 10% (31, 32). Śmiertel‑
ność u bawołów i małp azjatyckich nie przekracza 
10%. Zakażenie wirusem RVF przebiega bezobjawo‑
wo u dromaderów, świń, psów, kotów, małp afrykań‑
skich, królików, świnek morskich. Ptaki, gady i płazy 
są odporne na zakażenie.

Zmiany anatomopatologiczne

W silnie powiększonej i przekrwionej wątrobie wystę‑
pują podtorebkowe wybroczyny i ogniska martwicy 
o średnicy około 1 mm. Wątroba poronionych płodów 
ma barwę brązowożółtą. W tkance podskórnej i pod 

błonami surowiczymi występują wybroczyny i wy‑
lewy krwawe. Węzły chłonne są powiększone, prze‑
krwione z ogniskami martwicy. Śluzówka trawieńca 
i pęcherzyka żółciowego jest obrzękła. Część korowa 
nerek jest przekrwiona i pokryta wybroczynami. Wy‑
stępuje krwotoczne zapalenie jelit. U około 50% cho‑
rych w komórkach wątroby występują kwasochłonne 
pałeczkowate śródjądrowe ciałka wtrętowe (32, 33).

Rozpoznanie

Wystąpienie masowych ronień lub nagłych padnięć 
u przeżuwaczy i szybkie szerzenie się choroby na te‑
renach enzootyczych, a niekiedy też zachorowanie 
ludzi na zespół gorączkowy, nasuwają podejrzenie 
RVF. Rozpoznanie kliniczne musi być potwierdzo‑
ne badaniem serologicznym krwi zwierząt, izola‑
cją wirusa w hodowlach komórkowych oraz testem 
RT-PCR. Materiałem do badań jest osocze lub suro‑
wica krwi, wycinki wątroby, śledziony, nerek, mózgu, 
węzły chłonne, krew z serca zwierząt padłych lub po‑
ronionych płodów.

Wirus izoluje się na pierwotnej hodowli komórek 
chomika (BHK), hodowli zarodków i dorosłych my‑
szy. W hodowli komórkowej ssaków po 5–6 dniach 
komórki ulęgają zaokrągleniu, a następnie w ciągu 
12–24 godz. destrukcji. Testem immunofluorescecji 
wykrywa się RVFV zarówno w zakażonych hodowlach 
komórkowych, jak i w preparatach histologicznych 
wątroby, śledziony i mózgu. W teście immunodyfu‑
zji w żelu agarowym używa się homogenatów wątro‑
by, śledziony i mózgu. Badaniem histopatologicznym 
wątroby stwierdza się obecność typowych zmian dla 
RVF, a test immunofluorescencji pozwala zidentyfi‑
kować antygen RVF w zakażonych komórkach.

Spośród testów serologicznych do diagnostyki cho‑
roby w handlu międzynarodowym jest zalecany test 
mikroneutralizacji, redukcji łysinek (PRNT), neu‑
tralizacji na myszach. Odczyn zahamowania hema‑
glutynacji z inaktywowanym antygenem RVFV może 
być wykonywany na terenach wolnych od choroby.

Laboratoryjne potwierdzenie przypadków klinicz‑
nych uzyskuje się w zależności od stadium rozwoju 
choroby albo w oparciu o identyfikację RVFV testem 
RT-PCR lub obecność w surowicy przeciwciał prze‑
ciwko RVFV w teście ELISA na obecność przeciwciał 
IgM i IgG. Potwierdzeniem jest dodatni wynik tes
tu RT-PCR i testu serologicznego, względnie dodat‑
ni wynik badania par surowic pobranych w odstępie 
2–4 tygodni w teście ELISA na obecność przeciwciał 
IgM i IgG. Test RT-PCR służy do wykrycia kopii ży‑
wego wirusa, antygenu wirusowego lub wirusowego 
kwasu nukleinowego i wypada dodatnio już w 1–10 dni 
od wystąpienia objawów (34). Jest też stosowany do 
wykrycia obecności wirusa w organizmie wektorów. 
ELISA pozwala wykryć przeciwciała IgM i IgG. Te‑
stem walidowanym jest sAgELISA (35). IgM-capture 
ELISA umożliwia wykrycie zakażenia w początko‑
wym okresie. W krajach wolnych od choroby w te‑
stach diagnostycznych zaleca się użycie inaktywo‑
wanego wirusa.

OIE do pierwotnej izolacji wirusa zaleca hodow‑
lę komórkową Vero, pierwotną hodowlę komórek 
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nerki chomika (BHK), hodowlę komórek komara 
AP61 (36), a  jako alternatywę zakażenie domózgo‑
we 1–6‑dniowych myszy homogenatem tkanek (37).

Szczepionki i szczepienia

Szczepienia są główną bronią w profilaktyce gorącz‑
ki Doliny Rift na terenach endemicznych i obszarach 
zagrożonych wystąpieniem choroby. W tym celu wy‑
korzystuje się szczepionki oparte o żywy atenuowany 
wirus, jak i wirus inaktywowany. Według Światowej 
Organizacji Zdrowia Zwierząt (OIE) w krajach ende‑
micznego występowania gorączki Doliny Rift oraz 
w krajach, w których istnieje ryzyko jej zawleczenia, 
należy stosować szczepionki atenuowane lub inak‑
tywowane. Powinny być one sporządzone ze szcze‑
pów atenuowanych namnożonych na hodowlach ko‑
mórkowych. Natomiast w krajach wolnych od choroby 
preferuje się szczepionki inaktywowane. Procedury 
z żywym wirusem mogą być prowadzone przez wy‑
specjalizowany personel stosujący procedury zacho‑
wania bezpieczeństwa biologicznego.

W 2018 r. były dostępne w handlu 3 szczepionki 
przeznaczone dla zwierząt domowych. Szczepionka 
żywa atenuowana oparta o szczep Smithburn wyizo‑
lowany od komara w Ugandzie w 1948 r., atenuowa‑
ny przez ponad 200 pasaży przez mózg myszy i na‑
mnożona na linii komórkowej BHK. Już jedna dawka 
tej szczepionki wystarcza do nabycia silnej długo‑
trwałej odporności. Jednak powikłaniem szczepień 
u ciężarnych zwierząt są poronienia. Odporność po 
szczepieniu utrzymuje się przez 3  lata. Nie można 
przy tym odróżnić osobników szczepionych od za‑
każonych naturalnie. Druga atenuowana szczepion‑
ka jest oparta o klon 13 RVFV pozbawiony na drodze 
naturalnej selekcji genu SSs, namnożony na hodow‑
li komórek Vero. Klon 13 wirusa RVF jest naturalnym 
mutantem szczepu 74HB59 izolowanym od człowie‑
ka w 1974 r., pozbawionym zjadliwości przez pasa‑
że na hodowli komórek Vero. Szczepionka cechuje 
się dobrą immunogennością i jest przeznaczona dla 
zwierząt domowych i nie daje powikłań u owiec i by‑
dła (38). Trzecią szczepionką zalecaną przez OIE jest 
szczepionka inaktywowana oparta o szczep terenowy 
izolowany w Afryce Południowej i Egipcie, namnożo‑
ny na linii komórkowej BHK i przeznaczona dla zwie‑
rząt. Natomiast wycofano inaktywowaną szczepion‑
kę dla człowieka TSL-GSD-200. Do jej produkcji użyto 
szczepu RFVV wyizolowanego od komara w Ugandzie 
w 1944 r. Szczep namnożono na hodowli diploidalnej 
linii komórkowej płodu płuc małpy Macaccus rhesus 
(37). Szczepionki inaktywowane, ze względu na słabe 
właściwości immunogenne i krótko trwającą odpor‑
ność poszczepienną, wymagają powtórzenia szcze‑
pień dwukrotnie lub nawet kilkakrotnie, ażeby uzy‑
skać trwałą odporność, przy czym corocznie należy 
zwierzęta doszczepiać dawką przypominającą szcze‑
pionki. Ogólnym zaleceniem jest szczepienie zwierząt 
jeszcze przed epizootią. Szczepienie w ognisku cho‑
roby może zwiększa ryzyko zachorowania.

W opracowaniu są szczepionki nowej generacji 
z wykorzystaniem technik biologii molekularnej i in‑
żynierii genetycznej (39). Obecnie w USA zwierzęta 

i  ludzi szczepi się jednorazowo atenuowaną szcze‑
pionką MP-12 opartą o RVFV pozbawiony genów NSs 
i NSm. Daje ona długo trwającą odporność. Szcze‑
pionka jest skuteczna i bezpieczna. Można ją stoso‑
wać u zwierząt ciężarnych i w okresie laktacji oraz 
u jagniąt. Potomstwo szczepionych matek uzyskuje 
odporność siarową, która chroni przez zakażeniem 
wirusem RVF (40). Szczepionka MP-12 jest też wy‑
korzystywana u zwierząt do szczepień interwencyj‑
nych na terenach zagrożonych chorobą i u ludzi wy‑
jeżdzających na te tereny (41).

Oprócz 2  żywych atenuowanych szczepionek, 
MP-12 i szczepionki opartej o szczep Smithburn, 
opracowano, chociaż nie we wszystkich przypad‑
kach wdrożono do powszechnego stosowania, całą 
gamę szczepionek: żywe szczepionki zmodyfiko‑
wane genetycznie, szczepionki białkowe rekombi‑
nowane, szczepionki DNA, szczepionki zawierające 
cząsteczki wirusopodobne jako immunogeny (VLPs, 
Virus-like particles), wirusowe replikony i szczepion‑
ki wektorowe (42).

Żywa genetycznie zmodyfikowana szczepionka 
zawierająca rekombinowany mutant ZH 501 jest bez‑
pieczna dla myszy i owiec. W szczepionce plazmidowej 
DNA glikoproteinę Gn wirusa szczepu ZH548 sklono‑
wano w eukariotycznym wektorze i następnie ampli‑
fikowano w systemie Escherichia coli DH56 (43). W in‑
nej szczepionce DNA ma miejsce ekspresja genów Gn 
i Gc. W pełni chroni ona myszy przed zakażeniem 
zjadliwym wirusem (44). W badaniach na myszach 
stwierdzono, że cDNa kodujący białko nukleokapsy‑
du wirusa RVF indukuje silną odpowiedź immunolo‑
giczną uwarunkowaną przeciwciałami zobojętnia‑
jącymi wirus i pobudza proliferację limfocytów (45). 
Rekombinowana szczepionka podjednostkowa opar‑
ta o glikoproteiny Gn i Gc indukuje silną odporność 
humoralną i umożliwia odróżnienie owiec szczepio‑
nych od zakażonych naturalnie (46). Szczepionki pod‑
jednostkowe oparte na białkach rekombinowanych 
mogą cechować się słabą immunogennością z powodu 
nieprawidłowego fałdowania docelowego białka lub 
słabej prezentacji dla układu odpornościowego. Jed‑
nak szczepionki oparte o cząsteczki wirusopodob‑
ne (VLP) reprezentują specyficzną klasę szczepionek 
podjednostkowych, które naśladują strukturę auten‑
tycznych cząstek wirusa. Są one łatwo rozpoznawane 
przez układ odpornościowy i prezentują antygeny wi‑
rusowe w bardziej autentycznej konformacji niż inne 
szczepionki podjednostkowe (47). Szczepionki VLP dla 
RVF chronią myszy i szczury przez zakażeniem i po‑
zwalają odróżnić zwierzęta szczepione od zakażonych 
naturalnie (48, 49). Replikony wirusowe i szczepionki 
wektorowe stanowią przyszłość w wakcynologii RVF. 
Szczepionka replikonowa (VRP) syntetyzuje wiruso‑
we RNA i białka, nie ma genów ekspresji glikoprote‑
in, dzięki czemu wirus nie szerzy się w szczepionym 
organizmie. Chroni 100% myszy nawet przez zaka‑
żeniem 100 tys. LD50 po 96 godz. po szczepieniu (50). 
Jednorazowe szczepienie jagniąt replikonową szcze‑
pionką RVFV (NSR) chroni przed wiremią i zachoro‑
waniem. Replikony zawierają segment genomu S ko‑
dujący albo eGFP (S-eGFP) lub Gn (S-Gn). Jednak we 
krwi jagniąt szczepionych po zakażeniu zjadliwym 
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wirusem RVF stwierdza się niewielkie stężenia wi‑
rusowego RNA i u ciężarnych owiec wirus może za‑
kazić płód. Szczepionka replikonowa S-Gn induku‑
je silniejszą odpowiedź humoralną i komórkową, jest 
bezpieczna i może być zalecana do stosowania u zwie‑
rząt i ludzi (51).

Wektory wirusowe okazały się najbardziej przy‑
datne do produkcji antygenów ochronnych i szcze‑
pionek podjednostkowych (52, 53). Jako wektory RVFV 
wykorzystano wirus krowianki Ankara, wirus cho‑
roby Newcastle, adenowirus szympansów, Poxvirus 
oraz Herpesvirus koni typu 1. Rekombinowana szcze‑
pionka z ekspresją glikoproteiny Gn i Gc RVFV z wi‑
rusem ospy owiec jako wektorem (rKS1/RVFV) dzia‑
ła ochronnie u myszy. Owce szczepione dwukrotnie 
chroni przed zakażeniem wirusem RVF i wirusem ospy 
owiec oraz nie wywołuje ronień. Odporność jest zwią‑
zana z przeciwciałami neutralizującymi większość 
terenowych izolatów wirusa RVF obecnych w Afryce 
(54). Szczepionka jest bezpieczna dla ludzi z powo‑
du inaktywacji w trakcie produkcji szczepionki genu 
kinazy tymidyny (55). Szczepionka podjednostkowa 
z użyciem wirusa choroby Newcastle jako wektora 
z ekspresją glikoproteiny Gn RVFV (NDLF-Gn) w in‑
iekcji domięśniowej indukuje przeciwciała zarów‑
no dla RVFV, jak i wirusa choroby Newcastle. Jednak 
podanie donosowe szczepionki nie indukuje wykry‑
walnego miana przeciwciał (56). Indukowane szcze‑
pieniem domięśniowym miano przeciwciał (1:8–1:32) 
w zupełności wystarcza do ochrony cieląt przed za‑
każeniem letalną dawką wirusa RVF (57). Wirus cho‑
roby Newcastle działa adiuwancyjnie na odpowiedź 
związaną z limfocytami T CD8+, jest silnym induk‑
torem syntezy INF-β, INF-α. Szczepionka z wekto‑
rem adenowirusa szympansów (ChAdOx1) i ekspre‑
sja glikoprotein Gn i Gc może być stosowana u owiec, 
kóz, bydła, wielbłądów i  ludzi. Cechuje się dobrym 
działaniem ochronnym (58). Bardzo ciekawe wy‑
niki uzyskano u jagniąt ze szczepionką wektorową 
z wirusem krowianki Ankara jako nośnikiem (MVA) 
i ekspresją genów Gn i Gc RVFV. Jedna dawka szcze‑
pionki zmniejszała siewstwo wirusa i czas trwa‑
nia wiremii, ale nie chroniła jagniąt przed zachoro‑
waniem po zakażeniu 14 dnia po szczepieniu dawką 
105TCID50 zjadliwego szczepu RVFV izolat 56/74. Po 
zakażeniu szybciej wzrosło miano przeciwciał neu‑
tralizujących wirus i osiągnęło wyższe miana ani‑
żeli w kontrolach (59). U owiec immunizowanych 
szczepionką, w której do ekspresji Gn i Gc wykorzy‑
stano herpeswirusa koni typ 1, 49. dnia po immuni‑
zacji miano przeciwciał neutralizujących dochodzi‑
ło do 1:320. Brak danych o działaniu ochronnym tej 
doświadczalnej szczepionki (60).

Profilaktyka i zwalczanie

Leczenia brak. Sposób zwalczania choroby podaje Roz‑
porządzenie Ministra Rolnictwa i Rozwoju Wsi z dnia 
22 kwietnia 2004 r. Na terenach endemicznych i zagro‑
żonych chorobą stosuje się szczepienia w zależności 
od obowiązujących w danym kraju aktów normatyw‑
nych, zwalcza wektory, kontroluje ruch zwierząt. Re‑
jony zbiorników retencyjnych, ze względu na siedliska 

komarów – wektorów wirusa, są na terenach ende‑
micznych ważnymi ogniskami choroby (61).

Gorączka Doliny Rift jako zoonoza

Większość zakażeń u ludzi rozwija się na skutek kon‑
taktów z krwią, wydzielinami i narządami chorych 
zwierząt oraz po pokąsaniu przez zakażone koma‑
ry (Aedes, Culex) i krwiopijne muchy, wektory wirusa 
RVF. Z reguły chorobę u ludzi poprzedzają zachoro‑
wania u zwierząt. Źródłem zakażenia jest też mięso 
i mleko pochodzące od chorych zwierząt. Zakaże‑
nie nie przenosi się z człowieka na człowieka. Grupę 
podwyższonego ryzyka stanowią na terenach ende‑
micznego występowania choroby lekarze weteryna‑
rii, pracownicy rzeźni rozbierający tusze zakażonych 
zwierząt oraz hodowcy zwierząt gospodarskich (62).

Po okresie inkubacji wynoszącym 2-6 dni rozwija 
się jedna z czterech postaci choroby w zależności od 
zjadliwości wirusa, wielkości dawki zakaźnej, wieku 
i stanu odporności człowieka. Postać łagodna prze‑
biega albo bezobjawowo, albo występuje zespół go‑
rączkowy cechujący się nagłym wystąpieniem obja‑
wów grypopodobnych, w których dominuje gorączka, 
bóle głowy, mięśni i stawów. U części pacjentów do‑
datkowo występuje sztywność karku, nadwrażliwość 
na światło, utrata apetytu, zawroty głowy i wymio‑
ty. Po około 4–7 dniach rozwija się odporność, obja‑
wy i wiremia ustępują. W Mauretanii w 2015 r. w gru‑
pie 31 przypadków u 12,39% pacjentów występowały 
bóle głowy, 12,39% – nudności i wymioty, 11,35% – 
utrata apetytu, 10,32% – bóle stawów i mięśni, 6% – 
bóle brzucha, 4,13% – śpiączka, 3,10% – duszność, 
2,6% – czkawka i u 1,3% – ból przy przełykaniu (ody‑
nofagia; 63).

Tylko u niewielu pacjentów choroba ma ciężki 
przebieg i jest powikłaniem postaci łagodnej choroby. 
U 0, 5% – 2,0% chorych rozwija się postać oczna (64), 
u poniżej 1% chorych występuje zapalenie opon mó‑
zgowych i mózgu, względnie zespół gorączki krwo‑
tocznej (65).

W postaci ocznej zwykle po 1–3 tygodniach choroby 
występuje zapalenie siatkówki lub plamki żółtej. Pa‑
cjenci skarżą się na rozmazanie obrazu lub osłabie‑
nie wzroku, które samoistnie ustępuje po 10–12 tygo‑
dniach. W zajęciu plamki żółtej do 50% chorych może 
stracić wzrok. Bardzo rzadko w tej postaci choroby 
dochodzi do zgonu (66).

Objawy zapalenia opon mózgowych i mózgu po‑
jawiają się po 1–4 tygodniach. Choroba trwa długo 
i cechuje się silnymi bólami głowy, halucynacjami, 
zaburzeniami pamięci i orientacji, konwulsjami i za‑
wrotami głowy, letargiem i śpiączką. Powikłania neu‑
rologiczne pojawiają się z reguły po około 60 dniach 
trwania choroby. Zgony występują rzadko. Natomiast 
zespół krwotoczny występuje w 2–4 dniu choroby i ce‑
chuje go wysoka śmiertelność. W epidemii w 2000 r. 
w Arabii Saudyjskiej śmiertelność wyniosła 14,2%. 
Pierwszym objawem jest żółtaczka, następnie wy‑
stępują krwawe wymioty i krwawa biegunka, wybro‑
czyny skórne, krwawienie z nosa lub dziąseł, u kobiet 
krwawienia miesiączkowe. Pacjent umiera zwykle po 
3–6 dniach po pojawieniu się objawów (67).
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Niekiedy wyróżnia się jako odrębne postacie cho‑
roby zapalenie wątroby i ostre zaburzenie czynności 
nerek. Zapalenie wątroby może towarzyszyć zespo‑
łowi krwotocznemu lub zapaleniu opon mózgowych 
i mózgu. Ostre zaburzenie czynności nerek cechuje się 
zwiększonym poziomem mocznika i kreatyniny, hi‑
powolemią i upośledzeniem czynności wielu narzą‑
dów (zespół wątrobowo-nerkowy).

Rozpoznanie choroby jest możliwe w oparciu o test 
RT-PCR, test ELISA na obecność przeciwciał dla RVFV 
w klasie IgG i IgM, izolację wirusa na hodowlach ko‑
mórkowych. Pośredni test ELISA (sAg-ELISA) cechuje 
się 67,7% czułością (35). Brak leczenia przyczynowe‑
go, stosuje się leczenie objawowe i wzmacniające or‑
ganizm. Na terenach zagrożonych chorobą szczepi się 
ludzi z grupy wysokiego ryzyka. Opracowano szcze‑
pionki rekombinowane (68). Wydaje się w pełni uza‑
sadnione w profilaktyce rutynowe szczepienie wrażli‑
wych zwierząt domowych na terenach endemicznych, 
co powinno zapobiegać zachorowaniu ludzi (39).
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Wielonarządowy zespół chorobowy u krów mlecznych, 
a niejawne klinicznie zaburzenia  
w stężeniach hormonów płciowych

Maria Katkiewicz

Wpływ estrogenów na regulację procesów meta‑
bolicznych zachodzących w komórkach tkan‑

ki nabłonkowej jest znany od dziesięcioleci. Zanim 
– wraz z rozwojem biochemii komórek – poznano 
bliżej mechanizm tego oddziaływania na przebieg 
metabolizmu w komórkach nabłonkowych, już od 
pierwszej połowy ubiegłego wieku podstawą oceny 
uszkodzenia tych procesów były zaburzenia w ob‑
razie budowy komórek widoczne w wymazach po‑
chwowych w przebiegu cyklu jajnikowego. Podstawo‑
wą cechą pozwalającą na rozpoznanie występowania 

zaburzeń w cyklu jajnikowym były nieprawidłowo‑
ści w procesie keratynizacji komórek nabłonka po‑
chwy, które w dużej mierze są wynikiem podwyż‑
szonego stężenia estrogenów. Dzisiaj wiadomo, że 
ten patologiczny efekt oddziaływania na komórki 
nabłonka pochwy jest spowodowany hamowaniem 
przez estrogeny fizjologicznego procesu apoptozy, 
który występuje w  określonej fazie cyklu jajniko‑
wego. Zjawisko to, do obecnej chwili, stanowi bar‑
dzo czuły wskaźnik występowania zaburzeń hor‑
monalnych u samicy.
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