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1. Wstęp

1.1. Klasyfikacja i filogenetyka

Wirus gorączki zachodniego Nilu (WNV) jest jed-
nym z najbardziej rozpowszechnionych wirusów nale-
żącym do rodziny Flaviviridae, rodzaju Flavirus [4]. 
Zaliczany jest do kompleksu wirusa japońskiego zapa-
lenia mózgu (JEV) obejmującego kilka arbowirusów 
odpowiedzialnych za zapalenie mózgu tj. JEV, wirus 
zapalenia mózgu Saint-Louis (SLEV), wirus zapalenia 
mózgu Murray Velley (MVEV), WNV i Kunjin wirus 
(WNVKUN – Australijski wariant WNV) [63].

WNV wykazuje wysoki poziom zmienność sekwen-
cji nukleotydowych. Badania nad pokrewieństwem 
filogenetycznym szczepów pokazują, że występują co 
najmniej dwa główne genotypy [11, 38] różniące się 
od siebie o 5–25% nukleotydów [60]: rodowód I i II. 
Rodowód I jest bardziej rozpowszechniony na świecie 
i można podzielić go na dwie gałęzie. Gałąź Ia zawiera 
szczepy z Europy, Afryki, Bliskiego Wschodu i Ameryki. 
Gałąź Ib to australijskie szczepy wirusa (WNVKUN) [4]. 
Rodowód II obejmuje jedynie szczepy wirusa z Afryki 
Subsaharyjskiej i Madagaskaru. Jednak od 2004 r., wiąże 
się go również z ogniskami epidemiologicznymi w nie-
których częściach Europy np. w Hiszpanii i Grecji. Jak 

do tej pory rodowód I został najdokładniej przebadany. 
Rozpowszechniony jest na całym świecie i reprezento-
wany jest przez genotyp, który w 1999 r. spowodował 
epidemię w USA (NY99). Niektóre genotypy wydają 
się bardziej chorobotwórcze aniżeli inne, na przykład 
NY99 [60]. Rodowód II uważany jest za mniej chorobo-
twórczy dla ludzi w porównaniu z rodowodem I, który 
powoduje poważne choroby neurologiczne w tym zapa-
lenie mózgu [13, 38, 60]. Najnowsze badania filogene-
tyczne wskazują na istnienie jeszcze innych rodowo-
dów [70]. Dwie nowo odkryte linie rozwojowe WNV 
wykazują znaczne różnice genetyczne w porównaniu 
do tych dobrze już poznanych i jest to rodowód III i IV. 
Rodowód III obejmuje szczepy wirusa wyizolowane od 
komarów Culex pipiens na obszarze Republiki Czeskiej 
i Austrii, natomiast rodowód IV został wyizolowany na 
terenach Kaukazu [3, 4] i obejmuje on liczne izolaty, po 
raz pierwszy wykryte w 1988 r. w Rosji [48]. Niektóre 
dane wskazują na występowanie jeszcze rodowodu V 
obejmującego szczepy wirusa z Indii [7].

1.2. Budowa

WNV jest niewielkim otoczkowym, jednonicio-
wym wirusem RNA o dodatniej polarności (średnica 
40–60 nm). Zbudowany jest z otoczki białkowej i białek 
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osadzonych w podwójnej warstwie lipidowe. Wewnątrz 
znajduje się ikosaedralny kapsyd, a  w  nim genom 
wirusa, zawierający ok. 11 000 par zasad (Rys. 1 ) [37]. 
Genom składa się z obszaru nieulegającego transla-
cji 5’ (5’UTR), jednej długiej otwartej ramki odczytu 
i obszaru nieulegającego translacji 3’ (3’UTR). Genom 
koduje trzy białka strukturalne tj. glikoproteinę otocz-
kową (E), białko kapsydu (C) oraz białko błony (prM) 
oraz siedem białek niestrukturalnych tj. NS1, NS2A, 
NS2B, NS3, NS4A, NS4B i NS5 (Rys. 2 ). Białka struk-
turalne są głównie zaangażowane w tworzenie cząstek 
wirusa, natomiast białka niestrukturalne biorą udział 
m.in. w  jego replikacji oraz w unikaniu odporności 
immunologicznej gospodarza [16, 37, 70]. Najlepiej 
scharakteryzowane są największe białka niestrukturalne 

tj. NS3 i NS5. Białko NS3 zawiera helikazę i domeny 
proteazy, natomiast białko NS5 białka polimerazy RNA 
i  metylotransferazy niezbędne do replikacji wirusa. 
Pozostałe białka nie są już tak dokładnie opisane; są 
małe, na ogół hydrofobowe i pełnią różnorodne funk-
cje. Wykazano, że glikozylowane białko NS1 nie bierze 
udziału w replikacji wirusa [7]. Jest ono wydzielane 
przez zainfekowane komórki, a jego funkcja nie jest do 
końca poznana. Ostatnie badania ujawniły zaangażo-
wanie białka NS1 w modulację szlaków sygnałowych 
wrodzonej odpowiedzi immunologicznej [83]. Ponadto 
zaobserwowano, że białko to może być również powią-
zane z neuroinfekcyjnymi właściwościami WNV [79].

Cykl życiowy flawowirusów składa się z 4 podsta-
wowych etapów: adsorpcja/wnikanie, translacja, repli-
kacja i składanie wirionów/uwalnianie. WNV wnika 
do komórek poprzez endocytozę za pośrednictwem 
receptorów (DC-SIGN, αvβ3 integryny oraz białka wią-
żącego lamininę) i jest transportowany do endosomów 
[15, 70]. Zmiany konformacyjne w białku E doprowa-
dzają do połączenia wirusowej i endosomalnej mem-
brany. Dzięki temu nukleokapsyd wirusa uwalniany jest 
do cytoplazmy. Replikacja genomu wirusa, jak również 
składanie wirionów następuje w retikulum endopla-
zmatycznym, po czym wirusy potomne są uwalniane 
przez egzocytozę [70].

2. Transmisja

WNV przenoszony jest głównie przez ukąszenia 
zakażonych komarów [15, 84]. Transmisja wirusa moż-
liwa jest dzięki obecności receptorów na komórkach 
śródbłonka jelita środkowego komara oraz zdolności 
wirusa do przedostawania się z jelita środkowego do 
gruczołów ślinowych, gdzie ulega on replikacji [64]. 
Chociaż WNV można zarazić się od różnych gatun-
ków komarów (wykryto go u 60 gatunków komarów), 
to wydaje się, że mniej niż 10 z nich odgrywa zna-
czącą rolę w jego transmisji [14, 25, 60]. Większość 
z  nich jest z  rodziny Culex. WNV stwierdzono rów-
nież u  komarów gatunku Culex pipiens, które żywią 
się krwią ludzką, dlatego to właśnie one mogą być 
głównym wektorem infekowania ludzi [23]. W pół-
nocnych regionach Stanów Zjednoczonych gatunek 

Rys. 2. Schemat genomu WNV

Rys. 1. Schemat cząsteczki WNV
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Culex pipiens jest głównym wektorem wirusa i wydaje 
się być odpowiedzialny za większość jego transmisji [6]. 
W centralnych i zachodnich częściach USA transmisja 
wirusa jest najczęściej spowodowana przez gatunek 
Culex tarsalis, a w południowych regionach kraju przez 
gatunek Culex p. quinquefasciatus [5, 20]. W  Euro-
pie w roku 2008, z pośród ponad 10.000 zakażonych 
komarów z obszarów delty Dunaju, 82% stanowiły trzy 
główne gatunki: Culex pipiens (44%), Culex torrentium 
(27%) i Culex modestus (11%). Gatunkami najczęściej 
powodującymi zakażenia u ludzi były: Culex modestus 
(35%) i Culex richardii (34%), natomiast Culex pipiens 
stanowił mniej niż 2% [68]. 

Na obszarach gdzie występują zainfekowane komary, 
1 na 100–1000 owadów faktycznie jest zakażony WNV 
[24]. Transmisja wirusa z człowieka na komara jest nie-
możliwa, ponieważ ilość wirusa w ludzkiej surowicy 
krwi jest zbyt niska [70]. Natomiast u jednej osoby na 
100  ukąszonych przez zakażonego wirusem komara 
może rozwinąć się ciężkie zakażenie [24]. 

WNV został wyizolowany z krwi co najmniej 
30  różnych gatunków kręgowców, w tym zwierząt 
hodowlanych, domowych oraz dzikich. Może powodo-
wać zakażenia np. u koni, wiewiórek, psów, kotów [64, 
78], ale również niedźwiedzi brunatnych, aligatorów, 
węży czy też wilków [80]. Głównym jego gospodarzem 
są natomiast ptaki. Wirus jest chorobotwórczy dla wielu 
gatunków dzikich ptaków wędrownych, drapieżnych 
oraz drobiu. Odnotowano go u ponad 300  gatunków 
ptaków [15, 60]. Rezerwuarem wirusa w środowisku jest 
dzikie ptactwo w tym ptaki krukowate np. wrony, kruki 
oraz ptaki drapieżne np. jastrzębie, sokoły, sowy. Za roz-
przestrzenianie się wirusa na całym świecie odpowie-
dzialne są głównie ptaki drapieżne, dlatego WNV jest 
obecny w Ameryce Północnej, Południowej i Central-
nej, Afryce, Australii, Azji i Europie [46]. Wykazano, że 
niektóre ptaki charakteryzują się opornoś cią na wirusa 
(np. indyki), natomiast inne tj. wrony są na niego bar-
dzo wrażliwe. Intensywność wiremii, czas jej trwania 
oraz sam przebieg zakażenia może być różny u różnych 
gatunków [13]. Wrony, sroki, wróble oraz zięby wydają 
się posiadać najwyższe stężenia wirusa we krwi oraz naj-
dłuższy czas trwania wiremii [64]. W 3–7 dni po zakaże-
niu WNV, miano wirusa u ptaków jest na tyle wysokie, 
aby zakazić krwiopijne komary [79]. Większość przy-
padków zakażenia wirusem wśród ptaków jest bezob-
jawowa, jednak epidemia, która miała miejsca w 1999 r. 
w USA spowodowała bardzo dużą śmiertelność [40]. 

3. Zakażenie WNV

Wirus najczęściej przenoszony jest na człowieka za 
pośrednictwem ugryzienia zakażonego komara. Wystę-
pują również udokumentowane przypadki rozprze-

strzeniania się wirusa wśród ludzi poprzez transfuzję 
krwi, przeszczepy narządów [10], wewnątrzmaciczne 
zakażenia płodu [2] oraz karmienie piersią. W 2000 r. 
zidentyfikowano 23 przypadki zakażenia WNV po 
transfuzji preparatów krwiopochodnych [59]. Kon-
sekwencją tego było opracowanie testów amplifikacji 
kwasów nukleinowych wykorzystywanych do badania 
produktów krwiopochodnych [34, 61, 75]. W 2007 r. 
FDA zatwierdziła test przesiewowy do wykrywania 
zakażeń WNV dla dawców organów [41].

Wirus początkowo rozmnaża się w gruczołach ślino-
wych komara, skąd po ukąszenia przenika do kerano-
cytów człowieka. Powoduje to zainfekowanie komórek 
dendrytycznych takich jak komórki Langerhansa, 
które migrują do węzłów chłonnych, gdzie następuje 
replikacja wirusa [15, 70]. Wkrótce potem wirus roz-
przestrzenia się w tkankach prowadząc do przejściowej 
wiremii, która zazwyczaj kończy się wraz z produkcją 
przeciwciał IgM anty-WNV [8]. Wirus może infekować 
organy wewnętrznych tj. nerki i śledzionę, w których 
replikuje się odpowiednio w komórkach nabłonka oraz 
makrofagach [43]. Zaobserwowano, że wirus wykry-
wany jest w moczu już po 8 dniach po pojawieniu się 
pierwszych objawów u pacjentów z zapaleniem mózgu 
[76]. W zależności od poziomu wiremii WNV może 
przekroczyć barierę krew-mózg i zainfekować ośrod-
kowy układ nerwowy (OUN) powodując poważne cho-
roby neurologiczne [15, 43, 70]. Wykazano, że transmi-
sja wirusa do OUN może następować już po upływie 
1 tygodnia [79]. Istnieje kilka przypuszczalnych mecha-
nizmów wnikania WNV do OUN. Mechanizm, dzięki 
któremu flawowirusy przekraczają barierę krew-mózg 
i powodują zakażenie OUN nie został jeszcze w pełni 
poznany. Uważa się, że jednym z nich może być bierny 
transport przez śródbłonek lub komórki splotu naczy-
niowego. Kolejne to możliwość bezpośredniego infeko-
wania neuronów węchowych, transport wirusa przez 
zakażone komórki przede wszystkim do OUN, bądź 
bezpośredni wsteczny transport z zainfekowanych neu-
ronów obwodowych. U ludzi WNV najczęś ciej wykry-
wano w neuronach kory mózgowej, wzgórza, mózgowia, 
zwojach podstawy mózgu, móżdżku i rdzenia kręgo-
wego [43]. Niektóre badania wykazują, że współist-
nienie nadciśnienia tętniczego i choroby naczyń może 
predysponować do zakażenia WNV przebiegającego 
z neuroinfekcją [47, 53, 54].

Leukocyty aby dostać się do miąższu mózgu muszą 
przejść dwie bariery: ścianę śródbłonka naczyniowego 
i warstwę komórek glejowych, pomiędzy którymi znaj-
duje się przestrzeń okołonaczyniowa, zbiorczo okreś- 
lana jako bariera krew-mózg (BBB). Większość nacie-
kających leukocytów jest zatrzymywana w przestrzeni 
okołonaczyniowej, ale czynniki regulujące ten proces 
nie zostały jeszcze wyjaśnione [43]. Natomiast zostało 
dowiedzione, że cząsteczki adhezji międzykomórkowej 
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(ICAM-1), czynnik hamujący migrację makrofagów 
(MIP) i  metaloproteinaza macierzy zewnątrzkomór-
kowej-9 (MMP-9) są zaangażowane w  zmiany prze- 
puszczalności BBB podczas zakażenia WNV [70]. Roz- 
poznanie WNV przez receptor TLR3 znajdujący się 
na monocytach / makrofagach prowadzi do produk- 
cji MMP-9 i czynnika martwicy nowotworu alfa 
(TNF-α), co powoduje wzrost przepuszczalności śród-
błonka naczyń i umożliwia wnikanie WNV oraz ko- 
mórek układu odpornoś ciowego do mózgu. Zaka- 
żone komórki glejowe i neurony uwalniają mediatory 
neurotoksyczne, co prowadzi do śmierci neuronów, 
w  których pośredniczy kaspaza-3 i kaspaza-9 [43]. 
Wysokie miano wirusa ułatwia jego wnikanie i  roz-
przestrzenianie się w obrębi mózgu [43]. 

4. Epidemiologia zakażeń wśród ludzi 

4.1. Afryka

W 1937 r. w prowincji Zachodniego Nilu w Ugan-
dzie potwierdzono pierwsze zakażenie człowieka WNV, 
kiedy to z surowicy krwi kobiety z nierozpoznaną cho-
robę przebiegającą z wysoką gorączkową wyizolowano 
szczep B 956 [74]. Udokumentowano występowanie epi-
demii również w kilku afrykańskich krajach. Najwięk-
sza wystąpiła w 1974 r. w Republice Południowej Afryki; 
gdzie zachorowało 18 tysięcy ludzi. Chorobie towarzy-
szyła gorączka, ból głowy, mięśni, brak łaknienia, bóle 
brzucha i wymioty. Nie obserwowano żadnych przypad-
ków zajęcia OUN ani zgonów. Pierwsze zakażenia WNV, 
któremu towarzyszyły zaburzenia neurologiczne zaob-
serwowano w 1957 r. [52, 64]. Do połowy lat 90 WNV 
wiązany był z niewielkim ryzykiem ciężkich zachorowań 
u ludzi, jednak od tego czasu patogenność wirusa uległa 
zmianie. Zaczęto obserwować coraz częstsze przypadki 
zakażeń manifestujących się ciężkimi zaburzeniami 
neurologicznymi. Pierwsze śmiertelne przypadki zapa-
lenia mózgu w przebiegu zakażenia WNV odnotowano 
w 1994 r. w Algierii [15, 64].

4.2. Ameryka Północna i Południowa

W 1999 r. zaobserwowano pierwszą epidemię WNV 
w Ameryce Północnej, miała ona miejsce w Nowym 
Jorku. Odnotowano wtedy wiele zakażeń wśród ptaków, 
koni, jak również ludzi [40]. Ilość bezobjawowych zaka-
żeń oszacowano na 8200 przypadków, a ilość objawo-
wych zakażeń na 1700. Zajęcie OUN zaobserwowano 
u 62 pacjentów z czego 7 zmarło [51]. W latach 2000 
i 2001 ilość neuroinfekcji i zgonów z powodu zakaże-
nia WNV była porównywalna do roku 1999, ale uległa 
zwiększeniu od 2002 r., kiedy to odnotowano ponad 
4 150 przypadków zakażenia OUN w tym 284 zgony 

[55]. Następnie wirus objął całą Amerykę Północną, 
a  pierwsze przypadki zakażenia WNV wśród miesz-
kańców Kanady zostało udokumentowane w  2002 r. 
W  ciągu 10  lat wirus rozprzestrzenił się we wszyst-
kich 48 stanach USA oraz w Meksyku, na Karaibach 
i  w  Ameryce Południowej. Ze względu na coraz 
większy zakres terytorialny zakażeń spowodowanych 
przez WNV ilość zgonów w USA stale wzrasta [16]. 
W latach 1999–2010 w Stanach Zjednoczonych odno-
towano ponad 30 000 potwierdzonych przypadków 
zakażenia WNV, z czego ponad 1000 zakończyło się 
śmiercią [15]. Większość (ok 85%) zakażeń WNV 
u ludzi w USA występuje późnym latem ze szczytem 
w sierpniu i wrześniu, co jest odzwierciedleniem sezo-
nowej aktywności komarów oraz wiremii u  ptasich 
gospodarzy, która następuje wiosną i wczesnym latem. 
W cieplejszych rejonach USA transmisja wirusa wystę-
puje praktycznie przez cały rok [16].

4.3. Australia

W Australii występuje głównie jeden szczep wirusa 
–  WNVKUN. Powoduje on łagodne infekcje u  koni, 
natomiast u ludzi odnotowano jedynie sporadyczne 
infekcje, głównie w północnej części kontynentu [22]. 
W  latach  2004–2005 odnotowano cztery przypadki 
WNVKUN wśród ludzi [67]. W latach 2007–2008 opi-
sano tylko jeden przypadek u turysty z Izraela, który 
prawdopodobnie został zainfekowany na Bliskim 
Wschodzie [69]. W kolejnych latach (2009–2010) zaka-
żenie WNVKUN spowodowało śmierć dwóch pacjen-
tów, z czego jeden miał objawy neuroinfekcji [21]. Na 
początku 2011 r. w południowo-wschodniej Australii 
odnotowano epidemię zakażeń WNVKUN, która spowo-
dowało ponad 1000 przypadków końskiego zapalenia 
mózgu. Choć epidemia ta była krótkotrwała to dopro-
wadziła do śmiertelności 10–15% zainfekowanych koni. 
W tym czasie zaobserwowano tylko jeden przypadek 
łagodnej infekcji wirusa wśród ludzi, natomiast cięż-
kich przypadków w ogóle nie odnotowano [19].

4.4. Azja i Europa

Pierwsze epidemie WNV na kontynencie azjatyckim 
odnotowano w Izraelu w 1951 r. i 1952 r., a  następne 
w 1957, 1962 i 1980 [52, 64]. W kolejnych latach WNV 
rozprzestrzenił się w Pakistanie i Indonezji. W Euro-
pie po raz pierwszy wirusa wyizolowano od chorych 
pacjentów w deltach Rodanu i Wołgi w  1963 r. [66]. 
W  latach 1963–1993, kilka szczepów WNV zostało 
wyizolowanych z kleszczy, ptaków i komarów w połu-
dniowej części Rosji i zachodniej Syberii. W tych samych 
regionach stwierdzono obecność przeciwciał anty-IgG 
u 0,4–4% populacji. Przypadki kliniczne infekcji WNV 
notowano w obwodzie astrachańskim, gdzie aż u do 8% 
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zdrowej populacji wykazywało obecność przeciwciał 
anty-WNV [44]. Do 1990 r. WNV pojawiał się w wielu 
krajach zachodniej Europy (Włochy, Francja, Portugalia 
i Hiszpania), jak również centralnej i wschodniej (Rosja, 
Rumunia, Ukraina, Słowacja). 

Jedna z największych epidemii miała miejsce latem 
w 1996 r. w Rumunii w regionie Bukaresztu i 14 oko-
licznych powiatach w dolnym rejonie doliny Dunaju 
[13]. Szczyt epidemii przypadł na okresie od lipca do 
października. Zaobserwowano 835 klinicznych przy-
padków zakażeń układu nerwowego wymagających 
hospitalizacji. W 77% przypadków stwierdzono obec-
ność przeciwciał anty-WNV; z czego 40% chorych miało 
zapalenie opon mózgowo-rdzeniowych, 44% zapalenie 
mózgu i opon mózgowo-rdzeniowych a 16% zapalenie 
mózgu. Zarejestrowano 17 zgonów pacjentów powyżej 
50 r.ż., co stanowiło 4,3% śmiertelności [13, 77]. 

Kolejna epidemia miała miejsce w Rosji w aglome-
racjach miejskich: Wołgograd i Volczkii usytuowanych 
na przeciwległych brzegach Wołgi w 1999 r. i podobnie 
jak w  Rumunii wystąpiła w sezonie letnim. Większa 
część przypadków zachorowań (65%) występowała na 
terenie Wołgogradu. Szczyt epidemii przypadał w okre-
sie od sierpnia do września. Z 826 hospitalizowanych 
pacjentów u 480 zaobserwowano neurologiczne objawy, 
u 394 chorych retrospektywnie potwierdzono obecność 
przeciwciał IgM dla WNV. 40 osób zmarło z powodu 
ostrego aseptycznego zapalenia opon mózgowo-rdze-
niowych. Większość zgonów nastąpiła w ciągu 10 dni 
lub więcej od momentu wystąpienia klinicznych obja-
wów zapalenia mózgu u pacjentów powyżej 60 r.ż. [65]. 

W kolejnych latach w Europie zaobserwowano spo-
radyczne przypadki zakażenia WNV u mieszkańców 
Portugalii, Hiszpanii, Francji, Czech, Węgier, Włoch 
oraz Rosji [45]. W  2010 r. zaobserwowano epidemię 
zakażeń WNV w Grecji gdzie potwierdzono ponad 
250  przypadków choroby ze współtowarzyszącymi 
zaburzeniami neurologicznymi, z czego ponad 30 
zakończyło się śmiercią [58]. W tym samym roku odno-
towano prawie 500 przypadków zakażeń WNV w Rosji 
i ponad 50 przypadków w Rumunii [15]. W tym samym 
roku infekcjie WNV miały miejsce w Izraelu i Turcji. 
Odnotowano 417 przypadków gorączki zachodniego 
Nilu (WNF) w Izraelu, z czego większość występo-
wała w  centralnej i zachodniej części kraju. Zakaże-
nie centralnego układu nerwowego zaobserwowano 
u 170 z 233 pacjentów hospitalizowanych [82]. W Turcji 
odnotowano 47 przypadków zakażeń WNV, w tym 12 
laboratoryjnie potwierdzonych i 35 niepotwierdzonych. 
U 40 pacjentów wykryto neuroinfekcje, a 10 pacjen- 
tów zmarło. Pacjenci pochodzili głównie z zachodniej 
części kraju [33]. 

Od lipca do listopada 2011 roku odnotowano 96 przy-
padków infekcji WNV w Europie, z czego 69  przy- 
padków występowało w Grecji, 14 we Włoszech i 10 

w Rumunii. W sąsiednich krajach odnotowano 189 przy- 
padków zakażeń WNV (2 w Albanii, 4 w Byłej Jugo-
słowiańskiej republice Macedonii, 33 w Izraelu, 136 
w Rosji, 3 w Tunezji, 3 Turcji i 8 na Ukraine [33]. 

5. Epidemiologia zakażeń w Polsce

W wielu krajach europejskich (Włochy, Francja), 
a  także u sąsiadów Polski (Czechy, Słowacja, Ukraina 
i Białoruś) obserwowano pojedyncze przypadki zakażeń 
WNV nie tylko u komarów czy zwierząt, ale również 
u ludzi [36]. Dlatego też jest prawdopodobne, że WNV 
dotarł również do Polski, gdzie transmisja wirusa jest 
możliwa latem w czasie upałów, zwłaszcza na terenach 
południowo-wschodnich [27, 35]. Pierwsze badania 
oceniające występowanie WNV w Polsce były przepro-
wadzone w latach 1995–1996. Oceniano w nich wystę-
powanie przeciwciał anty-WNV wśród wróbli domo-
wych i mazurków na obrzeżach Puszczy Kampinoskiej 
w Łomiankach. Wykazano, że 2,8% wróbli domowych 
i  12,1% mazurków posiadało przeciwciała [32], co 
potwierdza transmisję wirusa u miejscowych ptaków na 
tym terenie. W 2006 r. wykonano badania przeciwciał 
anty-WNV u prawie 100 dzikich ptaków należących do 
10 gatunków i wykazano, że 5,2% było seropozytywnych 
(3 bociany, 1 wrona i 1 łabędź) [29]. W przeciwieństwie 
do tych danych, badania przeprowadzone w Zakładzie 
Chorób Wirusowych Drobiu Państwowego Instytutu 
Weterynaryjnego – Państwowego Instytutu Badawczego 
w Puławach obejmujących ponad 1600 dzikich ptaków 
na obszarze całego kraju nie potwierdziły obecności 
materiału genetycznego WNV [71]. Badania te konty-
nuowano w następnych latach z podobnym rezultatem 
– nie wykryto materiału genetycznego WNV u żadnego 
spośród 2140 ptaków [57]. 

Brak doniesień wskazujących na zakażenia WNV 
u ludzi w Polsce do 2003 r. był związany z faktem braku 
rutynowej diagnostyki w tym kierunku. Obraz kli-
niczny zakażenia WNV jest dość niecharakterystyczny 
i  może być mylony z zakażeniem wywołanym przez 
wirusa kleszczowego zapalenia mózgu (TBEV) [27, 
36]. Dlatego w  2003 r. zespół ekspertów powołanych 
przez Głównego Inspektora Sanitarnego wskazał na 
możliwe ryzyko występowania WNV na terenie Polski 
i w efekcie powstanie trwałego ogniska endemicznego. 
Spowodowało to wydanie zaleceń dotyczących zakupu 
testów diagnostycznych i włączenia ich do rutynowej 
diagnostyki w przypadku wystąpienia zapalenia mózgu 
i rdzenia oraz innych zachorowań o nieznanej etiologii 
u ludzi. Zalecono również regularne badania i monito-
rowanie występowania arbowirusów w populacji koma-
rów w Polsce [35, 36]. 

Pierwszy przypadek zakażanie WNV u ludzi w Pol-
sce potwierdzono w 2005 r. w Klinice Chorób Zakaźnych 
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i  Neuroinfekcji Akademii Medycznej w  Białymstoku 
u 55-letniej kobiety, która była hospitalizowana z powo- 
du objawów gorączki utrzymującej się od 2  tygodni. 
Etiologię zakażenia potwierdzono przez wykrycie prze-
ciwciał anty-WNV klasy IgM w surowicy krwi. Przypa-
dek ten potwierdza występowanie WNV wśród ludzi 
na terenie Polski [27]. W tym samym roku przeprowa-
dzono badania na grupie 75 chorych ze stanami gorącz-
kowymi jak również 93 pracowników leśnych z terenu 
województwa podlaskiego (41 osoby) i świętokrzyskiego 
(52 osoby). Badania wykonano za pomocą testów ELISA 
oraz immunofluorescencji (IFA). W  testach ELISA 
stwierdzono obecność przeciwciał anty-WNV klasy 
IgM u jednej osoby. Obecność przeciwciał anty-WNV 
klasy IgG zaobserwowano u  28,85% z  województwa 
świętokrzyskiego i 34,14% z województwa podlaskiego. 
Po wykonaniu IFA pozytywne wyniki zaobserwowano 
natomiast u 5 pracowników leśnych z pośród 29, którzy 
byli dodatni w testach ELISA. Uzyskane wyniki dowo-
dzą, że pomimo stosunkowo chłodnego klimatu komary 
mogą powodować rozprzestrzenianie się WNV z migru-
jącego ptactwa na populację ludzką [36].

6. Objawy zakażenia

Okres inkubacji zakażeń WNV u ludzi trwa od 
2 do 14 dni od ukąszenia komara. W większości przy-
padków (75–80%) zakażenie WNV jest bezobjawowe 
W pozostałych przypadkach może manifestować się 
gorączką, złym samopoczuciem, zmęczeniem, bólem 
oczu, głowy, mięśni, dolegliwościami żołądowo-jeli-
towymi oraz niekiedy wysypką [9, 28]. Klinicznie 
zakażenie WNV najczęściej powoduje WNF charak-
teryzującą się łagodnymi objawami podobnymi do 
grypy [51, 62, 81]. W niewielkiej ilości przypadków 
zakażenia WNV (ok. 1–5%) mogą rozwinąć się cho-
roby neurologiczne tj. zapalenie mózgu, zapalenie opon 
mózgowych lub ostre porażenie wiotkie (AFP) [43, 49]. 
Zapalenie opon mózgowo-rdzenowych spowodowane 
przez WNV charakteryzuje się szybko pojawiającym 
się bólem głowy, bólem pleców, światłowstrętem, dez-
orientacją i gorączka [70]. Pacjenci ze stwierdzonym 
zapaleniem mózgu mogą mieć dodatkowe objawy kli-
niczne: zmieniony poziom świadomości, dezorientację 
oraz ogniskowe objawy neurologiczne np. dyzartria, 
drgawki, drżenia, ataksja, ruchy mimowolne czy też 
parkinsonizm (np. niestabilność postawy i spowol-
nienie ruchowe), co wskazuje na zakażanie popula-
cji komórek układu nerwowego znajdujących się np. 
w  istocie czarnej pnia mózgu, jądrze podstawnym 
i móżdżku. Wszystkie te cechy kliniczne zaobserwo-
wano również u pacjentów z innymi zakażeniami spo-
wodowanymi przez wirusy z rodzaju Flavirus, co może 
rodzić problemy w odróżnieniu czynnika sprawczego 

powodującego zakażenie. Większość pacjentów z WNF 
całkowicie powraca do zdrowia w czasie od kilku dni 
do kilku miesięcy, jednakże pacjenci z zapaleniem opon 
mózgowo-rdzeniowych i/lub zapaleniem mózgu mają 
zdecydowanie gorsze rokowanie [37]. 

AFP u pacjentów zakażonych WNV manifestuje się 
nagłym, szybko postępującym, zwykle osiągając plateau 
w ciągu godziny porażeniem. Zazwyczaj jest asyme-
tryczny i może obejmować jedną lub więcej kończyn. 
Zespołowi mogą towarzyszyć bóle mięśni w  okolicy 
krzyżowej i / lub nieprawidłowości związane z funkcjo-
nowaniem jelit. Niektórzy pacjenci z AFP mają wcze-
sne objawy WNF, niekiedy z objawami zapalenia opon 
mózgowych lub zapalenia mózgu, jednak u większości 
pacjentów porażenie nie jest poprzedzone żadnymi 
objawami [1, 37, 49]. 

Objawy ze strony nerwów czaszkowych są częste 
u pacjentów z chorobą obejmującą zakażenie układu 
nerwowego. Choroba może spowodować m.in. zawroty 
głowy, oczopląs jak również rabdomiolizę czy zapale-
nie mięśni. Wielu pacjentów skarży się na niewyraźne 
lub zaburzone widzenie i światłowstręt. W niektórych 
przypadkach obserwuje się również zapalenie mięśnia 
sercowego, trzustki, wątroby i jąder. W kilku przypad-
kach zakażenia WNV w Afryce i w USA zaobserwo-
wano zagrażający życiu zespół krwotoczny [1, 37].

Długotrwałe następstwa (trwające rok bądź dłużej) 
występują u ponad 50% pacjentów z zajęciem OUN 
[28]. Najczęściej należą do nich: zmęczenie i  osła-
bienie, bóle mięśniowe, stawowe, bóle głowy, a  także 
powikłania neurologiczne tj. zaburzenia psychiczne, 
depresja, drgawki, zaburzenia pamięci i  koncentracji 
[70]. 1 na 150 zakażonych rozwija ciężkie i potencjalnie 
śmiertelne postaci choroby. Badania epidemiologiczne 
wskazują, że częstość występowania zakażeń WNV, 
jak i nasilenie objawów klinicznych choroby wzrasta 
wraz z wiekiem, kiedy to spada naturalna odporność 
organizmu [51, 56, 77]. Śmiertelność podczas epidemii 
WNV wynosi od 4% do 15% [1], natomiast całkowita 
liczba przypadków śmiertelnych wśród hospitalizowa-
nych pacjentów z powodu zapalenia mózgu wynosi ok. 
10%. Zakażenia WNV związane z chorobami układu 
nerwowego występują rzadko u zdrowych pacjentów 
poniżej 30 r.ż. [1]. W dwóch niezależnych badaniach 
oszacowano 20-krotny wzrost ryzyka neuroinwazyjnej 
choroby i śmiertelności u pacjentów powyżej 50 r.ż. [30, 
56]. Śmiertelność wzrasta wraz z wiekiem i wynosi ona 
15–29% u pacjentów powyżej 70 r.ż. Pacjenci z zapa-
leniem mózgu są często starsi od tych, którzy rozwi-
jają zapalenie opon mózgowo-rdzeniowych lub AFP 
[1]. Zaobserwowano że, większe ryzyko zachorowania 
mają również pacjenci po przeszczepach narządów, 
z  cukrzycą oraz chorobami autoimmunologicznymi 
[72]. Dane te sugerują, że prawidłowo funkcjonujący 
układ odpornościowy ma zasadnicze znaczenie dla 
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kontroli zakażenia WNV [53]. Zakłada się, że przeby-
cie zakażenia WNV prowadzi do trwałej odporności na 
zakażenie. Dotychczas nie ma dowodów na nawraca-
jące lub przewlekłe zakażenie wirusem [85]. 

7. Diagnostyka

W grupie pacjentów z objawami klinicznymi zapa-
lenia mózgu, zwłaszcza współistniejącymi z gorączką 
i  bólami głowy, należy wziąć pod uwagę rozpow-
szechnienie występowania komarów, zakażeń WNV 
oraz porę roku. Podejrzenie zakażenia WNV należy 
rozważyć zwłaszcza u osób starszych w sezonie zwięk-
szonej aktywności komarów, jednak trzeba mieć na 
uwadze, że zakażenie może występować w każdym 
wieku i o każdej porze roku [62]. 

Najczęściej stosowanymi metodami diagnostycz-
nymi są badania serologiczne oraz te oparte na wykry-
waniu kwasu nukleinowego wirusa zarówno w suro-
wicy krwi jak i w płynie mózgowo-rdzeniowym (PMR) 
[16]. Po zakażeniu WNV produkowane są przeciwciała 
zarówno IgM jak i IgG. Wykrywanie przeciwciał IgM 
w  surowicy krwi i  PMR jest najczęś ciej stosowaną 
metodą diagnostyczną. W  większości przypadków 
przeciwciała IgM wykrywane są w ciągu 4 do 7 dni od 
zakażenia aż do roku. Wykonanie testów w pierwszych 
8  dniach choroby wykazuje dużą czułość (ok. 90%). 
Fałszywie ujemne wyniki mogą być spowodowane 
zbyt wczesnym lub zbyt późnym pobraniem materiału. 
Badania wykonane w pierwszych 72 godzinach jak rów-
nież po 21 dniach mogą dawać fałszywie ujemne wyniki 
[26, 37]. Najlepsze rezultaty oznaczenia uzyskuje się 
podczas pobrania materiału między 8, a 21 dniem od 
pojawienia się pierwszych objawów zakażenia [26]. 
Obecność przeciwciał IgM w PMR (przeciwciała IgM 
nie przenikają bariery krew-mózg, więc ich obecność 
w  PMR wyraźnie sugeruje infekcje OUN), jak rów-
nież czterokrotny wzrost ich miana w surowicy krwi 
może być podstawą do potwierdzenia zakażenia WNV 
[37]. Przeciwciała IgG są wykrywane od ok. 8 dnia od 
wystąpienia objawów i mają ograniczone zastosowanie 
w diagnostyce zakażeń WNV. Do wykrywania przeciw-
ciał anty-WNV często stosowane są testy immunoen-
zymatyczne (ELISA), które są szybkie [16]. Najczęściej 
wykorzystywanymi testami ELISA są te wykrywające 
przeciwciała IgM tzw. MAC-ELISA i pośrednie testy 
wykrywające przeciwciała IgG. MAC-ELISA umoż- 
liwia diagnozowanie ostrych infekcji dzięki wykry- 
waniu wczesnych przeciwciał w surowicy krwi oraz 
PMR. Szacunkowa czułość tych testów wynosi 91,7%, 
a swoistość 99,2% [14]. 

Testem opartym na wykrywaniu wirusowego RNA 
jest reakcja łańcuchowa polimerazy z odwrotną trans-
kryptazą (RT-PCR – Reverse Transcriptase-Polymerase 

Chain Reaction). Mimo swojej wysokiej specyficzności 
testy te posiadają niską czułość. Związane jest to z tym, 
że wiremia szybko przemija i często poprzedza wystą-
pienie objawów klinicznych. Ze względu na to testy 
te są zdecydowanie rzadziej stosowane w diagnostyce 
WNV [16]. Najczęściej stosowaną metodą wykrywa-
nia WNV jest kombinacja reakcji łańcuchowej polime-
razy z odwrotną transkryptazą i analizą ilości produktu 
w czasie rzeczywistym (Real-time RT-PCR). Real-time 
RT-PCR jest stosowany od 2003 r. jako szybka i nieza-
wodna metoda przesiewowa wykrywania WNV u ludzi 
[39]. Metoda ta posiada wiele zalet: jest bardziej czuła 
i swoista w porównaniu do zwykłego RT-PCR. Najczęś-
ciej wykorzystuje detektory niespecyficzne – SYBR 
Green ze wzglądu na prostotę i niski koszt. Jednak ze 
względu na to, że wiąże każde dwuniciowe DNA, może 
doprowadzić do odczytu nieswoistych produktów PCR 
i „primer-dimers”. Alternatywą jest zastosowane detek-
torów specyficznych tj. sonda Taq Man [15]. Zastoso-
wanie Nested RT-PCR powoduje 10-krotny wzrost czu-
łości w porównaniu do zwykłego RT-PCR, ale technika 
ta jest obarczona większym ryzykiem zanieczyszczeń, 
a więc uzyskaniem fałszywie dodatnich wyników [73]. 

Wiele chorób neurologicznych ma bardzo podobne 
objawy do zakażania WNV, w tym zapalenia mózgu 
powodowane przez np. JEV, MVEV czy też TBEV. 
Uzyskanie pojedynczego dodatniego wyniku testu nie 
zawsze jest jednoznaczne z potwierdzeniem zakażenia 
WNV gdyż mogą wystąpić reakcje krzyżowe z innymi 
flawowirusami. Dlatego powtórzenie oznaczenia po 
2 tygodniach jest kluczowe do potwierdzenia zakaże-
nia WNV. Takie postępowanie jest wymagane zwłasz-
cza u pacjentów z niewyjaśnioną gorączką lub ekstre- 
malnych bólach głowy. W  celu odróżnienia diagno- 
styki etiologii zapaleń mózgu/opon mózgowo-rdzenio-
wych stosuje się serologiczne testy laboratoryjne (np. 
ELISA) [37, 70].

U pacjentów z zapaleniem mózgu spowodowanym 
przez WNV obserwuje się zwiększoną ilość limfocy-
tów i podwyższony poziom białka w PMR. We wcze-
snej fazie choroby obserwuje się również zwiększoną 
ilość neutrofili we krwi (≥ 50%), podobnie jak w PMR 
[37, 85]. U pacjentów z neuroinwazyjnym zakażeniem 
WNV ponad 40% komórek w PMR stanowią neutrofile 
[70]. Pacjenci zarówno z zapaleniem opon mózgowo-
-rdzeniowych, jak i z zapaleniem mózgu mają podobną 
plejocytozę w PMR, choć zazwyczaj w zapaleniu opon 
mózgowo-rdzeniowych obserwuje się wyższe stężenia 
białka całkowitego [37, 85]. 

Tomografia komputerowa (CT) w większości przy- 
padków zapalenia mózgu i opon mózgowo-rdzeniowych 
jest prawidłowa. Natomiast obraz widoczny w badaniu 
rezonansem magnetycznym (MRI) w ponad jednej 
trzeciej przypadków jest nieprawidłowy. Obraz może 
naśladować procesy demielinizacyjne obserwowane 
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m.in. w stwardnieniu rozsianym, ostrym rozsianym 
zapaleniu mózgu i rdzenia oraz wirusowych zapale-
niach mózgu o innej etiologii [85].

8. Leczenie i profilaktyka zakażeń

Możliwości leczenia chorych z zakażeniem WNV 
są ograniczone. Powszechnie stosowane jest jedynie 
leczenie objawowe. Obecnie nie ma skutecznych leków 
przeciwwirusowych przeciwko WNV, mimo prowa-
dzonych wielu badań klinicznych [70]. W badaniach 
in vitro stwierdzono efektywność stosowania interfe-
ronu typu I (IFN-α i IFN-β) i wysokich dawek rybowi-
ryny (od 50–60 do 100 µM) [16, 31]. Skuteczność IFN 
została potwierdzona w leczeniu zakażeń spowodowa-
nych przez różne flawowirusy, w tym również WNV 
[16, 17]. Dane wskazują, że leczenie IFN może zmniej-
szyć powikłania towarzyszące zapaleniu mózgu u ludzi 
spowodowanym przez wirus St Louis. IFN został rów-
nież wykorzystany do leczenia małej liczby przypadków 
zapalenia mózgu spowodowanego przez WNV [16, 42]. 
Niektóre badania kliniczne potwierdzają skuteczność 
zastosowania rybowiryny w  leczeniu zakażeń WNV, 
jednak część z nich sugeruje, że jej stosowanie może 
tylko powodować wzrost śmiertelności, co obserwo-
wano na modelu zwierzęcym [50]. Ponadto, w okre-
sie epidemii WNV w Izraelu w 2000 r., 37 pacjentów 
otrzymywało rybawirynę i w grupie tej odnotowano 
wysoką śmiertelność – 41% [12]. Prowadzone są rów-
nież badania nad wykorzystaniem swoistych przeciw-
ciał przeciw WNV. Jednak ich zastosowanie wydaje 
się być mało przydatne w terapii gdyż zazwyczaj nie-
znany jest dokładny moment zakażenia, a większość 
pacjentów zgłasza się do lekarza dopiero po wystąpie-
niu objawów zakażenia. Swoiste przeciwciała mogą być 
przydatne u osób po wyraźnej ekspozycji na zakażenie 
np. zakłucie igłą [18]. 

Prewencja zakażeń WNV opiera się przede wszyst-
kim na unikaniu kontaktu z komarami podczas ich naj-
większej aktywności. Jeśli nie jest to możliwe, to należy 
przynajmniej ograniczać możliwość ukąszeń przez 
zastosowanie środków odstraszających komary oraz 
właściwej odzieży wierzchniej. Na obszarach, gdzie ist-
nieje duże prawdopodobieństwo występowania zakażeń 
WNV, powinien być prowadzony monitoring zakażeń 
ptaków. WNV jest wrażliwy na typowe środki dezyn-
fekcyjne [57]. Ulega neutralizacji poprzez działanie 
np. podchlorynu sodu (500–5000 ppm chloru), 2–3% 
nadtlenku wodoru, 2% aldehydu glutarowego, 3–8% 
formaldehydu, etanolu oraz 1% jodu. Inaktywowany 
jest również przez UV i promieniowanie gamma, jak 
również ciepło (30 min. w temperaturze 56°C) [1, 57].

Szczepionki przeciw wirusom z rodziny Flaviviridae 
dostępne są tylko przeciw wirusowi żółtej febry, JEV 

oraz TBEV [37]. Jak do tej pory FDA nie wydała licencji 
do stosowania szczepionki przeciw WNV u ludzi [70]. 
W USA od 2002 r. powszechnie stosuje się natomiast 
szczepienia przeciw WNV u koni [13]. 

9. Podsumowanie

WNV przez długi okres (aż do roku 1990) uważany 
był za jeden z mniej patogennych flawowirusów. Epide-
mie były nieliczne i towarzyszyła im niska śmiertelność, 
a przebieg kliniczny choroby był zazwyczaj łagodny. 
Jednak, na przestrzeni ostatnich lat wirus dynamicz-
nie dostosował się do różnych gospodarzy i środowisk 
powodując zakażenia nie tylko u zwierząt, ale również 
u ludzi. Większość zakażeń przebiega bezobjawowo lub 
powoduje grypo-podobne objawy, jednak coraz częściej 
WNV doprowadza do rozwoju epidemii w Europie. 
Wielokrotnie zakażenie przebiega z  zajęciem OUN, 
które może prowadzić do rozwoju zapalenia mózgu, 
zapalenia opon mózgowo-rdzeniowych oraz ostrego 
porażenia wiotkiego, a  w  niektórych przypadkach 
nawet do śmierci. Pojedyncze doniesienia sugerują, że 
WNV dotarł również do Polski. Przeciwciała anty-WNV 
wykryto u niektórych ptaków jak również u pojedyn-
czej pacjentki, co sugeruje, że WNV mógłby być czyn-
nikiem sprawczym zakażeń w  tym również zapalenia 
mózgu, zwłaszcza w miesiącach letnich. Należy jednak 
zwrócić uwagę, że badania przeciwciał anty-WNV jest 
mniej specyficzne niż wykrywanie materiału genetycz-
nego wirusa ze względu na możliwe fałszywie dodatnie 
wyniki na terenach gdzie zakażenia innymi flawowiru-
sami są częste jak w Polsce. Największe badania epide-
miologiczne w Polsce wykonane na dużej populacji pta-
ków nie potwierdzają obec ności materiały genetycznego 
WNV co pozostawia pod znakiem zapytania obecność 
zakażeń WNV w Polsce. Dlatego niezbędne jest wpro-
wadzenie metod diagnostycznych wykrywających WNV 
u  pacjentów z  neuroinfekcjami, nie tylko w oparciu 
o badania serologiczne ale również metody wykrywa-
nia wirusowego RNA. Unikanie komarów będących 
nosicielami wirusa jest na dzień dzisiejszy podstawową 
metodą profilaktyczną unikania zakażeń WNV.
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