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I. Introduction 

The emergence of SARS‐CoV‐2 (Severe acute respiratory syndrome coronavirus 2) has demonstrated 

the vulnerability of global health to the impact of emerging infectious diseases (EID), of which more 

than 75% are of animal origin. To date, our knowledge of pathogen diversity only scratches the surface, 

especially those harboured by wildlife. Increasing human‐wildlife interfaces due to human population 

growth, land use change and alterations of animal species distribution, may provoke spillover possibly 

resulting in the emergence of zoonotic diseases. In addition to phylogenetic relatedness, geographic 

proximity is a primary driver of species interactions facilitating cross‐species transmission.  

Globally distributed small mammals, which are the species‐richest mammalian orders, inhabit a great 

variety of ecological niches,  including human settlements, hence present  ideal  candidates  to study 

pathogen dynamics such as pathogen distribution, host‐switches and pathogen evolution. They have 

been identified as reservoir species for several highly virulent pathogens; maintaining, replicating, and 

shedding these agents, without suffering from disease. However, previous studies have mainly focused 

on bats and  rodents, and the role of  insectivores as  reservoirs has been somewhat neglected. The 

recent identification of the zoonotic Langya virus (family Paramyxoviridae)  in white‐toothed shrews 

(Crocidura lasiura, Crocidura shantungensis) in China, as well as, the detection of Borna disease virus 1 

(BoDV‐1,  family  Bornaviridae)  in  bicolored  white‐toothed  shrews  (Crocidura  leucodon)  in  Europe, 

which  causes  lethal  encephalitis  in  humans  and  domestic  animals,  have  drawn  shrews  (order 

Eulipotyphla) into the (scientific) spotlight.  

To comprehensively understand the complexity of disease dynamics and improve human, animal, and 

planetary health a multidisciplinary One Health approach  is  required. “One Health is an  integrated, 

unifying approach that aims to sustainably balance and optimize the health of people, animals, and 

ecosystems.  It  recognizes  the health of humans, domestic  and wild animals, plants,  and  the wider 

environment (including ecosystems) are closely linked and interdependent“ (Adisasmito et al., 2022), 

a viewpoint which is endorsed by the world’s leading animal and human health organizations. 

This thesis aims to assess the reservoir status of white‐toothed shrews in Central Europe by combining 

ecological  investigations  with  pathogen  studies.  It  evaluates  the  (i)  distribution  of  white‐toothed 

shrews  in  Germany  and  their  (ii)  role  as  reservoirs  for  potentially  zoonotic  pathogens  using 

pathogen‐specific  molecular  detection  methods  and  metagenomic  high‐throughput  sequencing. 

(iii) Applying the holistic One Health approach, the role of white‐toothed shrews, the environment and 

arthropods were studied alongside a sero‐epidemiological investigation of BoDV‐1 exposure in citizens 

of  the municipality  with  the  first  detected  paediatric  BoDV‐1  infection  cluster  in  a  highly  BoDV‐1 

endemic area in Bavaria, Germany. 
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II. Review of Literature 

2.1 White‐toothed shrews 

2.1.1 Order Eulipotyphla: Shrews  

Shrews  are  small  insectivorous  animals  belonging  to  the order  Eulipotyphla  (formerly  Insectivora). 

They are distributed worldwide except Antarctica and Australia and occupy a wide variety of habitats. 

Fossil records are rare and species identification is commonly based on morphological features, despite 

the  close  resemblance  between  species.  Currently,  448  species  are  known  and  their  number  is 

increasing with the ongoing discovery of new species (Hutterer et al., 2018; Esselstyn et al., 2021), 

making them the fourth largest species group within the class Mammalia. Modern phylogenies based 

on comparisons of mitochondrial DNA  (deoxynucleic acid) and nuclear  genes have  revealed a very 

complex species diversification, which is still changing as more phylogenetic data become available, 

and new species are discovered, leading to reorganization of existing divisions (Hutterer et al., 2018; 

Esselstyn et  al.,  2021; Westra et  al.,  2022).  Roughly 60 Myr  (million years)  ago,  Soricidae  (shrews) 

separated from Erinaceidae (hedgehogs) (Wilson and Mittermaier 2017) (Figure 1). Three subfamilies 

with  26  genera  are  distinguished:  white‐toothed  shrews  (Crocidurinae,  242  species,  ten  genera), 

red‐toothed  shrews  (Soricinae,  181  species,  13  genera),  and  African  white‐toothed  shrews 

(Myosoricinae, 25 species, three genera) (Wilson and Mittermaier 2017) (Figure 1). The separation of 

Crocidurinae  and  Soricinae  occurred  roughly  ~  30‐40 Myr  ago.  The  subfamilies  differ  not  only  in 

morphological traits such as size, fur and tooth colour, but also in their ecology and behaviour. Among 

the subfamily Soricinae, Sorex is the most speciose genus, yet it is more uniform and less specialized 

than other genera (Wilson and Mittermaier 2017). Three independent lineages of Eurasian Soricinae 

have colonized North America during the middle Miocene (~ 13.9‐12.1 Myr ago) (Dubey et al., 2007d). 

Soricine shrews can be found at moist habitats at higher altitudes, than crocidurine shrews and are 

mainly  found  in  the  Holarctic  region,  while  extant  species  are  absent  from  the  African  continent 

(Wilson and Mittermaier 2017). Crocidurine shrews are absent from the Americas, but are widespread 

in Eurasia and Africa, and are well adapted to tropical temperatures. Crocidurine species have evolved 

in  Eurasia,  and  several  colonization  and  recolonization  events  between  Africa  and  Eurasia  are 

described (Dubey et al., 2007d; 2008b; 2008c). Currently, the greatest species diversity of crocidurine 

shrews is described to be found on the African continent (Jacquet et al., 2015; Igbokwe et al., 2019). 
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Figure 1 Dendrogram of the evolution of mammalian orders, with particular emphasis on the organization of 
the order Eulipotyphla. It has been estimated that the separation between Erinaceidae and Soricidae occurred 
~ 60 Myr (million years) ago and the separation of the subfamilies was determined to have happened ~ 40 Myr 
ago  (Wilson and Mittermaier 2017). Within  the  subfamily of white‐toothed  shrews,  the monophyletic  genus 
Crocidura has diversified from Eurasian Suncus more recently (~ 9.3 Myr), with the basal sister group being the 
Etruscan  shrews  (Suncus  etruscus)  (Biltueva  et  al.,  2001;  Dubey  et  al.,  2007d).  Created with  BioRender.com 
agreement number: DK27LGKKSN. 

 

2.1.2 Extant shrew species in Europe 

Nine shrew species are present in Central Europe, six of which belong to the genus Sorex and three to 

the  genus Crocidura.  In  regard  to  this  thesis, more details  are  provided  solely  for  the  investigated 

species of the subfamily Crocidurinae: the bicolored white‐toothed shrew (Crocidura leucodon), the 

greater  white‐toothed  shrew  (Crocidura  russula),  and  the  lesser  white‐toothed  shrew  (Crocidura 

suaveolens). A taxonomic overview on mentioned animal species is presented in the appendix section 

of  this  thesis.  In  addition,  the  closely  related  Etruscan  shrew  (Suncus etruscus)  of  the  subfamily 

Crocidurinae was investigated. It is present in the wild in Mediterranean Europe and also kept in zoos, 

inter alia in Germany and Austria (Zootierliste 2023), and in laboratory settings (Geyer et al., 2022) to 

study its behaviour and neurosystem (Brecht et al., 2011; Anjum and Brecht 2012; Naumann et al., 

2012; Ray et al., 2020; Geyer et al., 2022) (Table 1). 
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The bicolored white‐toothed shrew is distributed from northern France across Germany to the Caspian 

Sea  (Figure  2).  Within  the  monophyletic  clade  of  C.  leucodon,  two  genetic  subclades  can  be 

distinguished (Dubey et al., 2007c). The western clade extends from France to north‐western Turkey 

and the eastern clade extends from Turkey to Georgia including Romania and Bulgaria. This separation 

was determined to have occurred during the Middle Pleistocene (~ 0.69 Myr) and was influenced by 

the  formation  of  the  Bosphorus  Strait with  increasing  sea  levels  following  the Günz  glacial  events 

(790,000‐950,000 years before  the present  (B. P.)). However,  the Bosphorus Strait  seemed to be a 

permeable biogeographic barrier, as bidirectional exchange between the two conspecifics has been 

observed (Dubey et al., 2007c; Mahmoudi et al., 2019). Reports of increasing numbers of C. leucodon 

in the Czech Republic and neighbouring countries may lead to fusion of the existing distribution gap in 

the future (Leso et al., 2008; Andera 2010). 

 

Figure  2  Current  distribution  of  the  bicolored  white‐toothed  shrews  (Crocidura  leucodon),  the  greater 
white‐toothed  shrews  (Crocidura  russula),  the  lesser  white‐toothed  shrews  (Crocidura  suaveolens)  and  the 
Etruscan  shrews  (Suncus  etruscus)  based  on  Wilson  and  Mittermaier  2017.  The  distribution  ranges  are 
incompletely defined and fluctuate. For C. russula a constant range expansion has been observed and the first 
descriptions from Ireland, Great Britain, Fennoscandia and the Czech Republic are considered (Tosh et al., 2008; 
McDevitt et al., 2014; Bond et al., 2022; van der Kooij and Nyfors 2023; Bellocq et al., 2023). Modified after 
Haring  et  al.,  2024:  Detection  of  novel  orthoparamyxoviruses,  orthonairoviruses  and  an  orthohepevirus  in 
European white‐toothed shrews. MGen 10, doi.org/10.1099/mgen.0.001275.  
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The  lesser  white‐toothed  shrew  is  represented  by  a  complex  group  of  subspecies,  for  which 

morphological  and  genetic  distinctions  are  not  always  congruent.  Its  distribution  ranges  from  the 

Atlantic coast almost to the Pacific Ocean. Two separate lineages have been identified; one is found in 

France and northern Spain, while the other one expands from Central Europe further east to Central 

Asia and China (Taberlet et al., 1998; Garcia et al., 2020) (Figure 2). The distribution itself is patchy and 

not all subspecies are clearly identified and differentiated yet (Dubey et al., 2006; Dubey et al., 2008a; 

Gritsyshin et al., 2023; İbiş et al., 2023). The current distribution and phylogenetic studies indicate the 

Iberian  Peninsula  as  possible  refuge  during  the  Last  Glacial Maximum  (23,000‐18,000  years  B.  P.) 

(Dubey et al., 2006; Dubey et al., 2007b). Rofes et al., (2018) detected C. suaveolens remains at the 

same archaeological site as human remains, suggesting a certain degree of synanthropy since the early 

Chalcolithic (5,000 years B. P.). Genetic studies of different Crocidura species from China demonstrated 

a  close  relationship  between  C.  suaveolens  and  the  Shantung  white‐toothed  shrew  (Crocidura 

shantungensis) (Jiang and Hoffmann 2001; Bannikova et al., 2009; Lee et al., 2018; Chen et al., 2020b).  

The  greater  white‐toothed  shrew  originates  in  northern  Africa  and  has  invaded  Europe  about 

60,000 years B. P. (Cosson et al., 2005; Brändli et al., 2005). Its range continues to expand further north 

and east, with recent records from Ireland (Tosh et al., 2008; McDevitt et al., 2014), Great Britain (Bond 

et al., 2022), Fennoscandia  (van der Kooij and Nyfors 2023) and the Czech Republic  (Bellocq et al., 

2023). In newly colonized areas, the greater white‐toothed shrew frequently outcompetes the native 

shrew species, which may lead to the reduction and local extinction of smaller shrew species (Neves 

et al., 2019), as has been observed for C. leucodon and C. suaveolens in continental Europe (Switzerland 

and Germany (Vogel et al., 2002; Kraft 2000; Wolf 2010)), and for the Eurasian pygmy shrew (Sorex 

minutus) in Ireland (McDevitt et al., 2014). 

The genus Suncus contains 19 species, which are present in Eurasia and Africa. The Asian house shrew 

(Suncus  murinus)  is  the  best  studied  crocidurine  species  due  to  its  relatively  large  appearance 

(23.5‐147.3  g  body  weight)  and  commensal  behaviour.  It  is  listed  at  the  Global  Invasive  Species 

Database (GISD) due to reaching high densities and negatively impacting local plant, invertebrate and 

vertebrate species, where introduced by anthropogenic movements (Global Invasive Species Database 

2023). Suncus etruscus is next to the Hog‐nosed bat (Craseonycteris thonglongyai) from Thailand the 

smallest living mammal (Bates et al., 2019). It has a scattered distribution throughout Eurasia and is 

mainly found in the Mediterranean area and south‐eastern Europe with its most northern expansion 

into Switzerland (Vogel 2012; Wilson and Mittermaier 2017).  

Overall, precise information on the current distribution of the different shrew species mentioned is 

lacking  or  incomplete,  as  they  are  difficult  to  monitor  attributable  to  their  skittish  and  elusive 

behaviour, and their small size. This is especially challenging for juveniles and the miniature species, 

such as S. etruscus, since  they are  too  lightweight  for conventional  rodent  traps  (Fons 1973; Vogel 
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2012; Galán‐Puchades et al., 2021). Besides  the mentioned sampling bias and under‐reporting,  the 

patchy distribution may be due to natural causes such as geographical barriers (large mountain ranges, 

water sources), glacial era‐isolation and postglacial colonization which may have led to the segregation 

of populations (Hewitt 2000), or due to anthropogenic movements (Schmidt 2019). Once translocated, 

shrews  tend  to  quickly  establish  new  founder  populations  with  high  genetic  variance  (Favre  and 

Balloux 1997; Bouteiller and Perrin 2000; Jaquiéry et al., 2008) resulting in altered distribution ranges 

(Stüber 2011; McDevitt et al., 2014; Resch and Blatt 2016; Bond et al., 2022). 

Shrews  are  rather  solitary  animals  with  strong  territorial  behaviour,  which  is  more  prominent  in 

soricine  than  in  in  crocidurine  shrews  (Cantoni  and Vogel 1989; Merten et  al.,  2020; Kowalski  and 

Rychlik 2021). Detailed information on the soricine and crocidurine species in Germany and on Suncus 

etruscus  are  provided  in  Table  1.  Reproduction  strategies  differ  between  the  primarily  Holarctic 

distributed  Soricinae  and  Crocidurinae, with  their  paleotropical  origin  (Jeanmaire‐Besançon  1988). 

Gestation period and litter size varies only slightly between the above‐mentioned crocidurine species 

and is usually between 20‐30 days. Litter size is on average 4‐6 pubs per litter and they may have up 

to three litters per year. Early borne young‐of the year reach sexual maturity in their first summer and 

start to reproduce (precocious maturity) (Jeanmaire‐Besançon 1988). Life expectancy ranges from one 

to three years in the wild and in captivity, respectively (Geyer et al., 2022). Most wild individuals survive 

only one winter (fist winter survival ~ 50% (Bouteiller and Perrin 2000), second winter survival < 95%) 

(Henttonen et al., 1989). Female monogamy has been observed in the crocidurine species and nests 

are shared only with close relatives (Cantoni and Vogel 1989; Bouteiller and Perrin 2000). They are 

crepuscular  or  even  nocturnal.  Energy  expenditure  is  very  high,  resulting  in  a  need  for  constant 

foraging and feeding. They feed on beetles, arthropods, worms and molluscs (Wolf 2011). In the case 

of the highly abundant common shrew (Sorex araneus) this results in significant biomass cycling as an 

important ecosystem service (Wilson and Mittermaier 2017). The semi‐aquatic Neomys spp. may be 

used as indicator species of healthy water systems (Briner et al., 2021). 

For the reduction of energy demands and to cope with temperate climate torpor is  induced (Nagel 

1977) and winter aggregation has been described for the more social crocidurine shrews (Cantoni and 

Vogel 1989; Kraft 2008). Sorex araneus has developed an alternative wintering strategy, the so called 

‘Dehnel’s Phenomenon’. This is the size and mass reduction of the skull, the brain, and other internal 

organs,  resulting  in  reduced  energy  demands  for  thermoregulation,  albeit  its  larger  body  surface 

(Schaeffer et al., 2020). 
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Table 1 Biological and ecological information on shrew species present in Germany and on the Etruscan shrew (Suncus etruscus) obtained from Wilson and Mittermaier 2017. 

Table to be continued. 

Soricinae – genus Sorex 

 Sorex araneus, KS22/2721, taken by Viola C. Haring 

 

Sorex araneus Linnaeus, 1758 

common shrew 

Waldspitzmaus 

Sorex minutus Linnaeus, 1766 

Eurasian pygmy shrew 

Zwergspitzmaus 

Sorex coronatus Millet, 1828 

crowned shrew 

Schabrackenspitzmaus 

Sorex alpinus Schinz, 1837 

Alpine shrew 

Alpenspitzmaus 

Information on body 
size, tail length, 
body weight of 
adults 

Head‐body length: 56‐82 mm, tail length: 
37‐52 mm, weight: 5‐14.5 g 

Head‐body length: 40‐64 mm, tail length: 
33‐45 mm, weight: 2.6‐7 g 

Head‐body length: 68‐80 mm, tail length: 
37‐46 mm, weight: 6.5‐11.8 g 

Head‐body length: 62‐77 mm, tail length: 
60‐75 mm, weight: 5.5‐11.5 g 

Habitat 
Forests with predominance of deciduous 
species and grass covers, temporarily in 
grassy meadows 

Forest‐tundra, steppe; avoids coniferous 
forests 

Highland coniferous and plain‐broad‐
leaved forests 

Highlands with sparse trees and shrubs 

Distribution 
Great Britain ‐ continental Europe ‐ 
central Siberia 

Europe to Siberia 
North Spain – France – Switzerland ‐ 
Germany 

Alpine area ‐ southeast France ‐ north 
Albania 

Status and 
Conservation 

Least Concern  Least Concern  Least Concern  Near Threatened 

Additional 
Information 

Most numerous and eurytopic, significant 
role in biomass circulation 

Rarely dominant when sympatric with 
other species 

Abundant in all regions  European endemic and relict species 
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Table to be continued. 

Soricinae – genus Neomys 

 

 

 Neomys anomalus KS22/2722, taken by Viola C. Haring 

 

Neomys anomalus Cabrera, 1907  

Mediterranean water shrew         
Sumpfspitzmaus 

Neomys fodiens (Pennant, 1771)      

Eurasian water shrew                                                                                   
Wasserspitzmaus 

Information on body size, tail length, body 
weight of adults 

Head‐body length: 68‐85 mm, tail length: 46‐56 mm, 
weight: 9.5‐13.5 g 

Head‐body length: 75‐103 mm, tail length: 58‐73 mm, weight: 8.5‐25 g 

Habitat 
Floodplain habitats, banks of small rivers, irrigated 
gardens, semi‐ aquatic 

Forest zones, forest‐steppe/tundra, neighbouring subzones, avoids extended wood area, 
high grass, near water, also gardens 

Distribution  Iberian Peninsula ‐ west Russia  Atlantic Coast ‐ Altai steppes ‐ Pacific coast 

Status and Conservation  Least Concern  Least Concern 

Additional Information 
Possible relict species, paralytic saliva, social, live in 
groups 

Solitary, paralytic saliva, may survive second winter, indicator species of aquatic systems 
(Briner et al., 2021) 
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Crocidurinae – genus Crocidura and genus Suncus 

 

 

 

Crocidura leucodon, taken by Henning Vierhaus 

 

Crocidura leucodon                   
(Hermann, 1780)                                    
bicolored white‐toothed shrew          
Feldspitzmaus 

Crocidura suaveolens              
(Pallas, 1811)                                           
lesser white‐toothed shrew            
Gartenspitzmaus 

Crocidura russula                
(Herrmann, 1780)                                
greater white‐toothed shrew           
Hausspitzmaus 

Suncus etruscus (Savi, 1822)                  
Etruscan shrew                              
Etrusker Spitzmaus/ 
Wimperspitzmaus 

Information on body 
size, tail length, body 
weight of adults 

Head‐body length: 59‐72 mm, tail 
length: 31‐41 mm, weight: 5.9‐11.1 g 

Head‐body length: 47‐80 mm, tail 
length: 25‐40 mm, weight: 6.5‐9.4 g 

Head‐body length: 44‐86 mm, tail 
length: 24‐47 mm, weight: 5‐16 g 

Head‐body length: 33‐50 mm, tail 
length: 21‐30 mm, weight: 1.2‐2.7 g 

Habitat 
Various open biotopes, wet and forest 
habitats are avoided 

Desert, steppe, forest zones 
Wide variety of habitats, shrubs, 
open habitats 

Lowland, lower belts of mountain 
ranges, xeromorphic shrubs 

Distribution 
Northwest‐France – South/Central 
Europe to the Caspian Sea 

West France ‐ Germany ‐ Caspian Sea 
until Central China 

North Africa ‐ Iberian Peninsula ‐ 
Germany, commensal in northern 
Europe 

Mediterranean area, until Vietnam, 
including Madagascar – but very 
scattered, many subspecies 

Status and 
Conservation 

Least Concern  Least Concern  Least Concern  Least Concern 

Additional 
Information 

Bicolored fur 
Smallest crocidurine species present in 
Germany 

Quickly adapt to habitat loss, 
predominate over other (crocidurine) 
species 

Smallest living mammal 
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2.2 Pathogen dynamics 

2.2.1 What defines a reservoir? 

To  comprehensively  grasp  the  specifics  of  a  disease,  one  must  familiarise  oneself  with  the 

pathogen‐reservoir‐host system. However, what constitutes a reservoir? 

The term ‘reservoir’ is loosely defined as an ‘ecological system in which an infectious agent survives 

indefinitely’ (Ashford 1997), but precise definitions are controversially discussed (Haydon et al., 2002; 

Ashford 2003; Viana et al., 2014). In addition to biotic systems (Eukaryota and Prokaryota), also the 

environment (e.g. water, soil) may act as a reservoir. The following characteristics are applied for the 

definition of reservoirs used for this study (Haydon et al., 2002; Power and Mitchell 2004; Hallmaier‐

Wacker et al., 2017): 

 i) the reservoir harbours and maintains the pathogen lifelong, 

 ii) rarely shows clinicals signs,  

iii) the pathogen is transmitted to other individuals.  

Transmission occurs through direct or indirect contact routes (Figure 3). If a pathogen`s infection cycle 

involves  a  reservoir,  in‐depth  knowledge  of  the  target  (negatively  affected  population)‐reservoir 

system is required to establish effective preventive measures to reduce infection. Limited information 

on the reservoir only allows infection prevention and management via target control efforts by e. g. 

vaccination of the target population. Expanding knowledge of the reservoir in contrary, enables the 

establishment of blocking tactics e.g. direct blocking of transmission between the reservoir and the 

target, or even direct control of the reservoir through means such as culling, vaccination, or treatment 

programs (Haydon et al., 2002). 
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Figure 3 Transmission routes of pathogens. Pathogens are transmitted via different routes between a reservoir 
(i. e. small mammal species) and a new host (humans, domestic animals, wildlife). Direct transmission routes are 
contact, or consumption of animal‐based food products; and indirect transmission routes are arthropod‐borne, 
air‐borne,  water‐borne,  consumption  of  contaminated  (plant‐based)  food,  soil‐borne.  Created  with 
BioRender.com agreement number: OF25WQ6LT7.  

Managing target‐reservoir systems relies on the awareness and comprehensive understanding of the 

pathogens  present.  Hence,  knowledge  on  pathogen  diversity  in  wildlife  is  essential  to  monitor 

‘emerging  infectious  diseases’  (EIDs)  (Jones  et  al.,  2008;  Dharmarajan  et  al.,  2022).  It  is  crucial  to 

prepare effective countermeasures as EIDs may have dramatic consequences. EIDs may possess high 

pathogenicity, which describes the ability of a pathogen to induce mortality and fitness loss, and high 

virulence, which is the degree of the pathogenicity and subsequently induced harm (Casadevall and 

Pirofski 1999) as seen for Ebola virus (EBOV (Baize et al., 2014). They may have the potential to cause 

pandemics as seen with severe acute respiratory syndrome coronavirus 2 (SARS‐CoV‐2 (Hiscott et al., 

2020) and human immunodeficiency virus 1 (HIV‐1 (Hahn et al., 2000; Simon et al., 2006)), or have 

high economic impacts as observed for avian and swine influenza (Neumann et al., 2009; Martini et 

al., 2019) and African swine fever virus (ASFV (Berthe 2020)). Of all emerging human diseases, 75% are 

of animal origin, either wildlife or  livestock  (Jones et al., 2008; WOAH 2023a; Carlson et al., 2019). 

Indeed, even for well‐known pathogens like rubella virus (RuV), which was considered to be exclusive 

to humans (Wolfe et al., 2007; Woolhouse et al., 2013), phylogenetic relatives were discovered within 

the animal kingdom, indicating a potential animal origin (Bennett et al., 2020). Of note, a taxonomic 

overview  on  mentioned  virus  species  is  presented  in  the  appendix  section  of  this  thesis.  RNA 
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(ribonucleic acid) viruses are more likely to emerge than DNA viruses, mainly due to their error‐prone 

RNA‐directed RNA polymerase (RdRp), which leads to a higher frequency of mutations (Simpson et al., 

2020).  This,  in  turn  may  trigger  evasion  of  host  response,  spillover  and  adaptation  to  new  hosts 

(Cleaveland et al., 2001). 

2.2.2 Pathogen evolution and disease dynamics 

Host range is a significant factor in categorizing and assessing novel pathogens. Multi‐host pathogens, 

that affect human, domestic animals, and wildlife, have a profound impact on both human and animal 

health and welfare, also considering socio‐economic consequences (Cleaveland et al., 2001; Smith et 

al., 2019). As pathogens exploit niches and adapt to new hosts, their emergence in new species could 

also be considered a logical consequence of pathogen ecology and evolution (Karesh et al., 2012). One 

of the major opportunities for the emergence of zoonotic diseases occurred with the domestication of 

animals, which has led to the evolution of the ancestors of measles virus (MeV) and smallpox viruses 

(VARV) (Wolfe et al., 2007; Düx et al., 2020). Domestic animals play a crucial role in virus sharing among 

multiple mammalian hosts, including humans due to their high density and close proximity to humans 

(Johnson et al., 2020; Dharmarajan et al., 2022), which is particularly evident for DNA viruses (Wells et 

al., 2020). However, different wildlife species play a crucial role in the spread of RNA viruses such as 

bats,  ~ 85% of  all  bat  associated viral  sequences available on GenBank have an RNA genome  (van 

Brussel and Holmes 2022), and carnivores (Cleaveland et al., 2001; Luis et al., 2013). Host‐specificity is 

lower  in  RNA  viruses  compared  to  DNA  viruses,  facilitating  host‐switches  across  ecological  niches 

(Wells et al., 2020). Although comparisons between domestic animals and wildlife may be fraudulent 

due to sampling biases such as accessibility of samples, sample type and funding (EFSA‐ALPHA UNIT 

2014; Olival et al., 2017; Schilling et al., 2022). Described viral richness  is positively associated with 

sampling  efforts  and  sympatry  of  species  allowing  interspecies  transmission  (Luis  et  al.,  2013). 

Surveillance of species‐specific pathogens in wildlife is essential to monitor for host‐switches and EIDs 

(Rothenburg  and  Brennan  2020).  In  case  of  a  spillover  event,  the  virus  jumps  from  one  species 

(reservoir)  to  another  species  (spillover  host)  (Plowright  et  al.,  2017)  (Figure 4).  The  interaction 

between the new host species and the pathogen may  lead to different outcomes (Rothenburg and 

Brennan 2020). Pathogenicity and virulence may be low or even absent in the reservoir species, but 

may be different  in another host species, where  it  could be highly virulent, highly  lethal or  rapidly 

onward transmitted (Casadevall and Pirofski 1999). Infected individuals that either succumb to death, 

achieve asymptomatic persistence, or clear the pathogen, do not establish stable onward transmission. 

Therefore,  they  are  defined  as  (accidental)  dead‐end  hosts.  If  the  new  host  species  is  a  suitable 

environment for the pathogen or the pathogen adapts to the new host, onward transmission may be 

possible and the new host is defined as amplifying or intermediate host (Markotter et al., 2020). 
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Figure 4 Evolution of potentially zoonotic ‘Emerging infectious diseases’ (EIDs). In the case of a spillover event 
from an animal (reservoir) to humans, a new zoonosis may establish. The pathogen may be further transmitted 
to  animals,  being  than  defined  as  anthropozoonosis,  or  transmitted  to  other  humans.  Replication  and 
transmission  take place  in  this  new amplifying host.  Infection  of  a new  species  can  also  lead  to  a  dead‐end 
without  onward  transmission,  as  the  new  host  clears  the  infection,  dies  or  remains  persistently,  but 
non‐infectiously infected. Created with BioRender.com agreement number: PA25S5SLGE. 

The greatest risk for the evolution of pandemics is associated with pathogens that demonstrate easy 

human‐to‐human transmission (Geoghegan et al., 2016; Morse et al., 2012; Dharmarajan et al., 2022), 

as  exemplified  by  SARS‐CoV‐2  (Zhou  et  al.,  2020)  and  influenza  viruses  (Walther  and  Ewald  2004; 

Richard et al., 2017; Martini et al., 2019). Human‐to‐human transmission is more easily achieved by 

viruses that are multi‐segmented, replicate in the cytoplasm, and are transmitted via aerosols (Pulliam 

and Dushoff 2009; Luis et al., 2013). Co‐divergence, the simultaneous evolution of host and virus, is 

often observed  in DNA viruses  such as polyomaviruses  (Gedvilaite et  al.,  2017; Ehlers et  al.,  2019; 

Moens et al., 2017), and may lead to pathogen‐host adaptation and absence of host pathogenicity. 

This has also been observed in bacteria, i.e. for the Leptospira genus, which has co‐evolved with its 

maintenance hosts  (Lei  and Olival  2014). However,  there  are  also exceptions,  such as pox  viruses, 

which have maintained high virulence despite a  long common history (Haller et al., 2014). Another 

exception are lyssaviruses (family Rhabdoviridae), the causative agents of rabies, which induce disease 

in its reservoir resulting in behavioural changes enabling onward transmission through direct contact, 

mainly biting  (Fisher et al., 2018). Although,  its natural  reservoirs are bats,  rabies virus  (RABV) has 
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adapted to dogs and other carnivores. More than 99% of human infections result from dog mediated 

rabies (WOAH 2023b). Behavioural differences between animals and humans require the development 

of  new  strategies  for  effective  human‐to‐human  transmission  (Richard  et  al.,  2017). However,  the 

globalized and industrialized world has created artificial opportunities for transmission through means 

such as blood transfusions (hepatitis C (HCV) and West Nile virus (WNV)), intravenous drug application 

(HIV‐1), vaccine production  (Simian virus 40  (SV40)), and  international  travel  (SARS‐CoV‐2, cholera) 

(Pealer et al., 2003; Wolfe et al., 2007)). Interspecies transmission is influenced by the pathogen’s host 

range, co‐existence of host species, and phylogenetic relatedness of species as they may share similar 

characteristics (e.g. molecular and immunological factors, and/or ecological similarities) (Morse et al., 

2012; Stephens et al., 2019; Olival et al., 2017; Dallas et al., 2019). Additional  factors  that present 

opportunities  for pathogen transmission and spillover are predator‐prey  interactions, as pathogens 

may accumulate along the food chain (Lafferty et al., 2006; Malmberg et al., 2021). This phenomenon 

has been observed for apex predators, as exemplified by the dramatic outbreak of canine distemper 

virus (CDV) among Serengeti lions (Panthera leo) (Cleaveland et al., 2000), as well as, highlighted by 

human  consumption of  (undercooked) meat, which may  carry  Salmonella  spp.  and Campylobacter 

jejuni in poultry (Fegan et al., 2022), variant Creutzfeld‐Jakob disease (vCJD) from consumption of beef 

(Beekes 2010), and human hepatitis E virus (HEV) in pork (WHO 2023). In addition to zoonoses, where 

humans are  infected with  a pathogen  that originated  in  animals,  anthropozoonoses  refer  to  cases 

where pathogens are transmitted from humans to animals. Anthropozoonoses pose a major threat for 

the  conservation  of  endangered  species,  such  as  our  closest  relatives,  the  non‐human  primates 

(Köndgen et al., 2017), for other wildlife (Dobson and Foufopoulos 2001; Hale et al., 2022), and for 

livestock and pets (Račnik et al., 2021; da Silva et al., 2021) (Figure 4).  

2.3 Metagenomics and the discovery of viruses 

2.3.1 Microbiome 

‘Microbiome is the community of microorganisms living together in any given habitat’ and was defined 

for the first time by Whipps et al., in 1988. One of the most cited definitions of the microbiome in an 

ecological  context  was  proposed  by  Lederberg  and McCray  (2001)  as  ‘community  of  commensal, 

symbiotic, and pathogenic microorganisms within a body space or environment’. Recently, a panel of 

specialists  in microbiome research discussed amendments to this  initial definition by Whipps et al., 

(1988), addressing the complexity of the interactions influencing the microbiome (Berg et al., 2020). 

Of great controversy is the definition of microbiota, which currently only includes living members, and 

excludes phages, plasmids, mobile genetic elements, and eukaryotic viruses. Eukaryotic viruses are the 
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key  study  objectives  of  this  thesis.  However,  these  non‐living  components  still  belong  to  the 

microbiome as ‘theatre of activity’, as already defined by Whipps et al., (1988).  

2.3.2 High‐throughput sequencing, metagenome, virome and virus discovery 

It  is  possible  to  determine  an  organism's  'virome'  by  means  of  unbiased,  hypothesis‐free 

high‐throughput sequencing of the metagenome (mHTS), which represents all nucleic acids present at 

the time point of assessment. This provides insight into the viral diversity, abundance and structure of 

the so‐called virosphere (Zhang et al., 2019). It has been successfully employed for virus discovery in 

clinical (Hoffmann et al., 2015; Höper et al., 2016; Wilson et al., 2019; Bennett et al., 2020; Zhang et 

al., 2022b) and non‐clinical context (Drewes et al., 2017; Cholleti et al., 2022).  

After the pioneering development of the first‐generation sequencing (FGS) synchronously by Maxam 

and Gilbert (1977) and Sanger et al., (1977), which allowed the sequencing of clonal DNA populations, 

the  latter  also  known  as  Sanger  sequencing  applying  the  dideoxyribonucleoside  chain‐termination 

method, has prevailed (Sanger et al., 1977; Liu et al., 2012). A new era of whole‐genome sequencing 

(WGS) has commenced with the objective of determining the entire nucleic acid sequences of (viral) 

genomes. Advancements of the second‐generation sequencing (SGS) have facilitated this endeavour 

(Deurenberg  et  al.,  2017),  applying  high‐throughput  sequencing  (HTS)  by  parallelizing  numerous 

reactions also leading to reduced expenses (Lipkin 2013; NIH 2021). 

A common SGS‐system is Illumina Inc.’s Sequencing‐by‐Synthesis, which has four basic steps (Illumina, 

Inc. 2017). 

i. Library preparation: the cDNA (copy DNA) samples are fragmented, labelled with 5’‐ and 3’‐

adapters, PCR (polymerase chain reaction) amplified and loaded onto a flow cell  

ii. Clusters are generated by amplification of DNA fragments  

iii. Sequencing is based on the detection of single nucleotides 

iv. Data analysis: The paired sequence reads (contigs) need to be trimmed, filtered and 

corrected, before they can be aligned either to a reference sequence or de novo assembled 

Nowadays,  third‐generation  sequencing  (TGS),  such  as  Oxford  Nanopore  Technologies  (ONT),  has 

evolved  (van Dijk  et  al.,  2018).  These  long‐read  technologies  do not  require  timely  preparation of 

amplification libraries, drastically reducing time and cost compared to SGS. They are extremely useful 

for rapid sequencing in outbreak scenarios (King et al., 2020) and low‐resource settings (Quick et al., 

2016), but are limited by their high sequencing error rate, making e.g. the SGS the better choice for 

unbiased metagenomic approaches (Höper et al., 2016; López‐Labrador et al., 2021).  

Widely used generic diagnostic methods, such as pan‐PCR protocols, which are based on conserved 

genome sequences, have been successfully applied for the detection of (novel) pathogens in rodents 

and other small mammals (Klempa et al., 2007; Drexler et al., 2012; Drexler et al., 2015; Rasche et al., 
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2019; Johne et al., 2019) (Table 2 and Table 3), but are limited in deciphering the entire virome (Zhang 

et al., 2019). Overall, appropriate sample selection  is a key  factor  for  the successful detection and 

characterization  of  a  pathogen  (Höper  et  al.,  2017).  In  case  of  limited  sample  material,  such  as 

cerebrospinal  fluid  (CSF)  in encephalitis  cases, mHTS may be  the appropriate  choice  (Brown et al., 

2018;  Wilson  et  al.,  2019;  Hong  et  al.,  2020).  In  case  of  a  sick  or  deceased  animal,  a  thorough 

patho‐(histo)logical examination can provide first  indications as to the possible cause of death, and 

further  analysis may be  initiated  (Krogstad and Dixon 2003), which enhances  the detection of  the 

causative agent (Hoffmann et al., 2012; Abendroth et al., 2017; Forth et al., 2018; Fereidouni et al., 

2019; Weissenböck et al., 2022). Unfortunately, in‐depth pathological examinations in small mammals 

are difficult  due  to  their  high metabolism and  rapid onset of  autolysis  (Krogstad and Dixon 2003). 

Nevertheless, they might be obsolete for studies on reservoir species as detectable pathogenesis  is 

usually not induced by the carried pathogens. 

2.4 White‐toothed shrews as reservoirs 

Small mammals act as a link for pathogen transmission among humans, domestic animals, wildlife and 

arthropod‐vectors like ticks, mites, and fleas (Paziewska et al., 2010; Karbowiak et al., 2016; Defaye et 

al., 2022) (Figure 3). Ecke et al., (2022) have described a positive correlation between the number of 

(zoonotic) pathogens per rodent species and their synanthropic behaviour and human exploitation. 

Small mammals are a species‐rich group mainly represented by the three orders: Rodentia (~ 2,277 

species,  481  genera),  Chiroptera  (~  1,116  species,  45  genera),  and  Eulipotyphla  (~  452  species,  55 

genera) (Wilson and Reeder 2005; Wilson and Mittermaier 2017). As many of these species have not 

been  sufficiently  studied  in  regards  to  their  ecological,  biological  and  immunological  properties, 

caution must be taken when drawing conclusions across species. Han et al., (2015) proposed the term 

‘hyperreservoir’ for species that carry two or more zoonotic agents. They have established a prediction 

model identifying rodent reservoir and hyperreservoir species based on intrinsic traits, which are less 

susceptible to bias. In total 86 factors, such as early sexual maturity, large litter size, short gestation 

period,  and  postnatal  growth  rate,  were  considered  and  led  to  the  identification  of  geographical 

reservoir hot spots and additional species which may guide future research focus. High abundance, 

species richness, and adaptability to changing environments, have been postulated that render small 

mammals as competent reservoirs (Drexler et al., 2012; Luis et al., 2013)  

Previous reservoir studies have  focused mainly on rodents and bats  (Wang et al., 2011; Luis et al., 

2013;  Hayman  2016;  Nieto‐Rabiela  et  al.,  2019; Wang  et  al.,  2023a;  Zhou  et  al.,  2020),  with  the 

successful  identification  of  reservoir  species  for  highly  virulent  pathogens  (Jonsson  et  al.,  2010; 

Milholland et al., 2018):  Lassa virus  (LASV)  in Natal mastomys  (Mastomys natalensis)  (Happi et al., 

2022), lymphocytic choriomeningitis virus (LCMV) in house mice (Mus musculus) (CDC‐DHCPP 2014), 
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severe respiratory syndrome coronavirus (SARS‐CoV) in bats (Li et al., 2005), Hendra virus (HeV) and 

Nipah viruses (NiV) in fruit bats (Field et al., 2007; Chua et al., 2002). Shrews and other insectivores, 

on the other hand, have been almost overlooked. However, the recent discovery of highly zoonotic 

pathogens  in  shrews, namely  Langya virus  (LayV)  in China  (Zhang et al., 2022b) and Borna disease 

virus 1 (BoDV1) in Germany (Dürrwald et al., 2014b; Niller et al., 2020; Schlottau et al., 2018; Korn et 

al.,  2018),  have  brought  them  into  the  scientific  spotlight  (Table  2  and  3).  Interactions  between 

pathogens and the shrew microbiota, as well as pathogen diversity, patterns of pathogen co‐infection 

and competition dynamics remain largely unexplored. 

2.4.1 Pathogens in selected shrew species ‐ Viruses  

A literature review of selected viruses, bacteria, and endoparasites in shrews is presented in Table 2 

and Table 3, providing an overview of the status quo of pathogen investigations in shrews. However, 

it does not presume to be complete. To determine the true reservoir status of shrews for the chosen 

pathogens,  it  is  necessary  among  others  to  determine  host‐specificity  by  investigating  sympatric 

species.  In addition, systematic  longitudinal studies are required to acquire comprehensive data on 

the geographical distribution and persistence of a pathogen in the small mammal community.  

Among the subfamily Crocidurinae, Crocidura shantungensis, Ussuri white‐toothed shrew (Crocidura 

lasiura)  and Suncus murinus  from Asia,  and  the African giant  shrew  (Crocidura olivieri)  from Africa 

present  to be  the most extensively  studied  species. Previous  research on  shrews  from Europe has 

mainly  centred  around  the  soricine  subfamily,  with  its  most  abundant  representative,  the  Sorex 

araneus. Several viruses have been detected in a single shrew species, and although the properties of 

these pathogens are not yet fully determined, it may be advised to evaluate the (hyper) reservoir status 

of shrews using a model similar to that of Han et al., (2015).  
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Table 2 Current knowledge on viruses in white‐toothed shrews and selected red‐toothed shrews. Publicly accessible literature was searched via ‘PubMed’ until July 2023 
utilizing the keywords ‘Crocidura’, ‘white‐toothed shrews’, ‘Soricidae’, ‘Suncus’, or ‘shrews’ in combination with ‘virus’, ‘metagenome’, or ‘virome’. Only those studies which 
used direct virus detection with accessible sequences were included. Those based solely on serology were excluded. The classification of the viruses adhered to the current 
standards of the International Committee on Taxonomy of Viruses (ICTV), whilst descriptions of virus species followed those proposed in their respective publication. 

Genome 
organization 

Order  Family  Virus species  Detected in 
Country of 
description 

Method  Tissue  Reference 

‐ssRNAa  Bunyavirales  Hantaviridae  Azagny virus  Crocidura obscurior  Côte d'Ivoire 
RT‐PCR + 
sequencing  

lung tissue  Kang et al., 2011a 

 

Tanganya virus 
Crocidura theresae 
Crocidura somalica 

Guinea 
Somalia 

RT‐PCR + 
sequencing 

no information  
various organs  

Klempa et al., 2007; 
Omoga et al., 2023 

Bowé virus  Crocidura douceti  Guinea 
RT‐PCR + 
sequencing 
+ SGS 

intercostal 
muscle 

Gu et al., 2013b  

Thottapalayam virus  Suncus murinus 
China 
Nepal 
India 

RT‐PCR + 
sequencing 

lung 

Song et al., 2007; 
Lin et al., 2014; 
Kang et al., 2011b; 
Guo et al., 2011; 
Wang et al., 2017a; 
Carey et al., 1971 

Imjin virus 
Crocidura lasiura 
Crocidura 
shantungensis 

Korea 
China 

RT‐PCR + 
sequencing 

lung 
Gu et al., 2011; 
Song et al., 2009; 
Sun et al., 2017 

Boginia virus  Neomys fodiens 
Finland 
Poland 

RT‐PCR + 
sequencing 

lung 
Ling et al., 2014; Gu 
et al., 2013a 

Seewis virus 

Sorex araneus 
Sorex minutus 
Sorex tundrensis  
Sorex daphaenodon 

Germany  
Finland 
Russia 

RT‐PCR + 
sequencing 

lung 

Ling et al., 2014; 
Schlegel et al., 
2012; Yashina et al., 
2023 

 

 

Table to be continued. 

Lena river virus  
Sorex caecutiens  
Sorex minutissimus 

Russia 
RT‐PCR + 
sequencing 

lung  Yashina et al., 2021 

Altai virus  Sorex minutus  Russia 
RT‐PCR + 
sequencing 

lung  Yashina et al., 2021 

Yakeshi virus  Sorex unguiculatus  Russia 
RT‐PCR + 
sequencing 

lung  Yashina et al., 2023,  

Asikkala virus  Sorex minutus 
Czech Republic, 
Germany, Finland 

RT‐PCR + 
sequencing 

lung 
Radosa et al., 2013; 
Ling et al., 2014 
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Genome 
organization 

Order  Family  Virus species  Detected in 
Country of 
description 

Method  Tissue  Reference 

Jeju virus 
Crocidura 
shantungensis 
Crocidura lasiura 

Republic of Korea  
RT‐PCR + 
sequencing 

lung 
Lee et al., 2020; Seo 
et al., 2022Arai et 
al., 2012 

Jemez Springs virus  Sorex monticolus  USA 
RT‐PCR + 
sequencing 

lung  Arai et al., 2008 

Ash River virus  Sorex cinereus  USA 
RT‐PCR + 
sequencing 

lung  Arai et al., 2008 

Kenkeme virus  Sorex roboratus 
China 
Russia 

RT‐PCR + 
sequencing 

not specified 
Kang et al., 2010; 
Wang et al., 2014 

   

Arenaviridae 
Wenzhou virus  Suncus murinus  China 

RT‐PCR + 
sequencing 

several organs  Li et al., 2015 

Lassa virus  Crocidura spp.  Nigeria  RT‐qPCR  not specified  Happi et al., 2022 

    Nairoviridae  Thiafora virus  Crocidura spp.  Senegal  TEM  not specified 
Zeller et al., 1989; 
Walker et al., 2015 

 

Erve virus  Crocidura russula  France 
TEM, 
inoculation 
of mice 

spleen, kidney 
Chastel et al., 1989; 
Dilcher et al., 2012 

Lamusara virus  Crocidura goliath  Gabon 
RT‐PCR + 
sequencing 

kidney  Ozeki et al., 2022 

Lamgora virus  Crocidura goliath  Gabon 
RT‐PCR + 
sequencing 

kidney  Ozeki et al., 2022 

  Cencurut virus  Suncus murinus  Singapore 
SGS + RT‐
qPCR 

lung, spleen, 
kidney 

Low et al., 2023 

  Mononegavirales  Paramyxoviridae  Langya virus 
Crocidura lasiura 
Crocidura 
shantungensis 

China  RT‐qPCR  tissue  Zhang et al., 2022b  

  Melian virus  Crocidura grandiceps  Guinea 
RT‐PCR + 
TGS 

kidney 
Vanmechelen et al., 
2022 

    Denwin virus  Crocidura russula  Belgium 
RT‐PCR + 
TGS 

kidney 
Vanmechelen et al., 
2022 

Table to be continued.  Gamak virus  Crocidura lasiura  Republic of Korea 
SGS + RT‐
PCR  

kidney  Lee et al., 2021 
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Genome 
organization 

Order  Family  Virus species  Detected in 
Country of 
description 

Method  Tissue  Reference 

Daeryong virus 
Crocidura 
shantungensis 

Republic of Korea 
SGS + RT‐
PCR 

kidney  Lee et al., 2021 

henipa‐related virus  Crocidura hirta  Zambia 
RT‐PCR + 
sequencing 

kidney  Sasaki et al., 2014 

Beilong virus 

Crocidura lasiura  
Crocidura 
shantungensis  
Suncus murinus 

China 
RT‐PCR + 
sequencing 

intestine 
content 

Chen et al., 2020a 

 

Rhabdoviridae  Mokola lyssavirus  Crocidura flavescens   Nigeria, Cameroon 
mice 
inoculation  

non‐neuronal 
tissue 

McMahon et al., 
2021; Familusi et 
al., 1972; Causey et 
al., 1969; Shope et 
al., 1970 

Bornaviridae  Borna disease virus 1  Crocidura leucodon 
Germany, 
Switzerland, Austria 

RT‐qPCR + 
sequencing 

brain 
Hilbe et al., 2006; 
Dürrwald et al., 
2014b 

+ssRNAb 
Stellavirales  Astroviridae  astrovirus  Crocidura attenuata  China 

RT‐PCR + 
sequencing 

rectal swab  Hu et al., 2014 

Nidovirales  Coronaviridae 
shrew CoV cluster 19 
(Q)/Alpha 

Crocidura goliath  Cameroon 
RT‐PCR + 
sequencing 

rectal swab  Ntumvi et al., 2022 

 

 

 

 

 

Wencheng Sm shrew 
CoV  

Suncus murinus  China 
RT‐PCR + 
sequencing 

faecal sample  Wang et al., 2017b 

alphacoronavirus  Sorex araneus  Great Britain 
RT‐PCR + 
sequencing 

liver 
Tsoleridis et al., 
2016 

Arteriviridae 
Olivier’s shrew virus 1 
“Crocartervirus”  Crocidura olivieri   Guinea  TGS +SGS  serum 

Vanmechelen et al., 
2018 

Hepelivirales  Hepeviridae  rat hepatitis E virus   Suncus murinus  China 
RT‐PCR + 
sequencing 

serum 
Guan et al., 2013; 
He et al., 2018; 
Wang et al., 2017a 

 

 

 

Table to be 
continued. 

Amarillovirales  Flaviviridae 

hepacivirus  Suncus murinus  China 
RT‐PCR + 
sequencing 

liver, lung, 
intestine 

Guo et al., 2019 

Usutu virus  Crocidura spp.  Senegal 
RT‐PCR + 
sequencing 

tissue  Diagne et al., 2019 

Picornavirales  Picornaviridae  hepatitis A virus  Sorex araneus  Germany 
RT‐PCR + 
sequencing 

tissue  Drexler et al., 2015 
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Genome 
organization 

Order  Family  Virus species  Detected in 
Country of 
description 

Method  Tissue  Reference 

dsRNAc  Reovirales  Spinareoviridae  orthoreovirus   Crocidura hirta  Zambia 
RT‐PCR + 
sequencing 

intestinal 
content 

Harima et al., 2020 

Sedoreoviridae  rotavirus A 
Suncus murinus 
Sorex araneus 

Bangladesh 
Germany 

RT‐qPCR + 
sequencing 
SGS + 
RT‐PCR  

rectal swabs 
intestine 

Islam et al., 2023a 
Johne et al., 2019 

dsDNAd  Herpesvirales  Orthoherpesviridae  shrew herpesviruses  Crocidura olivieri  Kenya 
PCR + 
sequencing 

lung, kidney, 
liver 

Ochola et al., 2022 

 

Brest herpesvirus   Crocidura russula  France 
virus 
isolation, 
TEM 

not specified. 
Chastel et al., 1994; 
Hughes et al., 2010 

herpesvirus  Crocidura spp.  DRC 
PCR + 
sequencing 

liver, spleen  Ntumvi et al., 2018 

gammaherpesvirus  Suncus murinus  China 
PCR + 
sequencing 

rectal swabs  Zheng et al., 2016 

  Blubervirales  Hepadnaviridae  hepatitis B virus 

Sorex araneus  
Sorex coronatus 
Crocidura olivieri  
Crocidura grandiceps 
Crocidura attenuata  
Crocidura lasiura  

Germany  
Germany  
Côte d'Ivoire  
Sierra Leone 
China  
China 

PCR + 
sequencing 

liver 
Rasche et al., 2019 
Nie et al., 2019 
 

ssDNAe 

 

 

 

Piccovirales  Parvoviridae 

bocaparvovirus  Suncus murinus  China  PCR  faecal samples  Xiong et al., 2019 

rat adeno‐associated 
virus 

Suncus murinus  China 
only PCR, no 
sequences 

not specified  Xiong et al., 2018b 

Lefavirales  Anelloviridae 
todent torque teno 
virus 

Suncus murinus   China 
only PCR, no 
sequences 

throat swab  Xiong et al., 2018a 

a single‐stranded ribonucleic acid of negative polarity, b single‐stranded ribonucleic acid of positive polarity, c double‐stranded ribonucleic acid, d double‐stranded deoxyribonucleic acid, 
e single‐stranded deoxyribonucleic acid 

TEM: transmission electron microscopy; (RT‐q) PCR: (reverse‐transcription real‐time) polymerase chain reaction; SGS: second‐generation sequencing, either on an IonTorrent (Thermo 

Fisher) or Illumina platform (Illumina inc.); TGS: third‐generation sequencing with Oxford Nanopore technology (ONT) 
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2.4.2 Pathogens in selected shrew species – Bacteria and endoparasites 

Small mammals play also an important role as reservoirs and intermediate hosts for the transmission of 

non‐viral pathogens such as bacteria and others (Figure 3 and Table 3). The four species of white‐toothed 

shrews examined in this thesis have been identified as carriers of arthropod‐borne pathogens. Borrelia 

burgdorferi  was  found  in  Romania  (Kalmár  et  al.,  2019),  Anaplasma  phagocytophilum  in  Spain  and 

Romania (Barandika et al., 2007; Matei et al., 2018), and Bartonella refiksaydamii in Turkey (Celebi et al., 

2021). Additionally, Toxoplasma gondii was reported from Switzerland (Pardo Gil et al., 2023) (Table 3). 

However, profound reports from investigations in Germany are scarce.  
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Table 3 Current knowledge on bacteria, protozoa, nematodes and trematodes detected in white‐toothed shrews. Publicly accessible literature was searched via ‘PubMed‘ 
until  July  2023  utilizing  the  keywords  ‘Crocidura’,  ‘white‐toothed  shrews’,  or  ‘Suncus’  in  combination with  ‘pathogen’,  ‘metagenome’,  ‘bacteria’  or  ‘endoparasite’.  The 
classification is according to the currently internationally accepted taxonomy, whilst descriptions of pathogen species followed those proposed in the respective publication. 

Type  Phylum: Family  Species  Detected in 
Country of 
description 

Method  Organ  References 

B
ac
te
ri
a 

Spirochaetota: Leptospiraceae 
L. kirschneri  Crocidura russula  Germany  secY SLST  kidney 

Mayer‐Scholl et 
al., 2014 

L. kirschneri  Crocidura leucodon  Germany  lipl32 PCR  kidney  Jeske et al., 2021 

Leptospira spp.  Crocidura russula  Israel  staining  kidney  Torten et al., 1972 

L. kirschneri  Crocidura goliath  Gabon 
16sRNA qPCR + lipl32 
PCR 

not specified 
Mangombi et al., 
2021 

L. borgpetersenii 
Leptospira spp. 

Suncus murinus  Sri Lanka  lipl32 qPCR + MLST  kidney  Sluydts et al., 2022 

L. tipperaryensis  Crocidura russula  Ireland  secY PCR + SGS  kidney 
Nally et al., 2016; 
Vincent et al., 
2019 

Spirochaetota: Borreliaceae  Borrelia burgdorferi 
(s.l.) 

Crocidura leucodon 
Crocidura suaveolens 

Romania 
5S‐23S rDNA IGS + 
ospA PCR  

heart, liver  Kalmár et al., 2019 

Borrelia spp. 
Suncus murinus 
Crocidura watasei 

Japan 
cultured strains + 5S‐
23S rDNA IGS PCR 

ear 
Masuzawa et al., 
2004 

B. japonica 
Crocidura dsinezumi 
Sorex unguiculatus 
Sorex caecutiens 

Japan 
culture + rRNA RFLP 
PCR 

ear  Nakao et al., 1994 

Pseudomonadota: 
Yersiniaceae 

Yersinia pestis  Suncus murinus  Madagascar  SGS  spleen 
Rahelinirina et al., 
2017 

Pseudomonadota: 
Ehrlichiaceae 

Anaplasma 
phagocytophilum 

Crocidura russula 
Crocidura suaveolens 

Spain 
Romania 

msp2 PCR 
rrs PCR 

tissue pools; spleen 
Barandika et al., 
2007; Matei et al., 
2018 

A. platys  Crocidura lasiura 
Republic of 
Korea 

16S rRNA PCR + 
specific Primer 

spleen  Chae et al., 2008 

Pseudomonadota: 
Ehrlichiaceae 

Ehrlichia chaffeensis  Crocidura lasiura 
Republic of 
Korea 

16S rRNA PCR+ specific 
primer 

spleen  Chae et al., 2008 

Pseudomonadota: 
Bartonellaceae  Bartonella 

refiksaydamii 
Crocidura suaveolens  Turkey  HTS + MLST  blood  Celebi et al., 2021 

 
 
 
Table to be continued. 

B. florenciae  Crocidura russula  France  culture + MLST + HTS  spleen  Mediannikov et al., 
2013 
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Type  Phylum: Family  Species  Detected in 
Country of 
description 

Method  Organ  References 
B
ac
te
ri
a 

 

B. tribocorum  Suncus murinus 
Cambodia  
Taiwan  
Singapore  

qPCR + SGS 
culture; gltA PCR 
rpoB, nuoG, 16S rRNA 
PCR 

blood 
spleen 

Hadjadj et al., 
2018; Hsieh et al., 
2010; Neves et al., 
2018 

B. ratttimassiliensis  Suncus murinus   Taiwan  culture + gltA PCR  blood  Hsieh et al., 2010 

Bartonella spp.  Crocidura lasiura  Korea 
16S rRNA + 23S rRNA + 
groEL PCR 

spleen  Kim et al., 2005 

Candidatus 
Bartonella crocidura 

Crocidura lasiura  China  gltA + rpoB PCR  spleen  Zhang et al., 2022a 

B. coopersplainsensis  Suncus murinus 
Japan, 
Taiwan 

culture; gltA + rpoB 
PCR 

blood  Kim et al., 2016 

Bartonella spp.  Crocidura shantungensis  Taiwan 
culture; gltA + rpoB 
PCR 

blood  Kim et al., 2016 

Bartonella spp.  Crocidura attenuata  Taiwan 
culture; gltA + rpoB 
PCR 

blood  Lin et al., 2012 

B. henselae  Suncus murinus 
Myanmar 
Nepal 

nuoG, gltA, 16S‐23S 
rRNA ITS PCR 
rpoB + gltA PCR 

spleen 
kidney, liver 

Böge et al., 2021 
Gundi et al., 2010 

B. queenslandensis  Suncus murinus  Nepal  rpoB + gltA PCR  kidney, liver  Gundi et al., 2010 

B. rochalimae  Suncus murinus  Nepal  rpoB + gltA PCR  kidney, liver  Gundi et al., 2010 

Pseudomonadota: 
Alphaproteobacteria (class) 
Rickettsiaceae 

Rickettsia japonica, 
R. rickettsia, R. typhi 

Suncus murinus  Taiwan  ompB + gltA PCR  liver, spleen, kidney  Kuo et al., 2015 

Bacillota: Clostridiaceae  Clostridium 
perfringens 

Suncus murinus  India  isolation  faecal swabs  Milton et al., 2022 

Actinomycetota: 
Mycobacteriaceae 

Mycobacterium spp.  Crocidura hirta  Tanzania 
PCR for M. 
tuberculosis complex + 
culture 

organ pool: liver, 
spleen, lung, 
mesenteric lymph 
node 

Durnez et al., 2008 

Thermodesulfobacteriota: 
Desulfovibrionaceae 
 
 
 
 
Table to be continued. 

Lawsonia 
intracellularis 

Crocidura suaveolens  Czech 
Republic 

LIA + LIB PCR, LIC + LID 
PCR 

intestinal mucous 
membrane 

Friedman et al., 
2008 
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Type  Phylum: Family  Species  Detected in 
Country of 
description 

Method  Organ  References 
P
ro
to
zo
a 

Euglenozoa: Trypanosomatida  Leishmania infantum  Crocidura russula  Spain  18S rRNA qPCR  spleen  Millán 2018 

Apicomplexa: Sarcocystidae 

Toxplasma gondii 
Crocidura olivieri 
Crocidura russula 
Crocidura attenuata 

Benin 
Switzerland 
China 

qPCR + MLST  
heart, brain, 
muscle, liver 

Etougbétché et al., 
2022; Pardo Gil et 
al., 2023; Wang et 
al., 2019 

Apicomplexa: Sarcocystidae 
Sarcocystis attenuati  Crocidura attenuata  China 

LM + TEM + 18S rDNA 
PCR + MLST 

muscle tissue  Hu et al., 2022 

Apicomplexa: Babesiidae 
Babesia microti   Crocidura horsfieldii  Taiwan  SSUrDNA PCR  blood 

Saito‐Ito et al., 
2008 

Apicomplexa: Hepatozoidae 
Hepatozoon spp.  Crocidura suaveolens  Afghanistan 

18S rRNA PCR + 
Hepatozoon‐specific 
Adel1 PCR 

spleen, liver, kidney 
Schotte et al., 
2023 

Euglenozoa: 
Trypanosomatidae 

Trypanosoma 
sapaensis 

Crocidura dracula  Vietnam 
SSU rDNA + gGAPDH 
PCR 

blood  Mafie et al., 2019 

T. crocidurae 
Crocidura suaveolens 
Crocidura russula 

Czech 
Republic 
Portugal 
Germany 

not specified 
LM + isolation 

not specified 
blood 

Sebek 1975 
Santos‐Gomes et 
al., 1993 
Krampitz 1959 

N
e
m
at
o
d
e
s  Nematoda: Capillariidae  Capillaria 

splenaecum 
Crocidura russula  Spain  LM: H.E. Staining 

organs with 
macroscopic lesions 

Millán et al., 2014 

C. crociduri  Crocidura leucodon  Iran  LM: Giemsa staining  blood  Yousefi et al., 2017 

C. hokkaidensis  Crocidura leucodon  Iran  LM: Giemsa staining  blood  Yousefi et al., 2017 

Tr
e
m
at
o
d
e
s 

Platyhelminthes: 
Schistosomatidae 

Schistosoma 
mansoni 

Crocidura olivieri  Kenya  LM + cox1 DNA PCR  hepatic port + liver  Hanelt et al., 2010 

Schistosoma 
kisumuensis 

Crocidura spp.  Kenya  LM + cox1 DNA PCR  hepatic port + liver  Hanelt et al., 2010 

Platyhelminthes: 
Echinochasmidae 

Echinochasmus 
japonicas 

Crocidura lasiura 
Republic of 
Korea 

LM 
gastrointestinal 
content 

Chai et al., 2009 

Platyhelminthes: Taeniidae  Echinococcus 
multilocularis 

Crocidura gmelini  Iran  nad1 PCR  liver 
Beiromvand et al., 
2013 

Platyhelminthes: 
Hymenolepidiae 

Staphylocystis 
biliarius 

Crocidura russula  Spain  LM  intestinal content 
Mas‐Coma and 
Jourdane 1977 

LM: light microscopy; TEM: transmission electron microscopy; (q)PCR: (real‐time) polymerase chain reaction; HTS: high‐throughput sequencing; SGS: second‐generation sequencing; MLST: 
multi‐locus sequence typing; SLST: single‐locus sequence typing; H.E. staining: hematoxylin‐eosin staining 
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2.4.3 Genotyping of bacteria 

Classification of bacteria was traditionally based on phenotypic characteristics such as Gram staining, 

growth  requirements,  and  biochemical  tests.  The  species‐level  phylogenetic  relationship  can  be 

determined by 16S rRNA analysis, which is a highly conserved genome region. However, this stability 

also limits its discriminatory power to distinguish related species (Fouts et al., 2016). Consequently, 

additional genotyping schemes have been developed to identify genomo and sequence types (ST) to 

improve discrimination. This is based on sequence differences within one or multiple housekeeping 

genes (locus), which allow genome wide comparison. Molecular typing is a useful tool to differentiate 

between strains within a single species or subspecies (Perez et al., 2011). This allows the investigation 

of the epidemiological context of  infectious diseases on a molecular  level, both locally and globally 

(Ahrens and Pigeot 2014). This concept will be presented exemplarily for Leptospira spp. 

Leptospira spp. are worldwide occurring bacteria with currently 64 named species, which have broad 

host spectra including humans, domestic animals and wildlife (Vincent et al., 2019). Some species have 

thus  far  only  been  isolated  from  the  environment,  and  their  clinical  potential  has  not  yet  been 

characterized. Leptospira exposure occurs by direct contact to a positive animal or indirect through 

contact to urine‐contaminated water and soil (Ko et al., 2009) (Figure 3). Humans, as dead‐end hosts, 

may  experience  a  wide  range  of  clinical  manifestation  of  leptospirosis.  Symptoms  range  from 

mild‐flu like to severe organ failure (Morbus Weil), and encephalitis (Bharti et al., 2003), which, if left 

untreated, may be lethal (< 10% lethality rate) (Yanagihara et al., 2007; Meerburg et al., 2009; Costa 

et al., 2015). As the life cycle relies on water, good sanitary standards have the potential to prevent 

infection,  but  it  remains  a major  human  and  animal  health  concern  particularly  in  resource  poor 

(tropical) countries (Reis et al., 2008; WHO‐SEARO 2009; Costa et al., 2015). In Germany, the risk of 

contracting a Leptospira infection is elevated during occupational activities involving agriculture and 

forestry  (Bharti  et  al.,  2003;  Desai  et  al.,  2009),  recreational  pursuits  such  as  water  sports  and 

gardening  (Jansen et  al.,  2005; Mayer‐Scholl  et  al.,  2014),  and after periods of heavy  flooding and 

rainfall (Lau et al., 2010). Nonetheless, outbreaks are typically sporadic. In Germany, dog vaccines are 

attainable against various strains of Leptospira as recommended by the ‘Ständige Impfkomission” of 

the Friedrich‐Loeffler‐Institut, Federal Research Institute for Animal Health, Germany (StIKo Vet 2016). 

Eight pathogenic Leptospira spp. are known (Vincent et al., 2019). The described Leptospira species 

are subdivided into three groups: pathogenic, intermediate and non‐pathogenic or saprophytic group 

(Fouts et al., 2016). However, Vincent et al., (2019) proposed a new nomenclature distinct from the 

assessment of virulence characteristics, which still remain to be determined for many species, with 

four phylogenetically distinct subclades (P1, P2, S1, S2). 
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Single‐locus sequence typing (SLST) for example based on the secY gene, coding for a transmembrane 

protein, permits the differentiation of species, but accurate identification may be challenged by the 

observed  high  genetic  diversity  between  pathogenic  Leptospira  species.  In  addition,  multi‐locus 

sequence typing (MLST) targeting nucleotide differences across multiple genes of the bacterial genome 

has  advanced  to  determine  sequence  types.  The  scheme  implemented  by  Boonsilp  et  al.,  (2013) 

targets  seven  genes.  It  is  combined  with  a  public  database  and  website  to  provide  up  to  date 

information. MLST may be utilized in the identification of maintenance hosts, during outbreaks and for 

further  epidemiological  investigations.  Rodents  and  small  mammals  have  been  identified  as main 

reservoirs of Leptospira and studies by e.g. Fischer et al., (2018) revealed a complex sequence type 

pattern across multiple small mammal species in Germany. Different Leptospira spp. were identified 

in white‐toothed shrews from Germany, Ireland, and worldwide (Table 3). 

2.4.4 Notifiable zoonotic and enzootic diseases in Germany 

Reporting  human  leptospirosis  to  the  Robert  Koch  Institute  is  mandatory  in  Germany.  In  2021, 

Germany’s  notification  rate was  0.2  per  100,000  population, which  corresponds  to  the mean  rate 

within the European Union (ECDC 2023).  

Notifiable  zoonotic  and  enzootic  diseases  are monitored  and  regulated  by  the German protection 

against  infection  act  (‘Infektionsschutzgesetz’,  n=66  (IfSG,  revised  7/17/2023))  for  humans.  For 

animals,  the  German  regulation  on  notifiable  and  reportable  diseases 

(‘Tierseuchenanzeigeverordnung’,  n=53  (TierSeuchAnzV,  revised  3/31/2020)  and  ‘Verordnung  über 

meldepflichtige Tierkrankheiten’, n=26 (TKrMeldpflV, revised 2/11/2011), respectively) are  in place. 

Important viral and bacterial pathogens with an established small mammal reservoir mentioned are: 

Monkeypox  virus  (MPV),  tick‐borne encephalitis  virus  (TBEV),  hantaviruses  (Puumala  virus  (PUUV), 

Seoul virus (SEOV)), zoonotic bornaviruses (variegated squirrel bornavirus 1 (VSBV‐1), BoDV‐1)), HEV, 

Lassa  virus  (LASV), Marburg  virus  (MARV),  Leptospira  spp., Coxiella  burnetii,  Francisella  tularensis, 

Yersinia pestis. Numbers of reported human cases of selected pathogens with a known or suspected 

small mammal reservoir are demonstrated in Figure 5. 
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Figure 5 Human infections of selected pathogens with a known or suspected small mammal reservoir in Germany 
reported  to  the  Robert  Koch  Institute  between  2013  and  2023.  »Robert  Koch  Institute:  SurvStat@RKI  2.0, 
https://survstat.rki.de, deadline: 13/09/2023« (RKI 2023) 

Detailed information on important viral zoonoses in the context of One Health in Germany, for which 

small mammals play an important role in the transmission cycle (PUUV, Dobrava virus (DOBV), SEOV, 

BoDV‐1, VSBV‐1, TBEV, HEV), can be found in the following review article. Figure and table numbering 

are according to the published chapter and references are presented in the journal style and do not 

appear in the reference section
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2.5 Orthobornaviruses and their zoonotic potential 

2.5.1 Genome structure of orthobornaviruses  

The  family  Bornaviridae  (order  Mononegavirales)  is  divided  into  three  genera:  Orthobornavirus, 

Carbovirus and Cultervirus (Rubbenstroth et al., 2021). Carboviruses and culterviruses were so far only 

detected in reptiles and fish (Eshak et al., 2023), whereas orthobornaviruses were detected in multiple 

mammalian, avian and snake species (Figure 6).  

 

Figure 6 Schematic organization of the genus Orthobornavirus. The definition of different orthobornaviruses is 
based on Pairwise Sequence Comparison (PASC, cut‐off of coding‐complete genome sequences: 72‐75% (Kuhn 
et al., 2015)) in combination with biological features. Four groups were established comprising (i) mammalian 
and avian orthobornaviruses, (ii) avian orthobornaviruses, (iii and iv) reptilian orthobornaviruses (Rubbenstroth 
et  al.,  2021).  The  phylogenetic  tree  was  calculated  in  Geneious  version  2021.0  (Biomatters,  available  from 
https://www.geneious.com). Created with BioRender.com agreement number: YE27TRDZ0J.  

Orthobornaviruses are enveloped viruses with a diameter of 90‐130 nm (Rubbenstroth et al., 2021) 

(Figure 7A). The single‐stranded, non‐segmented, negative‐sense RNA genome ((‐) ssRNA) consists of 

approximately  9  kilobases  (kb)  with  six  partially  overlapping  open  reading  frames  (ORFs)  on  its 

complementary positive‐stranded RNA (cRNA) encoding for the nucleoprotein (N), accessory protein 

(X), phosphoprotein (P), matrix protein (M), surface glycoprotein (G) and large protein (L), including 

the RdRp (Briese et al., 1994; Rubbenstroth et al., 2021) (Figure 7B). Replication of orthobornaviruses 
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takes  place  in  the  nucleus  of  the  host  cell  and  uses  the  cellular  splicing machinery  for  alternative 

splicing of viral messenger RNA (mRNA) (Briese et al., 1992; Schneider et al., 1994; Tomonaga et al., 

2002). 

 

Figure 7 A) Virion structure of Borna disease virus 1 (BoDV‐1, species Orthobornavirus bornaense); B) Genome 
organization of orthobornaviruses: reference sequence BoDV‐1 NC_001607. The graphics are obtained  from 
ViralZone, SIB Swiss Institute of Bioinformatic, licensed under a Creative Commons Attribution 4.0 International 
License (CC‐BY). 

Interestingly, so‐called endogenous bornavirus‐like (EBL) genetic elements resembling parts of the N, 

M, G and L genes were identified in the genomes of multiple species, including rodents, humans and 

non‐human primates, indicating a long evolutionary history of bornaviruses. For non‐human primates 

the integration of the detected EBLs has been hypothesized to have happened > 40 Myr ago (Horie et 

al., 2010; Belyi et al., 2010; Horie et al., 2013; Horie 2017; Kawasaki et al., 2021). An N‐encoding EBL 

(itEBLN‐1)  was  identified  in  the  genome  of  a  thirteen‐lined  ground  squirrel  (Ictidomys 

tridecemlineatus), which  according  to phylogenetic  analysis  belongs  to  the  genus Orthobornavirus, 

suggesting a more recent integration (~ 0.3 Myr) (Fujino et al., 2014; Suzuki et al., 2014). 
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2.5.2 Epidemiology, reservoir and transmission 

Mammalian  orthobornaviruses,  namely  Borna  disease  virus  1  and  2  (BoDV‐1,  BoDV‐2;  both 

species Orthobornavirus bornaense) and VSBV‐1 (species Orthobornavirus sciuri), have a broad cell and 

organ tropism  in  their  respective reservoir and are shed via urine and faeces  (Nobach et al., 2015; 

Schlottau et al., 2017a), but are strictly neurotropic in accidental dead‐end hosts (e.g. humans, sheep, 

New World camelids, and horses) (Caplazi et al., 1999; Hoffmann et al., 2015; Weissenböck et al., 2017; 

Niller et al., 2020; Nobach et al., 2020; Malbon et al., 2022; Fürstenau et al., 2023). Fatal encephalitis 

is induced in dead‐end hosts by T‐lymphocyte mediated immunopathogenesis (Bilzer and Stitz 1994) 

and symptoms are locomotor dysfunction (e.g. gait ataxia) and sensory dysfunction (e.g. somnolence, 

paralysis of facial nerve) leading to paralysis and death (Richt and Rott 2001). Crocidura leucodon was 

identified as  reservoir  for BoDV‐1 (Hilbe et al., 2006) and zoonotic VSBV‐1 was detected  in captive 

exotic  squirrel  species  (mostly  variegated  squirrels  (Sciurus  variegatoides)  and  Prevost’s  squirrels 

(Callosciurus prevostii)) in Germany, the Netherlands and Croatia (Hoffmann et al., 2015; Schlottau et 

al., 2017a; Schlottau et al., 2017b). BoDV‐2 has been isolated from a diseased horse in Austria, but no 

natural reservoir has been identified yet (Weissenböck et al., 1998b). The transmission routes between 

the reservoir species and the dead‐end hosts are still under study (Figure 8), but a possible rhinogenic 

infection  with  neuronal  spread  has  been  demonstrated  in  experimentally  inoculated  Lewis  rats 

(Carbone et al., 1987; Kupke et al., 2019; Sauder and Staeheli 2003). 

 

Figure 8 Epidemiology of BoDV‐1 infections. The bicolored white‐toothed shrew (Crocidura leucodon) has been 
identified as natural  reservoir  for Borna disease  virus 1  (BoDV‐1,  species Orthobornavirus bornaense), which 
causes  (lethal) encephalitis  in domestic animals  (mainly horses, New World camelids, sheep) and  in humans. 
Transmission  routes  from the  reservoir  to  the dead‐end host  remain unclear and  the virus  is most  likely not 
further shed by the dead‐end host. The zoonotic potential of BoDV‐1 was revealed in an organ transplant cluster 
demonstrating potential, but rare iatrogenic human‐to‐human infection. Questions on virus persistence in the 
reservoir population, transmission between the hosts and the environmental tenacity remain still unanswered. 
Created with BioRender.com agreement number: DV27MKKE5X. 
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The  endemic  area  of  BoDV‐1  is  restricted  to  small  regions  in  Switzerland,  the  Principality  of 

Liechtenstein, Austria,  and  southern  and  eastern Germany  (Dürrwald  et  al.,  2006; Dürrwald  et  al., 

2014a; Rubbenstroth et al., 2019) (Figure 9 A). Its known northern border was recently extended by 

the detection of BoDV‐1 in an alpaca herd in north‐eastern Germany (Schulze et al., 2020). Why the 

virus is restricted to such a defined region, while the distribution of the reservoir is many folds wider, 

remains puzzling. Phylogenetic relationships of BoDV‐1 sequences have shown a strong association to 

geographic areas. This led to the establishment of five phylogeographic clusters containing sequences 

from the same region disregarding its host species (Kolodziejek et al., 2005) (Figure 9 B).  

 

 

Figure 9 A) Map of the endemic area of BoDV‐1. The currently known endemic area is marked in red and triangles 
represent shrew‐derived BoDV‐1 sequences indicating the geographic distribution of the respective phylogenetic 
cluster. GER: Germany, CH:  Switzerland, AUT: Austria; B) Maximum‐Likelihood phylogenetic  tree of  a 1,824 
nucleotides long 5’‐region spanning the N, X and P genes of BoDV‐1 sequences generated from shrews, humans 
and domestic animals available on GenBank was conducted on MEGA X applying the Jukes‐Cantor model and 
1000 bootstrap replicates and demonstrates the five phylogeographic clusters established by Kolodziejek et al., 
(2005). 
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2.5.3 Zoonotic potential of BoDV‐1 

Since the identification of BoDV‐1 as causative agent of the fatal encephalitis of two organ recipients 

(Schlottau  et  al.,  2018;  Korn  et  al.,  2018)  and  thus  proof  of  its  zoonotic  potential,  more  than  40 

additional human cases have been identified, including retrospective cases dating back to 1996 (Coras 

et al., 2019; Rubbenstroth et al., 2019; Niller et al., 2020; Eisermann et al., 2021; Tappe et al., 2021; 

Rauch et al., 2022; Frank et al., 2022; Grosse et al., 2023). Human cases of BoDV‐1 infections have been 

carefully evaluated to describe detailed clinical and epidemiological patterns of infection (Pörtner et 

al., 2023; Eisermann et al., 2021). Viral RNA can be detected in brain tissue, for intra vitam diagnostics 

in  brain  biopsies  or  sometimes  in  CSF  (Neumann et  al.,  2023; Allartz  et  al.,  2023), with  diagnostic 

quantitative real‐time reverse transcription polymerase chain reactions (RT‐qPCRs) (Hoffmann et al., 

2015;  Schlottau  et  al.,  2018;  Sigrist  et  al.,  2021;  Allartz  et  al.,  2023).  For  serum  and  CSF  samples, 

detection of bornavirus antibodies with immunofluorescence antibody test (IFAT) is well established 

(Eisermann et al., 2021; Allartz et al., 2023). Seroconversion has been observed only during the course 

of  disease  (>  12  days  after  hospital  admission)  (Grosse  et  al.,  2023;  Allartz  et  al.,  2023). 

Sero‐epidemiological  studies have  resulted  in very  low detection of  seropositive, non‐symptomatic 

humans with  only  one  sero‐positive  veterinarian,  who`s  future  fate  could  not  be  followed  due  to 

anonymization of the study (Tappe et al., 2019; Bauswein et al., 2023). So far, the majority of cases 

succumbed  to  death  despite  off‐label  use  of  antivirals,  ribavirin  and  favipiravir  have  proven  to  be 

effective in‐vitro and in‐vivo (Mizutani et al., 1998; Lee et al., 2008), and immunosuppressive treatment 

(Grosse et al., 2023), as no adequate treatment has been established. Early diagnosis may considerably 

increase  the  chances of  success. Awareness of BoDV‐1 as etiological  cause  for encephalitis by  first 

opinion physicians is essential for early diagnosis, therefore a review article on the current state of 

knowledge on human BoDV‐1 infection was published and is included in this thesis. Figures and tables 

are numbered according to the published chapter and references are presented in the journal style 

and do not appear in the reference section.
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III. Objectives  

White‐toothed shrews are small elusive animals and show synanthropic behaviour to varying degrees, 

characteristics  that make  them  potentially  important  as  reservoirs  of  pathogens with  human  and 

animal  health  significance.  In  this  work,  three  objectives  have  been  defined  to  improve  the 

understanding  of  white‐toothed  shrews  as  reservoirs  of  zoonotic  pathogens  and  pathogens  of 

currently unknown zoonotic potential. 

 

Objective 1: Determining the presence of selected pathogens in white‐toothed shrews 

from multiple countries in Europe and contribution to the description of the current 

distribution of white‐toothed shrews in Germany.  

  Publication 1 & 3 

Previous studies  in Europe have mainly focused on the more abundant shrew species of  the genus 

Sorex, particularly the common shrew (Sorex araneus), resulting in a lack of comprehensive pathogen 

studies  on  white‐toothed  shrews  from  Central  Europe.  The  presence  of  Leptospira  spp., 

Coxiella burnetii,  Brucella  spp.  and  arthropod‐borne  pathogens,  such  as  Neoehrlichia  mikurensis, 

Bartonella spp., Babesia spp., and Anaplasma phagocytophilum, were investigated in white‐toothed 

shrews  obtained  from  multiple  European  countries.  The  combination  of  molecular  species 

identification based on the cytochrome b gene with metadata on the origin of the shrews provided 

important insights into the current distribution of the three white‐toothed shrew species present in 

Germany.  

 

 

Objective 2: Identification of the virome of white‐toothed shrews using metagenomic 

high‐throughput sequencing ‐ revealing potential infections risks.  

  Publication 2, Review 1 

Only a  small  fraction of  the world’s  virosphere has been  identified. This  is especially  valid  for viral 

pathogens of shrews of the genus Crocidura. A metagenomic high‐throughput sequencing approach 

was used to decipher the virome of white‐toothed shrews from Central Europe.  
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Objective 3: Characterization of the Borna disease virus 1 (BoDV‐1) reservoir by 

implementing the One Health approach in an area with the first detected human BoDV‐1 

cluster. 

  Publication 3, Review 1 & 2 

The detection of the first regional cluster of lethal human BoDV‐1 cases in a small village in Bavaria, 

Germany, facilitated the development and implementation of a One Health approach to investigate a 

range of factors associated with BoDV‐1 infection. The objectives of this study were to improve the 

description  of  the  clinical  spectrum  of  human  infections,  investigate  the  local  small  mammal 

community to gain knowledge on the reservoir species in a defined area, and assess the role of the 

environment and  ticks  in  transmission,  to potentially  identify  sites of  infection and  to  improve  the 

understanding of BoDV‐1 transmission. 
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IV. Results  

Manuscripts, including their figures and tables are presented in the style of each respective journal. 

The  same accounts  for all  references and abbreviations used,  therefore  they do not appear  in  the 

reference and abbreviation section of this thesis. 
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V. Discussion 

Detection  of  the  zoonotic  Langya  virus  (genus  Henipavirus)  in  white‐toothed  shrews,  namely 

Crocidura lasiura and Crocidura shantungensis, in China and the identification of Crocidura leucodon 

as reservoir of the lethal zoonotic BoDV‐1 have drawn white‐toothed shrews into the attention only 

lately.  

The successful involvement of the public to monitor wildlife for conservation and ecological purposes 

has been demonstrated (Frigerio et al., 2018; Weinberger and Briner 2021; Silvertown et al., 2013). 

We have established a very fruitful citizen science project, where the public sent in shrews found dead 

for unknown reason or preyed by cats. This enabled us to study the ecology and pathogen prevalence 

of the very elusive and difficult to monitor white‐toothed shrews. These species are protected by the 

federal nature conservation act (BNatSchG, revised 12/8/2022; Meinig et al., 2020; BArtSchV, revised 

1/21/2013) and not considered pest animals. The citizen science project was supported by bycatches 

from ongoing small mammal monitoring projects of various collaborators of the previously established 

network “Rodent‐borne pathogens” (Ulrich et al., 2009).  

A  variety of  important  issues were  raised  trying  to determine  the  role of white‐toothed  shrews  in 

Central Europe as putative reservoirs of known and as‐yet‐unknown zoonotic and enzootic pathogens, 

three of which are further explored in this thesis. 

First, the distribution of white‐toothed shrews and composition of the shrew community investigated 

in a highly endemic BoDV‐1 area to identify potential interfaces for spillover infections; 

second, a screening approach was performed for both known and as‐yet unknown pathogens using 

pathogen‐specific and generic PCRs, and an unbiased mHTS approach to determine pathogen diversity; 

and third, a holistic One Health study investigating the role of the environment, the animal reservoir 

and the situation within the human population, was conducted to assess all aspects of human BoDV‐1 

infection in the municipality with the first described disease cluster.   
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Contribution to the description of the current distribution of white‐toothed shrews in 

Germany and determination of the shrew community in a high endemic area of BoDV‐1.  

Publication 1, Publication 3 

The  current  distribution  of  white‐toothed  shrews  in  Germany  is  only  incompletely  described  and 

frequently based on the evaluation of skeletal remains found in barn owl pellets (Tyto alba) (Weise 

2011; Schmitt 2017; Biedma et al., 2019).  

Despite our semi‐structured sampling strategy, which relied heavily on the compliance of the public 

and  on  bycatches  from  small  mammal  monitoring  projects,  the  previously  described  distribution 

ranges could be confirmed. Species identification of shrews was based on molecular analysis of the 

cytochrome  b  gene,  which  enables  in  accurately  identifying  the  species  and  provides  valuable 

information on the present species composition. These data enable further phylogenetic analysis to 

evaluate the dynamics and structures of populations, solely or in conjunction with pathogen evolution 

and disease dynamics (Dubey et al., 2007a; Dubey et al., 2008b; Drexler et al., 2015).  

The distribution  ranges of  the  three white‐toothed shrews present  in Western and Central Europe 

overlap  in  Germany  (Wilson  and  Mittermaier  2017).  Dynamics  of  the  distribution  ranges  of  the 

Crocidura  species have been  reported  in  the  literature,  such as an ongoing eastward expansion of 

Crocidura russula (Frank 1983; Borkenhagen 1995; Kraft et al., 2010; van der Kooij and Nyfors 2023; 

Bellocq  et  al.,  2023)  and  westwards  expansion  of  C.  suaveolens  (Jentzsch  and  Trost  2008)  and 

C. leucodon further north (Klesser et al., 2021). Of note, the latter shrew species are outcompeted by 

the larger C. russula leading to their local extinction, which has been demonstrated for C. leucodon, 

C. suaveolens, and S. coronatus (Kraft 2000; Vogel et al., 2002; McDevitt et al., 2014). During the past 

years, an overall reduction of insectivore species in the diet of barn owls has been observed. However, 

the  population  of  the  synanthropic  Crocidura  remained  stable  compared  to  other  shrew  species 

(Roulin 2016). This is in contrast with older descriptions that have observed a decline in C. leucodon 

and C. russula (Lehmann and Brücher 1997), demonstrating fluctuation of the population density and 

distribution. Crocidura russula predominantly occurred in the western half of Germany and has only 

been detected sympatrically with C. leucodon at five sites in central Germany. Crocidura leucodon and 

C. suaveolens were mainly present in the eastern half of Germany (Schmidt 1998, 2019), and occurred 

in the study here sympatrically at four sites. Crocidura leucodon had overlapping distribution ranges 

with  the other  two species  (Publication 1). Concentrated studies of  the small mammal community 

composition  at  a  small municipality  in  Bavaria, Germany, where  the  first  human BoDV‐1  infection 

cluster was described, demonstrated a low abundance of C. leucodon, and absence of C. russula and 

C. suaveolens, which is in accordance to the expected species distribution in this region (Kraft 2008) 

(Publication 3). 
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Next to identifying the distribution of the shrew species, pathogen diversity present in the animal host 

needs  to  be  evaluated  to  determine  potential  infection  risks.  Within  this  thesis,  this  has  been 

accomplished by applying generic and pathogen‐specific PCRs on a  large sample set of almost 400 

bicolored,  greater  and  lesser  white‐toothed  shrews  from multiple  European  countries,  and  by  an 

unbiased mHTS approach. The inclusion of Suncus etruscus in the sample subset of the latter study is 

justified  considering  its  presence  in  captivity,  despite  its  absence  in  the wild  in  Germany  and  the 

majority of Central Europe (Wilson and Mittermaier 2017; Geyer et al., 2022; Zootierliste 2023; Vogel 

2012). The results obtained from the mHTS approach will be addressed later.  
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Determining the presence of selected pathogens in white‐toothed shrews from various 

European countries. 

Publication 1, Publication 2 

Pathogen  diversity  in  white‐toothed  shrews  worldwide  was  demonstrated,  but  knowledge  on 

crocidurine species from Central Europe are lacking. (Table 2 and Table 3). Compared to the limited 

knowledge on crocidurine shrews, rodents and soricine shrews have been more extensively surveyed 

in temperate regions (Bray et al., 2007; Bown et al., 2011; Radosa et al., 2013; Mayer‐Scholl et al., 

2014; Obiegala et al., 2019).  

Small mammals, particularly rodents, play an essential  role  in hosting arthropods such as ticks and 

fleas, and hence act as vector for arthropod‐borne pathogens (Mihalca and Sándor 2013; Krawczyk et 

al., 2020). Neoehrlichia mikurensis is a tick‐borne pathogen associated with a systemic inflammatory 

syndrome  in  immunocompromised  human  patients  described  in  Germany,  Switzerland,  the  Czech 

Republic, Sweden, and China (Li et al., 2013; Andersson and Råberg 2011; Silaghi et al., 2016).  It  is 

transmitted by hard ticks (Ixodes spp.) such as castor bean ticks (Ixodes ricinus), and was previously 

mainly detected in rodents (Andersson and Råberg 2011; Silaghi et al., 2012; Jahfari et al., 2012). It was 

not detected in the West European hedgehog samples (Erinaceus europaeus) from our study, although 

low prevalence  in Northern white‐breasted hedgehogs  (Erinaceus roumanicus; 2.3%)  from Hungary 

has been reported (Földvári et al., 2014). It was assumed that shrews play no role in the infection cycle 

and transmission (Obiegala et al., 2014; Silaghi et al., 2016). However, our findings demonstrate the 

susceptibility of at least C. russula for N. mikurensis as we detected two N. mikurensis‐DNA positive 

C. russula  from  distant  trapping  sites  in  North  Rhine‐Westphalia  and  Thuringia  (Table  4).  Further 

research is required to determine whether these were spillover from sympatric rodents, hence rare 

incidents, or if shrews pose an infection risk for N. mikurensis infection in humans. Bartonella spp. and 

Anaplasma spp. were previously detected in white‐toothed shrews outside of Germany (C. suaveolens 

in Turkey (Celebi et al., 2021), C. russula in France and Spain (Krügel et al., 2022)). A unique Bartonella 

strain, Bartonella florenciae, was isolated from C. russula in France (Mediannikov et al., 2013) (Table 3). 

Babesiosis  caused by different Babesia  spp.  is  an emerging disease worldwide  (Hunfeld and Brade 

2004),  causing  high  economic  losses  in  livestock  production  (WOAH  2021),  and  may  cause 

life‐threatening  infections  in humans. Babesia microti  is associated with  the vast majority of North 

American  human  babesiosis  cases  and  autochthonous  cases  have  been  described  in  Europe 

(Hildebrandt et al., 2021). It was reported from multiple small mammal species (Obiegala et al., 2015; 

Hamšíková  et  al.,  2016).  Bown  et  al.,  (2011)  reported  an  equally  high  prevalence  of B. microti  in 

S. araneus as in field voles (Microtus agrestis) from the same habitat. Our investigations resulted in no 

detection  of  Bartonella  spp.,  A.  phagocytophilum  and  Babesia  spp.  in  the  white‐toothed  shrew 
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samples, but yielded positive results for E. europaeus, demonstrating the circulation of Bartonella spp. 

and A. phagocytophilum in Germany. The ectoparasite milieu specific to a species has been evaluated 

for other reservoir hosts, but not yet for white‐toothed shrews specifically (Ko et al., 2011; Obiegala et 

al., 2021; Colombo et al.,  2023). The overall  low prevalence of  arthropod‐borne pathogens among 

white‐toothed  shrews of  this  study might be  attributable  to  a  species'  specific  ectoparasite milieu 

and/or  to  specific  ecological  and  behavioural  features  of  the  animals,  and  thus  warrants  further 

investigation.  

Table 4 Summary of the pathogens detected in white‐toothed shrews of this thesis (Publication 1‐3). The total 
number of investigated individuals is a summary of white‐toothed shrews across all three publications, which were 
investigated for the presence of the respective pathogen.  

Pathogen  Method 

Greater white‐
toothed shrew 
(C. russula) 
positive 
individuals/ total 
number 
investigated 

Bicolored white‐
toothed shrew 
(C. leucodon) 
positive 
individuals/ total 
number 
investigated 

Lesser white‐
toothed shrew        
(C. suaveolens) 
positive 
individuals/ total 
number 
investigated  

Etruscan 
shrew 
(S. etruscus) 
positive 
individuals/ 
total number 
investigated  

Leptospira spp. 
Leptospira 
kirschneri 
(ST 100)  

qPCR, 
SLST, 
MLST 

28/227  3/81*  0/22  ‐ 

 
Brucella spp.  qPCR  0/213  0/80  0/21  ‐ 

Coxiella burnetii  qPCR  0/213 0/80 0/21  ‐ 

Arthropod‐borne 

Neoehrlichia 
mikurensis 

qPCR  2/213  0/80  0/21  ‐ 

Bartonella spp.  PCR  0/213  0/80  0/21  ‐ 

Anaplasma 
phagocytophilum 

qPCR  0/213  0/80  0/21  ‐ 

Babesia spp.  PCR  0/213  0/80  0/21  ‐ 

Paramyxoviridae 

Denwin virus 
mHTS + 
RT‐qPCR 

9/16  0/21  0/6  0/2 

Hasua virus 
mHTS + 
RT‐qPCR 

0/16  0/21  1/6  0/2 

Resua virus 
mHTS + 
RT‐qPCR 

0/16  0/21  3/6  0/2 

Lechcodon virus 
mHTS + 
RT‐qPCR 

0/16  2/21  0/6  0/2 

Nairoviridae 

Erve virus 
mHTS + 
RT‐qPCR 

2/16  0/21  0/6  0/2 

Regana virus 
mHTS + 
RT‐qPCR 

0/16  7/21  0/6  0/2 

Rasenna virus 
mHTS + 
RT‐qPCR 

0/16  0/21  0/6  2/2 

Hepeviridae 
Paslahepevirus 
crocidurae 

mHTS + 
RT‐qPCR 

2/16  0/21  0/6  0/2 

Bornaviridae 
Borna disease 
virus 1 

RT‐qPCR  1/16  14/42  2/6  0/2 

‐: species not investigated; *: including Leptospira spp. DNA positive C. leucodon from Jeske et al., 2021 

Coxiella  burnetii and Brucella  spp.  are  zoonotic  bacteria  causing  abortions  in  livestock  and  can  be 

transmitted to humans through the consumption of unpasteurized dairy products or by close contact 

with excretions of carrier animals. Risk groups are veterinarians, farmers, and abattoir workers. These 

pathogens can cause febrile diseases such as Q‐fever (C. burnetii) and multi‐organ failure in humans 

(brucellosis). Socio‐economic impacts such as financial losses and e.g. their consequential effects on 

farmers’  livelihoods,  need  to be  considered  to  an equal  extent  as  their  direct health  threat, when 

estimating the disease burden (Lopez et al., 2012; Smith et al., 2019). This was further emphasized by 
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the One Health agenda (Adisasmito et al., 2022; Dean et al., 2012). Eradication programs for brucellosis 

in cattle and small ruminants were successfully established and Germany is considered to be free of 

caprine/ovine and bovine brucellosis  since 2000  (FLI  2022). Wild  animals  are  known  reservoirs  for 

different Brucella species (Moore and Schnurrenberger 1981; Godfroid et al., 2013), or may tend to 

establish natural foci after spillover infections from domestic animals (Zheludkov and Tsirelson 2010). 

Thus,  monitoring  of  wildlife,  such  as  ubiquitous  small  mammals,  is  necessary  to  safeguard  the 

brucellosis‐free  status of  farms  from  reintroduction of Brucella  spp.  through wildlife  (Scholz  et  al., 

2009; Scholz et al., 2008; Rónai et al., 2015). Previous studies found 8% of soricine shrews positive for 

Brucella spp.  (Hammerl  et  al.,  2017). However, we  could not detect  any Brucella  spp.  and Coxiella 

burnetii‐DNA in the specimens studied (Table 4), indicating an extremely low, if any, incidence. This 

implies variations in pathogen diversity in crocidurine and soricine shrews but may also be biased by 

the trapping site.  

The Leptospira prevalence of 12.3% in C. russula and 3.7% in C. leucodon of this study is lower, but still 

within the range of mean Leptospira prevalence of soricine shrews in Germany described by Fischer et 

al.,  (2018)  (3.0%  ‐  15.5%  for  S.  coronatus and  S.  araneus,  respectively).  This  is  not  unexpected  as 

soricine  shrews  tend  to  thrive  in  cooler  and  wetter  environments,  whereas  crocidurine  shrews 

predominantly inhabit open and dry areas. Interestingly, Kraft and colleagues have caught C. leucodon 

along small river stretches in a forest area (Kraft et al., 2010), which was previously not considered as 

suitable habitat for C. leucodon. This may indicate alterations in the habitat preferences of C. leucodon 

possibly influencing future pathogen prevalence. 

Further  characterization  of  the  Leptospira  species  by  SLST  targeting  the  secY  gene  identified 

pathogenic  Leptospira  kirschneri.  The  identification  of  the  ST  by MLST was  possible  for  C.  russula 

samples  demonstrating  the  exclusive  presence  of  Leptospira  kirschneri  ST  100  in  all  samples.  This 

contrasts with previous studies where Leptospira kirschneri ST 110 and ST 136 were detected  in S. 

araneus and L. borgpetersenii ST 146 in S. araneus and exclusively in S. coronatus. The detection of 

only one ST in the investigated crocidurine shrews may indicate an association between this ST and 

white‐toothed shrews, although it has previously been reported from a Portuguese house mouse (Mus 

musculus) (Ferreira et al., 2020) and was also detected in E. europaeus in this study (Publication 1).  

In  summary,  white‐toothed  shrews  appear  to  have  a  minor  role  in  the  transmission  of  bacterial 

pathogens compared to rodents. However, there are knowledge gaps in relation to the investigated 

pathogens (N. mikurensis), which could be addressed to further advance research in this area.  

   



Discussion 

108 

Identification of the virome of white‐toothed shrews with a metagenomic high‐throughput 

sequencing approach. 

  Publication 2, Review 1 

Advances in sequencing have led to the implementation of unbiased mHTS, which has proven a useful 

tool  to study viral diversity  in wildlife species  (He et al., 2013; Smith and Wang 2013), altering our 

understanding  of  the  global  virosphere  (Zhang  et  al.,  2019).  Detailed  information  on  the  virus 

distribution and molecular evolution aid  to  track cross‐species events with pre‐pandemic potential 

(Koonin and Dolja 2018; Zhang et al., 2018). Host‐microbe synergism was highlighted by the amount 

of pathogens harmlessly residing in invertebrates (Zhang et al., 2019) and an upscale of the diagnostic 

speed of rare and previously unknown pathogens could be observed (Wilson et al., 2019; Belák et al., 

2013). However, these studies are often restricted by limitations in data analysis, data standardization, 

and by a lack of further down‐stream characterization (Letko et al., 2020; Cobbin et al., 2021).  

Here we  present  a  blueprint  for metagenome  studies  in  neglected  putative  reservoir  species.  For 

enhanced sequencing success relative abundance of viral RNA was increased by host‐rRNA (ribosomal 

RNA) depletion (siTOOLs Biotech). Trimmed contigs were compared to existing databases. A moderate 

to  high  viral  abundance  of  viruses  of  the  orders  Mononegavirales,  Picornavirales,  Stellavirales, 

Hepelivirales, and Bunyavirales was detected across all white‐toothed shrew samples. Whole genomes 

were  generated,  and  phylogenetic  analyses  demonstrated  a  close  relationship  to  highly  virulent 

pathogens of global  importance. Therefore, we could illuminate the viral diversity in white‐toothed 

shews  in Central Europe, which contrasts with  the previously  low detection of bacterial pathogens 

within the same sample set (Publication 1). 

Virus‐specific  RT‐qPCRs  were  designed  to  investigate  viral  RNA  tissue  tropism  and  ascertain  the 

principal target organs along with potential excretion and transmission routes. Low cycle threshold 

values (ct‐values) and relatively broad viral RNA tissue distribution were demonstrated for all novel 

viruses pointing towards their persistence within the organism and their potential for further shedding 

via various routes. Confirmation of viral presence in the original samples by RT‐qPCRs is important to 

distinguish between contamination during sequencing (Asplund et al., 2019; Holmes 2019) and actual 

presence in the respective individual (Cobbin et al., 2021)  

Of  special  interest  were  members  of  the  families Nairoviridae,  Paramyxoviridae, Hepeviridae  and 

Bornaviridae. Important representatives of Paramyxoviridae with host‐pathogenicity are CDV in dogs, 

Newcastle  disease  (NDV)  in  birds,  Sendai  virus  (SeV)  for  rodents,  and  Rinderpest  virus  (RPV)  for 

livestock (Rima et al., 2019). A large‐scale investigation in bats and rodents by Drexler et al., (2012) 

had revealed 66 novel paramyxoviruses of five subfamilies. Rodents from Germany harboured only 
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novel strains of the genus Jeilongvirus, which is a primarily rodent‐borne paramyxovirus group (Ghawar 

et al., 2017; Mohd‐Qawiem et al., 2022). 

Whole  genomes  of  four  distinct  paramyxoviruses  were  detected  in  all  investigated  shrew  species 

besides S. etruscus: novel Hasua virus (HasV) and Resua virus (ResV) in C. suaveolens, Lechcodon virus 

(LechV) in C. leucodon, and the previously described Denwin virus (DewV) in C. russula (Vanmechelen 

et  al.,  2022).  Those  shrew‐derived  sequences  are  distant  from  bat‐borne  and  rodent‐borne 

paramyxoviruses  of  other  genera  and  form  their  own  shrew‐derived  sister  clade within  the  genus 

Henipavirus. Interestingly, HasV is next of kin to LayV, which was recently isolated from hospitalized 

febrile patients (Zhang et al., 2022b). All 35 human LayV‐cases were independent from each other but 

had in common to have a lived rurally with a potential (small) mammal exposure. Screening of 25 small 

mammal  species  (n=3380)  revealed  that  LayV‐RNA  was  mainly  present  in  C. lasiura  (52%)  and 

C. shantungensis (20%) (Zhang et al., 2022b), and only to minor degrees in sympatric rodents. This may 

indicate a moderate to low host‐specificity typical for members of the genus Henipavirus.  

Paramyxoviruses  are  most  likely  more  diverse  and  globally  distributed  (Drexler  et  al.,  2012; 

Vanmechelen et al., 2022) than previously assumed, as evidenced by the ongoing discovery of novel 

paramyxoviruses  in  shrews  around  the  world,  i.e.  in  Africa  (Sasaki  et  al.,  2014;  Kleinhans  2022; 

Vanmechelen et al., 2022), and Asia (Chen et al., 2020a; Lee et al., 2021) (Table 2). 

Interestingly, paramyxoviruses distant to LayV were detected in C. shantungensis and C. lasiura from 

the Republic of Korea (Lee et al., 2021). Crocidura shantungensis was formerly considered a member 

of  the  C.  suaveolens  sf.  species  complex,  which  extends  from  Europe  towards  China  (Wilson  and 

Mittermaier 2017; Gritsyshin et al., 2023), and was only recently clearly identified as separate species 

(Bannikova et al., 2009; Lee et al., 2018; Chen et al., 2020b). The global distribution of paramyxoviruses 

in shrews especially  in those closely related, may suggests an ancient presence of paramyxoviruses 

and a certain degree of host‐pathogen co‐evolution with shrews.  

Prominent representatives of the genus Henipavirus are HeV and NiV, which were first described in 

the late 1990s in Australia and South‐East Asia, respectively (Murray et al., 1995; Chua et al., 2000). 

Nipah virus is detected in recurring outbreaks primarily in Bangladesh and India (Islam et al., 2023b), 

with an ongoing outbreak as of September 2023 in the Indian state Kerala, its fourth outbreak since 

2018 (Crawford 2023). Both viruses are of considerable animal and public health concern, due to their 

high  morbidity  and  mortality,  symptoms  ranging  from  severe  respiratory  distress  to  encephalitis. 

Mortality  rates  in humans  range between 40‐70%  (WHO 2018).  The absence of  approved antiviral 

postexposure treatment and effective human vaccines led to their classification as Biosafety level 4 

(BSL 4) pathogens (Gómez Román et al., 2022). The World Health Organization (WHO) has developed 

a roadmap for the treatment and vaccine development for top priority pathogens such as HeV and NiV 

(WHO  2019).  Equivac®  HeV  is  the  first  commercially  available  vaccine  against  HeV  licensed  for 



Discussion 

110 

immunization of  horses  in Australia  (CSIRO 2021; Wang et  al.,  2023b),  and  vaccine  candidates  are 

developed for immunization of pigs against NiV infections (Weingartl et al., 2006). So far, information 

on pathogenicity, virulence, transmission and thereby zoonotic potential is lacking for the novel shrew‐

derived paramyxoviruses. Due to their phylogenetic relatedness, one may expect properties similar to 

LayV, HeV and NiV. The shrew‐borne paramyxoviruses may represent interesting substitute candidates 

for the development of post‐exposure treatment and human vaccines against HeV and NiV (Delwart 

2012).  

The transmission from fruit bats as natural reservoirs to human dead‐end hosts, requires horses and 

pigs (HeV, Niv respectively) as intermediate hosts, which also exhibit clinical signs (Chua et al. 2002). 

However, bat‐to‐human transmission and rare human‐to‐human transmission have been described for 

NiV (Gurley et al., 2017; WHO 2019, 2018; Gazal et al., 2022). If direct transmission of LayV and related 

viruses from shrews is possible, or if an intermediate host is required, needs to be further elucidated. 

Tissue distribution demonstrated low ct‐values in kidney tissue, suggesting virus excretion via urine 

facilitating rapid horizontal transmission. Possible scenarios for virus exposure include urine marking 

for  territorial  defence  (Wilson and Mittermaier  2017; Geyer  et  al.,  2022), which  could  serve  as  an 

infection  route  through  contaminated  food.  This  was  demonstrated  for  raw  date  palm  sap 

contaminated with bat‐derived body fluids containing infectious NiV (Rahman et al., 2012; Gurley et 

al., 2017; Gazal et al., 2022).  Identification of an appropriate target organ will guide the success of 

large‐scale screenings (Drexler et al., 2012).  

Well‐known representatives of the family Nairoviridae are those closely related to the Crimean‐Congo 

haemorrhagic fever virus (CCHFV), such as Hazara virus (HAZV), Dugbe virus (DUGV) and Nairobi sheep 

disease  virus  (NSDV),  which  can  cause  severe  disease  in  humans  and/or  (domestic)  animals, 

respectively.  In  recent  years,  nairoviruses  have  been  identified  in  multiple  (mammalian)  species, 

demonstrating a global distribution (Honig et al., 2004). Within this study distinct nairoviruses were 

identified  in  three  of  the  four  investigated  shrew  species.  Whole  genomes  were  generated  for 

Rasenna virus (RASV) in S. etruscus and for Regana virus (REGV) in C. leucodon with high interspecies 

sequence variability.  Erve  virus  (ERVEV) was  identified as potential  causative  agent of  thunderclap 

headache in humans (Treib et al., 1998) and was isolated from the spleen of C. russula from France 

(Chastel et al., 1989; Dilcher et al., 2012). Here we present whole genomes of ERVEV in C. russula from 

Germany  and  demonstrate  the  ongoing  presence  of  this  virus  in  Europe.  So  far,  only  serological 

investigations  detecting  anti‐ERVEV‐antibodies  have  been  conducted  to  estimate  the  presence  of 

ERVEV in both animals and humans (Treib et al., 1998; Woessner et al., 2000). The new sequences will 

assist  in developing molecular diagnostic techniques such as  (real‐time) RT‐PCR, which  is helpful  to 

assess the zoonotic potential of ERVEV, and to overcome the limitations of antibody cross‐reactivity 

and non‐specificity associated with serological assays. The presence of related, yet unknown, viruses 
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in wildlife species must be considered when developing diagnostic tests, as close antigenic relationship 

may lead to cross‐reactivity affecting the outcome of test results. 

Phylogenetic  analysis  of  the  newly  described  nairoviruses  demonstrated  the  close  phylogenetic 

relationship  to  ERVEV  and  Thiafora  virus  (TFAV),  which  is  a  shrew‐borne  nairovirus  detected  in 

Crocidura  spp.  from  Senegal  (Zeller  et  al.,  1989).  Additional members  of  the  Thiafora  group were 

detected in shrews outside Europe such as Cencurut virus (CENV) in S. murinus in Singapore (Low et 

al., 2023), and Lamusara (LMSV) and Lamgora (LMGV) virus detected in the Goliath shrew (Crocidura 

goliath)  from Gabon  (Ozeki  et  al.,  2022)  (Table  2).  Next  to  ERVEV,  the  description  of  nairoviruses 

present  in  small  mammals  in  Central  Europe  was  recently  extended  by  the  identification  of  the 

zoonotic  Issy‐kul virus  (ISKV)  in bats  (Brinkmann et al., 2020; Cholleti et al., 2022). Transmission of 

CCHFV and relatives is dependent on ticks, especially Hyalomma species (Estrada‐Peña et al., 2012; 

EFSA‐AHAW 2013; Gargili et al., 2017). Reports of the first autochthonous CCHFV‐infection in humans 

in Spain (Negredo et al., 2019; Negredo et al., 2017) indicate the potential establishment of enzootic 

cycles of this lethal virus and relatives in new geographic areas (Fanelli and Buonavoglia 2021). The 

expanding  distribution  of  its  main  tick  vector  requires  ongoing  surveillance  (Grandi  et  al.,  2020). 

Whether shrew‐derived nairoviruses depend on vector‐borne transmission remains to be assessed, 

although  the detection of  RASV  in S.  etruscus  from a breeding  colony  already  established  in  2005 

(Geyer et al., 2022) raises doubts. Species‐specific RT‐qPCRs demonstrate high viral loads with a broad 

organ distribution. The highest concentrations were seen  in well‐perfused organs such as  liver and 

heart.  

Whole genomes of BoDV‐1, another member of the order Mononegavirales, were determined in four 

C. leucodon, the known reservoir host, and additionally in two C. suaveolens and one C. russula. Viral 

RNA presence was independently confirmed using a BoDV‐1‐specific RT‐qPCR assay (Schlottau et al., 

2018).  Thereby,  this  study  represents  the  first  report  of  BoDV‐1  in  closely  related  white‐toothed 

shrews, which expands the potential reservoir spectrum. 

Human  hepatitis  E  virus  causes  self‐limiting  hepatitis  in  immunocompetent  humans,  which  may 

become  chronic  in  immunosuppressed  patients  (Velavan  et  al.,  2021).  It  is  transmitted  via 

contaminated water and the consumption of raw animal products. It is a major health issue especially 

in  resource‐limited  regions with  low sanitary  standards  (WHO 2023). A novel hepevirus  tentatively 

named Paslahepevirus  crocidurae  (shrewHEV) was  identified  in  C.  russula  from  two  trapping  sites 

across Germany. The new hepevirus is phylogenetically closer related to HEV than to rat hepatitis E 

virus (ratHEV), which was previously identified in Norway rats (Rattus norvegicus) (Johne et al., 2010), 

and later on also in black rats (Rattus rattus) (Ryll et al., 2017). Detections of ratHEV in Suncus murinus 

are most likely due to spillover from sympatric rats (Guan et al., 2013; Bai et al., 2020; He et al., 2018). 
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Interestingly, several co‐detections of representatives of the four virus families were seen and their 

interactions  need  to  be  evaluated  in  the  future.  These  co‐infections  may  allow  to  postulate 

white‐toothed shrews as hyperreservoirs. Of note, in none of the investigated samples any codetection 

with non‐viral pathogens investigated in Publication 1 were seen.  

Reservoir‐host‐pathogen interactions depend on the biological properties of the reservoir as much as 

on the biological properties of the pathogen. Further studies are needed to determine whether shrews 

fulfil all requirements of a genuine reservoir, such as lifelong persistence and multiplication. Evaluation 

of Koch’s postulates is fundamental towards assessing pathogenicity for other animals and humans 

(Fredricks and Relman 1996). The health status of the shrews prior to death could not be assessed as 

they were sent in dead. A negative impact of the viruses onto the white‐toothed shrew populations 

cannot be excluded and need to be considered. Are the novel viruses causing any lesion in the shrews, 

or are they changing their behaviour making them easier prey? 

Estimating the shrew‐human interface is difficult. Shrews tend to seek shelter of human settlements 

particularly in temperate regions at higher altitudes (Kraft 2008), but are rarely recognized due to their 

elusive and skittish behaviour. Spatial overlap between species such as with synanthropic shrews and 

humans,  lead  to higher numbers of  interspecific  contacts, which  is  an essential driver  for  spillover 

(Dharmarajan et al., 2022; Ecke et al., 2022). It is necessary to assess pathogen diversity to establish 

recommendations on personal protective equipment for occupational groups such as small mammal 

biologists  and  ecologists.  Additional  shrew‐human  interfaces  are  created  by  handling  of  shrew 

carcasses preyed upon and displayed by cats and increased public awareness should be aimed for to 

reduce risks of transmission.   
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A One Health approach for the characterization of white‐toothed shrews as reservoirs in 

the context of the first cluster of human BoDV‐1 infection. 

Publication 2, Publication 3, Review 2 

Efforts have been devoted to comprehend the epidemiology of human BoDV‐1 infections since BoDV‐1 

was identified as a zoonotic agent that causes fatal encephalitis in humans (Korn et al., 2018; Schlottau 

et al., 2018; Niller et al., 2020; Pörtner et al., 2023). Numerous questions remain unanswered regarding 

the stability and transmission of the pathogen, the spread of the pathogen within the organism, the 

duration of the incubation period, the range of clinical signs, and treatment options. Interviews with 

relatives of deceased patients were used to  identify disease patterns, but  is  challenged by  the  low 

number of  (reported)  cases  (Pörtner et al., 2023). With  the detection of  the  first BoDV‐1  infection 

cluster within a three‐year window (Grosse et al., 2023), we were able to conduct an integrative and 

holistic One Health study in the respective municipality. This study targeted the serological status of 

the local human population, evaluated potential risk scenarios and underlying clinical symptoms by a 

questionnaire, examined the role of the environment and its reservoir in the transmission, and ruled 

out vector‐borne transmission by investigating ticks. 

The majority of acute cases have been admitted to hospitals and diagnosed only after the onset of 

severe  symptoms  (Niller  et  al.,  2020;  Grosse  et  al.,  2023),  and  it  still  remains  unknown  whether 

oligosymptomatic and/or asymptomatic cases occur. In the field of serology, the labour‐intensive IFAT 

is considered the gold standard (Rubbenstroth et al., 2019), but new tests are being developed e.g. 

enzyme‐linked immunosorbent assay (ELISA) systems for reactive antibodies against BoDV‐1 N, X, and 

P  protein  (Neumann  et  al.,  2022)  and  IFN‐γ‐based‐ELISpot  (interferon‐γ‐based‐enzyme‐linked 

immunosorbent spot) assay to evaluate T‐cell response (Eidenschink et al., 2023). Neither IFAT (n=679) 

nor IFN‐γ‐based‐ELISpot assay (n=23) resulted in any detection of a seropositive citizen, indicating the 

absence of asymptomatic cases. Previous sero‐epidemiological studies in blood donors, veterinarians, 

household members of BoDV‐1 patients and with close contact to BoDV‐1 positive animals, as well as 

neuropsychiatric  patients  and  patients  submitted  for  TBEV  diagnostics,  all  within  and  outside  the 

BoDV‐1 endemic region, have demonstrated a very low seroprevalence (< 0.1%) (Tappe et al., 2019; 

Bauswein et al., 2023; Allartz et al., 2023). Those  results underpin  the severity of  the disease with 

infected  humans  developing  encephalitis,  and  asymptomatic/oligosymptomatic  cases  with 

seroconversion being rare events. 

Infection  of  dead‐end  hosts with  BoDV‐1 may  occur  through  direct  contact  to  shrews,  or  indirect 

transmission through vectors, or contaminated environment (Figure 3). Due to the rare occurrence of 

BoDV‐1  infections,  as  well  as  no  reports  on  tick  bites  prior  to  infection  (Pörtner  et  al.,  2023), 

vector‐borne transmission seemed unlikely, but needed to be further investigated. Previous BoDV‐1 
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infection experiments of Ixodes ricinus failed (Schindler 2004). In line, all ticks (n=336) collected from 

two different sites tested negative for BoDV‐1‐RNA. Possible indirect transmission via the environment 

(soil,  water,  plants)  possibly  contaminated  with  shrew  excreta  was  investigated  by  testing 

environmental samples (n=38), but neither the presence of infectious BoDV‐1 nor its respective RNA 

was detected. Within an initial study, BoDV‐1 remained infectious after up to four days of desiccation 

at ambient temperature (Publication 3). However, our findings do not exclude the presence of BoDV‐1 

in the environment, as the tenacity of BoDV‐1 needs to be further evaluated and the choice of sampling 

sites and method need to be optimized, pending on the increasing knowledge of BoDV‐1 presence in 

white‐toothed shrews in the municipality. 

In  close  collaboration with  the  local  health  department  and  the  community  itself,  small mammals 

which were either preyed by cats or found dead due to unknown reason, were collected and tested 

for BoDV‐1 RNA. In total, 43% of all investigated C. leucodon tested positive for BoDV‐1‐RNA confirming 

the circulation of the virus  in the local shrew population.  Interestingly, phylogenetic analysis of the 

human and shrew derived BoDV‐1 sequences revealed two distinct subclades of subcluster 1A endemic 

to  southern  Bavaria  and  Baden‐Wuerttemberg  (Figure  7)  (Kolodziejek  et  al.,  2005).  The  BoDV‐1 

sequence  from the  first human patient, a 11‐year‐old girl who died  in 2019, had a 99.1% pairwise 

nucleotide sequence identity to one of the shrew‐derived BoDV‐1 sequences. Since this specimen was 

caught by a cat, the precise range of the shrew is not available, and the cat owner lived in a stand‐

alone location at the outer edge of the municipality. All other BoDV‐1 sequences of positive C. leucodon 

from the village were unambiguously linked to the second human case, a six‐year‐old boy, who died in 

2022 (Grosse et al., 2023). If the first case got infected outside the community or if two parallel BoDV‐

1 strains are circulating within the local shrew population, potentially increasing the infection pressure, 

needs to be further evaluated. The detection rate in C. leucodon is within the range of previous studies 

conducted  in the vicinity of animal Borna disease cases. However,  it  is challenging to compare one 

another  and  draw  conclusions  due  to  the  different  numbers  of  investigated  animals,  the  varying 

sampling methods  and  the  time  frame.  To  comprehend  the  pathogen  dynamics within  the  shrew 

population, a more systematic and longitudinal study of the shrew population is needed.  

This is up to date the most comprehensive study on the shrew population in close proximity to any 

BoDV‐1  case  and  provides  us  with  valuable  information  on  the  overall  composition  of  the  shrew 

community and the detection rate of BoDV‐1 within shrews. Although almost half of all investigated 

C. leucodon tested positive for BoDV‐1‐RNA, those represent only 7.7% of all investigated shrews. No 

spillover  to  any  sympatric  species was  observed.  This  study  provided  valuable  information  on  the 

overall species composition, with white‐toothed shrews making up only 12% of all investigated shrews, 

after Neomys spp. (17%) and Sorex spp. (71%). This low number should be considered, when evaluating 

the infection risk and may be an explanation for the low BoDV‐1 infection rate of dead‐end hosts. Also 
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for domestic animals, BoDV‐1 infection is a rare event (Weissenböck et al., 1998a; Caplazi et al., 1999; 

Jacobsen et al., 2010; FLI 2022). Only multiple infections in the same herd within a reasonable time 

frame have been observed for alpacas (Schulze et al., 2020). Alpacas and other New World camelids 

seem to be more susceptible to BoDV‐1 than other mammal species, which indicates them as suitable 

sentinels  (Jacobsen et al., 2010; Fürstenau et al., 2023; Malbon et al., 2022). The unique biological 

characteristic of BoDV‐1 to replicate in the nucleus of the host cell provides another barrier for easy 

cross‐species  transmission.  BoDV‐1 was  before  only  once  detected  in  another  shrew  species,  in  a 

Sorex araneus, from the same area as BoDV‐1‐RNA positive C. leucodon in Austria (Weissenböck et al., 

2017). This animal had a viral RNA tissue distribution equivalent to the exclusively neuronal BoDV‐1 

distribution pattern of dead‐end hosts (Fürstenau et al., 2023; Liesche et al., 2019). This is in contrast 

to C. leucodon, which exhibit a broad viral RNA tissue distribution that allows excretion via multiple 

routes (urine, saliva, faeces, skin shedding) (Bourg et al., 2013; Nobach et al., 2015). We describe for 

the first time the detection of BoDV‐1 in additional white‐toothed shrews, in the greater and lesser 

white‐toothed  shrew  (Publication  2),  but  no  individual  of  the  two  species  was  trapped  in  the 

municipality.  If those were spillover infections or if they are suitable reservoirs, expanding the host 

range of BoDV‐1 has to be further evaluated. Sympatric appearance of the three species is rare as have 

the results of Publication 1 demonstrated. The currently known endemic area of BoDV‐1 is restricted 

to small regions and reported human and animal cases are either from or have a travel history from 

the known endemic areas (Priestnall et al., 2011; Tappe et al., 2021; Frank et al., 2022). The detection 

of BoDV‐1 in additional species raises the question if BoDV‐1 has the ability to drive in regions, where 

C. leucodon is absent from. To further determine the whole reservoir spectrum, sympatric species at 

sites with proven BoDV‐1 presence, and white‐toothed shrews from neighbouring countries should be 

investigated for the presence of BoDV‐1 and unknown orthobornaviruses. For encephalitis cases of 

unknown origin BoDV‐1 should be considered and tested for even in non‐endemic regions. Participants 

enrolled in the questionnaire (n=679) had contact to shrews (19%) or shrew droppings (23%). Relatives 

of diseased patients reported no direct contact to shrews (biting, scratching) prior to infection (Pörtner 

et al., 2023), which seems to be a rare but not impossible event due to the shrews’ elusive and skittish 

behaviour. Rural living conditions and potential exposure to the reservoir were identified as main risk 

factors  for  BoDV‐1  infection  (Niller  et  al.,  2020;  Pörtner  et  al.,  2023;  Bauswein  et  al.,  2023), 

Publication 3).  To prevent  infection,  further education  should be provided on  the  safe handling of 

small mammal carcasses and on the use of personal protective equipment during high‐risk activities 

(RKI 2020).    
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Concluding remarks 

The results of this thesis shed light on the role of white‐toothed shrews played in pathogen diversity, 

evolution  and  transmission.  This  study  demonstrated  a  great  pathogen  diversity  in  just  four  of  all 

recent white‐toothed shrew species, representing only ~ 10% of globally distributed extant crocidurine 

species  (Publication  1  and  2).  Their  elusive  behaviour  makes  it  difficult  to  estimate  the  exact 

human‐shrew interface, which presumably exists due to their synanthropy. Pathogen spillover from 

white‐toothed  shrews  to  humans  may  occur,  as  evidenced  by  human  BoDV‐1  infections 

(Publication 3), but remain sporadic events. 

Information on the exact shrew distribution, its’ population density, and the composition of the small 

mammal  community  are  needed  to  calculate  infection  risks  (Publication  1  and  2).  The  current 

distribution  of  white‐toothed  shrews  with  regional  preferences  could  be  identified  and  sympatric 

occurrence  of  C.  leucodon  and  C.  suaveolens  are  more  frequent  than  those  of  C.  russula  and 

C. suaveolens  (Publication 1). Geographic proximity  is next  to phylogenetic relatedness a driver  for 

cross‐species  transmission  (Dharmarajan  et  al.,  2022).  Essentially,  the  greatest  concern  lies  in  the 

pathogen  shedding  and  transmission  to  other  animals.  However,  this  depends  not  only  on  the 

pathogen‐reservoir system, but also on the availability of susceptible hosts. Anthropogenic land use, 

biodiversity and climate change will most likely have an influence on the distribution of species and 

their associated infection risks, as species track‐change climate conditions and invade new habitats 

(Daszak et al., 2001; Plowright et al., 2021; Carlson et al., 2022). Although this depends as much from 

extrinsic factors (passive movements by humans and predators, land use and climate change), as well 

from  intrinsic dispersal abilities  (home range, movement), which are rather  low for  the small  sized 

non‐migratory shrews. 

Susceptibility and adverse strategy of the host system, including host immunology, host tolerance, and 

adaptability, determine the establishment of a robust pathogen‐reservoir‐host‐system (Mandl et al., 

2015). Currently, limited information on the immune system of white‐toothed shrews are available. 

Trade‐offs between a fast life cycle and a high metabolism with immunological properties have been 

described (Klein 2000), which may be one explanation for the high tolerance of bats towards multiple 

pathogens (Irving et al., 2021). It would be fascinating to investigate if similar effects occur in shrews. 

Models predicting new  reservoir  species have  identified  traits of  an  r‐reproductive  strategy as  key 

factors for being a (hyper)reservoir (Han et al. 2015). Inter‐species transmission must be very efficient 

to infect immune naïve populations and keep pathogen persistence in the population erect (Plowright 

et al., 2016). How pathogens are maintained in the shrew populations and how they are transmitted 

to other populations need to be further studied (Publication 3). Aggregation in large numbers benefits 

pathogen  maintenance  within  a  population,  which  is  in  contrast  to  the  small  family‐based  social 

structure of territorial shrews. 
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Our proactive screenings for novel viruses and neglected pathogens provide the advantage of being a 

step ahead of disease emergence, and enables to either prevent infection in the first place or at least 

be well prepared to take adequate precautions and countermeasures (Publication 1 and 2).  

An increase in outdoor recreation (Beery et al., 2021) and subsequent potential interactions with local 

wildlife has been observed, which is positive as it raises awareness for nature and wildlife conservation. 

However, increased contact may also pose risks, especially for children and elderly who may tend to 

spend more time outdoors. Since they may have weakened immune systems, they could face a greater 

vulnerability towards acquiring zoonotic diseases (Wolfe et al., 2007; CDC 2021). Testing of risk groups 

that are potentially in contact with shrews, such as agricultural workers, is recommended to determine 

presence or absence of the novel shrew‐borne viruses in the human population (Publication 2). This 

study has demonstrated a unique white‐toothed shrew virome as the shrew‐borne viruses form their 

own phylogenetic clades distinct from those of other small mammals (Publication 2). 

The impact on the conservation of species should be considered when performing pathogen discovery 

studies (Daszak et al., 2000; Breed et al., 2006; Sokolow et al., 2019). The most effective way to prevent 

potential  spillover  is  to  reduce  the  interface  between  humans  and  wildlife,  which  is  difficult  in 

synanthropic animals. To develop appropriate management plans to achieve sustainable co‐existence 

with  a minimized  infection  risks  (for  humans)  without  negatively  impacting  the  shrew  population 

requires a multidisciplinary team (Publication 3) (Sokolow et al., 2019).  

Further understanding of the factors that play a role in spillover of pathogens from shrews to animals 

and humans, require structured, systematic, longitudinal surveillance of their populations that includes 

multi‐ and transdisciplinary approaches fulfilling the One Health concept.  
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VI. Summary 

 In this thesis, the role of European white‐toothed shrews as reservoirs for various known and previously 

unknown pathogens was investigated. A "reservoir" is defined as an animal that reproduces and excretes 

a pathogen without succumbing to disease. Shrews are a phylogenetically ancient, globally distributed 

and  species‐rich  group.  Three  subfamilies  are  distinguished:  red‐toothed  shrews  (Soricinae), 

white‐toothed  shrews  (Crocidurinae)  and  African  white‐toothed  shrews  (Myosoricinae).  The  three 

white‐toothed  shrew  species  present  in  Central  Europe,  namely  the  lesser  white‐toothed  shrew 

(Crocidura suaveolens), bicolored white‐toothed shrew (Crocidura leucodon) and greater white‐toothed 

shrew  (Crocidura russula) were studied  together with  the smallest  recent shrew species,  the Etruscan 

shrew (Suncus etruscus), which occurs in the Mediterranean region and is hold in captivity in Germany. 

The collection of shrews from Germany and additional European countries enabled a better portrayal of 

their  current distribution, which  is  subject  to  fluctuations and only  incompletely described. Leptospira 

kirschneri was detected in C. russula and C. leucodon and Neoehrlichia mikurensis‐DNA was obtained from 

C.  russula  for  the  first  time.  The  absence  of  Coxiella  burnetii,  Brucella  spp.  and  particularly 

arthropod‐borne  pathogens  (Anaplasma  phagocytophilum,  Bartonella  spp.,  and  Babesia  spp.)  may 

indicate a minor role of white‐toothed shrews in the transmission cycle of these pathogens possibly due 

to a shrew‐specific ectoparasite milieu.  

The virome of crocidurine shrews from Central Europe has not been studied previously. To characterise 

the  virome,  samples  of  the  four  crocidurine  shrew  species  were  analysed  using  high‐throughput 

sequencing.  Several  complete  genomes of  hitherto unknown  viruses  of  the  families Paramyxoviridae, 

Nairoviridae and Hepeviridae were detected. These viruses are phylogenetically closely related to globally 

occurring  pathogens  with  health  risks  for  humans  and  animals.  In  particular,  the  Hasua  virus 

(Paramyxoviridae) is noteworthy due to its phylogenetic proximity to the zoonotic Langya virus, recently 

identified in China. In addition, the presence of Borna disease virus 1 (BoDV‐1) was detected for the first 

time in C. russula and C. suaveolens. Co‐infections with up to three of the discovered viruses were found 

in  several  shrews;  co‐infections with  the  bacterial  pathogens were  not  observed.  Further  research  is 

required to determine the pathogenicity and zoonotic potential of  the virus species discovered  in this 

study. 

Extensive One Health‐concept based  investigations were  carried out  in  the municipality with  the  first 

human BoDV‐1 cluster. No anti‐BoDV‐1‐antibodies or BoDV‐1‐RNA could be detected in any of the human 

serum or nasopharyngeal swab samples, environmental samples and ticks. The resident’s questionnaire 

revealed likely contact to shrews and their excreta. An established ‘Citizen Science’‐project enabled the 

investigation of  shrews  and other  small mammals. However,  the presence of  BoDV‐1 was  exclusively 

detected  in C. leucodon. Different BoDV‐1 variants,  closely  related  to  the BoDV‐1  sequences obtained 
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from the deceased children, were phylogenetically identified in the municipality's C. leucodon population. 

Thus, the presence of BoDV‐1 and an existing shrew‐human interface could be confirmed beyond doubt. 

Future  longitudinal  studies  will  provide  important  information  on  the  stability  and  transmission  of 

BoDV‐1,  which  can  be  used  for  recommendations  of  preventive  measures.  Our  data,  together  with 

additional multidisciplinary studies within the One Health‐concept assessing the biology and ecology of 

crocidurine shrews, will provide guidance to fully comprehend the shrew‐human interface and to promote 

sustainable co‐existence with these elusive, synanthropic species. 
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VII. Zusammenfassung 

In dieser Dissertation wurde die Bedeutung von europäischen Weißzahnspitzmäusen als Reservoire 

für verschiedene bekannte und bisher unbekannte Pathogene untersucht. Als „Reservoir“ wird in der 

Regel ein Tier definiert, das einen Erreger vermehrt und ausscheidet, ohne selbst an der Infektion zu 

erkranken. Spitzmäuse sind eine phylogenetisch alte, weltweit vorkommende, artenreiche Gruppe. Es 

wird  zwischen  drei  Unterfamilien  unterschieden:  den  Rotzahnspitzmäusen  (Soricinae),  den 

Weißzahnspitzmäusen  (Crocidurinae) und den Afrikanischen Weißzahnspitzmäusen  (Myosoricinae). 

Neben den drei  in Mitteleuropa heimischen Weißzahnspitzmaus‐Arten, Gartenspitzmaus (Crocidura 

suaveolens),  Feldspitzmaus  (Crocidura  leucodon) und Hausspitzmaus  (Crocidura  russula), wurde die 

kleinste Spitzmausart, die Etrusker Spitzmaus  (Suncus etruscus),  die  im Mittelmeerraum vorkommt 

und  in  Deutschland  in  Gefangenschaft  gehalten  wird,  mit  einbezogen.  Die  Probensammlung  in 

Deutschland  und  Nachbarländern  ermöglichte  eine  verbesserte  Beschreibung  der  aktuellen 

Verbreitung der Arten, die zum Teil nur lückenhaft bekannt ist und Schwankungen unterliegt. Erstmalig 

wurde Neoehrlichia mikurensis‐DNA in Hausspitzmäusen nachgewiesen. Die Untersuchungen führten 

zum Nachweis von Leptospira kirschneri  in Haus‐ und Feldspitzmäusen. Der fehlende Nachweis von 

Coxiella burnetii, Brucella spp., und vor allem von Arthropoden‐übertragenen Erregern  (Anaplasma 

phagocytophilum, Bartonella spp., und Babesia spp.) deutet möglicherweise auf eine geringe Rolle der 

Weißzahnspitzmäuse  im  Übertragungszyklus  von  diesen  Erregern  hin,  was  auf  ein 

spitzmausspezifisches Ektoparasiten‐Milieu zurückzuführen sein könnte.  

Wenig  ist über die bei Weißzahnspitzmäusen  in Mitteleuropa vorkommende Gesamtheit der Viren, 

das  Virom,  bekannt.  Zur  Charakterisierung  des  Viroms  wurden  Proben  der  oben  genannten 

Spitzmausarten  mittels  Hochdurchsatzsequenzierung  untersucht.  Mehrere  Komplettgenome  von 

bisher  unbekannten  Viren  der  Familien  Paramyxoviridae,  Nairoviridae  und  Hepeviridae  wurden 

nachgewiesen,  die  phylogenetisch  nahe  verwandt  sind  zu  global  vorkommenden  Erregern  mit 

Gesundheitsrisiko  für  Mensch  und  Tier.  Insbesondere  das  hier  entdeckte  Hasua‐Virus  aus  einer 

Gartenspitzmaus  sticht durch  seine phylogenetische Nähe  zu dem kürzlich  in China beschriebenen 

zoonotischen Langya‐Virus hervor. Darüber hinaus konnte das Vorkommen des Borna disease virus 1 

(BoDV‐1)  erstmalig  in  Haus‐  und  Gartenspitzmäusen,  sowie  in  dem  bekannten  Reservoir,  der 

Feldspitzmaus, nachgewiesen werden. Bei mehreren Spitzmäusen wurden Ko‐infektionen mit bis zu 

drei  der  genannten  Erreger  gefunden;  Ko‐infektionen mit  den  bakteriellen  Erregern  wurden  nicht 

beobachtet.  Weitere  Untersuchungen  sind  notwendig,  um  das  zoonotische  Potenzial  der  hier 

entdeckten Virusspezies zu identifizieren.  

Im Zusammenhang mit dem ersten humanen BoDV‐1‐Cluster wurden in der betroffenen Gemeinde 

umfangreiche One  Health‐Konzept‐basierte  Untersuchungen  durchgeführt.  In  keiner  der  humanen 
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Serum‐  bzw.  Nasentupfer‐Proben,  Umweltproben  und  Zecken  konnten  anti‐BoDV‐1‐Antikörper 

beziehungsweise BoDV‐1‐RNA nachgewiesen werden. Die Befragung der Anwohner ergab, dass ein 

hoher  Anteil  möglichen  Kontakt  zu  Spitzmäusen  und  deren  Ausscheidungen  hatte.  Ein  etabliertes 

„Citizen Science“‐Projekt ermöglichte die Untersuchung von Spitzmäusen und anderen Kleinsäugern. 

BoDV‐1 wurde exklusiv in Feldspitzmäusen nachgewiesen. Phylogenetische Untersuchungen zeigten, 

dass  in  der  Feldspitzmauspopulation  der  Gemeinde  zwei  unterschiedliche  BoDV‐1‐Varianten 

vorkommen,  die  nahe  mit  den  bei  den  verstorbenen  Kindern  gefundenen  BoDV‐1‐Sequenzen 

verwandt sind. Somit konnte in der Gemeinde das Vorkommen von BoDV‐1, sowie ein bestehendes 

Spitzmaus‐Mensch‐Interface  zweifelsfrei  bestätigt  werden.  Zukünftige  Langzeitstudien  werden 

wichtige Informationen zu Stabilität und Übertragung von BoDV‐1 in der lokalen Spitzmauspopulation 

liefern, um darauf basierend Empfehlungen zur Infektionsvermeidung für die Bevölkerung zu erstellen. 

Ergänzende Untersuchungen zur Biologie und Ökologie der Spitzmausarten sind notwendig, um unter 

Einbeziehung der hier gewonnenen Erkenntnisse zur Pathogenvielfalt, Handlungsempfehlungen zum 

sicheren  Umgang  mit  Spitzmäusen  zu  erstellen,  die  ein  nachhaltiges  Zusammenleben  zwischen 

Mensch und Spitzmaus ermöglichen.
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IX. Appendix 

9.1 List of Figures 

Figure 1   Dendrogram of the evolution of mammalian orders. 

Figure 2   Current distribution of the bicolored white‐toothed shrews (Crocidura leucodon), the 

greater white‐toothed shrews (Crocidura russula), the lesser white‐toothed shrews 

(Crocidura suaveolens) and the Etruscan shrews (Suncus etruscus). 

Figure 3   Transmission routes of pathogens.  

Figure 4   Evolution of potentially zoonotic ‘Emerging infectious diseases’ (EIDs). 

Figure 5   Human infections of selected pathogens with a known or suspected small mammal 

reservoir in Germany reported to the Robert Koch Institute between 2013 and 2023. 

Figure 6   Schematic organization of the genus Orthobornavirus. 

Figure 7   A) Virion structure of Borna disease virus 1 (BoDV‐1, species Orthobornavirus 

bornaense); B) Genome organization of orthobornaviruses 

Figure 8   Epidemiology of BoDV‐1 infections. 

Figure 9  A) Map of the endemic area of BoDV‐1.; B) Maximum‐Likelihood phylogenetic tree of 

BoDV‐1 sequences. 

9.2 List of Tables 

Table 1   Biological and ecological information on shrew species present in Germany and on 

the Etruscan shrew (Suncus etruscus) 

Table 2  Current knowledge on viruses in white‐toothed shrews and selected red‐toothed 

shrews. 

Table 3  Current knowledge on bacteria, protozoa, nematodes and trematodes detected in 

white‐toothed shrews. 

Table 4  Summary of the pathogens detected in white‐toothed shrews of this thesis 

(Publication 1‐3). 

Table 5   Taxonomy of all mentioned virus species in this thesis. 

Table 6   Taxonomy of mentioned animal species in this thesis. 
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9.3 Legal permissions 

Publications 

Publication 1   No alterations have been made. This article is an open access article distributed 

under the terms and conditions of the Creative Commons Attribution (CC‐BY) 4.0 

International (https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/deed.de) license.  

Publication 2  No alterations have been made. This article is an open access article distributed 

under the terms and conditions of the Creative Commons Attribution (CC‐BY) 4.0 

International (https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/deed.de) license.  

Publication 3  No alterations have been made. This article is an open access article distributed 

under the terms and conditions of the Creative Commons Attribution (CC‐BY‐NC‐ND) 

4.0 International (https://creativecommons.org/licenses/bync‐nd/4.0/deed.de) 

license.  

Review 1  No alterations have been made. This article is an open access article distributed 

under the terms and conditions of the Creative Commons Attribution (CC‐BY) 4.0 

International (https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/deed.de). 

Review 2  Reuse for this thesis has been approved with recognition of the journal – Quelle: 

Bayerisches Ärzteblatt 9/2022, Seite 434 ff. 

 

Figures 

Figure 1   Created with BioRender.com agreement number: DK27LGKKSN. 

Figure 2   Figure modified after Figure 1 of Publication 2,  Haring et al., 2024: Detection of novel 

orthoparamyxoviruses, orthonairoviruses and an orthohepevirus in European 

white‐toothed shrews. MGen 10, doi.org/10.1099/mgen.0.001275, licensed under a 

Creative Commons Attribution 4.0 International License (CC‐BY) 

(https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/deed.de). 

Figure 3   Created with BioRender.com agreement number: OF25WQ6LT7. 

Figure 4   Created with BioRender.com agreement number: PA25S5SLGE. 

Figure 5   Robert Koch Institute: SurvStat@RKI 2.0, https://survstat.rki.de, deadline: 

13/09/2023. 

Figure 6   Created with BioRender.com agreement number: YE27TRDZ0J. 
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Figure 7   ViralZone, SIB Swiss Institute of Bioinformatic, licensed under a Creative Commons 

Attribution 4.0 International License (CC‐BY) 

(https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/deed.de). 

Figure 8   Created with BioRender.com agreement number: DV27MKKE5X. 

Figure 9   Alpaca picture obtained from https://www.phylopic.org/, 20.09.2023. 
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9.4 Abbreviations 

BSL 4  Biosafety level 4    Myr  Million years 

B. P.  Before the present    N   Nucleoprotein 

cDNA  copy DNA    ONT  Oxford Nanopore Technology 

contigs  Paired sequence reads    ORF  Open reading frame 

CSF  Cerebrospinal fluid    P  Phosphoprotein 

ct‐value  Cycle threshold value    PASC  Pairwise Sequence Comparison 

DNA  Deoxyribonucleic acid    PCR  Polymerase chain reaction 

EBL  

      itEBLN‐1 

Endogenous bornavirus‐like genetic 
element 

N‐encoding EBL from a thirteen‐lined 
ground squirrel 

  RNA 

  cRNA 

 mRNA  

Ribonucleic acid 

complementary positive‐stranded RNA 

messenger RNA 

EIDs  Emerging infectious diseases    (‐) ssRNA   Negative‐sense, single‐stranded RNA 

ELISA  Enzyme‐linked immunosorbent assay    RdRp  RNA‐directed RNA polymerase 

TEM  Transmission electron microscopy     (RT‐) qPCR  quantitative real‐time (reverse 
transcription) polymerase chain 
reaction  

FGS  First‐generation sequencing    secY  Transmembrane protein 

G  Surface glycoprotein    SGS  Second‐generation sequencing 

H.E. staining  Hematoxylin‐eosin staining    SLST  Single‐locus sequence typing 

GISD  Global Invasive Species Database    ST  Sequence type 

(m) HTS  (Metagenomic) high‐throughput 
sequencing 

  TGS  Third‐generation sequencing 

ICTV  International Committee on Taxonomy of 
Viruses 

  vCJD  variant Creutzfeld‐Jakob disease 

IFAT  Immunofluorescence antibody test    WGS  Whole‐genome sequencing 

IfSG  Infektionsschutzgesetz    WHO  World Health Organization 

IFN‐γ‐based‐
ELISpot 

Interferon‐γ‐based‐enzyme‐linked 
immunosorbent spot 

  X  Accessory protein 

L  Large protein      

LM  Light microscopy     

locus  Housekeeping gene      

kB  Kilobases     

M  Matrix protein     

MLST  Multi‐locus sequence typing     
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9.5 Taxonomy 

Table 5 Taxonomy of all mentioned virus species in this thesis according to the current International 
Committee on Taxonomy of Viruses and alphabetically ordered by the virus species abbreviation. 

 

Order  Genus  Species  Common name  Abbreviation 

Asfarviridae  Asfivirus  African swine fever virus  African swine fever virus  ASFV 

Bornaviridae  Orthobornavirus  Orthobornavirus 
bornaense 

Borna disease virus 1  BoDV‐1 

Nairoviridae  Orthonairovirus  Orthonairovirus 
haemorrhagiae 

Crimean‐Congo 
haemorrhagic fever virus 

CCHFV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  not ICTV approved yet  Cencurut virus  CENV 

Paramyxoviridae  Morbillivirus  Morbillivirus canis  canine distemper virus  CDV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  not ICTV approved yet  Denwin virus  DewV 

Bunyaviridae  Orthohantavirus  Dobrava‐Belgrade 
orthohantavirus 

Dobrava virus  DOBV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  Orthonairovirus dugbeense  Dugbe virus  DUGV 

Filoviridae  Ebolavirus  Orthoebolavirus zairense  Ebola virs  EBOV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  Orthonairovirus erveense  Erve virus  ERVEV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  not ICTV approved yet  Gamak virus  GamV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  this thesis  Hasua virus  HasV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  Orthonairovirus 
hazaraense 

Hazara virus  HAZV 

Flavivirdae  Hepacivirus  Hepacivirus hominis  hepatitis C virus  HCV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  Henipavirus hendraense  Hendra virus  HeV 

Hepeviridae  Paslahepevirus  Paslahepevirus balayani  human hepatitis E virus  HEV 

Retroviridae  Lentivirus  human immunodeficiency 
virus 1 

human immunodeficiency 
virus 1 

HIV‐1 

Nairoviridae  Orthonairovirus  Orthonairovirus 
issykkulense 

Issy‐kul virus  ISKV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  not ICTV approved yet  Lamgora virus  LMGV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  not ICTV approved yet  Lamusara virus  LMSV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  Langya virus  Langya virus  LayV 

Arenaviridae  Mammarenavirus  Mammarenavirus 
lassaense 

Lassa virus  LASV 

Arenaviridae  Mammarenavirus  Mammarenavirus 
choriomeningitidis 

lymphocytic 
choriomeningitis virus 

LCMV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  this thesis  Lechcodon virus  LechV 

Filoviridae  Marburgvirus  Orthomarburgvirus 
marburgense 

Marburg virus  MARV 

Paramyxoviridae  Morbillivirus  Morbillivirus hominis  measles virus  MeV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  Henipavirus mojiangense  Mòjiāng virus  MojV 

Poxviridae  Orthoposvirus  Monkeypox virus  monkey pox virus  MPV 

Paramyxoviridae  Orthoavulavirus  Avian orthoavulavirus 1 
Avian paramyxovirus 1/ 
Newcastle disease 

APMV‐1/ NDV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  Henipavirus nipahense  Nipah virus  NiV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  Orthonairovirus 
nairobiense 

Nairobi Sheep disease 
virus 

NSDV 

Bunyaviridae  Orthohantavirus  Puumala orthohantavirus  Puumala virus  PUUV 

Rhabdoviridae  Lyssavirus  Lyssavirus rabies  rabies virus  RABV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  this thesis  Rasenna virus  RASV 

Hepeviridae  Rocahepevirus  Rocahepevirus rattii  rat hepatitis E virus  ratHEV 

Table to be continued.         
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Order  Genus  Species  Common name  Abbreviation 

Nairoviridae  Orthonairovirus  this thesis  Regana virus  REGV 

Paramyxoviridae  Henipavirus  this thesis  Resua virus  ResV 

Paramyxoviridae  Morbillivirus  Morbillivirus pecoris  rinderpest virus  RPV 

Matonaviridae  Rubivirus  Rubivirus rubella  rubella virus  RuV 

Coronaviridae  Betacoronavirus 
Severe acute respiratory 
syndrome‐related 
coronavirus 

severe acute respiratory 
syndrome coronavirus 

SARS‐CoV 

Coronaviridae  Betacoronavirus 
Severe acute respiratory 
syndrome‐related 
coronavirus 

severe acute respiratory 
syndrome coronavirus 2 

SARS‐CoV‐2 

Paramyxoviridae  Respirovirus  Respirovirus muris  Sendai virus  SeV 

Bunyaviridae  Orthohantavirus  Seoul orthohantavirus  Seoul virus  SEOV 

Polyomaviridae  Polyomavirus  Simian virus 40  simian virus 40  SV 40 

Flaviviridae  Orthoflavivirus  Orthoflavivirus 
encephalitidis 

Tick‐borne encephalitis 
virus 

TBEV 

Nairoviridae  Orthonairovirus  Orthonairovirus 
thiaforaense 

Thiafora virus  TFAV 

Poxviridae  Orthopoxvirus  Variola virus  variola virus  VARV 

Bornaviridae  Orthobornavirus  Orthobornavirus sciuri 
variegated squirrel 
bornavirus 1 

VSBV‐1 

Flaviviridae  Orthoflavivirus  Orthoflavivirus nilense  West Nile virus  WNV 
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Table 6 Taxonomy of mentioned animal species in this thesis according to Wilson and Reeder 2005 and Wilson 
and Mittermaier 2017. 

Order  English name  Latin name  Described by 

Strigiformes  barn owl  Tyto alba  (Scopoli, 1769) 

Chiroptera  hog‐nosed bat  Craseonycteris thonglongyai  Hill, 1974 

Carnivora  African lion  Panthera leo  Linnaeus, 1758 

Rodentia  Prevost's squirrel  Callosciurus prevostii  (Demarest, 1822) 

thirteen‐lined ground squirrel  Ictidomys tridecemlineatus  (Mitchill, 1821) 

variegated squirrel  Sciurus variegatoides  Ogilby, 1839 

Natal mastomys   Mastomys natalensis  (Smith,1834) 

field vole  Microtus agrestis  (Linnaeus, 1761) 

house mouse  Mus musculus  Linnaeus, 1758 

Norway rat  Rattus norvegicus  (Berkenhout, 1769) 

black rat  Rattus rattus  (Linnaeus, 1758) 

Eulipotyphla  Western European hedgehog  Erinaceus europaeus  Linnaeus, 1758 

Northern white‐breasted hedgehog  Erinaceus roumanicus  Barrett‐Hammilton, 1900 

Asian gray shrew  Crocidura attenuata  Milne‐Edwards, 1872 

large white‐toothed shrew  Crocidura dracula  Thomas, 1912 

Doucet's musk shrew  Crocidura douceti  Heim de Balsac, 1958 

Dsinezumi shrew  Crocidura dsinezumi  (Temminck, 1842) 

greater red musk shrew  Crocidura flavescens  (I. Geoffrey, 1827) 

Gmelin's white toothed shrew  Crocidura gmelini  (Pallas, 1811) 

Goliath shrew  Crocidura goliath  Thomas, 1906 

large‐headed shrew  Crocidura grandiceps  Hutterer, 1983 

lesser red musk shrew  Crocidura hirta  Peters, 1852 

Horsfield's shrew  Crocidura horsfieldii  (Thomas, 1856) 

Ussuri white‐toothed shrew  Crocidura lasiura  Dobson, 1890 

bicolored white‐toothed shrew  Crocidura leucodon  (Hermann, 1780) 

Niobe's shrew  Crocidura obscurior  Heim de Balsac, 1958 

African giant shrew  Crocidura olivieri  (Lesson, 1827) 

greater white‐toothed shrew  Crocidura russula  (Hermann, 1780) 

Shantung white‐toothed shrew  Crocidura shantungensis  Miller 1901 

Somali shrew  Crocidura somalica  Thomas, 1895 

lesser white‐toothed shrew  Crocidura suaveolens  (Pallas, 1811) 

There's shrew  Crocidura theresae  Heim de Balsac, 1968 

lesser Ryukyu shrew  Crocidura watasei  Kuroda, 1924 

Etruscan shrew  Suncus etruscus  (Savi, 1822) 

Asian house shrews  Suncus murinus  (Linnaeus, 1766) 

Mediterranean water shrew  Neomys anomalus  Cabrera, 1907 

Eurasian water shrew  Neomys fodiens  (Pennant, 1771) 

Alpine shrew  Sorex alpinus  Schinz, 1837 

common shrew  Sorex araneus  Linnaeus, 1758 

Laxmann'shrew  Sorex caecutiens  Laxmann, 1788 

Table to be continued.     
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Order  English name  Latin name  Described by 

Cinereus shrew  Sorex cinereus  Kerr, 1792 

crowned shrew  Sorex coronatus  Millet, 1828 

Siberian large‐toothed shrew  Sorex daphaenodon  Thomas, 1907 

Eurasian least shrew  Sorex minutissimus  Zimmermann, 1780 

Eurasian pygmy shrew  Sorex minutus  Linnaeus, 1766 

Dusky shrew  Sorex monticolus  Merriam, 1890 

flat‐skulled shrew  Sorex roboratus  Hollister, 1913 

Tundra shrew  Sorex tundrensis  Merriam, 1900 

long‐clawed shrew  Sorex unguiculatus  Dobson, 1890 



  Acknowledgement 

154 

X. Acknowledgement 

Nun möchte  ich mich  noch  bei  allen  herzlich  bedanken,  die mich  innerhalb  der  letzten  drei  Jahre 

begleitet  und  unterstützt  haben  und  somit maßgeblich  zum  erfolgreichen  Abschluss  dieser  Arbeit 

beitrugen.  

Ich danke Herrn Prof. Dr. Dr. h.c. Gerd Sutter und Univ.‐Prof. Dr. Reinhard K. Straubinger, Ph.D., sowie 

den Gutachtern und Gutachterinnen für die Übernahme und Begutachtung dieser Arbeit.  

Mein herzlicher Dank gilt meinen Mentoren, Prof. Dr. Martin Beer und Prof. Dr. Rainer Ulrich, die es 

mir  ermöglicht  haben,  meine  Doktorarbeit  zu  diesem  spannenden  Thema  am 

Friedrich‐Loeffler‐Institut  durchzuführen.  Vielen  Dank  für  eure  Unterstützung  und  die  spannenden 

Einblicke in die Forschung. 

Besonders danken möchte ich dem gesamten ZooBoCo‐Team für eure Begeisterung für Bornaviren, 

allen  voran  PD  Dr.  Dennis  Rubbenstroth  für  die  Begleitung  meiner  ersten  Schritte  im  Labor,  für 

geduldiges Korrigieren und angeregten Austausch. Vielen Dank an Dr. Florian Pfaff für den Kampf durch 

die Datenflut und die Begeisterungsfähigkeit  für Spitzmäuse.  Ich bin dankbar  für meine Zeit an der 

VMF Leipzig unter der guten Betreuung von Prof. Dr. Martin Pfeffer und Dr. Anna Obiegala.  

Zudem möchte  ich mich bei der gesamten Arbeitsgruppe von Prof. Ulrich, und  insbesondere Dörte 

Kaufmann,  Kathrin  Steffen  und  Jenny  Lorke  bedanken.  Ohne  eure  Unterstützung  wäre  einiges  an 

Laborarbeit nicht möglich gewesen.  

Ein großes Dankeschön geht auch an alle Kooperationspartner, Privatpersonen, fleißigen Katzen und 

vor allem an die Einwohner:innen und Mitarbeiter:innen des Landkreis Mühldorf am Inn, die mich mit 

bayerischer Herzlichkeit aufgenommen und unterstützt haben. Vielen Dank auch an PD Dr. Merle M. 

Böhmer für die spannende gemeinsame Zeit. 

Vielen Dank an meine Mitdoktorand:innen, Freunde und meiner WG für eure Unternehmungslust und 

Neugierde auf das  Leben  in Greifswald und natürlich an alle, die mich auf dieser Reise unterstützt 

haben. 




