
Wirusy w porównaniu do bakterii i grzybów rza-
dziej zakażają przypadkowe rany człowie-

ka i zwierząt. Jednak rany przypadkowe (pokąsa-
nia, otarcia) mogą być głównymi lub dodatkowymi 
wrotami zakażenia, natomiast rany spowodowane 
przez krwiopijne owady i pajęczaki w wielu choro-
bach wirusowych są głównymi wrotami zakażenia. 
Odpowiedzią na zakażenie jest pobudzenie układu 
immunologicznego i zapalenie, uszkodzenie tka-
nek i opóźnienie gojenia się ran. Często zakażenie 
nie rozprzestrzenia się poza niewielki obszar rany 
i ustępuje samoistnie. Niektóre zakażenia jednak sa-
moistnie nie ustępują i mogą szerzyć się na okolicz-
ne tkanki lub w głąb ciała, obejmować inne narządy 
lub cały organizm (1). Taka sytuacja ma miejsce np. 
w zakażeniu wirusem wścieklizny, gdzie ulega zaka-
żeniu układ nerwowy oraz w wirusowych chorobach 
wektorowych, w których zakażenie może obejmo-
wać nawet cały organizm zwierzęcia lub człowieka.

Rozpatrując rany jako wrota zakażenia, należy za-
wsze uwzględniać istnienie dodatkowych, mniej waż-
nych sposobów zakażenia. W przypadku wścieklizny 
coraz więcej uwagi zwraca się na różnorodność dróg 
zakażenia. Zakażenie jest najczęściej wynikiem po-
kąsania przez zwierzę wydalające wirus ze śliną, ale 
też jest możliwe zakażenie przez otarcia skóry i zaka-
żenie aerogenne przez błonę śluzową nosa i spojów-
ki. Wirus jest wykrywany w ślinie u 90% zakażonych 
zwierząt już nawet cztery tygodnie przed pojawie-
niem się pierwszych objawów choroby (2, 3). Uszko-
dzone powłoki ciała stanowią dodatkowe wrota za-
każenia w ospie owiec, niesztowicy, pęcherzykowym 
zapaleniu jamy ustnej, białaczce kotów, zespole nie-
doboru immunologicznego kotów, wirusowej krwo-
tocznej chorobie królików i fibromatozie królików.

W wirusowych chorobach wektorowych, które 
przenoszą stawonogi (komary, kleszcze, muchówki), 
głównymi wrotami zakażenia dla wirusów są ukąsze-
nia przez wektory. Za pośrednictwem wektorów od-
bywa się m.in. transfer choroby niebieskiego języka 
i choroby Schmallenberg, gorączki Doliny Rift, go-
rączki Zachodniego Nilu, dengi, europejskiego klesz-
czowego zapalenia mózgu, choroby skokowej owiec 
i afrykańskiego pomoru koni.

Podczas gdy u człowieka wirusowe zakażenia szpi-
talne oraz wirusowe zakażenia ran pooparzeniowych 
spotyka się często, u zwierząt wirusowe zakażenie 
szpitalne ran nie odgrywa poważnego znaczenia (4, 5).

W likwidacji zakażeń w ranach skóry mechanizmy 
odporności nieswoistej (naturalnej) odgrywają istot-
ne znaczenie w destrukcji patogenów i tworzą bariery 
immunologiczne zapobiegające szerzeniu się infek-
cji. Ich istnienie jest efektem współdziałania trzech 

grup czynników: ogólnoustrojowych, komórkowych 
i humoralnych. Wśród czynników ogólnoustrojowych 
najważniejszą rolę odgrywają uwarunkowania ge-
netyczne, gatunek i wiek zwierzęcia, sprawność osi 
przysadka – podwzgórze – nadnercza, bariery ana-
tomiczno-fizjologiczne i zapalenie. Stres przez uak-
tywnienie układu przysadkowo-podwzgórzowo-nad-
nerczowego i wydzielanie kortykosteroidów zwiększa 
podatność organizmu na zakażenie i zmniejsza na-
silenie odczynu zapalnego. Wielowarstwowa budowa 
skóry, wydzielina gruczołów skórnych i mikrobiom 
stanowią dość szczelną barierę hamującą infekcję. Ba-
rierę immunologiczna stanowi fagocytoza (makro-
fagi, neutrofile, komórki dendrytyczne), leukocyty 
(komórki NK, komórki tuczne, bazofile i eozynofile), 
epidermalne keratynocyty (6), defensyny (7), układ 
dopełniacza, przeciwwirusowe interferony: IFN-α/β 
i IFN-λ (8). Motywy PAMP patogenów (molekularnych 
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wzorców związanych z patogenami) i DAMP (wzor-
ce molekularne związane z uszkodzeniami komórek) 
rozpoznane przez Toll-podobne receptory, recepto-
ry NOD-podobne (wiążące się z nukleotydami recep-
tory podobne do domeny oligomeryzacji), receptory  
RIG-I-helikazo-podobne (Retinoic acid-inducible 
gene I (RIG-I)-like receptors) i receptory lecytyno-
we typu – c indukują produkcję cytokin prozapalnych 
(TNF-α, INF-γ) i chemokin mobilizujących fagocyty 
(9). Keratynocyty i infiltrujące immunologicznie ak-
tywne komórki produkują przeciwwirusowe pepty-
dy i białka, co pozwala na likwidację infekcji (10). Ich 
zadaniem jest hamowanie replikacji wirusów w ko-
mórce i  ich rozprzestrzenianie się na komórki są-
siednie oraz eliminację z organizmu i rozwój trwałej 
odporności. Swoiste przeciwciała są syntetyzowa-
ne, gdy wirus lub jego składowe znajdują się poza-
komórkowo, czyli we wczesnych stadiach zakaże-
nia przed wniknięciem do komórki docelowej oraz 
podczas uwalniania z komórek zakażonych. Najważ-
niejszą rolę w odporności przeciwwirusowej odgry-
wają limfocyty Tc (CD8+), które rozpoznają antyge-
ny wirusowe prezentowane na powierzchni komórek 
prezentujących przy współudziale MHC-klasy I (11). 
W najgorszym scenariuszu, gdy te mechanizmy od-
porności zawiodą, rozwija się choroba.

Rany wrotami zakażenia

W chorobach wirusowych wrotami zakażenia może 
być układ oddechowy, przewód pokarmowy, dro-
gi rodne, spojówki oka i uszkodzone powłoki cia-
ła spowodowane zarówno działaniem czynników 
środowiska (pochodzenia naturalnego rany, otarcia 

i zadrapania), pokąsaniem i rany spowodowane celo-
wym działaniem człowieka (rany chirurgiczne, zra-
nienia powstałe podczas zakładania kolczyków i czi-
pów). Wśród chorób wirusowych zwierząt głównym 
źródłem zakażenia wirusowego są rany w przypadku 
wścieklizny i zespołu niedoboru immunologiczne-
go kotów oraz dodatkowymi wrotami zakażenia rany 
w niektórych chorobach owiec i kóz, kotów i króli-
ków (tab. 1). Natomiast głównymi wrotami zakażenia 
w chorobach przenoszonych przez stawonogi (arth-
ropod borne diseases) są pokąsania przez zakażone 
wektory wirusów. Na skutek zmian klimatycznych 
tereny występowania chorób przenoszonych przez 
wektory stale się przesuwają na północ (12, 13).

Wścieklizna

Wścieklizna jest jedną z najgroźniejszych chorób wi-
rusowych ludzi i zwierząt, która w większości kra-
jów występuje endemicznie. Ponadto w wielu kra-
jach wścieklizna zwierząt wolno żyjących stanowi 
ogromne zagrożenie dla zwierząt domowych i czło-
wieka (14). Jest ona chorobą, dla której najważniejszy-
mi i głównym wrotami zakażenia są rany, zaś mniej-
sze znaczenie jako wrota zakażenia odgrywają błony 
śluzowe jamy nosowej i spojówki oka (transmisja ae-
rozolowa), marginalne znaczenie odgrywa transmi-
sja wirusa przez przeszczepy rogówki i transplanty 
narządów (15, 16). Ryzyko zakażenia człowieka przez 
rany kąsane wynosi 5–80% i jest ok. 50 razy większe 
aniżeli przez polizanie lub zadrapanie (17).

Zarówno klasyczny wirus wścieklizny (RABV, 
Lyssavirus; Rhabdoviridae), jak i pozostałe genoty-
py wirusa izolowane od nietoperzy – Lagos (LBV), 

Tabela 1. Zakażenia przez uszkodzone powłoki ciała w chorobach wirusowych 

Choroba Wirus
Wrota zakażenia

1 2 3

Wścieklizna Lyssaviruses; Rhabdoviridae +

Zespół niedoboru immunologicznego kotów FIV; Lentivirus +

Ospa owiec i kóz Capripoxvirus; Poxviridae +

Niesztowica Orf virus; Poxviridae +

Białaczka kotów FLV; Retroviridae +

Wirusowa krwotoczna choroba królików RHDV; Lagovirus  + ? +

Fibromatoza królików Leporipoxvirus; Poxviridae + +

Choroba skokowa owiec Flavivirus; Flaviviridae +

Gorączka zachodniego Nilu Flavivirus; Flaviviridae +

Choroba niebieskiego języka Orbivirus; Reoviridae +

Gorączka doliny Rift Phlebovirus; Phenuiviridae +

Choroba Schmallenberg Orthobunyavirus; Bunyaviridae +

Choroba guzowatej skóry bydła Capripoxvirus; Poxviridae +

Afrykański pomór koni Orbivirus; Reoviridae +

Niedokrwistość zakaźna koni Lentivirus; Retroviridae +

Zakaźne zapalenie mózgu i rdzenia koni wschodnie i zachodnie Alphavirus; Togaviridae +

Japońskie zapalenie mózgu koni Flavoviridae +

Wenezuelskie zapalenie mózgu i rdzenia kręgowego koni Alphavirus; Togaviridae +

Objaśnienia: 1 – rany głównymi wrotami zakażenia; 2 – rany dodatkowymi wrotami zakażenia; 3 – ukąszenia wektorów głównymi wrotami zakażenia.
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Mokola (MOKV), Duvenhage (DRV), europejskie wi-
rusy wścieklizny nietoperzy (EBLV1 i EBLV2), austra-
lijski wirus wścieklizny nietoperzy (ABLV) i wystę-
pujące u euroazjatyckich nietoperzy gatunki Aravan, 
Khujand, Irkut i zachodnio-kaukaskie są chorobo-
twórcze dla człowieka (18, 19, 20).

Ostatnio coraz więcej uwagi poświęca się dwóm 
klastrom klasycznego wirusa wścieklizny: jedne-
mu związanemu z nietoperzami, a drugiemu z psa-
mi (21). RABV swoiste dla nietoperzy krążą na półkuli 
południowej głównie wśród nietoperzy, w mniej-
szym stopniu wśród takich zwierząt mięsożernych, 
jak skuns zwyczajny (Mephitis mephitis) i szop ame-
rykański (Procyon lotor). Większość zakażeń wiru-
sowych u nietoperzy ma charakter bezobjawowy. 
Natomiast RABV specyficzne dla psów szybko roz-
przestrzeniły się na świecie i krążą głównie wśród 
psów. W Europie zakażają ponadto wolno żyjące dzikie 
zwierzęta mięsożerne (lisy i szopy pracze), na Środ-
kowym Wschodzie – lisy, w Azji – skunsy i borsuki, 
Ameryce Północnej i Ameryce Południowej zakażają 
skunsy, lisy, kojoty i mangusty (Herpestes). W przy-
padku, gdy nietoperze zasiedlają nisze wspólne dla 
człowieka i zwierząt domowych to dzięki ich wza-
jemnym kontaktom jest możliwe krążenie wirusa 
wścieklizny pomiędzy nietoperzami oraz nietope-
rzami i zwierzętami domowymi, a także pomiędzy 
nietoperzami i ludźmi (22, 23). W transmisji wirusa 
ważne znaczenie odgrywają pogryzienia i zadrapa-
nia przez zakażone nietoperze, środowisko i pokarm 
zanieczyszczony śliną, kałem lub moczem owoco-
żernych i roślinożernych nietoperzy, a także nieto-
perze konsumowane w niektórych kulturach (24). 
Długowieczność nietoperzy sprzyja utrzymywaniu 
się zakażeń, zaś dalekie migracje niektórych gatun-
ków na odległość nawet ponad 1000 km pozwalają na 
transmisję wirusów do nowych nisz ekologicznych 
oraz stwarzają nowe możliwości zakażenia (25). Wi-
rus wścieklizny może przez pewien czas pozostawać 
nieaktywny w ranie lub replikuje się w komórkach 
mięśni poprzecznie prążkowanych, tkance łącznej 
i makrofagach związanych z raną, następnie osią-
ga ośrodkowy układ nerwowy, wędrując drogą ner-
wów obwodowych. Wnikanie wirusa do zakończeń 
nerwów czuciowych i ruchowych rozpoczyna się za 
pośrednictwem glikoproteiny G wirusa, która roz-
poznaje swoiste receptory gospodarza i uczestniczy 
w rozprzestrzenianiu pomiędzy synapsami, biał-
ko P wirusa determinuje transport wirusa w akso-
nach (12-100 mm/dzień). Głównym receptorem dla 
wirusa wścieklizny jest receptor nikotynowo-ace-
tylocholinowy, obecny w płytce nerwowo-mięśnio-
wej, cząsteczka adhezji komórek nerwowych (CD56) 
i receptor czynnika wzrostu nerwów o niskim powi-
nowactwie (NTR75; 26).

Wirus po replikacji w zwojach międzykręgowych 
zakaża neurony na drodze endocytozy. Po osiągnię-
ciu układu limbicznego mózgu szybko replikuje się, 
czego efektem jest zniesienie funkcji kontrolnej kory 
mózgowej, zmiana w zachowaniu i wzrost agresyw-
ności (ataki szału). W toku dalszej wędrówki wi-
rus zakażą nowa korę mózgu, zwierzę się uspokaja 
i wścieklizna przechodzi w fazę porażenną. Dalsze 

rozprzestrzenianie się wirusa odbywa się w kierun-
ku odśrodkowym wzdłuż nerwów obwodowych do 
ślinianek, kory nadnerczy, trzustki, skóry i rogówki 
oka. W śliniankach wirus wścieklizny intensywnie 
się namnaża i pojawia się w ślinie już w okresie inku-
bacji choroby (27, 28). Zakażenie powoduje zwyrod-
nienie neuronów mózgu, rdzenia kręgowego i zwo-
jów nerwów obwodowych, nacieki wokół nerwów 
i naczyń przez komórki jednojądrzaste i neurofagię. 
W pniu mózgu, podwzgórzu i układzie limbicznym 
mogą powstawać zakrzepy i wylewy krwawe. Zwy-
rodnienie dotyczy gruczołów ślinowych i łzowych, 
trzustki i rdzenia nadnerczy.

Białaczka kotów

Koty zakażają się wirusem białaczki kotów (FeLV, 
Gammaretrovirus) przede wszystkim w trakcie wza-
jemnej pielęgnacji, lizania kociąt przez matkę, ko-
rzystania ze wspólnych naczyń na karmę i wodę oraz 
w trakcie walk, podczas których dochodzi do kon-
taktu miejsc zranionych z zakażoną śliną. FeLV jest 
obecny w ślinie, krwi oraz w moczu i kale; poza or-
ganizmem prawdopodobnie nie traci zakaźności tyl-
ko przez kilka godzin. Płody zakażają się w macicy, 
kocięta przez mleko zakażonej matki (29). Wrota za-
każenia stanowi głównie jama ustna, rzadziej jama 
nosowa. Zwykle następstwem zakażenia jest niedo-
krwistość, aplazja szpiku kostnego i immunosupresja, 
chłoniakomięsaki i białaczka szpikowa. Nowotwo-
rzenie występuje u 76%, a zmiany w szpiku kostnym 
u 12% kotów zakażonych FeLV, przy czym nowotwo-
rzenie częściej ma miejsce u kotów w wieku poniżej 
czterech lat (30). Obraz choroby jest różnorodny, czę-
sto jest zdominowany przez wtórne zakażenia (31).

Zespół niedoboru immunologicznego kotów

Zespół niedoboru immunologicznego kotów (FAIDS, 
feline acquired immunodeficiency syndrome) cechu-
je się upośledzeniem czynności układu immunolo-
gicznego i objawami związanym głównie z zakaże-
niami drobnoustrojami oportunistycznymi. Wirus 
(FIV) występuje we krwi, płynie mózgowo-rdzenio-
wym i ślinie, a we wczesnej fazie zakażenia w nabłon-
ku komórek przewodów międzypłatowych ślinianek. 
Najważniejszymi wrotami zakażenia są zanieczysz-
czone śliną zawierającą wirus rany powstałe pod-
czas walk kotów. Zakażenie może jednak szerzyć się 
też przez wzajemna toaletę i  lizanie ran. Incyden-
talną rolę w transmisji choroby odgrywa też zaka-
żenie aerogenne oraz podczas korzystania ze wspól-
nych misek (32). Głównym celem wirusa są limfocyty 
TCD4+, ale wirus zakaża też makrofagi, komórki den-
drytyczne, mikroglia i astrocyty, w których odbywa 
się replikacja wirusa. Do zakażenia wirus wykorzy-
stuje receptor CD134, którego ekspresja ma miejsce 
na limfocytach  T i B i aktywowanych makrofagach 
i receptor chemokinowy CXCR4 (33, 34). Objawy kli-
niczne występują w różnym czasie po zakażeniu, cza-
sami nawet po latach. Występują zakażenia bezobja-
wowe i słabo zaznaczone objawy chorobowe, u części 
występują ciężkie nieswoiste zaburzenia. Najczęściej 
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wyróżnia się następujące stadia (kategorie) rozwo-
ju zakażenia: stadium ostrego zakażenia, nosiciel-
stwo bezobjawowe, długotrwałe powiększenie wę-
złów chłonnych i FAIDS (35).

W kilku chorobach wirusowych zwierząt rany są 
dodatkowymi, ale nie mniej ważnymi, wrotami za-
każenia. Dotyczy to m.in. ospy owiec i kóz, nieszto-
wicy, białaczki kotów, wirusowej krwotocznej cho-
roby królików i fibromatozy.

Ospa owiec

W ospie owiec wirus szerzy się w stadzie przez kon-
takty bezpośrednie oraz pośrednio przez zanie-
czyszczoną wirusami paszę, surowe skóry, wełnę 
i  inne produkty pochodzenia zwierzęcego, a także 
przez obsługę. Do zakażenia dochodzi też na drodze 
aerogennej, przez ślinę, wydzielinę z jamy nosowej 
i w wyniku uszkodzenia skóry, zwłaszcza podczas 
strzyży. Wirus za pośrednictwem krwi jest przeno-
szony do skóry i narządów wewnętrznych, efektem 
jest uogólnienie procesu chorobowego (36). Choro-
bę cechuje gorączka, charakterystyczne wykwity na 
skórze, głównie w okolicy warg, oczu, na wymieniu, 
mosznie i wewnętrznej stronie ud. Przy uogólnieniu 
się choroby może wystąpić krwotoczne zapalenie 
błony śluzowej dróg oddechowych i przewodu po-
karmowego. Śmiertelność u ras bardzo wrażliwych 
(Soay) może osiągać 100% (37).

Niesztowica

Niesztowica (contagious pustular dermatitis), na 
którą chorują owce, kozy i renifery, charakteryzuje 
się występowaniem zmian skórnych w postaci gru-
dek i krost, najczęściej w okolicy warg i nozdrzy, ra-
cic i narządów płciowych. Choroba szerzy się głównie 
przez kontakty bezpośrednie oraz pośrednio przez 
zanieczyszczoną wirusami paszę, wodę, ściółkę, 
sprzęt używany do obsługi zwierząt i personel ob-
sługi. Dodatkowymi wrotami zakażenia są uszko-
dzenia powłok ciała, wśród nich wywołane przez ek-
topasożyty (38). Wirus wnika do komórek nabłonka 
skóry i replikuje się w komórkach leżących pod na-
skórkiem, zakaża komórki stratum basale na brze-
gach rany, następnie stratum spinosum (39). Infek-
cja wirusem Orf indukuje w ciągu 24 godz. odpowiedź 
komórkową. Po 48–72 godz., po zakażeniu ma miejsce 
naciek limfocytów B i T, w następnym tygodniu na-
skórek ulega dezintegracji. Replikacja wirusa w kolej-
nych warstwach komórek skóry wywołuje ich obrzęk 
z wakuolizacją cytoplazmy (tworzą się grudki). In-
filtracja granulocytarna powoduje przejście grudek 
w pęcherzyki i krosty. Martwica i złuszczanie się ko-
mórek naskórka wraz ze sklejającym je włóknikiem 
są przyczyną powstawania strupów. Strupy odpada-
ją nie pozostawiając blizn (40).

Białaczka kotów

Koty zakażają się głównie wirusem białaczki kotów 
(FeLV, Gammaretrovirus) w trakcie wzajemnej pielę-
gnacji, lizania kociąt przez matkę, korzystania ze 

wspólnych naczyń na karmę i wodę oraz w trakcie 
walk, podczas których dochodzi do kontaktu miejsc 
zranionych z zakażoną śliną. FeLV jest obecny w ślinie, 
krwi oraz w moczu i kale, poza organizmem prawdo-
podobnie nie traci zakaźności tylko przez kilka go-
dzin. Płody zakażają się w macicy, kocięta przez mle-
ko zakażonej matki (41). Wrota zakażenia stanowi 
głównie jama ustna, rzadziej jama nosowa. Zwykle 
następstwem zakażenia jest niedokrwistość, aplazja 
szpiku kostnego i immunosupresja, chłoniakomię-
saki i białaczka szpikowa. Nowotworzenie występuje 
u 76%, zmiany w szpiku kostnym u 12% kotów zaka-
żonych FeLV, przy czym istotnie częściej ma miejsce 
u kotów w wieku poniżej czterech lat (42). Obraz cho-
roby jest różnorodny, często zdominowany przez za-
każenia wtórne (31).

Krwotoczna choroba królików

Krwotoczną chorobę królików (RHD, rabbit hemor-
rhagic disease) cechuje ostre martwicze zapalenie 
wątroby, duża wybroczynowość w narządach we-
wnętrznych, szczególnie w płucach, sercu i nerkach 
spowodowana przez rozsiane wewnątrznaczynio-
we krzepnięcie krwi (43). Śmiertelność jest wyso-
ka i wynosi od 70 do 100%. Chorują króliki domowe, 
hodowlane i dziko żyjące. Króliczęta w wieku poni-
żej dwóch miesięcy są odporne. Wrotami zakażenia 
RHDV (Lagovirus; Caliciviridae; 44) jest przede wszyst-
kim przewód pokarmowy, ponadto układ oddecho-
wy i najprawdopodobniej też uszkodzenia powłok 
ciała. W transmisji wirusa mogą uczestniczyć owa-
dy krwiopijne spełniające rolę mechanicznych wek-
torów (45). Króliki w okresie wiremii wydalają duże 
ilości wirusa z wydzielinami i wydalinami, szcze-
gólnie ze śliną i wyciekiem z nosa. Ozdrowieńcy wy-
siewają wirus przez ponad cztery tygodnie (46). Wi-
rus zakaża i uszkadza hepatocyty, makrofagi płucne 
i śledziony, węzłów chłonnych, komórki Kupffera 
oraz monocyty występujące w naczyniach krwiono-
śnych wątroby, płuc, śledziony i węzłów chłonnych 
(47). Apoptozie ulegają hepatocyty, mięsień serca, ko-
mórki płuc i nerek, monocyty i komórki śródbłon-
ka naczyniowego (48). RHDV wykazuje silne działa-
nie immunosupresyjne przez wpływ na osłabienie 
aktywności neutrofilów oraz po części monocytów 
i makrofagów, a także limfocytów T i B (49). Aktywa-
cja kinazy JNK aktywowanej stresem odgrywa klu-
czową rolę w mechanizmach uszkodzenia wątroby 
w zakażeniu RHDV.

Fibromatoza

W fibromatozie królików powstają na skórze i w na-
rządach wewnętrznych (visceral fibromatosis) włók-
niaki wywołane przez wirus włókniaków Shope`a (SFV, 
Shope fibroma virus; 50). W transmisji wirusa ważne 
znaczenie odgrywają komary i pchły, które są mecha-
nicznymi wektorami i rezerwuarami wirusa. Wro-
tami zakażenia oprócz ukąszeń wektorów są drob-
ne urazy mechaniczne. U noworodków i dorosłych 
królików z immunosupresją wirus indukuje zmiany 
w postaci włókniakomięsaków (51).
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Pokąsania przez stawonogi wrotami zakażenia

W chorobach wirusowych ludzi i zwierząt ważne zna-
czenie odgrywają stawonogi jako mechaniczni lub 
biologiczni przenosiciele zakażenia (53, 53). Przeno-
siciele mechaniczni są mniej skuteczni aniżeli prze-
nosiciele biologiczni w rozprzestrzenianiu chorób ze 
względu na brak replikacji wirusów w ich organi-
zmie. Tym samym ilość wirusa, jaką mogą zakażać, 
jest z reguły mniejsza od pobranej z krwią z organi-
zmu zwierzęcia w okresie wiremii. Jednak przy du-
żej liczbie zakażonych przenosicieli mechanicznych 
atakujących zwierzę lub człowieka zostaje przekro-
czona dawka wirusa wystarczająca do zainicjowania 
zakażenia. W przypadku przenosicieli biologicznych, 
pobrany z organizmu zakażonego w okresie wiremii 
wirus replikuje się w organizmie wektora, w przy-
padku niektórych wirusów jest ponadto przekazy-
wany potomstwu (droga wertykalna), co w znacznym 
stopniu zwiększa szansę zakażenia zwierząt i ludzi 
przy mniejszej liczbie wektorów biologicznych w po-
równaniu do liczby wektorów mechanicznych. Waż-
ną cechą chorób przenoszonych przez wektory jest 
ich sezonowość, ścisłe skorelowana z występowa-
niem wektorów, co wiąże się z ich cyklami rozwojo-
wymi uzależnionymi od warunków klimatycznych. 
Przesunięciu granic zasięgu występowania wekto-
rów chorób odpowiada zasięg większości chorób wi-
rusowych zwierząt i człowieka. Dobitnym przykła-
dem jest choroba niebieskiego języka, której cechą 
charakterystyczną jest sezonowość związana z obec-
nością kuczmanów, wektorów wirusa. Ich występo-
wanie i rozwój jest uzależniony od strefy klimatycz-
nej i wiąże się z wilgotnością, temperaturą (13–39°C) 
i warunkami glebowymi. Ocieplenie klimatu spowo-
dowało przesunięcie granicy występowania kucz-
manów na północ Europy, co sprzyja szerzeniu się 
choroby na nowe tereny (54). Niekiedy wirus krąży 
nie w cyklu wektor → gospodarz (zwierzę lub czło-
wiek) ale np. w cyklu wektor → ptak → wektor → ssaki, 
jak to ma miejsce w przypadku wirusa Zachodniego 
Nilu: Culex spp. → gatunki drapieżnych ptaków → Cu-
lex spp. → koń, człowiek (55).

Gorączka Zachodniego Nilu

Wirus Zachodniego Nilu (WNV, Flavivirus; Flaviviri-
dae) stanowi względnie homogenną populacją, któ-
rej haplotypy nie zmieniają się w enzootycznym cy-
klu transmisji wirusa (56). Rezerwuarem zakażenia 
są ptaki, a wektorem komary z rodzajów Culex (C. pi-
piens, C. restaunas, C. quinquefasciatus) i Aedes. WNV re-
plikuje się w cyklu komar → ptak → komar przy czym 
część zakażonych komarów podczas kąsania przeno-
si zakażenie na ludzi i zwierzęta (57). WNV jest przy-
czyną zachorowania i padnięć wielu gatunków dzi-
kich, wędrownych i drapieżnych ptaków (Corvidae). 
U człowieka epidemie zapalenia mózgu (gorączka 
Zachodniego Nilu) często kończące się zgonem wy-
wołują szczepy z rodu 1. Natomiast WNV wywołuje 
u koni, bydła, owiec i psów głównie zakażenia bez-
objawowe. Tylko u 33% koni występują kliniczne ob-
jawy choroby (55).

Choroba niebieskiego języka

Wektorem wirusa choroby niebieskiego języka (Orbi-
virus; Reoviridae) są kuczmany (Culicoides; Ceratopo-
gonidae; 58). Zakażeniu kuczmanów sprzyja długo-
trwała wiremia, która u 99% bydła trwa do 9 tygodni. 
Wirus pojawia się w gruczołach ślinowych kuczmanów 
po 6–8 dniach po zakażeniu i utrzymuje przez całe 
życie wektora (59). Chorują owce, bydło, kozy i dzikie 
przeżuwacze (bawoły, antylopy, jelenie, łosie i wiel-
błądy), które są rezerwuarem wirusa dla zwierząt do-
mowych (60). Przeciwciała przeciwko wirusowi cho-
roby niebieskiego języka stwierdza się także u słoni 
afrykańskich (Loxodonta africana), nosorożców (Di-
ceros bicornisand, Ceratotherium simum), żyraf (Giraf-
fa cameloparadalis) i gepardów, lwów, dzikich psów 
i szakali (61). Jednak kuczmany nie zawsze są wekto-
rami serotypów BT25 i BT26 występujących u małych 
przeżuwaczy w Europie i na Środkowym Wschodzie, 
ponieważ zakażenie tymi serotypami szerzy się też 
przez bezpośrednie kontakty pomiędzy zwierzętami 
(62), natomiast zakażenie serotypem BT8 szerzy się 
drogą alimentarną u przeżuwaczy, udomowionych 
i dzikich zwierząt mięsożernych oraz u cieląt za po-
średnictwem siary zakażonych matek (63).

Gorączka Doliny Rift

Gorączka Doliny Rift (enzootyczne zapalenie wą-
troby) jest ostrą chorobą zakaźną bydła, bawołów, 
owiec, kóz i wielbłądów wywołaną przez Phlebovirus 
(RVFV; Phenuiviridae), którą cechuje gorączka, ronie-
nia, obrzęk węzłów chłonnych (64). U bydła wystę-
puje biegunka i spadek mleczności, ronienia i wyso-
ka śmiertelność noworodków (65) oraz zaburzenia 
w rozwoju płodów (66). Śmiertelność dorosłych owiec 
wynosi 20–30%, a bydła nie przekracza 10%. Śmier-
telność jagniąt w wieku poniżej tygodnia może wy-
nieść 100%, a cieląt – 70% (67). Wektorem wirusa są 
komary, rezerwuarem oprócz komarów wolnożyjące 
małpy i gryzonie oraz bydło. RVFV wyizolowano od 
ponad 47 gatunków komarów z rodziny Culicidae na-
leżących do 9 rodzajów, głównymi wektorami są ko-
mary z rodzaju Aedes i Culex, mniejsze znaczenie od-
grywają jako wektory komary z rodzaju Anopheles (68, 
69). Następstwem ocieplenia klimatu jest pojawienie 
się Aedes albopticus, wektora wirusa gorączki doliny 
Rift, w Albanii, Chorwacji, Francji, Grecji, Włoszech, 
Słowenii i Hiszpanii, co stwarza możliwość szerzenia 
się wirusa w Europie (70, 71). W Afryce na terenach 
endemicznych w tzw. afrykańskich płytkich mokra-
dłach wirus jest przekazywany wertykalnie przez 
zakażone komary Aedes vexans i A. mcintoshi i może 
w okresie suszy nie tracić zakaźności w jajach koma-
ra nawet przez kilka lat. Po porze deszczowej wyklu-
wają się z jaj zakażone formy rozwojowe komarów. Ta 
forma transmisji zakażenia komarów zwiększa moż-
liwość endemicznego występowania choroby (72).

Choroba Schmallenberg

Kuczmany Culicoides obsoletus, C. dewulfi, C. chiopte-
rus, C. punctatus oraz komary (Culicidae) są wektorami 
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wirusa choroby Schmallenberg (SDV, Orthobunyavi-
rus; 73, 74, 75). Badania terenowe Kęsik-Maliszew-
skiej i wsp. świadczą o transowarialnym zakażeniu 
kuczmanów przez SDV (76). Transmisja wirusa po-
między zwierzętami, a także zakażenia ze środo-
wiska zanieczyszczonego wirusem wydają się mało 
prawdopodobne. Choruje bydło, owce, kozy. Surowi-
ce saren, jeleni i żubrów są reaktywne w stosunku do 
wirusa Schmallenberg (77). Profile chorobowe zale-
żą od gatunku i wieku zaatakowanych zwierząt. Je-
den profil cechuje krótkotrwała gorączka, biegunka 
i spadek mleczności oraz sporadyczne ronienia, pod-
czas gdy w drugim profilu choroby dominują ronie-
nia w późnym okresie ciąży oraz zaburzenia rozwo-
jowe i rodzenie niezdolnego do życia potomstwa (78).

Choroba guzowatej skóry bydła

Choroba guzowatej skóry bydła jest nowo zagraża-
jącą transgraniczną chorobą zakaźną (emerging and 
transboundary disease; 79), cechuje ją gorączka, wy-
stępowanie twardych, ściśle ograniczonych guzów 
w skórze, często też w mięśniach szkieletowych, bło-
nach przewodu pokarmowego i układu oddechowe-
go, obrzęki skóry, wyniszczenie i gorączka. Wektorem 
mechanicznym wirusa choroby guzowatej skóry bydła 
(LSDV, Capripoxvirus; Poxviridae) są muchy (Stomoxys 
calcitrans), komary (Aedes aegypti) i kleszcze (Rhipi-
cephalus spp., Amblyoma spp.; 80). Pewną rolę w roz-
przestrzenianiu się choroby odgrywa mucha domo-
wa (Musca domestica; 81). Transowarialne zakażenie 
przez LSDV stwierdzono u Amblyoma hebraeum, Rhi-
picephalus appendiculatus i R. decoloratus (82). A. he-
braeum, R. appendiculatus i R. decoloratus spełniają przy 
tym rolę rezerwowych gospodarzy wirusa. Chociaż RNA 
LSDV stwierdzono u Culex quinquefasciatus, Anopheles 
stephensi, Culicoides nubeculosus (83) i C. punctatus (84) 
to nie potwierdzono transmisji wirusa przez te gatunki 
do wrażliwych na zakażenie zwierząt (85). Wirus LSDV 
namnaża się we wrotach zakażenia, którymi na tere-
nach endemicznych są głównie ukłucia stawonogów. 
Na terenach endemicznych zakażenie przez kontakty 
bezpośrednie mają znaczenie marginalne, natomiast 
odgrywają istotną rolę na terenach wolnych od choro-
by, na które są importowane zwierzęta zakażone z te-
renów endemicznych.

Afrykański pomór koni

Wirusa afrykańskiego pomoru koni (Orbivirus; Reovi-
ridae), wysoce zakaźnej i śmiertelnej choroby koni, 
osłów i mułów (86) przenoszą w Afryce kuczmany– 
Culicoides imicola i C. bolitinos (87) w Ameryce Północ-
nej ponadto C. variipensis a w Australii C. brevitarsis. 
Mniejszą znaczenie jako przenosiciele wirusa odgry-
wają komary z rodzaju Culex, Anopheles i Aedes (88). 
i kleszcze Hyaloma spp., Rhipicephalus spp., i praw-
dopodobnie także krwiopijne muchy Stomoxys i Ta-
banus (89). Owady krwiopijne pozostają wektorami 
przez okres ok. 12–18 dni. Oprócz koniowatych cho-
rują psy, seropozytywne są hieny, szakale, lwy, dro-
madery, słonie i nosorożce (90). Są też przypadki za-
każenia psów za pośrednictwem zanieczyszczonego 

wirusem pożywienia (91). W  latach 1987–1991  choroba 
pojawiła się w Hiszpanii i Portugalii, skąd za pośred-
nictwem wektorów przy postępującym  ociepleniu 
 klimatu może szerzyć się na sąsiednie kraje (92).

Niedokrwistość zakaźna koni

Na zakażenie wirusem niedokrwistości zakaźnej koni 
(Retroviridae, podrodzina Lentovirinae) są wrażliwe 
oprócz koni także muły, osły i zebry, u których cho-
roba ma subkliniczny przebieg (93). Zakażenie nastę-
puje głównie przez krew zawierającą wirus, najsku-
teczniej wirusa przenoszą muchy końskie (Tabanus), 
muchy Chrysonia spp. i bąki (Hybomitra spp.), mniej 
efektywnymi wektorami są muchy stajenne (Stomo-
xys spp.) i muchy kłujki oraz komary. Również rany 
przypadkowe i chirurgiczne zanieczyszczone przez 
wirus stają się wrotami zakażenia. Owady krwiopij-
ne są mechanicznymi przenosicielami wirusa nie-
dokrwistości zakaźnej koni (nzk) w okresie wiremii, 
gdy miano wirusa jest bardzo wysokie (94). Wirus nzk 
przeżywa krótko w organizmie owadów, np. u muchy 
końskiej do 1–4 godz. Zakażenie może przybierać róż-
ne postacie, od zakażenia bezobjawowego do jawnej 
choroby kończącej się zgonem. Do typowych obja-
wów należą nawracające epizody gorączki, trombo-
cytopenia, anemia, szybka utrata masy ciała i obrzęki 
dolnych partii ciała (95). Postać ostra choroby czę-
sto jest związana z pierwotnym zakażeniem które-
mu towarzyszą takie objawy kliniczne jak gorączka, 
utrata apetytu, osowienie, wybroczyny punktowe na 
błonach śluzowych. Tylko w bardzo ciężkim prze-
biegu ostrego zakażenia występuje niedokrwistość. 
Zwierzę ginie w ciągu czterech tygodni po zakażeniu 
pierwotnym. Po przeżyciu ostrej fazy choroby czę-
stotliwość i nasilenie objawów zmniejsza się powo-
li, aż w końcu ozdrowieniec staje się  pomimo odpo-
wiedzi immunologicznej bezobjawowym  nosicielem 
wirusa nzk (96).

Wirusowe zakażenia ośrodkowego układu 
nerwowego koni

Obejmują one zakaźne zapalenia mózgu i rdzenia koni 
– wschodnie (EEE, Equine eastern encephalomyeli-
tis) i zachodnie. (WEE, Equine western encephalo-
myelitis), wenezuelskie zapalenie mózgu i rdzenia 
koni (VEE, Venezuelan equine encephalomyelitis), 
wszystkie wywołane przez wywołane przez Alpha-
virus (Togaviridae) oraz japońskie zapalenie mózgu 
koni (JE, Japanese encephalitis) wywołane przez wi-
rus z rodziny Flaviviridae. Wirus replikuje się w owa-
dach i kręgowcach.

Na zakaźne zapalenia mózgu i rdzenia koni cho-
rują konie, muły, osły i ludzie. Konie i ludzie są koń-
cowym (ślepym) ogniwem w łańcuchu epizootycz-
nych. Ptaki wodne zakażają się wirusem EEE za 
pośrednictwem komarów Culiseta melanura. W ich 
organizmie wirus namnaża się i  ptaki przenoszą 
wirus na tereny gdzie występują komary z rodzajów 
Aedes, Culex i Coquiilletidia żywiące się krwią ptaków 
i  ssaków. Zakażają one zwierzęta i  człowieka (97, 
98). WEE przenosi Culex transalis i Aedes spp., który 
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bytuje na ptakach i ssakach. Rezerwuarem wirusa 
są małe ptaki i gady. EEE cechuje się ostrym i cięż-
kim przebiegiem oraz wysoką śmiertelnością, bo ok. 
75–90%, zaś WEE średnio wyrażonymi objawami 
i mniejszą śmiertelnością (19–50%; 99). Wśród ob-
jawów dominuje gorączka, zaburzenia neurologicz-
ne (niepokój, ruchy maneżowe, nadwrażliwość na 
dźwięk i dotyk, drżenie mięśni barkowych i twarzo-
wych, zgrzytanie zębami, oczopląs, niekiedy zwie-
rzęta nie omijają stałych przeszkód, może wystąpić 
agresja) i depresja.

Wenezuelskie zapalenie mózgu i rdzenia koni jest 
chorobą koni, mułów, zebr, osłów i ludzi w Ameryce 
Środkowej i Południowej i w USA. Zaburzenia neurolo-
giczne występują u 4–14% zakażonych zwierząt (100). 
Koń odgrywa kluczowa rolę w szerzeniu się choroby, 
jest głównym rezerwuarem wirusa, ponieważ w jego 
organizmie replikują się epizootyczne warianty wi-
rusa IAB i IC (100). Wektorami wirusa są różne ga-
tunki komarów – Ochlerotatus taeniorhynchu będą-
cy wektorem w czasie epizootii oraz Culex – wektor 
szczepów enzootycznych wirusa (101). Choroba wy-
stępuje endemicznie w rejonach bagiennych i lasów 
podzwrotnikowych (102).

Na japońskie zapalenie mózgu koni wywołane 
przez wirus z rodziny Flaviviridae chorują konie, 
osły, muły i ludzie. Człowiek jest akcydentalnym lub 
końcowym gospodarzem (dead-end host) wirusa JE 
(103). Choroba występuje w Południowo-Wschodniej 
Azji, na wyspach Pacyfiku i na Dalekim Wschodzie 
(104). U koni i człowieka występuje gorączka i zabu-
rzenia ze strony ośrodkowego układu nerwowego, 
u świń najczęściej zakażenie ma charakter bezobja-
wowy, wirus replikuje się w organizmie świni i wy-
stępuje wiremia. Mogą występować jednak ronienia 
i zaburzenia rozwojowe u płodów (105). Zakażenia ma 
przebieg subkliniczny u bydła, owiec, kóz, psów, ko-
tów, gryzoni, nietoperzy, ptaków, węży i żab. Wirus 
krąży pomiędzy komarami (Culex tritaeniorhynchus), 
świniami i ptakami wodnymi, które są naturalnym 
rezerwuarem wirusa JE. Komary Cx. tritaeniorhynchus 
są głównym przenosicielem zakażenia na człowie-
ka i wrażliwe gatunki zwierząt w Azji, a Cx annuliro-
stris w Australii (106).
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Zwierzęta w okresie intensywnego wzrostu i roz-
woju potrzebują dużych ilości składników odżyw-

czych. Najmłodsze zwierzęta są najbardziej podatne na 
niedobory pokarmowe. Pierwszym pokarmem ssaków 
jest wydzielina gruczołu sutkowego samicy. Cielęta 
piją siarę bezpośrednio po porodzie, a potem pobierają 
mleko lub preparat mlekozastępczy. Nie można jednak 
zapominać o innym płynie – czystej wodzie pitnej.

Naukowcy już kilkadziesiąt lat temu zwracali uwa-
gę, że nowo narodzone cielęta powinny mieć swobod-
ny dostęp do wody pitnej. W latach 80. ubiegłego wieku 
stwierdzono, że cielęta pozbawione wody pobierają 
mniej paszy starterowej o ponad 30%, a ich przyro-
sty masy ciała są niższe o prawie 40% (1). Wystarczy 
zaledwie doba, aby cielęta w pierwszym miesiącu 
życia pozbawione dostępu do paszy i wody znacznie 
straciły na wadze. Jest to konsekwencją zużywania 
rezerw zgromadzonych w organizmie i odwodnie-
nia. Masa ciała powraca do początkowych wartości 
po mniej więcej dobie od zakończenia głodówki (2).

Mleko ani preparaty mlekozastępcze nie powin-
ny stanowić zamienników wody pitnej. Zapewnienie 
nowo narodzonym cielętom stałego dostępu do wody 
pitnej jest jednym z elementów dbania o ich dobrostan. 
Cielęta, które mają dostęp do wody, mogą bowiem pić 
znaczne jej ilości. Cielęta zaczynają pić czystą wodę 
już w pierwszych dniach po porodzie. Według jed-
nych danych cielęta, które mają dostęp do wody pit-
nej począwszy od dnia narodzin, piją średnio 0,75 kg 
wody dziennie w pierwszych 16 dniach życia (oprócz 
wody zawartej w mleku; 3). Cielęta, które mają niskie 
przyrosty masy ciała, jedzą mało paszy starterowej 
i piją mało wody (1). Ilość wypijanej wody wzrasta 
wraz z wiekiem cieląt (4). Ulega zwiększeniu również 
w przypadku wystąpienia biegunki (5).

Ilość wody wypijanej przez cielęta zależy od ilości 
pobieranego mleka. Cielęta otrzymujące ograniczo-
ne ilości mleka piją więcej wody w stosunku do ilo-
ści pobieranej suchej masy, w porównaniu z cielęta-
mi żywionymi do woli mlekiem. W pierwszych trzech 
tygodniach życia cieląt wartości te wynosiły odpo-
wiednio 1,6 i 0,9 l/kg suchej masy (5). W badaniach 
wykonanych na cielętach żywionych do woli prepa-
ratem mlekozastępczym stwierdzono, że ilość wy-
pijanej wody szybko ulega zwiększeniu po nagłym 
odstawieniu preparatu. Wcześniej cielęta piły jed-
nak bardzo mało wody (6).

W innych badaniach nie odnotowano zmian w ilo-
ści wody wypijanej podczas stopniowego odsadza-
nia cieląt od preparatu mlekozastępczego (od 40. do 
48. dnia życia). Cielęta pobierały coraz mniej wody 
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Animals during the period of intensive growth and development need large 
amounts of nutrients. Young animals, especially newborns, are exceptionally 
vulnerable to potentially deleterious effects of nutritional deficiencies. Water is 
the main component of animal rations. Many dairy calves do not have sufficient 
access to drinking water. All calves, even those consuming large volumes of 
milk, should have access to drinking water. Milk does not meet their water 
requirements. Sick calves and calves reared in high ambient temperatures require 
free access to drinking water at all times. It is reasonable to offer free drinking 
water immediately after birth. The aim of this paper was to present the aspects 
connected with drinking water in calf nutrition.
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