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Abstract: Viral encephalitis  is a  rare but serious syndrome.  In addition  to DNA‐encoded herpes 

viruses, such as herpes simplex virus and varicella zoster virus, RNA‐encoded viruses  from  the 

families of Flaviviridae, Rhabdoviridae and Paramyxoviridae are  important neurotropic viruses. 

Whereas in the periphery, the role of Toll‐like receptors (TLR) during immune stimulation is well 

understood, TLR functions within the CNS are less clear. On one hand, TLRs can affect the physi‐

ology of neurons during neuronal progenitor cell differentiation and neurite outgrowth, whereas 

under conditions of infection, the complex interplay between TLR stimulated neurons, astrocytes 

and microglia is just on the verge of being understood. In this review, we summarize the current 

knowledge about which TLRs are expressed by cell subsets of the CNS. Furthermore, we specifically 

highlight  functional  implications of TLR stimulation  in neurons, astrocytes and microglia. After 

briefly illuminating some examples of viral evasion strategies from TLR signaling, we report on the 

current knowledge of primary  immunodeficiencies  in TLR signaling and  their consequences  for 

viral encephalitis. Finally, we provide an outlook with examples of TLR agonist mediated interven‐

tion strategies and potentiation of vaccine responses against neurotropic virus infections. 
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1. Viral Encephalitis 

Viral encephalitis is the pathological inflammation of the brain parenchyma, which 

is triggered by infection with a wide range of neurotropic RNA and DNA viruses. The 

syndrome is a rare condition, yet it may have serious clinical consequences. Despite me‐

dicinal progress that has been made during recent years, approximately 60% of presumed 

cases of viral encephalitis remain of unknown etiology [1]. The clinical manifestations of 

viral encephalitis are extremely variable and are influenced by the extent of inflammation, 

the range of viral dissemination and the specific brain regions that are affected. Generally, 
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viral encephalitis is marked by acute fever, headache, altered level of consciousness, sei‐

zures and neurologic deficits. Often, survivors suffer from severe neurological and neu‐

ropsychological sequelae, while there exist only limited treatment options and preventive 

vaccines are only available for few neurotropic pathogens [2]. Among DNA viruses, the 

members of the Herpesviridae family herpes simplex virus and Varicella‐zoster virus are 

the most relevant pathogens that account for the majority of sporadic encephalitis cases 

in humans worldwide. In developed countries, herpes simplex virus type 1 (HSV‐1) is the 

leading cause of sporadic viral encephalitis in adults [3]. The incidence of herpes simplex 

encephalitis (HSE) is approximately 2.2 cases per one million people, with a mortality rate 

of more than 70% before acyclovir was introduced for treatment [4]. Even though all age 

groups can be affected, the disease incidence is more prominent, and the disease course 

more severe, in children and the elderly. HSV‐1 gains access into the host through mucous 

membranes or damaged skin and establishes latency in the trigeminal ganglia [5]. Only 

upon reactivation of latent HSV‐1 the virus can access the CNS. The CNS entry mechanism 

involves  retrograde  axonal  transport  via  sensory  neurons  of  the  orofacial  mucosa, 

whereas the mechanism of HSV‐1 reactivation from latency is still largely unclear [6–8].   

Varicella‐zoster virus (VZV) is the second most common cause of sporadic viral en‐

cephalitis, accounting for 5% of all viral encephalitis cases in humans [9]. In the United 

States, VZV affects approximately 30% of people during their lifetime [10]. VZV enceph‐

alitis occurs with high  incidence primarily  in  the elderly and  in  immunocompromised 

patients [11]. Primary infection is caused by exposure to infectious fomites from skin le‐

sions  and  inhalation of  infectious droplets.  Initially, VZV undergoes  replication  in  re‐

gional lymph nodes [12]. Subsequently, the virus disseminates in a retrograde manner via 

sensory neurons of the dorsal root ganglia and establishes lifelong latency. Advanced age 

and immunosuppression favor VZV reactivation in the dorsal nerve ganglia causing viral 

spread in a centripetal pattern (towards the brain), a centrifugal pattern (towards the skin) 

or both directions in an anterograde manner [13,14]. 

Recent epidemiologic data suggests that approximately 83% of the global population 

is seropositive for the herpesvirus human cytomegalovirus  (HCMV), which establishes 

lifelong latent infection [15]. Immunocompetent individuals control the latent infection, 

but upon  immunosuppression, aging, or during pregnancy, HCMV can be  reactivated 

and disseminate to large parts of the body, including the CNS, then conferring high mor‐

bidity and mortality [16,17]. 

Highly  pathogenic RNA  viruses  including members  of  the  families  Flaviviridae, 

Rhabdoviridae and Paramyxoviridae can cause encephalitis. Rabies virus (RABV) of the 

family of Rhabdoviridae induces lethal disease in 100% of unvaccinated subjects, mani‐

festing symptoms as classic furious rabies and paralytic rabies. Annually, 60,000 human 

deaths are reported [18]. The virus infects peripheral nerves at the site of entry and travels 

in a retrograde manner by axonal transport to the neurons of the dorsal root ganglia. From 

there, the virus ascends axonally to the brain, where it leads to behavioral changes, sei‐

zures, and coma [19]. 

Within the Flaviviridae family, viruses that cause CNS infections include Japanese 

encephalitis virus  (JEV), West Nile virus  (WNV),  tick‐borne encephalitis virus  (TBEV), 

Zika Virus (ZIKV) and dengue virus (DENV) [20]. Their prevalence and incidents vary 

geographically. Nevertheless, up to 400 million people are infected annually with DENV 

[21]. Development of flaviviral encephalitis is presumed to occur mainly through hema‐

togenous spread of the virus. After virus entry at the site of a mosquito or tick bite, the 

virus replicates in local tissues, which results in primary viremia and subsequent infection 

of extraneural tissues that may eventually lead to further CNS infection [22]. Extensive 

investigations about how flaviviruses overcome the blood‐brain barrier (BBB) during nat‐

ural infection and gain access to the CNS revealed a plethora of mechanisms, such as active 

replication within the endothelial lining of the BBB as well as passive transfer across the BBB 

and “Trojan horse” migration [23–25], whereas several aspects still remain unknown. 
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In the 1990s, two extremely virulent members of the Paramyxoviridae family affect‐

ing  the CNS emerged. The RNA‐encoded Hendra‐ and Nipah viruses  (HeV and NiV, 

respectively) are zoonotic pathogens  that are  found  in bats and have primarily spilled 

over to horses or swine, respectively, but can also be transmitted to humans, where they 

lead to unforeseeable disease outcomes [26]. HeV spreads throughout various peripheral 

organs to the meninges and the blood vessels to eventually reach the brain, where it causes 

characteristic lesions [27]. Even though HeV infection in humans is extremely rare, with 

only  seven  reported  cases  to date  [28],  it harbours  enourmous  zoonotic potential  and 

future outbreaks are likely to happen. NiV cases are more frequent with approximately 

700 human cases in Southeast Asia reported until 2018 [29]. Both viruses are leading to 

serious illness in humans with a case‐fatality rate of 60% for HeV infection [30], and 53% for 

NiV infection while NiV is highly neurotropic and affects several regions of the brain [29]. 

2. Toll‐like Receptors and Toll‐like Receptor Signaling 

Viruses and microorganisms such as bacteria, parasites and fungi have evolved and 

diversified; however, a number of conserved fundamental traits are shared among differ‐

ent classes of infectious agents. These recurring pathogen‐associated molecular patterns 

(PAMPs) are sensed through germline‐encoded pattern recognition receptors (PRRs). The 

first PRRs to be discovered were Toll‐like receptors (TLRs) in the drosophila system that 

were  initially  linked with  developmental  processes  and  later  connected  to  immunity 

against pathogens [31,32]. In humans, the TLR family comprises TLR1–10, while in mice 

homologues of TLR1–9 exist and, additionally, TLR11–13 are present [33–44]. TLR1, 2, 4, 

5, 6 and 10 are localized primarily on the cell surface and mostly recognize extracellular 

bacterial components, whereas TLR2 and TLR4 have been shown to contribute to the de‐

tection of viral surface proteins as well [45–48]. In contrast, TLR3, TLR7–9 and TLR11–13 

are localized in intracellular compartments such as endosomes, whereas TLR4 is consti‐

tutively expressed on the cell surface and, with support of CD14, can be endocytosed upon 

ligand binding [49,50]. Especially, foreign nucleic acid species of viral or bacterial origin 

can be sensed by these intracellular TLRs, which are of tremendous importance for virus 

detection and  initiation of protective  responses  [51]. Besides TLRs, other  sensing plat‐

forms exist, such as RIG‐I like receptors (RLRs) [52–57], cyclic GMP AMP synthase (cGAS) 

[58,59], NOD‐like receptors (NLRs), which constitute the  inflammasome [60,61], AIM‐2 

like receptors (ALRs) [62], and C‐type lectin receptors (CLRs) [63]. In this review, we will 

focus on the role of TLRs in viral encephalitis. 

Upon binding of the corresponding ligands, TLR homo‐ or heterodimers are formed 

[64]. Consequently,  a  signaling  cascade  is  triggered,  involving  an  intracellular web of 

adaptor molecules and transcription factors leading to the expression of pro‐inflamma‐

tory factors. Most TLRs, except for TLR3 and TLR10, recruit the adaptor myeloid differ‐

entiation primary response 88 (MyD88). TLR3, located in the endosomes, as well as endo‐

cytosed TLR4, recruit the adaptor TIR‐domain‐containing adapter‐inducing interferon‐β 

(TRIF) [65,66]. For TLR10, the adaptor molecule remains unknown and current data point 

towards a rather anti‐inflammatory effect, suggesting the involvement of a different adap‐

tor than MyD88 or TRIF [67]. Upon activation, MyD88 and TRIF induce complexes of IL‐

1R‐associated kinases (IRAKs), TNF receptor‐associated factors (TRAFs) and TANK‐bind‐

ing kinase 1 (TBK1). Finally, transcription factors such as nuclear factor‐κB (NF‐κB), cyclic 

AMP‐responsive  element‐binding protein  (CREB), activator protein 1  (AP1) and  inter‐

feron‐regulatory factors (IRFs) are engaged, leading to transcriptional activity of gene loci 

encoding type I interferons (IFN‐I) and other pro‐inflammatory cytokines [65]. 

Type I IFNs, such as IFN‐α and β, are expressed following TLR signaling and act in 

an auto or paracrine manner through the IFN‐I receptor (IFNAR), that consists of the het‐

erodimer of IFNAR‐1 and IFNAR‐2. This leads to the initiation of an intracellular signaling 

cascade via Janus kinase 1 (JAK1) and tyrosine kinase 2 (TYK2). Upon JAK1 and TYK2 

phosphorylation and activation, the signal transducers and activators of transcription 1 

and 2 (STAT1 and STAT2) are triggered and associate with IRF9. This complex of STAT1, 
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STAT2 and IRF9 binds  to IFN‐stimulated response elements  (ISRE)  in  the genome and 

launches activation of the transcription of hundreds of IFN stimulated genes (ISGs), which 

results in the establishment of an antiviral state [68]. 

The significance of TLR signaling during viral encephalitis has been highlighted by 

primary human immunodeficiencies in the TLR3 pathway, as well as by in vivo studies 

with  several genetically modified mouse  lines  that were deficient  in  selected TLRs or 

adaptor molecules [69–73]. In the following, the knowledge gained through mouse mod‐

els with global TLR deficiencies is recapitulated.   

Studies on the role of TLR3 during West Nile virus infection revealed controversial 

results as to its protective role and on its impact on the permeability of the BBB. Indeed, 

the kind of effect could be associated with the number of in vitro passages of WNV, as 

well as the route of  infection and the dosage [71,73]. Furthermore, TLR3 was shown to 

regulate BBB leakage and to contribute to host protection during JEV infection [74]. Inter‐

estingly, TLR3‐/‐ mice showed impaired survival upon TMEV intracerebral  infection, as 

shown by spatiotemporal triggering of TLR3 signaling that is responsible for distinct out‐

comes of T cell activation and immune cell CNS infiltration [75]. TLR3‐/‐ mice showed en‐

hanced sensitivity to intracerebral HSV‐1 infection, which was reminiscent of the pheno‐

type detected in HSE patients with primary defects in the TLR3 pathway [70]. Potentiation 

of  TLR3  signaling  by  administration  of  an  agonistic  anti‐TLR3 monoclonal  antibody 

(mAb) rescued mice from lethal HSE [70]. Similarly, intranasal HSV‐1 instillation of TRIF‐

/‐ mice revealed the importance of TLR3 signaling for protection against HSE. TRIF‐/‐ mice 

displayed marked viral infection of the olfactory bulb and delayed induction of IFN‐I re‐

sponses when compared with infected WT mice [72]. The enhanced susceptibility of TLR3‐

/‐ and TRIF‐/‐ mice could be further explained by the direct interaction of TRIF with STING 

that promotes STING dimerization and thus induces subsequent signaling, which is es‐

sential for protection against lethal HSE [76–78]. However, more in vivo functional data 

are needed to fully understand the interaction between TRIF and STING. Enhanced neu‐

roinvasiveness and increased infection susceptibility were also detected in an intravaginal 

HSV‐2 infection model of TLR3‐/‐ mice [79], further highlighting the importance of TLR3 

and its downstream signaling in host protection against HSE. 

The adaptor molecule MyD88 is highly relevant for the control of neurotropic viruses 

and the restriction of their spread within the CNS, as shown in experimental setups with 

WNV and vesicular stomatitis virus (VSV),  the  latter of which belongs to the  family of 

Rhabdoviridae, related to RABV. MyD88‐/‐ mice show enhanced sensitivity to peripherally 

administered WNV and to intranasally instilled VSV, with a pronounced inability to re‐

strict viral replication within the CNS parenchyma [80–82]. Interestingly, MyD88 medi‐

ated protection from VSV is due, to a large extent, to MyD88 signaling in neurons, since 

cell type‐selective reconstitution of MyD88 only in the neuronal compartment sufficed to 

revert the susceptibility of complete MyD88 deficiency upon intranasal VSV instillation 

[80]. The MyD88 mediated protection from  lethal VSV  infection was mediated by neu‐

ronal chemokine production [80,81]. Along that line, double MyD88 and TRIF deficient 

mice also show enhanced sensitivity to WNV infection with high viral titers within the 

CNS  [83].  Single  TLR3  and  TLR7 deficient mice displayed  enhanced  susceptibility  to 

WNV infection, suggesting that MyD88 and TRIF mediated protection is the result of the 

engagement of multiple TLRs to fully protect and restrict virus dissemination within the 

CNS [84,85]. Along these lines, an essential role for TLR7 was shown during influenza A 

virus (IAV) and JEV CNS infection, where the lack of TLR7 signaling led to increased sus‐

ceptibility and enhanced viral dissemination [84,85]. Interestingly, despite the enhanced 

susceptibility of MyD88‐/‐ mice to WNV infection, single TLR4 and TLR9 deficient mice 

show normal virus control, highlighting the redundancy of these systems and also sug‐

gesting that other components than TLR4 and 9 are critically involved in MyD88 depend‐

ent signaling during WNV infection [81,83]. In contrast, TLR4 deficient mice were highly 

susceptible to JEV infection and showed higher virus titers within the CNS than WT mice, 

which surprisingly was not associated with marked CNS inflammation [74]. Furthermore, 
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synergistic signaling of TLR2 and TLR9 controls viral spread to the CNS compartment in 

models of HSV‐2 infection that show virus kinetics and tissue spread similar to infected 

MyD88 deficient mice  [86]. Arguably,  the  increased  susceptibility of MyD88‐/‐ animals 

may be due  to a deficiency  in some critical  innate or adaptive  immune  responses  that 

functions in the CNS. Indeed, Sarangi et al. [87] reported impaired antigen‐presentation 

function in MyD88‐/‐ mice during HSV‐1 infection, which showed reduced inflammatory 

lesions and uncontrolled viral spread. TLR2 seems to play an ambiguous role, on one hand 

conferring protection by mitigating viral spread, and on the other hand by leading to po‐

tent inflammation that results in increased disease severity [86–89]. Deficiency of either 

TLR2 or TLR9 did not lead to induced encephalitis following intracorneal inoculation with 

HSV‐1 [87]. However, dual deficiency appeared to diminish the protective effect orches‐

trated by these TLRs [88]. While TLR2 was shown to induce potent cytokine and chemo‐

kine responses, this did not necessarily confer protection, as illustrated by Kurt–Jones et 

al. [89], where HSV‐1 infected mice lacking TLR2 showed protection from inflammatory 

lesions in the CNS which resulted in improved survival when compared with WT coun‐

terparts. During murine NiV infection, mice are naturally protected from lethal infection, 

whereas humans succumb to the infection in more than 50% of the cases [29,90]. This pro‐

tection in the mouse model is mediated by both MyD88 and MAVS signaling, since single 

deficiencies for either MyD88 or MAVS did not affect survival upon NiV challenge, but 

the dual  knockout  rendered mice  significantly more  susceptible  [91].  In mice  lacking 

MyD88 and MAVS, viral  loads  increased  in  the peripheral organs and  the brain while 

IFN‐I transcripts decreased, suggesting compensatory mechanisms of TLR and RLR sig‐

naling in the control of NiV infection through IFN induction [91]. 

Collectively, TLR triggering and signaling via MyD88 contributes to a pro‐inflamma‐

tory  response  in  most  of  the  investigated  mouse  models  of  viral  encephalitis 

[80,81,87,89,91]. TLR engagement and MyD88 or TRIF mediated signal transduction re‐

sulted in protective effects by reducing viral loads in infection scenarios with VSV, WNV, 

IAV, JEV, HSV‐1 or HSV‐2, whereas it induced immunopathology in an HSV‐1 infection 

model [80–87,91]. Some cellular PRRs have compensatory mechanisms during viral infec‐

tion. For instance, different combinations of TLRs appear to compensate each other during 

the course of WNV infection [81,83]. Similarly, TLRs and RLRs seem to have redundant 

roles during NiV infection [91]. However, single TLRs may also function in a non‐redun‐

dant manner, such as TLR4 during  JEV  infection and TLR7 during IAV and JEV  infection 

[74,84,85]. While the precise mechanisms are very divergent in the different infection settings, 

the importance of TLRs during viral encephalitis is clearly underscored by these discoveries. 

Whether neuropathological consequences are established during viral encephalitis 

rather through direct virus effects or by immunological reactions following TLR trigger‐

ing remains only partially understood. The CNS is a highly sensitive organ and inflam‐

matory processes are often a double‐edged sword, controlling the virus as well as dam‐

aging the host [92]. Upon intranasal instillation with VSV, which is a highly cytopathic 

virus, infiltrating immune cells protect against lethal virus replication and viral dissemi‐

nation within the CNS [80]. Notably in this process, CD8+ T cells were found to be indis‐

pensable [80,93]. Moreover, VSV’s neuroinvasive spread during peripheral infection was 

blocked by engaging TLR7 in subcapsular sinus macrophages in lymph nodes, highlight‐

ing the protective nature of the peripheral immune responses [94,95]. While in numerous 

neuroinfection models, virus clearance is supported by TLR activation, the activation of 

TLRs can also be  the reason  for  the occurrence of  inflammatory  lesions during murine 

HSE, thereby increasing the disease’s severity [89]. Lymphocytic choriomeningitis virus 

(LCMV)  infection portrays  the variable possible outcomes of viral encephalitis of com‐

plete recovery, lethal acute encephalitis and chronic CNS inflammation as reviewed by 

McGavern  [96]. Although LCMV  is a non‐cytopathic virus, severe damages can occur, 

which are mediated solely through the host’s immune response [97,98]. Especially, cyto‐

toxic CD8+ T cells are highly activated and proliferative [99]. Interestingly, during in vitro 

LCMV  infection, CNS glial cells mount pro‐inflammatory cytokine responses via TLR2 
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and MyD88 [100]. Furthermore, MyD88 is required to induce activation and antiviral re‐

sponses in CD8+ T cells [101]. In contrast to WT mice, MyD88‐/‐ mice do not show signs of 

weight  loss  and meningoencephalitis  after  intracerebral LCMV  inoculation, while  the 

phenotype detected in WT mice is mainly attributed to CD4+ T cell intrinsic TLR signaling 

[102]. In summary, these findings point towards a key role of TLR signaling in protective 

as well as harmful immune responses to viral CNS infection, while generally the protec‐

tive effects outweigh the risk of causing damage in life‐threatening viral infections [81,91]. 

3. Expression of Toll‐like Receptors in Cells of the Central Nervous System 

Global deficiencies of TLR  family members and of  components of  their  signaling 

pathways have shed light on the importance of TLR mediated sensing of neurotropic vi‐

ruses, as well as  the  subsequent  signaling  through  the adaptor molecules MyD88 and 

TRIF. The rediscovery of the meningeal lymphatic system terminated a long discussion 

about  the  existence of  a CNS draining  system  [103]. Meningeal  lymphatic vessels  are 

found alongside the venous sinuses draining CNS parenchymal molecules into the cervi‐

cal lymph nodes [104] with meningeal immunity taking a major role during CNS infection 

[105]. Upon virus entry into the brain parenchyma, CNS resident cells are productively 

infected, while several viral antigens are drained to lymph nodes, where potent immune 

responses are  initiated. Thus,  the  resident cells of  the CNS play a  fundamental  role  in 

detecting  invading pathogens and  initiating  innate  immune responses. The major CNS 

resident cells are neurons, astrocytes and microglia, which express distinct combinations 

of TLRs and play different roles in virus sensing and the initiation of innate immune re‐

sponses.  Additionally,  oligodendrocytes  are  involved  in  several  immunological  pro‐

cesses, notably through crosstalk with astrocytes and microglia [106,107]. However, due 

to the restricted repertoire of TLRs expressed in oligodendrocytes [108–110], this review 

will focus only on neurons, astrocytes and microglia. In vivo and in vitro studies aiming 

at understanding the impact of single TLRs within selected CNS‐associated cell types are 

challenging due to technical limitations. Most of the studies investigating the role of TLRs 

during neurotropic virus infections deploy models where the impact of the adaptor mol‐

ecules on the TLR signaling pathway, rather than single receptors, is investigated. Never‐

theless, the expression of individual TLRs in neurons, astrocytes and microglia has been 

investigated in in vitro, in vivo, and ex vivo settings. While multiple studies highlighted 

the importance of TLRs in the context of viral encephalitis, the variable cellular expression 

of TLRs in the different types of CNS resident cells varies, as summarized in Table 1. 



Viruses 2021, 13, 2065  7  of  34 
 

 

Table 1. TLR expression in CNS resident cell subsets. CNS: Central nervous system, DRG: Dorsal root ganglia, EP: Envelope protein, FC: Flow cytometry, GP: Glycoprotein, hiPSC: 

Human induced pluripotent stem cell, ICC: Immunocytochemistry, IF: Immunofluorescence, IR: Immunoreactivity, LTA: Lipoteichoic acid, LPS: Lipopolysaccharide, PGN: Peptidogly‐

can, RNAseq: RNA sequencing, RT‐PCR: Reverse transcription PCR, WB: Western blot. +: Expressed, ‐: Not expressed. 

Receptor  Ligand 

Expression on CNS‐Resident Cells 

Mouse  Human 

Neurons  Astrocytes  Microglia  Neurons  Astrocytes  Microglia 

TLR1 

[41] 

Bacterial   

lipo‐proteins 

[41] 

+ 

IF (in vivo) 

[111] 

+ 

RT‐PCR (in vitro, primary astro‐

cytes), IF   

(in vivo)   

[111,112] 

+ 

IF (in vivo) 

[111] 

+ 

RT‐PCR   

(in vitro, cell line)   

[113,114] 

+ (low)   

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

+ 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

microglia) 

[108,115] 

TLR2 

[35] 

PGN, LTA [116,117], viral 

EPs, GPs, core proteins   

+ 

IF (in vivo), IF (in vitro, 

primary cortical neurons) 

[118,119] 

+ 

RT‐PCR, FC, WB (in vitro, pri‐

mary astrocytes), FC (ex vivo)   

[112,120,121] 

+   

RT‐PCR (in vitro, cell line), 

FC (ex vivo) 

[121,122] 

+ 

RT‐PCR   

(in vitro, cell lines) 

[113,114,122] 

+ (low) 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[108,115] 

+ 

RT‐PCR, IF 

(in vitro, primary 

microglia) 

[108,115] 

TLR3 

[34] 

dsRNA, 

poly(I:C) 

[34] 

+ 

FC 

(in vitro, primary neu‐

rons) 

[70] 

+ 

RT‐PCR, FC   

(in vitro, primary astrocytes)   

[70,112] 

+   

RT‐PCR (in vitro, cell line), 

FC   

(in vitro, primary microglia) 

[70,122] 

+ 

RT‐PCR (in vitro, primary 

neurons and cell lines), WB   

(in vitro, hiPSC neurons)   

[113,114,122,123] 

+ 

RT‐PCR, FC   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[108,115] 

+ (low) 

RT‐PCR, FC   

(in vitro, primary 

microglia)   

[108,115] 

TLR4 

[33,124] 

LPS [33,124], GPs, EPs, fu‐

sion proteins [47,48] 

+ 

RT‐PCR 

(in vitro, primary neu‐

rons) 

[125] 

+ 

RT‐PCR, FC (in vitro, primary as‐

trocytes)   

[112,120,125] 

+   

RT‐PCR, WB   

(in vitro, cell line), RT‐PCR 

(in vitro, primary microglia) 

[122,125] 

+ 

RT‐PCR, WB   

(in vitro, cell lines and pri‐

mary microglia) 

[113,114,122] 

+ (low)   

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

+ 

RT‐PCR, IF   

(in vitro, primary 

microglia) 

[108,115] 

TLR5 

[37] 

Flagellin,   

profilin 

[37] 

‐ 

IF   

(in vitro, primary neu‐

rons) 

[126] 

+ 

microarray   

(in vitro, primary cortical 

neurons) 

+ 

RT‐PCR, IF   

(in vitro, primary astrocytes)   

[112,120,126] 

+ 

IF   

(in vitro, primary microglia) 

[126] 

+ 

RT‐PCR 

(in vitro, primary neurons) 

[114] 

+ (low)   

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

+ (low) 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

microglia) 

[108,115] 
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[118] 

TLR6 

[40] 

Diacyl lipo‐peptides 

[40] 

+ 

IF   

(in vitro, primary DRG 

neurons) 

[127] 

+ 

RT‐PCR (in vitro, primary astro‐

cytes), FC   

(ex vivo)   

[112,121] 

‐ 

FC 

(ex vivo) 

[121] 

+ 

RT‐PCR 

(in vitro, primary neurons 

and cell lines ) 

[114] 

+ (low)   

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

+ (low) 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

microglia) 

[108,115] 

TLR7 

[36,38] 

ssRNA 

[36,38]   

+ 

WB, RT‐PCR 

(in vitro, primary DRG 

and CNS neurons) 

[128,129] 

‐ 

RT‐PCR   

(in vitro, primary astrocytes) 

[112] 

+   

RT‐PCR   

(in vitro, cell line) 

[122] 

+ (low) 

RT‐PCR 

(in vitro, cell lines and pri‐

mary neurons) 

[114,122] 

+ (low) 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

+ 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

microglia) 

[108,115] 

TLR8 

[38] 

ssRNA 

[38] 

+ 

WB, RT‐PCR 

(in vitro, primary DRG 

and CNS neurons) 

[128,129] 

‐ 

RT‐PCR   

(in vitro, primary astrocytes) 

[112] 

+   

RT‐PCR   

(in vitro, cell line) 

[122] 

+ (low) 

RT‐PCR 

(in vitro, cell lines and pri‐

mary neurons)   

[114,122] 

‐ 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

+ (low) 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

microglia) 

[108,115] 

TLR9 

[39] 

Unmethylated CpG DNA 

[39] 

+ 

IF, WB, RT‐PCR   

(in vitro, primary neu‐

rons) 

[130] 

+ (low)   

RT‐PCR   

(in vitro, primary astrocytes) 

Very low on basal level [120], 

present upon inflammatory stim‐

ulation 

[112,120] 

+ 

WB   

(ex vivo) 

[131] 

+ 

RT‐PCR 

(in vitro, primary cells, cell 

line) 

[114]   

‐ 

RT‐PCR   

(in vitro, cell line) 

[113] 

+ (low)   

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

+ (low) 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

microglia) 

[115] 

TLR10 

[132] 

Triacyl lipopeptides, flagel‐

lin [133], EPs, RNA [134] 
‐  ‐  ‐ 

+ 

RT‐PCR 

(in vitro,   

primary neurons) 

[114] 

‐ 

RT‐PCR   

(in vitro, cell line) 

[113] 

+ (low)   

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

astrocytes) 

[115] 

‐ 

RT‐PCR   

(in vitro, primary 

microglia) 

[115] 

+ 

RNAseq 

(ex vivo) 

[135] 

TLR11 

[43] 

Profilin 

[136] 

+ 

In situ IF   

‐ 

In situ IF   

‐ 

In situ IF   
‐  ‐  ‐ 
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(in vivo) 

[137] 

(in vivo) [137]  (in vivo)   

[137] 

TLR12 

[138] 

Profilin 

[138] 

+ 

In situ IF   

(in vivo) 

[137] 

‐ 

In situ IF   

(in vivo) 

[137] 

‐ 

In situ IF   

(in vivo)   

[137] 

‐  ‐  ‐ 

TLR13 

[44] 

Unmethylated bacterial 

RNA [44] 

+ 

In situ IF   

(in vivo) 

[137] 

+ 

In situ IF   

(in vivo) 

[137] 

+ (low) 

In situ IF   

(in vivo) 

[137] 

‐  ‐  ‐ 

    Expression on CNS‐resident cells 

Adaptor  Connected TLR 
Mouse  Human 

Neurons  Astrocytes  Microglia  Neurons  Astrocytes  Microglia 

MyD88 

[139] 

TLR1, TLR2, TLR4‐9, 

TLR11‐13 

+ 

IF (in vitro, primary neu‐

rons) 

[118] 

+ 

WB (in vitro)   

IF (in vivo, spinal cord astro‐

cytes) 

[140] 

+   

RT‐PCR (in vitro, cell line), 

WB 

(in vitro, primary microglia 

and cell line) 

[122,141,142] 

+   

RT‐PCR, WB 

(in vitro, cell line) 

[122,143] 

+ 

RT‐PCR 

(in vivo) 

[144] 

+ 

RNAseq 

(ex vivo) 

[135] 

TRIF 

[145] 

TLR3, 

TLR4 

+ 

IF, WB   

(in vivo, in vitro, primary 

hippocampal neurons) 

[146] 

+ (low) 

IF   

(in vivo) 

[146] 

+ (low) 

IF(in vivo), WB   

(in vitro, cell line) 

[142,146] 

+ 

IR (in vivo) 

[146] 

+ 

IR (in vivo) 

[146] 

+ 

IR (in vivo) 

[146] 
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3.1. Neurons 

Neurons  are  an  essential, mostly  non‐renewable  cell  population  constituting  the 

main component of the nervous system. Multiple types of neurons have been described, 

such as sensory neurons that are essential to respond to stimuli, motor neurons that are 

involved in organization of movement and organ functions, and interneurons, which are 

crucial  for maintenance of  the neuronal network. Neurons have been shown  to be  the 

main target cells of zoonotic neurotropic viruses [147], as such viruses evolved strategies 

to target neuronal cells as part of their life cycle [148]. Considering the massive inflamma‐

tion and the neuronal loss that often is associated with viral encephalitis, for long time it 

was assumed  that  infected neurons do not have  the  intrinsic capacity  to mount  innate 

immune responses [149]. However, more recently it became evident that neurons can also 

mount chemokine responses, which affect responses of neighboring and more distal cells 

[80,150]. In neurons, TLR signaling has been shown to be implicated in intrinsic regulation 

of neuronal functions such as morphology, morphogenesis and excitability. Since, during 

viral encephalitis, neurons often are  the primary  target of pathogens, more studies are 

needed to delineate the functional role of TLRs in the intrinsic neuronal biology during 

infection [149,151]. 

Analyses investigating TLR expression of neurons to some extent revealed conflict‐

ing results. Some studies reported that neurons do not express TLRs [152]. However, re‐

cent studies showed that across different species neurons do express a wide range of dif‐

ferent TLRs [153]. Tang et al.  [118] reported  that murine neurons express TLR1–9 with 

TLR5 and 9 being expressed at particularly high levels, whereas TLR2 and 4 were inter‐

mediately expressed and TLR1, 3, 6 and 7 were the  least expressed  (Table 1, Figure 1). 

Zhou et al. [114] demonstrated that human neurons express all 10 human TLRs, although 

the expression  level of single TLRs was variable across different neuronal cell subsets. 

Thus, currently available data indicate that neurons do express TLRs, and it is assumed 

that upon TLR stimulation neurons can mount innate immune responses. 

 

Figure 1. TLR expression in neurons from mice and humans. Virtually all TLRs known in the murine 

and human system are expressed  in neurons. However,  the expression of TLR5  in neurons from 

mice  and  TLR9  and  TLR10  in  neurons  from  humans  are  controversially  discussed 

[70,111,113,114,118,122,123,125–130,137]. 
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Within  infected neurons,  the viral RNA  is sensed  through TLRs  (and presumably 

other PRRs), which leads to the expression of cytokines such as IFN‐β [151,152], TNF‐α, 

IL‐1β  and  IL‐6  [154]  and  chemokines  such  as CCL2, CCL5,  and CXCL10  [80,113,155]. 

While the direct involvement of neurons in leukocyte recruitment to the infected CNS has 

been debated for long time [156], recently, we could elucidate under in vivo conditions 

that upon intranasal VSV instillation, infected neurons are stimulated in a MyD88 depend‐

ent manner and then produce chemokines, which are critically involved in the recruitment 

of peripheral immune cells to the infected CNS [80]. 

During WNV  infection, TLR signaling of neurons was shown  to contribute  to  the 

inhibition of WNV replication, as the lack of MyD88 led to increased viral replication and 

decreased production of chemokines [81]. Similarly, in the case of Chikungunya virus in‐

fection, TLRs were proven to be essential in mouse neuronal cultures to mount pro‐in‐

flammatory cytokine responses and to inhibit viral replication [157]. TLR3 and TLR4 de‐

ficient primary cortical neurons mounted reduced IFN‐I responses upon JEV infection and 

contained higher viral RNA copies  than WT neurons  [74]. Studies on human neuronal 

cultures showed an essential role of TLR3  in viral sensing and production of cytokines 

and chemokines [113,158]. Similar observations were made in murine neuronal cultures 

after WNV infection [73]. Recently, it was discovered that upon RABV and HSV‐1 infec‐

tion, human neurons express TLR3 and mount innate antiviral responses to dsRNA [158]. 

Interestingly, recently  it was also shown  that human  iPSC‐derived cortical neurons re‐

quire functional TLR3 signaling to mount basal IFN‐I responses [123]. Cortical neurons 

derived from a TLR3 deficient patient showed reduced tonic IFN‐I expression, as opposed 

to iPSC‐derived trigeminal neurons that lack constitutive TLR3‐dependent IFN‐I expres‐

sion [123,159]. These data suggest that in TLR3 deficient patients, reduced tonic IFN‐I ex‐

pression results  in reduced basal  ISG  levels within  the CNS, which might enhance  the 

vulnerability of such individuals to HSE. 

3.2. Astrocytes 

Astrocytes are the most abundant cell type of the CNS. They display functional het‐

erogeneity and phenotypic plasticity depending on the effector cells present in their vi‐

cinity and the local milieu [160]. In the state of inflammation, including viral CNS infec‐

tion, astrocytes undergo multifactorial and complex remodelling in response to patholog‐

ical insults and become reactive, a process that often is referred to as astrogliosis [161]. 

Generally, the spectra of these heterogeneous changes vary with the aetiology and sever‐

ity of CNS injury. Nonetheless, in the aftermath of astrogliosis several inflammatory and 

other  immune mediators are  induced. Indeed, we and others previously demonstrated 

that astrocytes predominantly mount protective IFN‐I responses following brain infection 

with diverse neurotropic viruses  [162–164]. Currently, astrocytes are considered as key 

contributors  to  the  innate  immune  response of  the CNS  to  infections and neurological 

disorders [165]. PRRs, which are essential for orchestrating innate and adaptive immune 

responses, are expressed by CNS cells including astrocytes [108,166]. These astrocytic PRRs 

are key danger sensors and facilitators of local neuroinflammation during CNS infection. 

Astrocytes have been shown to express a distinct combination of TLRs (Table 1), alt‐

hough it is not clear yet whether some TLRs may change their expression during neuroin‐

flammation. However, unlike microglia, astrocytes take longer to either upregulate TLRs 

or induce cytokines in response to TLR activation [167]. Expression of TLRs in human and 

murine astrocytes varies considerably. Human astrocytes express TLRs 1–7, TLR9 and 

TLR10 [108,115] while murine astrocytes express TLR1–6, TLR13 and, additionally, TLR9 

upon  inflammatory stimulation  (Table 1, Figure 2)  [70,111,112,120,121,125,126,137].  Im‐

portantly, under physiological conditions, both human and murine astrocytes predomi‐

nantly express high levels of TLR3. Activation of the TLR pathway in astrocytes results in 

production of a wide range of neuroprotective and pro‐inflammatory mediators, suggest‐

ing astrocytes are paramount for antiviral responses in the CNS. 
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Figure 2. TLR expression in astrocytes. Most TLRs known are expressed in human and murine as‐

trocytes,  except  for  TLR8  in  both  systems,  and  TLR7,  TLR11  and  TLR12  in  mice 

[70,108,111,112,115,120,121,125,126,137]. 

The role of astrocytic TLRs in mounting innate immune responses to viral infection 

has been extensively studied in TLR deficient mice, which show increased susceptibility 

to various different infections [168]. Among all members of the TLR family, TLR3 is con‐

sidered to be the front‐line sentinel of viral infections and the primary mediator that in‐

duces  immune  responses  against  viruses  since  it  recognizes  dsRNA,  an  intermediate 

product of viral replication [34,169]. Unlike microglia, which express TLR3 intracellularly, 

astrocytes have both a high intracellular and cell surface expression of TLR3 [115]. This 

reflects  the fact  that astrocytes are no professional phagocytes and would require high 

extracellular expression of TLR3 for efficient detection of extracellular pathogens. Astro‐

cytes devoid of TLR3 signaling show impaired type I IFN responses and increased per‐

missiveness to HSV‐2 infection in comparison to WT astrocytes [79]. Conditioned media 

from HSV‐1 infected microglia selectively primed the TLR3 pathway of astrocytes, high‐

lighting  the crosstalk between glial cells during viral encephalitis  [77]. Based on  these 

findings, it is presumed that activation of astrocytic TLR3 controls dissemination of the 

virus. The TLR3 mediated astroglial response mounts neuroprotection to virally infected neu‐

rons and arrests virus spread to other CNS cells. Indeed, stimulation of organotypic human 

brain slices with the TLR3 agonist poly (I:C) significantly improved neuronal survival [166]. 

In vitro studies with primary murine astrocytes showed that HSV‐1 infection induced TNF, 

IFN‐β and multiple chemokines and inflammatory molecules via the TLR3 pathway [170]. 

Additionally, TLR3‐dependent immune responses are also implicated in other infec‐

tions with neurotropic viruses. Primary human astrocytes significantly increased expres‐

sion of TLR3 and  its downstream adaptor molecules, and thus promoted the release of 

pro‐inflammatory cytokines and chemokines following ZIKV infection. Pharmacological 

inhibition of TLR3 signaling decreased  these  inflammatory  responses, highlighting  the 

role of TLR3 in ZIKV infection [171]. Moreover, in a recent transcriptomic study, we ob‐

served significant upregulation of TLR3 and subsequent induction of anti‐viral responses 

in murine primary astrocytes upon TBEV infection [172]. 

In contrast, Carpentier et al. [173] reported that the TLR3 mediated pro‐inflammatory 

response in astrocytes is dispensable following infection with Theiler’s murine encepha‐
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lomyelitis virus (TMEV). Indeed, astrocytes devoid of TLR3 showed reduced pro‐inflam‐

matory responses upon TMEV infection, but such reduced responses did not affect in vitro 

virus replication in astrocytes [174]. Instead, it appeared that TMEV‐infected astrocytes 

heavily relied on intracellular protein kinase R (PKR) activation for induction of antiviral 

responses. Collectively, the production of chemokines in brain parenchyma following vi‐

rus infection could potentially act as a signal for recruitment of pathogen‐specific CD4+ 

and CD8+ T cells. However,  it  is crucial  to  investigate  the spatiotemporal activation of 

TLR3 signaling that may have differential immunopathological outcomes [75,173,174].   

TLR2  is known  to sense microbial  ligands. However,  it has been demonstrated  to 

mediate the production of pro‐inflammatory cytokines in response to HSV‐1 [89] and vac‐

cinia virus [175]. In the context of CNS infection, TLR2‐/‐ primary astrocytes showed lower 

TMEV‐induced NF‐κB activity than WT cells [176]. These experiments demonstrated that 

TLR2 is crucial for NF‐κB activation, leading to downstream cellular activation and cyto‐

kine production in astrocytes following TMEV infection. Interestingly, TLR2 expression 

in TLR3‐/‐ astrocytes was dramatically lower than in in WT astrocytes. Therefore, it is likely 

that TLR3 mediated signaling in astrocytes is a pre‐requisite for TLR2 expression and sub‐

sequent TLR2‐dependent induction of pro‐inflammatory cytokines, such as IL‐6 and IL‐

1β in the CNS. Such amplification of cytokines favors the more pathogenic subsets of T 

cells such as Th17 [177]. 

Unlike microglia,  the expression of TLR4  in astrocytes  is debated. Several groups 

have been unable to demonstrate TLR4 expression in astrocytes, both in vitro [165] and in 

vivo [178]. Nevertheless, others have shown low and constitutive astrocytic TLR4 expres‐

sion that seems to increase upon cell activation [108,179]. Such inconsistencies could be 

due to differences in in vitro versus in vivo experimental setups and TLR assay detection 

limits, as well as in the purity of astrocyte primary cultures. Nevertheless, TLR4 seems to 

be  involved in the sensing of HSV‐1, even  though  the mechanism  is still only partially 

elucidated [180]. The upregulation of TLR4 in murine astrocyte cultures during produc‐

tive, and not during abortive, HSV‐1 infection has been observed, as well as IRF3 phos‐

phorylation and an increased expression of IRF7 [180]. One proposed possibility of TLR4 

activation during viral infection is the appearance of endogenous danger signals trigger‐

ing TLR4, and indeed the danger signal acute phase protein 3 was heavily upregulated in 

productively infected astrocytes [180]. 

Astrocytes also express TLR9, a receptor for unmethylated DNA with CpG motifs. 

Stimulation of astrocytes with CpG ODN induced p38 MAPK activation and subsequent 

expression of inducible nitric oxide synthase (iNOS) in a MyD88‐dependent manner [181]. 

Other studies have reported TLR9 agonists to induce astrocyte‐derived chemoattractants 

[182]. Recently, Hamel et al. [183] reported a significant increase in TLR7 and TLR9 ex‐

pression  in ZIKV  infected primary human astrocytes. However,  it still remains elusive 

whether increased astroglial TLR7 and TLR9 expression contributes to antiviral responses 

of astrocytes against ZIKV infection. Astrocytes have also been reported to express TLR1, 

TLR5, TLR6 and TLR8 [108], however, the immune functional role of these TLRs has not 

been investigated in vivo in the context of virus infection. 

3.3. Microglia 

Microglia arise from erythromyeloid progenitors of the yolk sac that seed the CNS 

parenchyma during  embryonic development,  and develop  into  tissue  resident macro‐

phages of the CNS [184,185]. Postmortem brain analysis of individuals who succumbed 

to lethal viral encephalitis revealed pronounced myeloid cell activation [186,187]. In the 

murine system, microglia are of pivotal significance for protection against CNS virus in‐

fection. Pharmacological depletion of microglia or knockout mice with  reduced abun‐

dance of microglia showed increased sensitivity to viral challenges [188–193].   

Microglia have been described to respond in vitro and in vivo to TLR agonists, sug‐

gesting that they do express a broad repertoire of functional TLRs in the murine system 
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and in humans. In mice, TLR1–5 and 7–9, as well as low levels of TLR13, have been de‐

scribed to be expressed in microglia (Table 1, Figure 3) [70,111,121,122,125,126,131,137]. In 

humans, expression of TLR1–9 have been reported, while current data is inconsistent on 

the expression of TLR10 in human microglia (Table 1, Figure 3) [108,115]. TLR10 appears 

to be downregulated during aging, which might be the reason for divergent findings [135]. 

Differences  in TLR  expression of microglia described  in different  studies might be at‐

tributed to the background of the mouse strains analyzed [115,194,195]. Histological anal‐

yses of brains from WNV‐infected mice revealed that only a minor percentage of microglia 

was co‐labeled with the WNV envelope protein (WNV‐E) and that TLR3 deficiency did 

not affect  the permissiveness of  the cells  [73]. Furthermore, WNV  infection of primary 

mouse microglia led to an increase in TLR3 expression, whereas TLR3‐/‐ microglia showed 

complete shut‐off of IL‐6 and TNF‐α expression when compared with WT microglia [71]. 

Similarly, knocking out TLR3 by RNA interference (RNAi) resulted in decreased TNF‐α, 

IL‐6 and CCL2 responses following JEV  infection of the BV2 murine microglia cell  line 

[196]. In accordance with these findings, TLR3 deletion improved protection from virus 

induced neuroinflammation by  reducing microglial activation  [71]. Moreover, upon  in 

vitro infection of BV2 cells with DENV, pharmacological inhibition of TLR3 signaling ab‐

rogated microglia migration in wound healing assays [197]. TLR3 deficiency of primary 

microglia leads to a partial impairment of IFN‐I responses upon HSV‐1 infection, suggest‐

ing  that  the  cGAS‐STING  pathway  is  the  predominant  pathway  triggering  IFN‐I  re‐

sponses  in these cells  in vitro [70,77]. During HSV‐1 skin  infection, TLR3 and TRIF are 

required for efficient priming of gB‐specific CD8+ T cells by cross‐presenting DCs [198]. 

Although these experiments selectively focused on HSV‐1 lesions of the skin, it cannot be 

excluded that cross‐presenting microglia require functional TLR3 signaling to coordinate 

CD8+ T cell function within the brain during HSE. Moreover, microglial TLR7‐dependent 

in vivo sensing of the virus drives homing of the infiltrating cells towards WNV infected 

cells  through  IL‐23 production  [199]. Furthermore,  several  cytokines  and  chemokines, 

such as IFN‐β, IL‐6, TNF‐α and CXCL10, have been shown to be regulated by TLR2 sig‐

naling upon HSV‐1 infection in primary murine microglia [200]. Specifically, TLR2 binds 

the HSV‐1 glycoproteins gB and gH/gL. Even in their soluble form, gB and gH/gL are able 

to  trigger TLR2 and subsequently activate NF‐κB  [46]. Conversely, TLR4 might play a 

dual  role  in  the sensing of neurotropic viruses.  In astrocytes, as previously  illustrated, 

TLR4 might sense virus‐induced cellular danger signals [180]. On the other hand, intrac‐

erebroventricular injection of neuraminidase, which can be found on the surface of viral 

and bacterial particles, led to microglial proliferation and IL‐1β, IL‐6 and TNF‐α induc‐

tion, implying direct sensing of viral and bacterial PAMPs [201]. Moreover, expression of 

the HSV‐2 immediate early protein ICP0 in an epithelial cell line led to the upregulation 

of TLR4 and the phosphorylation of the transcription factor AP‐1, whereas it is still unclear 

whether this mechanism applies also to microglial cells [202]. Nevertheless, these obser‐

vations suggest that TLR4 might play an important role in virus sensing during neuro‐

tropic viral infections, possibly through direct sensing of viral proteins through microglia 

and indirect sensing of danger signals via astrocytes. Interestingly, the cellular E3 ubiqui‐

tin ligase Peli1, which is highly expressed in microglia, directly regulates TLR mediated 

cytokine responses by TRAF3 degradation [203]. During WNV infection, Peli1‐/‐ primary 

murine and human microglia showed reduced viral replication capacity and cytokine se‐

cretion compared to WT cells [204].   
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Figure 3. TLR expression  in microglia. Human and murine microglia express a high number of 

TLRs, whereas TLR11 and TLR12 were not detected  in  the murine system and  the expression of 

TLR10 remains to be defined [70,108,111,115,121,122,125,126,131,137]. 

4. Immune Evasion of the TLR Pathway by Neurotropic Viruses 

Following viral  infection, nucleated cells  sense virus particles and viral  structural 

components through PRRs, such as TLRs, and initiate an innate immune response to in‐

hibit viral replication and dissemination. Notably, the IFN response and IFNAR signaling 

leading to ISG induction play a central role in viral restriction, as many viruses are sensi‐

tive  to  IFNs and  ISGs. Correspondingly, many viruses evolved strategies  to evade  the 

sensing or to interfere with the underlying signaling cascades. Almost every step of the 

TLR signaling cascade is targeted by different viruses. Such elaborate viral countermeas‐

ures include degradation of TLR signaling components, disruption of formation of signal‐

ing  complexes,  interference with activity of  transcriptional  factors, deubiquitination of 

signaling molecules,  and molecular mimicry of  cellular proteins.  In  the  following, we 

highlight few examples of how viruses exploit some of these strategies. 

4.1. Herpes Simplex Virus 1 

HSV‐1 derived nucleic acids and viral proteins can be detected via TLR2, 3, 4, 7 and 

9 [86,170,180,205]. Specifically, TLR2 binds the HSV‐1 glycoproteins gB and gH/gL [46], 

while the dsRNA sensor TLR3 can be triggered by dsRNA intermediates, which are pro‐

duced during the HSV‐1 replication cycle [169,206]. TLR4 is significantly involved in HSV‐

1 sensing as well, even though the mechanism still remains to be elucidated [180]. TLR7, 

recognizing ssRNA, and TLR9, binding unmethylated CpG DNA, contribute to the initi‐

ation of  innate  immune  responses during HSV‐1  infection  [86,205]. Despite offering  a 

wide range of TLR ligands, HSV‐1 establishes lifelong latency in neuronal cells [207]. To 

counteract elimination through  innate  immune activation, HSV‐1 encodes proteins that 

interrupt  the  intracellular  signaling  cascade  following  TLR  triggering,  as  recently  re‐

viewed by Zhu et al. [208]. Along these lines, TLR2 mediated signaling can be abrogated 

by the viral protein ICP0 through the proteasomal degradation of MyD88 [209]. Further‐

more,  the HSV‐1 encoded US3 protein kinase  inhibits  the agglomeration of  the master 

transcription factor NF‐κB in the nucleus, thus hindering the transcriptional activation of 

pro‐inflammatory  factors as well as  impeding  the upregulation of TLR3  [210,211]. The 

HSV‐1 tegument protein VP16 interferes with TLR signaling by repressing the binding of 

IRF3 to its coactivator CREB binding protein (CBP) that is crucial for the transcriptional 

induction of IFN‐I and other cytokines [212].   



Viruses 2021, 13, 2065  16  of  34 
 

 

4.2. Flaviviruses 

Several members of the Flaviviridae gain entry into the CNS, leading to severe neu‐

rological disease. The patients’ immune response is of critical relevance to control such 

virus infections, as demonstrated by a series of organ transplanted patients under immu‐

nosuppression who developed severe and mostly fatal WNV infection [213]. WNV and 

other neurotropic flaviviruses share a similar genetic background for their structural and 

nonstructural proteins (NS). DENV, WNV, TBEV and ZIKV contain homologues of the 

NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B and NS5 with overlapping functions. Among these 

potentially neurotropic flaviviruses, host sensing of DENV and its evasion mechanisms 

are well documented [214]. DENV can be detected through TLR3, 7 and 8, while TLR3 

seems to be of particular relevance [215]. Multiple DENV NSs antagonize the induction of 

IFN‐I as well as the IFN‐I signaling, although to date, no TLR signaling specific mecha‐

nism has been elucidated. Instead, the cGAS‐STING mediated IFN‐I induction is targeted 

through cleavage of STING by the NS2B/3 complex [214,216]. Downstream of IFNAR trig‐

gering, DENV NS4A and NS4B cluster around STAT1,  thus sequestering  it  from being 

activated and translocated to the nucleus [217]. DENV, as well as WNV, produce a series 

of noncoding subgenomic flavivirus RNAs (sfRNAs). These sfRNAs primarily antagonize 

the host’s RNAi system, whereas the WNV sfRNA has additional effects, by neutralizing 

the antiviral effect of IFN‐I [218]. Furthermore, WNV also offers a repertoire of proteins 

counteracting TLR signaling. The WNV‐E is a robust inhibitor of dsRNA mediated IFN‐I 

and ISG induction. Upon dsRNA treatment, WNV‐E prevents the polyubiquitination of 

receptor‐interacting  protein  1  (RIP1)  required  for NF‐κB  activation  [219].  Finally,  the 

TBEV related Langat virus (LGTV) constricts IFN‐I signaling by inhibiting and, therefore, 

delaying STAT1 phosphorylation through activity of NS5 [220,221].   

4.3. Rabies Virus 

RABV of the Rhabdoviridae family confers an extraordinarily fast and detrimental 

disease course, and since RABV travels between neuronal cells, its recognition by neurons 

is especially critical. Indeed, neurons have been reported to mount IFN‐I responses and 

upregulate a broad range of immune‐related genes upon RABV infection, possibly medi‐

ated by TLR3 sensing [158]. However, RABV contains multiple proteins with IFN‐I antag‐

onistic effects [222]. With that respect, the RABV P protein acts on TBK1, which results in 

reduced IRF3/7 phosphorylation [223]. Comparable to the LGTV NS5, the RABV P protein 

also inhibits STAT1 phosphorylation following IFNAR triggering, which is crucial to pro‐

tect the RABV progeny from IFN‐I mediated antiviral effects [224]. The RABV matrix (M) 

protein  interacts directly with RelAp43, which  in  turn regulates NF‐κB mediated  tran‐

scriptional activation [225]. Moreover, the rhabdoviral N protein covers the genomic RNA 

as well  as  the  antigenome  produced  during  the  replication  cycle,  possibly  impairing 

recognition by PRRs [226].   

4.4. Influenza A Virus 

IAV is primarily a pulmonary pathogen belonging to the Orthomyxoviridae family, 

but can reach the CNS and cause acute encephalitis or encephalopathy [227,228]. Similar 

to the rhabdoviral N protein, the IAV NS1 coats dsRNA, and thus hides the viral genome 

from detection through PRRs [229]. 

Collectively, these data demonstrate how TLRs are directly involved in sensing viral 

components [86,170,180,205] and through which evasion strategies of TLR signaling virus 

sensing is impaired by neurotropic viruses such as HSV‐1, DENV, WNV, RABV [214–225]. 

However, the binding and recognition of viral proteins by TLRs  is  just on  the verge of 

being understood. Thus, more studies are needed to fully elucidate the physical interac‐

tions, which is the basis for exploitation of these mechanisms as immunotherapeutic treat‐

ments during viral encephalitis or as potential adjuvants during vaccination. 
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5. Primary Defects in the TLR3‐IFNAR Axis Can Affect the Clinical Outcome of Viral 

Encephalitis 

Several genetic variations in components of the TLR3–IFNAR signaling cascade have 

been associated with cases of childhood HSE during primary infection [69,230]. The first 

primary immunodeficiency that was connected with HSE was a homozygous two‐nucle‐

otide deletion in STAT1 in one  infant that eventually succumbed to the infection [231]. 

Recently, a homozygous  large deletion  in IFNAR1 was identified  in a child with  lethal 

HSE clinical outcome, which resulted in a truncated form of IFNAR1 that was unable to 

bind to TYK2, thus causing IFN‐I unresponsiveness [232].   

The importance of TLR3 signaling during HSE was uncovered upon the discovery of 

UNC‐93b. Initially, a broad chemically induced mouse germline mutagenesis screen re‐

vealed the importance of UNC‐93b in regulating endosomal TLR‐mediated cytokine re‐

sponses  [233]. Coincidentally,  the observation  that peripheral blood mononuclear cells 

(PBMCs) and  fibroblasts  isolated  from  two HSE patients showed diminished  IFN‐I  re‐

sponses upon exposure  to viruses and endosomal TLR agonists, when compared with 

cells from healthy individuals led to the identification of two distinct autosomal recessive 

(AR) variants in the UNC93B1 allele [234]. Nowadays, it is well documented that UNC‐

93b  is a chaperone directly controlling  the stability and  trafficking of endosomal TLRs 

[235–237]. The second genetic etiology for HSE came with the identification of an autoso‐

mal dominant (AD) nucleotide substitution in TLR3 in two unrelated children with HSE, 

that resulted in an amino acid exchange within the TLR3 region that is essential for dsRNA 

binding [51]. Surprisingly, HSV‐1 seropositive relatives who also were heterozygous for 

that substitution did not have clinical history of HSE, indicating that this AD variant may 

show incomplete clinical penetration. Similarly, incomplete clinical penetration was later 

observed in almost all HSE inborn errors. Furthermore, the observation that PBMCs and 

several leukocyte subsets from an HSE patient with two compound heterozygous com‐

plete loss‐of‐function TLR3 variants responded normally to poly (I:C) and HSV‐1 infec‐

tion, as opposed to fibroblasts, indicated that TLR3 signaling may be redundant in periph‐

eral immune cells, but not within the CNS compartment [238]. The definitive answer to 

that came with the establishment of the induced pluripotent stem cells (iPSC) technology. 

With this technology, dermal fibroblasts from HSE patients with UNC‐93b and TLR3 de‐

ficiencies were reprogrammed to neural stem cells, neurons, astrocytes and oligodendro‐

cytes  [239]. Upon HSV‐1  exposure,  iPSC‐derived  neurons  and  oligodendrocytes  from 

UNC‐93b deficient patients were highly susceptible to HSV‐1 infection, whereas control 

cells did not show this effect, indicating for the first time that TLR3 deficiencies control 

CNS intrinsic anti‐HSV‐1 immunity [239]. AR nonsense and AD missense mutations in 

TRIF in two unrelated HSE patients further highlighted the importance of TLR3 signaling 

for the development of HSE [240]. Notwithstanding, the identification of AD variants in 

TRAF3, TBK1 and IRF3, which are downstream mediators of several PRR signaling path‐

ways,  in patients suffering from HSE broadened the knowledge even more concerning 

HSE‐related inborn errors [241–243]. Recently, a heterozygous missense mutation in TLR3 

was identified  in a patient suffering from VZV encephalitis, although  in that study the 

variant was not tested for functional defects [244].   

Although  remarkable knowledge has been gained  from HSE patients with  inborn 

defects in the TLR3 pathway, in the recent past, TLR3‐pathway risk alleles have been im‐

plicated in underlying pathogenesis of tick‐borne encephalitis (TBE). Genetic screenings 

have identified the TLR3 rs3775291 allele as a risk factor in TBEV infection [245]. TLR3 

rs3775291 is a non‐synonymous mutation (G > A, Leu412Phe) leading to impaired recep‐

tor function. In vitro studies on HEK293 cells transfected with Phe‐412 constructs have 

shown abrogated TLR3‐signaling  [246].    Similarly, such mutants have shown  reduced 

Coxsackie virus mediated TLR3 signaling and increased viral replication, suggesting in‐

duction of a reduced inflammatory response. Consequentially, the overall outcome of the 

TLR3 rs3775291 mutation is reduced induction of NF‐κB and IFN signaling in homozy‐

gous individuals, who also show poor immune responses against several pathogens [247] 
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and  likely have an  increased risk of developing TBE. Moreover, Ishizaki et al. [248] re‐

ported an association between the TLR3 rs3775291 mutation and an increased risk of devel‐

oping sclerosing panencephalitis caused by measles virus. However, more functional assays 

are required to investigate the link between TLR3 gene defects and cases of viral encephalitis. 

Genetic variations in TLR3‐mediated immune responses can as well explain severe 

complications manifested  in  some  influenza patients. Genetic analysis on  all TLRs  in‐

volved  in  the  recognition of  IAV  in patients with  influenza‐associated encephalopathy 

documented a missense mutation (F303S) in the TLR3 locus [249]. A single point mutation (T 

> C) caused amino acid transition from phenylalanine to serine at position 303. HEK293 cells 

transfected with the mutant showed reduced IFN‐β production and diminished NF‐κB activ‐

ity when compared to WT cells. Although additional studies are needed to further clarify this 

association, the available data point towards F303S being a loss‐of‐function mutation of TLR3. 

6. Innovative TLR Agonist Mediated Intervention Strategies and Enhancement of 

Vaccine Responses against Neurotropic Virus Infections 

The triggering of innate immune sensors for the treatment of communicable as well 

as non‐communicable diseases is intensively investigated, also in the context of clinical 

application. This is true for innovative cancer treatments [250], and for the development 

of new adjuvants, i.e., enhancers of vaccination‐induced immune responses [251,252]. De‐

spite the availability of vast quantities of promising experimental data, to date, only the 

TLR4 ligand monophosphoryl lipid A and TLR7 triggering imiquimod are used in clinics 

[253]. Both small molecules are used for the treatment of cancer, but potentially could also 

be exploited for the treatment of infectious diseases and, in particular, of viral encephali‐

tis. This is true because TLR4 and TLR7 have been reported to contribute to the sensing of 

viruses and to the initiation of innate immune responses against neurotropic viruses such 

as HSV‐1, DENV, WNV and RABV [158,199,215].   

As demonstrated by individuals with inborn defects in TLR signaling and by exper‐

imental models, the immune response against viruses is of key relevance to control neu‐

rotropic viral infections. In reality, however, viruses often evade innate immune responses 

and cause neurological symptoms, which often have lethal outcomes. The additional en‐

hancement or stimulation of the innate immune sensing in the CNS is therefore a promis‐

ing strategy for the treatment of viral encephalitis. 

Sato et al. [70] have described the mechanism by which TLR3 senses HSV‐1 in neu‐

rons  and  astrocytes  and  subsequently  activates  the mammalian  target  of  rapamycin 

(mTOR) complexes (mTORC), resulting in the induction of IFN‐I responses that trigger 

antiviral effects. mTOR is a central regulator of various metabolic processes including gly‐

colysis,  fatty  acid  and  cholesterol metabolism  and  the  tricarboxylic  acid  (TCA)  cycle. 

Moreover, the anabolic events of mitochondrial biogenesis and synthesis of the endoplas‐

matic reticulum  (ER) and  the Golgi apparatus are controlled by mTOR  [254]. In detail, 

poly  (I:C)‐triggered TLR3 was  found  to bind  to mTORC2 along with TRAF6  in mouse 

embryonic fibroblasts (MEFs). Upon HSV‐1 infection, TRAF3 co‐precipitated with com‐

ponents of mTORC1, suggesting the presence of a TLR3—mTORC2—TRAF—mTORC1 

signaling cascade. The inhibition of mTORC1/2 led to decreased survival and higher viral 

loads in a TLR3‐dependent manner. Additional triggering of the TLR3–mTOR axis by ap‐

plying agonistic anti‐TLR3 mAbs significantly improved survival of HSV‐1 infected mice 

and  increased  Ifnb1 and Ccl5 expression  in vivo as well as  in vitro  in primary murine 

neuronal cultures, while viral loads were reduced. Interestingly, the protective effect of 

TLR3 disappeared when  treated with  the mTOR  inhibitor Torin1  [70]. Applications of 

mAbs have been increasingly used in the clinics for the treatment of a variety of diseases, 

such as cancer, autoimmune conditions, and infectious diseases [255]. Notably, in the con‐

text of  the causative agent of  the coronavirus disease 2019  (COVID‐19),  i.e.,  the severe 

acute respiratory syndrome coronavirus 2 (SARS‐CoV‐2), several mAbs have been suc‐

cessfully applied in risk patients. The use of mAbs targeting TLRs and other PRRs thus 

offers attractive options for the treatment of viral encephalitis. 
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Several vaccines against neurotropic viruses are licensed and broadly applied in clin‐

ical use. Fatal disease courses due  to  Japanese encephalitis and rabies are almost com‐

pletely vaccine preventable with a vaccine effectiveness of 60–97% for JEV and up to 100% 

for RABV infection [256–261]. On the other hand, the vaccines currently available against 

TBEV are not completely efficient against all virus strains, partly due to rather low immu‐

nogenicity of  the virus  [262,263]. TLR agonists might be suitable adjuvants  in order  to 

increase immunogenicity of existing or novel TBEV vaccines. To date, no vaccines are li‐

censed for human use against WNV, DENV or HSV‐1. A number of WNV vaccine candi‐

dates that are based on WNV‐E or inactivated viral particles have entered phase I or phase 

II human clinical trials. Similar to the currently available TBEV vaccines, some WNV vac‐

cines have only demonstrated modest immunogenicity [264]. Van Hoeven et al. [265] pro‐

pose the enhancement of immunogenicity of WNV vaccine platforms by the addition of 

the TLR4  agonist  synthetic  lipid‐A  formulated  in  a  stable  oil‐in‐water  emulsion. This 

study in mice showed enhanced activation of Th1 CD4+ T cells, and an expansion of long‐

lived antibody secreting cells, which was associated with the induction of higher WNV 

neutralizing antibody titers.   

In 2020, mRNA‐based vaccines were licensed for the first time. The vaccines against 

COVID‐19 developed by BioNTech/Pfizer and Moderna display impressive immunogen‐

icity and efficacy in clinical trials [266,267]. Despite SARS‐CoV‐2 being a primarily respir‐

atory pathogen, viral antigens were also  found  in  the brain parenchyma and  in single 

cases in the cerebrospinal fluid (CSF) of severely affected COVID‐19 patients [268–270]. 

Song et al. [271] demonstrated neuroinvasion of SARS‐CoV‐2 in human brain organoids, 

ACE2‐expressing mice, and in human post‐mortem tissues. Despite neurological symp‐

toms that are associated with COVID‐19, as well as long COVID‐19, SARS‐CoV‐2 mostly 

is a respiratory pathogen and only rarely causes neurotropic infections. Correspondingly, 

COVID‐19  can  be  considered  a multi‐organ disease  [272]. Nevertheless,  the  currently 

available vaccines prevent severe disease courses and hospitalization, hence they are also 

protecting against serious neurologic manifestations. A new generation of an RNA‐based 

RABV vaccine candidate has previously been developed and characterized in a preclinical 

setting by Stitz et al. [273]. Here, intradermal administration of mRNA of the RABV gly‐

coprotein  in mice  induced robust neutralizing antibody  titers and conferred protection 

against RABV lethal challenge. Interestingly, these mRNA‐based vaccines do not require 

the addition of adjuvants [266,267,273]. Non‐self mRNA molecules thus have an intrinsic 

immunostimulatory potential and can be used as adjuvants, as illustrated by Ziegler et al. 

[252]. Synthetic ssRNA RNAdjuvant enhanced antibody responses in mice upon immun‐

ization with the IAV subunit vaccine Influvac. Moreover, dendritic cells were activated in 

a TRL7 and MyD88 dependent manner upon in vivo stimulation with RNAdjuvant only, 

while the RLR sensing pathway granted an additional immunoenhancing influence in the 

co‐immunization setting [252]. Since mRNA can be sensed through RLRs, TLR3, TLR7 and 

TLR8  [38,274], and those TLRs are prominently expressed  in CNS resident cells, RNA‐

based vaccines are promising candidates for the prevention of viral CNS infection. 

Inspired by efficacious vaccines that are based on complete microbial particles, which 

comprise multiple TLR ligands, such as the live attenuated yellow fever virus vaccine, the 

application of multi‐TLR agonists was proposed. Concomitant stimulation of TLR2 and 

TLR7 of CD4+ T cells that were latently infected with human immunodeficiency virus 1 

(HIV‐1) caused viral reactivation and subsequent induction of antiviral factors [275]. This 

mechanism could be exploited for the treatment of patients latently infected with HSV‐1, 

VZV or HCMV, prior to a generalized immunosuppression e.g., in the case of organ trans‐

plantation, which has the risk of virus reactivation and development of an encephalitis. A 

similar approach was followed by Hensel et al. [276] with the design of an HSV‐2 vaccine. 

HSV‐2 is a close relative of HSV‐1 and causes predominantly genital herpes, whereas both 

HSV‐1 and HSV‐2 can cause neonatal herpes. The disease is associated with high morbid‐

ity and mortality manifesting at the level of the skin, eyes and mouth, the CNS or as a 

systemic disease. Therefore, a vaccine against HSV‐1 and HSV‐2 is needed as a preventive 
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measure against herpes viral CNS infections in adults as well as newborns. Hensel et al. 

[277] combined HSV‐2 antigens with different TLR agonists in the prospect of enhancing 

the immune reaction. Indeed, the joint stimulation of the HSV‐2 antigens along with ODN 

2395 (TLR9 ligand) or poly (I:C) (TLR3 ligand) or MPL (TLR4 ligand) resulted in the in‐

duction of robust cytokine responses and a dramatically increased HSV‐2 specific killing 

capacity of murine splenocytes. Moreover, a vigorous antibody response was  initiated, 

and the disease score was drastically reduced with lower copy numbers of latent HSV‐2 

[276]. The use of poly (I:C) was furthermore employed for the treatment of HeV infected 

HeLa cells, which resulted in reduced numbers of viral particles [278,279]. This is an in‐

teresting  finding pointing  towards  further  investigation of endothelial  cells, especially 

those constituting the blood vessels around the CNS. 

Although virus recognition by TLR initiates many intrinsic antiviral defenses, TLR 

stimulation can enhance disease  severity, as exemplified by TLR3 and TLR4‐mediated 

detrimental inflammatory responses during  influenza and WNV infection [71,280–282]. 

These alarming findings necessitate the development of therapeutics that counteract these 

TLRs and thus alleviate virally induced disease symptoms. Driven by this concern, Shirey 

et al. [283] demonstrated that the application of the TLR4 antagonist Eritoran abrogated 

IAV‐induced lethality in mice, which correlated with the inhibition on virus‐induced in‐

flammatory responses. 

In summary, a broad range of TLR agonists with immunomodulatory properties of‐

fers infinite possibilities to affect antiviral responses during acute viral encephalitis and 

upon vaccination against neurotropic viruses, which remain be fully exploited. 

7. Conclusions 

TLR‐mediated pathogen sensing plays a key role in the pathogenesis of viral enceph‐

alitis. Extensive data from human patients with inborn genetic defects, as well as studies 

in  mice,  highlight  a  central  role  of  TLR3  during  neurotropic  virus  infections 

[69,73,123,238,239]. Furthermore, TLR2, TLR4, TLR7, TLR8 and TLR9 take part in the ini‐

tiation of the immune response against neurotropic viruses [85,86,89,201,282]. CNS resi‐

dent cell subsets including neurons, astrocytes and microglia express distinct patterns of 

TLRs,  whereas  the  overall  expression  levels  vary  between  the  different  cell  subsets 

[70,108,111–115,118,120–123,125–131,137].  Thanks  to  the  increasing  number  of  studies 

about the exploitation of TLR‐mediated sensing and TLR signaling, important knowledge 

is being collected about the potential of preventive and therapeutic interventions against 

neurotropic infections [70,158,199,215,283,284]. Novel cutting‐edge technologies, such as 

single cell RNA sequencing, will further contribute to unraveling the mechanisms rele‐

vant for TLR mediated virus sensing in a more precise manner on the cellular level. Thus, 

targeting TLR signaling cascades is a promising approach to develop new intervention 

strategies for the therapy of viral encephalitis. 

Author  Contributions:  Conceptualization, O.L.G.,  F.M., A.P.  and U.K.; writing—original  draft 

preparation, O.L.G., F.M., A.P. and L.G.; writing—review and editing, O.L.G., F.M., A.P., L.G., I.S., 

M.S., U.K.; visualization, O.L.G.; funding acquisition, I.S., U.K. All authors have read and agreed to 

the published version of the manuscript. 

Funding: This work was funded by the Deutsche Forschungsgemeinschaft (DFG; German Research 

Foundation)—398066876/GRK 2485/1 to I.S. and U.K.; the Deutsche Forschungsgemeinschaft (DFG; 

German Research Foundation) under Germany’s Excellence Strategy—EXC 2155 “RESIST”—Project 

ID 39087428 to U.K. and by the Helmholtz Association (Zukunftsthema “Immunology & Inflamma‐

tion” (ZT‐0027)) to U.K. This publication was supported by Deutsche Forschungsgemeinschaft and 

the University of Veterinary Medicine Hannover, Foundation, within the funding programme Open 

Access Publishing. 

Institutional Review Board Statement: Not applicable. 

Informed Consent Statement: Not applicable. 



Viruses 2021, 13, 2065  21  of  34 
 

 

Data Availability Statement: Not applicable. 

Acknowledgments: We thank Elisabeth Janecek‐Erfurth for help with the submission of the manu‐

script, Matthias Bruhn and Bibiana Costa for help with the references, and Zeinab Fneish for proof‐

reading. Figures of this review were created with BioRender.com accessed on 6 July 2021. 

Conflicts of  Interest: The authors declare no conflict of  interest. The  funders had no role  in  the 

design of the study; in the collection, analyses or interpretation of data; in the writing of the manu‐

script, or in the decision to publish the results. 

Abbreviations 

AD    Autosomal dominant 

AIM  2‐Absent in melanoma 2 

ALR    AIM‐2‐like receptor 

AP1    Activator protein 1 

AR    Autosomal recessive   

BBB    Blood‐brain barrier 

CBP    CREB binding protein 

CCL    Chemokine C‐C motif ligand 

cGAS    Cyclic guanosine monophosphate‐adenosine monophosphate synthase   

CLR    C‐type lectin receptor 

CNS    Central nervous system   

COVID‐19  Coronavirus disease 2019 

CpG    5’‐Cytosine‐phosphate‐Guanine‐3’ 

CREB    Cyclic AMP‐responsive element‐binding protein 

CSF    Cerebrospinal fluid 

CXCL    Chemokine C‐X‐C motif ligand   

DENV    Dengue virus 

dsRNA    Double stranded RNA   

EP    Envelope protein   

ER  Endoplasmatic reticulum 

FC    Flow cytometry 

GP    Glycoprotein 

HCMV    Human cytomegalovirus   

HeV  Hendra virus 

HIV‐1  Human immunodeficiency virus 1 

HSE    Herpes simplex encephalitis 

HSV‐1  Herpes simplex virus 1 

IAV    Influenza A virus 

ICC    Immunocytochemistry 

IF    Immunofluorescence 

IFN    Interferon 

IFNAR    IFN‐I receptor   

IFN‐I  Type‐I interferons 

IL    Interleukin   

iNOS    Inducible nitric oxide synthase   

iPSC    Induced pluripotent stem cell 

IR    Immunoreactivity   

IRAK    IL‐1R‐associated kinase 

IRF    Interferon‐regulatory factor 

ISG    IFN stimulated gene 

ISRE    IFN‐stimulated response elements 

JAK1    Janus kinase 1 

JEV    Japanese encephalitis virus 

LGTV  Langat virus 



Viruses 2021, 13, 2065  22  of  34 
 

 

LPS    Lipopolysaccharide   

LTA    Lipoteichoic acid   

mAb  Monoclonal antibody 

MAPK    Mitogen‐activated protein kinase 

MEF  Mouse embryonic fibroblast 

mTOR  Mammalian target of rapamycin 

mTORC  mTOR complex 

MyD88    Myeloid differentiation primary response 88 

NF  κB‐Nuclear factor‐κB   

NiV    Nipah virus   

NLR    NOD‐like receptor 

NOD    Nucleotide‐binding oligomerization domain 

NS    Nonstructural protein   

ODN    Oligodeoxynucleotide   

PAMP    Pathogen associated molecular pattern   

PBMC  Peripheral blood mononuclear cells   

PGN    Peptidoglycan   

PKR  Protein kinase R 

PRR    Pattern recognition receptor 

RABV    Rabies virus 

RIG  I‐Retinoic acid inducible gene I 

RIP1  Receptor‐interacting protein 1 

RLR    RIG‐I like receptor 

RNAi  RNA interference 

RT  PCR‐Reverse transcription polymerase chain reaction   

SARS‐CoV‐2  Severe acute respiratory syndrome coronavirus 2 

sfRNA  Subgenomic flavivirus RNA 

ssRNA    Single stranded RNA   

STAT    Signal transducers and activators of transcription   

STING  Stimulator of interferon genes   

TBE    Tick‐borne encephalitis   

TBEV    Tick‐borne encephalitis virus   

TBK1    TANK‐binding kinase 1 

TCA    Tricarboxylic acid 

TLR    Toll‐like receptor 

TMEV    Theiler’s murine encephalomyelitis virus 

TNF‐α  Tumor necrosis factor α   

TRAF    TNF receptor‐associated factor 

TRIF    TIR‐domain‐containing adapter‐inducing interferon‐?   

TYK2    Tyrosine kinase 2   

VSV    Vesicular stomatitis virus 

VZV    Varicella‐zoster virus   

WB    Western blot 

WNV    West Nile virus 

WNV‐E  WNV envelope protein 

ZIKV    Zika Virus 

   



Viruses 2021, 13, 2065  23  of  34 
 

 

References 

1. Kennedy, P.G.E.; Quan, P.‐L.; Lipkin, W.I. Viral Encephalitis of Unknown Cause: Current Perspective and Recent Advances. 

Viruses 2017, 9, 138, doi:10.3390/v9060138. 

2. Venkatesan, A.; Michael, B.; Probasco, J.C.; Geocadin, R.G.; Solomon, T. Acute encephalitis in immunocompetent adults. Lancet 

2019, 393, 702–716, doi:10.1016/s0140‐6736(18)32526‐1. 

3. Hasbun, R. Meningitis and Encephalitis; Springer: Berlin/Heidelberg, Germany, 2018, doi:10.1007/978‐3‐319‐92678‐0. 

4. Whitley,  R.J.  Herpes  simplex  encephalitis:  Adolescents  and  adults.  Antivir.  Res.  2006,  71,  141–148,  doi:10.1016/j.antivi‐

ral.2006.04.002. 

5. Baringer, J.R.; Swoveland, P. Recovery of Herpes‐Simplex Virus from Human Trigeminal Ganglions. N. Engl. J. Med. 1973, 288, 

648–650, doi:10.1056/nejm197303292881303. 

6. Shukla, N.D.; Tiwari, V.; Valyi‐Nagy, T. Nectin‐1‐specific entry of herpes simplex virus 1 is sufficient for infection of the cornea 

and viral spread to the trigeminal ganglia. Mol. Vis. 2012, 18, 2711–2716. 

7. Mori, I.; Nishiyama, Y.; Yokochi, T.; Kimura, Y. Olfactory transmission of neurotropic viruses. J. Neurovirol. 2005, 11, 129–137, 

doi:10.1080/13550280590922793. 

8. Jennische, E.; Eriksson, C.; Lange, S.; Trybala, E.; Bergström, T. The anterior commissure is a pathway for contralateral spread 

of herpes simplex virus type 1 after olfactory tract infection. J. Neurovirol. 2015, 21, 129–147, doi:10.1007/s13365‐014‐0312‐0. 

9. Granerod, J.; Ambrose, H.E.; Davies, N.W.S.; Clewley, J.P.; Walsh, A.L.; Morgan, D.; Cunningham, R.; Zuckerman, M.; Mutton, 

K.J.; Solomon, T.; et al. Causes of encephalitis and differences in their clinical presentations in England: A multicentre, popula‐

tion‐based prospective study. Lancet Infect. Dis. 2010, 10, 835–844, doi:10.1016/s1473‐3099(10)70222‐x. 

10. Harpaz, R.; Ortega‐Sanchez, I.R.; Seward, J.F. Advisory Committee on Immunization Practices Centers for Disease. Prevention 

of herpes zoster: Recommendations of the Advisory Committee on Immunization Practices (ACIP). MMWR Recomm. Rep. 2008, 

57, 1–30. 

11. Chen, S.‐Y.; Suaya, J.A.; Li, Q.; Galindo, C.M.; Misurski, D.; Burstin, S.; Levin, M.J. Incidence of herpes zoster in patients with 

altered immune function. Infection 2014, 42, 325–334, doi:10.1007/s15010‐013‐0550‐8. 

12. Gerada, C.; Campbell, T.M.; Kennedy, J.; McSharry, B.; Steain, M.; Slobedman, B.; Abendroth, A. Manipulation of the Innate 

Immune Response by Varicella Zoster Virus. Front. Immunol. 2020, 11, 1, doi:10.3389/fimmu.2020.00001. 

13. Freer, G.; Pistello, M. Varicella‐zoster virus infection: Natural history, clinical manifestations, immunity and current and future 

vaccination strategies. New Microbiol. 2018, 41, 95–105. 

14. Nagel, M.A.; Gilden, D. Complications of Varicella Zoster Virus Reactivation. Curr. Treat. Options Neurol. 2013, 15, 439–453, 

doi:10.1007/s11940‐013‐0246‐5. 

15. Zuhair, M.; Smit, G.S.A.; Wallis, G.; Jabbar, F.; Smith, C.; Devleesschauwer, B.; Griffiths, P. Estimation of the worldwide sero‐

prevalence of cytomegalovirus: A systematic review and meta‐analysis. Rev. Med. Virol. 2019, 29, e2034, doi:10.1002/rmv.2034. 

16. Teira, P.; Battiwalla, M.; Ramanathan, M.; Barrett, A.J.; Ahn, K.W.; Chen, M.; Green, J.S.; Saad, A.; Antin, J.H.; Savani, B.N.; et 

al. Early  cytomegalovirus  reactivation  remains associated with  increased  transplant‐related mortality  in  the current era: A 

CIBMTR analysis. Blood 2016, 127, 2427–2438, doi:10.1182/blood‐2015‐11‐679639. 

17. Arribas,  J.;  Storch,  G.A.;  Clifford,  D.B.;  Tselis,  A.C.  Cytomegalovirus  Encephalitis.  Ann.  Intern.  Med.  1996,  125,  577, 

doi:10.7326/0003‐4819‐125‐7‐199610010‐00008. 

18. Fooks, A.R.; Banyard, A.C.; Horton, D.; Johnson, N.; McElhinney, L.M.; Jackson, A. Current status of rabies and prospects for 

elimination. Lancet 2014, 384, 1389–1399, doi:10.1016/s0140‐6736(13)62707‐5. 

19. Hemachudha, T.; Ugolini, G.; Wacharapluesadee, S.; Sungkarat, W.; Shuangshoti, S.; Laothamatas, J. Human rabies: Neuro‐

pathogenesis, diagnosis, and management. Lancet Neurol. 2013, 12, 498–513, doi:10.1016/s1474‐4422(13)70038‐3. 

20. Turtle,  L.;  Griffiths,  M.J.;  Solomon,  T.  Encephalitis  caused  by  flaviviruses.  QJM  Int.  J.  Med.  2012,  105,  219–223, 

doi:10.1093/qjmed/hcs013. 

21. Bhatt, S.; Gething, P.; Brady, O.; Messina, J.P.; Farlow, A.W.; Moyes, C.; Drake, J.; Brownstein, J.S.; Hoen, A.G.; Sankoh, O.; et 

al. The global distribution and burden of dengue. Nature 2013, 496, 504–507, doi:10.1038/nature12060. 

22. Chambers, T.J.; Diamond, M.S. Pathogenesis of  flavivirus encephalitis. Adv. Virus Res. 2003, 60, 273–342, doi:10.1016/s0065‐

3527(03)60008‐4. 

23. Filgueira, L.; Lannes, N. Review of Emerging Japanese Encephalitis Virus: New Aspects and Concepts about Entry  into the 

Brain and Inter‐Cellular Spreading. Pathogens 2019, 8, 111, doi:10.3390/pathogens8030111. 

24. Suen, W.W.; Prow, N.A.; Hall, R.A.; Bielefeldt‐Ohmann, H. Mechanism of West Nile Virus Neuroinvasion: A Critical Appraisal. 

Viruses 2014, 6, 2796–2825, doi:10.3390/v6072796. 

25. Cain, M.D.; Salimi, H.; Diamond, M.S.; Klein, R.S. Mechanisms of Pathogen Invasion into the Central Nervous System. Neuron 

2019, 103, 771–783, doi:10.1016/j.neuron.2019.07.015. 

26. Hooper,  P.T.; Williamson, M.M.  Hendra  and  Nipah  Virus  Infections.  Vet.  Clin.  N.  Am.  Equine  Pract.  2000,  16,  597–603, 

doi:10.1016/s0749‐0739(17)30098‐6. 

27. Middleton, D. Hendra Virus. Vet. Clin. N. Am. Equine Pract. 2014, 30, 579–589, doi:10.1016/j.cveq.2014.08.004. 

28. CDC Hendra Virus Disease (HeV). Available online: https://www.cdc.gov/vhf/hendra/index.html (accessed on 30 September 

2021). 

29. Ang, B.S.P.; Lim, T.C.C.; Wang, L. Nipah Virus Infection. J. Clin. Microbiol. 2018, 56, e01875‐17, doi:10.1128/jcm.01875‐17. 



Viruses 2021, 13, 2065  24  of  34 
 

 

30. Field, H.; De Jong, C.; Melville, D.; Smith, C.; Smith, I.; Broos, A.; Kung, Y.H.; McLaughlin, A.; Zeddeman, A. Hendra Virus 

Infection Dynamics in Australian Fruit Bats. PLoS ONE 2011, 6, e28678, doi:10.1371/journal.pone.0028678. 

31. Anderson, K.V.; Jürgens, G.; Nüsslein‐Volhard, C. Establishment of dorsal‐ventral polarity in the Drosophila embryo: Genetic 

studies on the role of the Toll gene product. Cell 1985, 42, 779–789, doi:10.1016/0092‐8674(85)90274‐0. 

32. Lemaitre,  B.;  Nicolas,  E.;  Michaut,  L.;  Reichhart,  J.‐M.;  Hoffmann,  J.A.  The  Dorsoventral  Regulatory  Gene  Cassette 

spätzle/Toll/cactus Controls the Potent Antifungal Response  in Drosophila Adults. Cell 1996, 86, 973–983, doi:10.1016/s0092‐

8674(00)80172‐5. 

33. Poltorak, A.; He, X.; Smirnova, I.; Liu, M.‐Y.; Van Huffel, C.; Du, X.; Birdwell, D.; Alejos, E.; Silva, M.; Galanos, C.; et al. Defective 

LPS  Signaling  in C3H/HeJ  and C57BL/10ScCr Mice: Mutations  in Tlr4 Gene.  Science  1998,  282,  2085–2088, doi:10.1126/sci‐

ence.282.5396.2085. 

34. Alexopoulou, L.; Holt, A.C.; Medzhitov, R.; Flavell, R.A. Recognition of double‐stranded RNA and activation of NF‐κB by Toll‐

like receptor 1. Nat. Cell Biol. 2001, 413, 732–738, doi:10.1038/35099560. 

35. Aliprantis, A.O.; Yang, R.‐B.; Mark, M.R.; Suggett, S.; Devaux, B.; Radolf, J.D.; Klimpel, G.R.; Godowski, P.; Zychlinsky, A. Cell 

Activation and Apoptosis by Bacterial Lipoproteins Through Toll‐like Receptor‐1. Science 1999, 285, 736–739, doi:10.1126/sci‐

ence.285.5428.736. 

36. Diebold, S.S.; Kaisho, T.; Hemmi, H.; Akira, S.; e Sousa, C.R. Innate Antiviral Responses by Means of TLR7‐Mediated Recogni‐

tion of Single‐Stranded RNA. Science 2004, 303, 1529–1531, doi:10.1126/science.1093616. 

37. Hayashi, F.; Smith, K.D.; Ozinsky, A.; Hawn, T.R.; Yi, E.C.; Goodlett, D.R.; Eng, J.; Akira, S.; Underhill, D.; Aderem, A. The 

innate  immune  response  to  bacterial  flagellin  is  mediated  by  Toll‐like  receptor  Nat.  Cell  Biol.  2001,  410,  1099–1103, 

doi:10.1038/35074106. 

38. Heil, F.; Hemmi, H.; Hochrein, H.; Ampenberger, F.; Kirschning, C.; Akira, S.; Lipford, G.; Wagner, H.; Bauer, S. Species‐Specific 

Recognition of Single‐Stranded RNA via Toll‐like Receptor 7. Science 2004, 303, 1526–1529, doi:10.1126/science.1093620. 

39. Hemmi, H.; Takeuchi, O.; Kawai, T.; Kaisho, T.; Sato, S.; Sanjo, H.; Matsumoto, M.; Hoshino, K.; Wagner, H.; Takeda, K.; et al. 

A Toll‐like receptor recognizes bacterial DNA. Nat. Cell Biol. 2000, 408, 740–745, doi:10.1038/35047123. 

40. Takeuchi, O.; Kawai, T.; Mühlradt, P.F.; Morr, M.; Radolf, J.D.; Zychlinsky, A.; Takeda, K.; Akira, S. Discrimination of bacterial 

lipoproteins by Toll‐like receptor 1. Int. Immunol. 2001, 13, 933–940, doi:10.1093/intimm/13.7.933. 

41. Takeuchi, O.; Sato, S.; Horiuchi, T.; Hoshino, K.; Takeda, K.; Dong, Z.; Modlin, R.; Akira, S. Cutting Edge: Role of Toll‐Like 

Receptor  1  in  Mediating  Immune  Response  to  Microbial  Lipoproteins.  J.  Immunol.  2002,  169,  10–14,  doi:10.4049/jim‐

munol.169.1.10. 

42. Wyllie, D.H.; Kiss‐Toth, E.; Visintin, A.; Smith, S.C.; Boussouf, S.; Segal, D.M.; Duff, G.W.; Dower, S.K. Evidence for an Acces‐

sory Protein Function for Toll‐Like Receptor 1 in Anti‐Bacterial Responses. J. Immunol. 2000, 165, 7125–7132, doi:10.4049/jim‐

munol.165.12.7125. 

43. Zhang, D.; Zhang, G.; Hayden, M.S.; Greenblatt, M.B.; Bussey, C.; Flavell, R.A.; Ghosh, S. A Toll‐like Receptor That Prevents 

Infection by Uropathogenic Bacteria. Science 2004, 303, 1522–1526, doi:10.1126/science.1094351. 

44. Hidmark, A.; Paul, A.V.S.; Dalpke, A.H. Cutting Edge: TLR13 Is a Receptor for Bacterial RNA. J. Immunol. 2012, 189, 2717–2721, 

doi:10.4049/jimmunol.1200898. 

45. Gianni, T.; Campadelli‐Fiume, G. The Epithelial αvβ3‐Integrin Boosts the MYD88‐Dependent TLR2 Signaling in Response to 

Viral and Bacterial Components. PLoS Pathog. 2014, 10, e1004477, doi:10.1371/journal.ppat.1004477. 

46. Leoni, V.; Gianni, T.; Salvioli, S.; Campadelli‐Fiume, G. Herpes Simplex Virus Glycoproteins gH/gL and gB Bind Toll‐Like Re‐

ceptor 2, and Soluble gH/gL Is Sufficient to Activate NF‐κB. J. Virol. 2012, 86, 6555–6562, doi:10.1128/jvi.00295‐12. 

47. Li, Y.; Yin, S.; Chen, Y.; Zhang, Q.; Huang, R.; Jia, B.; Jie, W.; Yao, K.; Wang, J.; Tong, X.; et al. Hepatitis B virus‐induced hyper‐

activation of B cells in chronic hepatitis B patients via TLRJ. Cell. Mol. Med. 2020, 24, 6096–6106, doi:10.1111/jcmm.15202. 

48. Arribillaga, L.; Echeverria, I.; Belsue, V.; Gomez, T.; Lozano, T.; Casares, N.; Villanueva, L.; Domingos‐Pereira, S.; Romero, P.J.; 

Nardelli‐Haefliger, D.; et al. Bivalent therapeutic vaccine against HPV16/18 genotypes consisting of a fusion protein between 

the  extra  domain  A  from  human  fibronectin  and  HPV16/18  E7  viral  antigens.  J.  Immunother.  Cancer  2020,  8,  e000704, 

doi:10.1136/jitc‐2020‐000704. 

49. Ciesielska, A.; Matyjek, M.; Kwiatkowska, K. TLR4 and CD14 trafficking and its influence on LPS‐induced pro‐inflammatory 

signaling. Cell. Mol. Life Sci. 2021, 78, 1233–1261, doi:10.1007/s00018‐020‐03656‐y. 

50. Zanoni, I.; Ostuni, R.; Marek, L.R.; Barresi, S.; Barbalat, R.; Barton, G.; Granucci, F.; Kagan, J.C. CD14 Controls the LPS‐Induced 

Endocytosis of Toll‐like Receptor 1. Cell 2011, 147, 868–880, doi:10.1016/j.cell.2011.09.051. 

51. Zhang, S.‐Y.; Jouanguy, E.; Ugolini, S.; Smahi, A.; Elain, G.; Romero, P.; Segal, D.; Sancho‐Shimizu, V.; Lorenzo, L.; Puel, A.; et 

al. TLR3 Deficiency in Patients with Herpes Simplex Encephalitis. Science 2007, 317, 1522–1527, doi:10.1126/science.1139522. 

52. Hornung, V.; Ellegast, J.; Kim, S.; Brzózka, K.; Jung, A.; Kato, H.; Poeck, H.; Akira, S.; Conzelmann, K.‐K.; Schlee, M.; et al. 5’‐

Triphosphate RNA Is the Ligand for RIG‐I. Science 2006, 314, 994–997, doi:10.1126/science.1132505. 

53. Pichlmair, A.; Schulz, O.; Tan, C.P.; Näslund, T.I.; Liljestrom, P.; Weber, F.; Sousa, C.R. RIG‐I‐Mediated Antiviral Responses to 

Single‐Stranded RNA Bearing 5′‐Phosphates. Science 2006, 314, 997–1001, doi:10.1126/science.1132998. 

54. Kato, H.; Takeuchi, O.; Mikamo‐Satoh, E.; Hirai, R.; Kawai, T.; Matsushita, K.; Hiiragi, A.; Dermody, T.S.; Fujita, T.; Akira, S. 

Length‐dependent recognition of double‐stranded ribonucleic acids by retinoic acid–inducible gene‐I and melanoma differen‐

tiation–associated gene J. Exp. Med. 2008, 205, 1601–1610, doi:10.1084/jem.20080091. 



Viruses 2021, 13, 2065  25  of  34 
 

 

55. Weber, M.; Gawanbacht, A.; Habjan, M.; Rang, A.; Borner, C.; Schmidt, A.M.; Veitinger, S.; Jacob, R.; Devignot, S.; Kochs, G.; et 

al. Incoming RNA Virus Nucleocapsids Containing a 5′‐Triphosphorylated Genome Activate RIG‐I and Antiviral Signaling. 

Cell Host Microbe 2013, 13, 336–346, doi:10.1016/j.chom.2013.01.012. 

56. Feng, Q.; Hato, S.V.; Langereis, M.; Zoll, J.; Virgen‐Slane, R.; Peisley, A.; Hur, S.; Semler, B.L.; van Rij, R.P.; van Kuppeveld, F.J. 

MDA5  Detects  the  Double‐Stranded  RNA  Replicative  Form  in  Picornavirus‐Infected  Cells.  Cell  Rep.  2012,  2,  1187–1196, 

doi:10.1016/j.celrep.2012.10.005. 

57. Goubau, D.; Schlee, M.; Deddouche, S.; Pruijssers, A.J.; Zillinger, T.; Goldeck, M.; Schuberth, C.; Van Der Veen, A.G.; Fujimura, 

T.; Rehwinkel, J.; et al. Antiviral immunity via RIG‐I‐mediated recognition of RNA bearing 5′‐diphosphates. Nat. Cell Biol. 2014, 

514, 372–375, doi:10.1038/nature13590. 

58. Sun, L.; Wu, J.; Du, F.; Chen, X.; Chen, Z.J. Cyclic GMP‐AMP Synthase Is a Cytosolic DNA Sensor That Activates the Type I 

Interferon Pathway. Science 2013, 339, 786–791, doi:10.1126/science.1232458. 

59. Wu, Z.; Sun, L.; Hashioka, S.; Yu, S.; Schwab, C.; Okada, R.; Hayashi, Y.; McGeer, P.L.; Nakanishi, H. Differential pathways for 

interleukin‐1β production  activated by  chromogranin A and  amyloid  β  in microglia. Neurobiol. Aging  2013, 34,  2715–2725, 

doi:10.1016/j.neurobiolaging.2013.05.018. 

60. Chen, G.; Shaw, M.H.; Kim, Y.‐G.; Nuñez, G. NOD‐Like Receptors: Role in Innate Immunity and Inflammatory Disease. Annu. 

Rev. Pathol. Mech. Dis. 2009, 4, 365–398, doi:10.1146/annurev.pathol.4.110807.092239. 

61. Lugrin, J.; Martinon, F. The AIM2 inflammasome: Sensor of pathogens and cellular perturbations. Immunol. Rev. 2017, 281, 99–

114, doi:10.1111/imr.12618. 

62. Roberts, T.L.; Idris, A.; Dunn, J.A.; Kelly, G.M.; Burnton, C.M.; Hodgson, S.; Hardy, L.L.; Garceau, V.; Sweet, M.J.; Ross, I.L.; et 

al. HIN‐200 Proteins Regulate Caspase Activation  in Response  to Foreign Cytoplasmic DNA. Science 2009, 323, 1057–1060, 

doi:10.1126/science.1169841. 

63. Geijtenbeek, T.B.H.; Gringhuis, S.I. Signalling through C‐type lectin receptors: Shaping immune responses. Nat. Rev. Immunol. 

2009, 9, 465–479, doi:10.1038/nri2569. 

64. Reuven, E.M.; Fink, A.; Shai, Y. Regulation of innate immune responses by transmembrane interactions: Lessons from the TLR 

family. Biochim. Biophys. Acta Biomembr. 2014, 1838, 1586–1593, doi:10.1016/j.bbamem.2014.01.020. 

65. O’Neill, L.A.J.; Golenbock, D.T.; Bowie, A. The history of Toll‐like receptors—Redefining innate immunity. Nat. Rev. Immunol. 

2013, 13, 453–460, doi:10.1038/nri3446. 

66. Kagan, J.C.; Su, T.; Horng, T.; Chow, A.; Akira, S.; Medzhitov, R. TRAM couples endocytosis of Toll‐like receptor 4 to the in‐

duction of interferon‐β. Nat. Immunol. 2008, 9, 361–368, doi:10.1038/ni1569. 

67. Hess, N.J.; Jiang, S.; Li, X.; Guan, Y.; Tapping, R.I. TLR10 Is a B Cell Intrinsic Suppressor of Adaptive Immune Responses. J. 

Immunol. 2017, 198, 699–707, doi:10.4049/jimmunol.1601335. 

68. Schneider, W.M.; Chevillotte, M.D.; Rice, C.M.  Interferon‐Stimulated Genes: A Complex Web of Host Defenses. Annu. Rev. 

Immunol. 2014, 32, 513–545, doi:10.1146/annurev‐immunol‐032713‐120231. 

69. Jouanguy, E.; Béziat, V.; Mogensen, T.H.; Casanova, J.‐L.; Tangye, S.G.; Zhang, S.‐Y. Human inborn errors of immunity to herpes 

viruses. Curr. Opin. Immunol. 2020, 62, 106–122, doi:10.1016/j.coi.2020.01.004. 

70. Sato, R.; Kato, A.; Chimura, T.; Saitoh, S.‐I.; Shibata, T.; Murakami, Y.; Fukui, R.; Liu, K.; Zhang, Y.; Arii, J.; et al. Combating her‐

pesvirus encephalitis by potentiating a TLR3–mTORC2 axis. Nat. Immunol. 2018, 19, 1071–1082, doi:10.1038/s41590‐018‐0203‐2. 

71. Wang, T.; Town, T.; Alexopoulou, L.; Anderson, J.F.; Fikrig, E.; Flavell, R. Toll‐like receptor 3 mediates West Nile virus entry 

into the brain causing lethal encephalitis. Nat. Med. 2004, 10, 1366–1373, doi:10.1038/nm1140. 

72. Menasria, R.; Boivin, N.; Lebel, M.; Piret, J.; Gosselin, J.; Boivin, G. Both TRIF and IPS‐1 Adaptor Proteins Contribute to the Cerebral 

Innate Immune Response against Herpes Simplex Virus 1 Infection. J. Virol. 2013, 87, 7301–7308, doi:10.1128/jvi.00591‐13. 

73. Daffis, S.; Samuel, M.A.; Suthar, M.S.; Gale, M.; Diamond, M.S. Toll‐Like Receptor 3 Has a Protective Role against West Nile 

Virus Infection. J. Virol. 2008, 82, 10349–10358, doi:10.1128/jvi.00935‐08. 

74. Han, Y.W.; Choi, J.Y.; Uyangaa, E.; Kim, S.B.; Kim, J.H.; Kim, B.S.; Kim, K.; Eo, S.K. Distinct Dictation of Japanese Encephalitis 

Virus‐Induced Neuroinflammation  and  Lethality  via  Triggering  TLR3  and  TLR4  Signal  Pathways.  PLoS  Pathog.  2014,  10, 

e1004319, doi:10.1371/journal.ppat.1004319. 

75. Jin, Y.‐H.; Kaneyama, T.; Kang, M.H.; Kang, H.S.; Koh, C.‐S.; Kim, B.S. TLR3 signaling is either protective or pathogenic for the 

development of Theiler’s virus‐induced demyelinating disease depending on the time of viral infection. J. Neuroinflamm. 2011, 

8, 178, doi:10.1186/1742‐2094‐8‐178. 

76. Wang, X.; Majumdar, T.; Kessler, P.; Ozhegov, E.; Zhang, Y.; Chattopadhyay, S.; Barik, S.; Sen, G.C. STING Requires the Adaptor 

TRIF  to  Trigger  Innate  Immune  Responses  to  Microbial  Infection.  Cell  Host  Microbe  2016,  20,  329–341, 

doi:10.1016/j.chom.2016.08.002. 

77. Reinert, L.; Lopušná, K.; Winther, H.; Sun, C.; Thomsen, M.; Nandakumar, R.; Mogensen, T.H.; Meyer, M.; Vægter, C.; Nyen‐

gaard, J.R.; et al. Sensing of HSV‐1 by the cGAS–STING pathway in microglia orchestrates antiviral defence in the CNS. Nat. 

Commun. 2016, 7, 13348, doi:10.1038/ncomms13348. 

78. Parker, Z.M.; Murphy, A.A.; Leib, D.A. Role of the DNA Sensor STING in Protection from Lethal Infection following Corneal 

and Intracerebral Challenge with Herpes Simplex Virus 1. J. Virol. 2015, 89, 11080–11091, doi:10.1128/jvi.00954‐15. 

79. Reinert, L.; Harder, L.A.; Holm, C.; Iversen, M.B.; Horan, K.A.; Dagnæs‐Hansen, F.; Ulhøi, B.P.; Holm, T.H.; Mogensen, T.H.; 

Owens, T.; et al. TLR3 deficiency renders astrocytes permissive to herpes simplex virus infection and facilitates establishment 

of CNS infection in mice. J. Clin. Investig. 2012, 122, 1368–1376, doi:10.1172/jci60893. 



Viruses 2021, 13, 2065  26  of  34 
 

 

80. Ghita, L.; Spanier, J.; Chhatbar, C.; Mulenge, F.; Pavlou, A.; Larsen, P.‐K.; Waltl, I.; Lueder, Y.; Kohls, M.; Jung, K.; et al. MyD88 

signaling by neurons induces chemokines that recruit protective leukocytes to the virus‐infected CNS. Sci. Immunol. 2021, 6, 

eabc9165, doi:10.1126/sciimmunol.abc9165. 

81. Szretter, K.J.; Daffis, S.; Patel, J.; Suthar, M.S.; Klein, R.S.; Gale, M.; Diamond, M.S. The Innate Immune Adaptor Molecule MyD88 

Restricts West Nile Virus Replication and Spread in Neurons of the Central Nervous System. J. Virol. 2010, 84, 12125–12138, 

doi:10.1128/jvi.01026‐10. 

82. Zhou, S.; Kurt‐Jones, E.A.; Fitzgerald, K.; Wang, J.; Cerny, A.M.; Chan, M.; Finberg, R.W. Role of MyD88 in Route‐Dependent 

Susceptibility to Vesicular Stomatitis Virus Infection. J. Immunol. 2007, 178, 5173–5181, doi:10.4049/jimmunol.178.8.5173. 

83. Sabouri, A.H.; Marcondes, M.C.G.; Flynn, C.; Berger, M.; Xiao, N.; Fox, H.; Sarvetnick, N.E. TLR signaling controls lethal en‐

cephalitis in WNV‐infected brain. Brain Res. 2014, 1574, 84–95, doi:10.1016/j.brainres.2014.05.049. 

84. Dups, J.; Middleton, D.; Long, F.; Arkinstall, R.; Marsh, G.; Wang, L.‐F. Subclinical infection without encephalitis in mice following 

intranasal exposure to Nipah virus‐Malaysia and Nipah virus‐Bangladesh. Virol. J. 2014, 11, 102, doi:10.1186/1743‐422x‐11‐102. 

85. Iampietro, M.; Aurine, N.; Dhondt, K.P.; Dumont, C.; Pelissier, R.; Spanier,  J.; Vallve, A.; Raoul, H.; Kalinke, U.; Horvat, B. 

Control of Nipah Virus Infection in Mice by the Host Adaptors Mitochondrial Antiviral Signaling Protein (MAVS) and Myeloid 

Differentiation Primary Response 88 (MyD88). J. Infect. Dis. 2019, 221, S401–S406, doi:10.1093/infdis/jiz602. 

86. Lund,  J.; Alexopoulou, L.; Sato, A.; Karow, M.; Adams, N.C.; Gale, N.W.;  Iwasaki, A.; Flavell, R.A. Recognition of  single‐

stranded RNA viruses by Toll‐like receptor Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2004, 101, 5598–5603, doi:10.1073/pnas.0400937101. 

87. Awais, M.; Wang, K.; Lin, X.; Qian, W.; Zhang, N.; Wang, C.; Wang, K.; Zhao, L.; Fu, Z.F.; Cui, M. TLR7 Deficiency Leads to 

TLR8  Compensative  Regulation  of  Immune  Response  against  JEV  in  Mice.  Front.  Immunol.  2017,  8,  160, 

doi:10.3389/fimmu.2017.00160. 

88. Sørensen, L.N.; Reinert, L.S.; Malmgaard, L.; Bartholdy, C.; Thomsen, A.R.; Paludan, S.R. TLR2 and TLR9 Synergistically Con‐

trol Herpes Simplex Virus Infection in the Brain. J. Immunol. 2008, 181, 8604–8612, doi:10.4049/jimmunol.181.12.8604. 

89. Sarangi, P.P.; Kim, B.; Kurt‐Jones, E.; Rouse, B.T. Innate Recognition Network Driving Herpes Simplex Virus‐Induced Corneal 

Immunopathology: Role of the Toll Pathway in Early Inflammatory Events in Stromal Keratitis. J. Virol. 2007, 81, 11128–11138, 

doi:10.1128/jvi.01008‐07. 

90. Wang, J.P.; Bowen, G.N.; Zhou, S.; Cerny, A.; Zacharia, A.; Knipe, D.M.; Finberg, R.W.; Kurt‐Jones, E.A. Role of Specific Innate 

Immune  Responses  in  Herpes  Simplex  Virus  Infection  of  the  Central  Nervous  System.  J.  Virol.  2011,  86,  2273–2281, 

doi:10.1128/jvi.06010‐11. 

91. Kurt‐Jones, E.A.; Chan, M.; Zhou, S.; Wang, J.; Reed, G.; Bronson, R.; Arnold, M.; Knipe, D.M.; Finberg, R.W. Herpes simplex 

virus 1 interaction with Toll‐like receptor 2 contributes to lethal encephalitis. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2004, 101, 1315–1320, 

doi:10.1073/pnas.0308057100. 

92. Renaud,  J.;  Thérien,  H.‐M.;  Plouffe,  M.;  Martinoli,  M.‐G.  La  neuro‐inflammation.  Méd.  Sci.  2015,  31,  979–988, 

doi:10.1051/medsci/20153111012. 

93. Moseman, E.A.; Blanchard, A.C.; Nayak, D.; McGAVERN, D.B. T cell engagement of cross‐presenting microglia protects the 

brain from a nasal virus infection. Sci. Immunol. 2020, 5, eabb1817, doi:10.1126/sciimmunol.abb1817. 

94. Solmaz, G.; Puttur, F.; Francozo, M.; Lindenberg, M.; Guderian, M.; Swallow, M.; Duhan, V.; Khairnar, V.; Kalinke, U.; Ludewig, 

B.; et al. TLR7 Controls VSV Replication  in CD169+ SCS Macrophages and Associated Viral Neuroinvasion. Front. Immunol. 

2019, 10, 466, doi:10.3389/fimmu.2019.00466. 

95. Iannacone, M.; Moseman, E.A.; Tonti, E.; Bosurgi, L.; Junt, T.; Henrickson, S.; Whelan, S.; Guidotti, L.G.; Von Andrian, U.H. 

Subcapsular sinus macrophages prevent CNS invasion on peripheral infection with a neurotropic virus. Nat. Cell Biol. 2010, 465, 

1079–1083, doi:10.1038/nature09118. 

96. Rua, R.; Lee, J.Y.; Silva, A.B.; Swafford, I.S.; Maric, D.; Johnson, K.R.; McGavern, D.B. Infection drives meningeal engraftment 

by inflammatory monocytes that impairs CNS immunity. Nat Immunol. 2019, 20, 407–419, doi:10.1038/s41590‐019‐0344‐y. 

97. Silvia,  S.K.  Lymphocytic  choriomeningitis  infection  of  the  central  nervous  system.  Front.  Biosci.  2008,  13,  4529–4543, 

doi:10.2741/3021. 

98. Schwendemann, G.; Löhler, J.; Lehmann‐Grube, F. Evidence for cytotoxic T‐lymphocyte‐target cell interaction in brains of mice 

infected intracerebrally with lymphocytic choriomeningitis virus. Acta Neuropathol. 1983, 61, 183–195, doi:10.1007/bf00691984. 

99. Rowe, W.P.; Black, P.H.; Levey, R.H. Protective Effect of Neonatal Thymectomy on Mouse LCM Infection. Exp. Biol. Med. 1963, 

114, 248–251, doi:10.3181/00379727‐114‐28643. 

100. Lynch, F.; Doherty, P.C.; Ceredig, R. Phenotypic and functional analysis of the cellular response in regional lymphoid tissue 

during an acute virus infection. J. Immunol. 1989, 142, 3592–3598. 

101. Zhou, S.; Halle, A.; Kurt‐Jones, E.A.; Cerny, A.M.; Porpiglia, E.; Rogers, M.; Golenbock, D.T.; Finberg, R.W. Lymphocytic Cho‐

riomeningitis Virus  (LCMV)  infection of CNS glial cells  results  in TLR2‐MyD88/Mal‐dependent  inflammatory  responses.  J. 

Neuroimmunol. 2008, 194, 70–82, doi:10.1016/j.jneuroim.2007.11.018. 

102. Zhou, S.; Kurt‐Jones, E.A.; Mandell, L.; Cerny, A.; Chan, M.; Golenbock, D.T.; Finberg, R.W. MyD88 is critical for the develop‐

ment of innate and adaptive immunity during acute lymphocytic choriomeningitis virus infection. Eur. J. Immunol. 2005, 35, 

822–830, doi:10.1002/eji.200425730. 

103. Zhou, S.; Kurt‐Jones, E.A.; Cerny, A.M.; Chan, M.; Bronson, R.T.; Finberg, R.W. MyD88 Intrinsically Regulates CD4 T‐Cell Re‐

sponses. J. Virol. 2009, 83, 1625–1634, doi:10.1128/jvi.01770‐08. 



Viruses 2021, 13, 2065  27  of  34 
 

 

104. Louveau, A.; Smirnov, I.; Keyes, T.J.; Eccles, J.D.; Rouhani, S.J.; Peske, J.D.; Derecki, N.C.; Castle, D.; Mandell, J.W.; Lee, K.S.; et 

al.  Structural  and  functional  features  of  central  nervous  system  lymphatic  vessels. Nature  2015,  523,  337,  doi:10.1038/na‐

ture14432. 

105. De Lima, K.A.; Rustenhoven, J.; Kipnis, J. Meningeal Immunity and Its Function in Maintenance of the Central Nervous System 

in Health and Disease. Annu. Rev. Immunol. 2020, 38, 597–620, doi:10.1146/annurev‐immunol‐102319‐103410. 

106. Kim, J.V.; Kang, S.S.; Dustin, M.L.; McGavern, D. Myelomonocytic cell recruitment causes fatal CNS vascular  injury during 

acute viral meningitis. Nat. Cell Biol. 2008, 457, 191–195, doi:10.1038/nature07591. 

107. Engelhardt, B.; Vajkoczy, P.; Weller, R.O. The movers and shapers in immune privilege of the CNS. Nat. Immunol. 2017, 18, 123–

131, doi:10.1038/ni.3666. 

108. Raper, D.; Louveau, A.; Kipnis, J. How Do Meningeal Lymphatic Vessels Drain the CNS? Trends Neurosci. 2016, 39, 581–586, 

doi:10.1016/j.tins.2016.07.001. 

109. Aspelund, A.; Antila, S.; Proulx, S.T.; Karlsen, T.V.; Karaman, S.; Detmar, M.; Wiig, H.; Alitalo, K. A dural lymphatic vascular 

system that drains brain interstitial fluid and macromolecules. J. Exp. Med. 2015, 212, 991–999, doi:10.1084/jem.20142290. 

110. Kivisäkk, P.; Imitola, J.; Rasmussen, S.; Elyaman, W.; Zhu, B.; Ransohoff, R.M.; Khoury, S.J. Localizing central nervous system 

immune surveillance: Meningeal antigen‐presenting cells activate T cells during experimental autoimmune encephalomyelitis. 

Ann. Neurol. 2009, 65, 457–469, doi:10.1002/ana.21379. 

111. Iliff, J.J.; Wang, M.; Liao, Y.; Plogg, B.A.; Peng, W.; Gundersen, G.A.; Benveniste, H.; Vates, G.E.; Deane, R.; Goldman, S.A.; et 

al. A Paravascular Pathway Facilitates CSF Flow Through the Brain Parenchyma and the Clearance of Interstitial Solutes, In‐

cluding Amyloid β. Sci. Transl. Med. 2012, 4, 147ra111, doi:10.1126/scitranslmed.3003748. 

112. Schläger, C.; Körner, H.; Krueger, M.; Vidoli, S.; Haberl, M.; Mielke, D.; Brylla, E.; Issekutz, T.; Cabañas, C.; Nelson, P.J.; et al. 

Effector  T‐cell  trafficking  between  the  leptomeninges  and  the  cerebrospinal  fluid.  Nat.  Cell  Biol.  2016,  530,  349–353, 

doi:10.1038/nature16939. 

113. Peferoen, L.; Kipp, M.; Van Der Valk, P.; van Noort, J.; Amor, S. Oligodendrocyte‐microglia cross‐talk in the central nervous 

system. Immunology 2014, 141, 302–313, doi:10.1111/imm.12163. 

114. Nutma, E.; Van Gent, D.; Amor, S.; Peferoen, L.A.N. Astrocyte and Oligodendrocyte Cross‐Talk in the Central Nervous System. 

Cells 2020, 9, 600, doi:10.3390/cells9030600. 

115. Bsibsi, M.; Ravid, R.; Gveric, D.; van Noort, J.M. Broad Expression of Toll‐Like Receptors in the Human Central Nervous System. 

J. Neuropathol. Exp. Neurol. 2002, 61, 1013–1021, doi:10.1093/jnen/61.11.1013. 

116. Bsibsi, M.; Nomden, A.; van Noort, J.; Baron, W. Toll‐like receptors 2 and 3 agonists differentially affect oligodendrocyte sur‐

vival, differentiation, and myelin membrane formation. J. Neurosci. Res. 2011, 90, 388–398, doi:10.1002/jnr.22767. 

117. Sloane, J.A.; Batt, C.; Ma, Y.; Harris, Z.M.; Trapp, B.; Vartanian, T. Hyaluronan blocks oligodendrocyte progenitor maturation 

and remyelination through TLR2. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2010, 107, 11555–11560, doi:10.1073/pnas.1006496107. 

118. Wang, F.‐X.; Liu, S.‐Y.; Zheng, X.; Chen, X.; Lu, L.‐X.; Chen, B.; Xiong, X.‐Y.; Shu, H.‐F.; Yang, Q.‐W.; Yang, H. TLR1 expression 

in mouse brain was increased in a KA‐induced seizure model. Inflamm. Res. 2015, 64, 487–495, doi:10.1007/s00011‐015‐0828‐7. 

119. Carpentier, P.A.; Begolka, W.S.; Olson, J.K.; Elhofy, A.; Karpus, W.J.; Miller, S.D. Differential activation of astrocytes by innate 

and adaptive immune stimuli. Glia 2005, 49, 360–374, doi:10.1002/glia.20117. 

120. Lafon, M.; Megret, F.; Lafage, M.; Prehaud, C. The Innate Immune Facet of Brain: Human Neurons Express TLR‐3 and Sense 

Viral dsRNA. J. Mol. Neurosci. 2006, 29, 185–194, doi:10.1385/jmn:29:3:185. 

121. Zhou, Y.; Ye, L.; Wan, Q.; Zhou, L.; Wang, X.; Li, J.; Hu, S.; Zhou, D.; Ho, W. Activation of Toll‐like receptors inhibits herpes 

simplex virus‐1 infection of human neuronal cells. J. Neurosci. Res. 2009, 87, 2916–2925, doi:10.1002/jnr.22110. 

122. Jack, C.S.; Arbour, N.; Manusow, J.; Montgrain, V.; Blain, M.; McCrea, E.; Shapiro, A.; Antel, J. TLR Signaling Tailors Innate 

Immune Responses in Human Microglia and Astrocytes. J. Immunol. 2005, 175, 4320–4330, doi:10.4049/jimmunol.175.7.4320. 

123. Takeuchi, O.; Hoshino, K.; Kawai, T.; Sanjo, H.; Takada, H.; Ogawa, T.; Takeda, K.; Akira, S. Differential Roles of TLR2 and 

TLR4  in  Recognition  of Gram‐Negative  and Gram‐Positive  Bacterial Cell Wall Components.  Immunity  1999,  11,  443–451, 

doi:10.1016/s1074‐7613(00)80119‐3. 

124. Schwandner, R.; Dziarski, R.; Wesche, H.; Rothe, M.; Kirschning, C.J. Peptidoglycan‐ and Lipoteichoic Acid‐induced Cell Acti‐

vation Is Mediated by Toll‐like Receptor J. Biol. Chem. 1999, 274, 17406–17409, doi:10.1074/jbc.274.25.17406. 

125. Tang, S.‐C.; Arumugam, T.V.; Xu, X.; Cheng, A.; Mughal, M.R.; Jo, D.‐G.; Lathia, J.D.; Siler, D.A.; Chigurupati, S.; Ouyang, X.; 

et al. Pivotal role for neuronal Toll‐like receptors in ischemic brain injury and functional deficits. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2007, 

104, 13798–13803, doi:10.1073/pnas.0702553104. 

126. Kim, C.; Rockenstein, E.; Spencer, B.; Kim, H.‐K.; Adame, A.; Trejo, M.; Stafa, K.; Lee, H.‐J.; Lee, S.‐J.; Masliah, E. Antagonizing 

Neuronal  Toll‐like  Receptor  2  Prevents  Synucleinopathy  by  Activating  Autophagy.  Cell  Rep.  2015,  13,  771–782, 

doi:10.1016/j.celrep.2015.09.044. 

127. Bowman, C.C.; Rasley, A.; Tranguch, S.L.; Marriott, I. Cultured astrocytes express toll‐like receptors for bacterial products. Glia 

2003, 43, 281–291, doi:10.1002/glia.10256. 

128. Hu, F.; Dzaye, O.D.; Hahn, A.; Yu, Y.; Scavetta, R.J.; Dittmar, G.; Kaczmarek, A.K.; Dunning, K.; Ricciardelli, C.; Rinnenthal, 

J.L.; et al. Glioma‐derived versican promotes tumor expansion via glioma‐associated microglial/macrophages Toll‐like receptor 

2 signaling. Neuro‐Oncology 2014, 17, 200–210, doi:10.1093/neuonc/nou324. 

129. Lawrimore, C.J.; Crews, F.T. Ethanol, TLR3, and TLR4 Agonists Have Unique Innate Immune Responses in Neuron‐Like SH‐

SY5Y and Microglia‐Like BV1. Alcohol. Clin. Exp. Res. 2017, 41, 939–954, doi:10.1111/acer.13368. 



Viruses 2021, 13, 2065  28  of  34 
 

 

130. Gao, D.; Ciancanelli, M.J.; Zhang, P.; Harschnitz, O.; Bondet, V.; Hasek, M.; Chen, J.; Mu, X.; Itan, Y.; Cobat, A.; et al. TLR3 

controls constitutive IFN‐β antiviral immunity  in human fibroblasts and cortical neurons. J. Clin. Investig. 2021, 131, 134529, 

doi:10.1172/jci134529. 

131. Hoshino, K.; Takeuchi, O.; Kawai, T.; Sanjo, H.; Ogawa, T.; Takeda, Y.; Takeda, K.; Akira, S. Cutting edge: Toll‐like receptor 4 

(TLR4)‐deficient mice are hyporesponsive to lipopolysaccharide: Evidence for TLR4 as the Lps gene product. J. Immunol. 1999, 

162, 3749–3752. 

132. Leow‐Dyke, S.; Allen, C.; Denes, A.; Nilsson, O.; Maysami, S.; Bowie, A.G.; Rothwell, N.J.; Pinteaux, E. Neuronal toll‐like recep‐

tor  4  signaling  induces  brain  endothelial  activation  and  neutrophil  transmigration  in  vitro.  J. Neuroinflamm.  2012,  9,  230, 

doi:10.1186/1742‐2094‐9‐230. 

133. Ifuku, M.; Hinkelmann, L.; Kuhrt, L.D.; Efe, I.E.; Kumbol, V.; Buonfiglioli, A.; Krüger, C.; Jordan, P.; Fulde, M.; Noda, M.; et al. 

Activation of Toll‐like receptor 5 in microglia modulates their function and triggers neuronal injury. Acta Neuropathol. Commun. 

2020, 8, 1–19, doi:10.1186/s40478‐020‐01031‐3. 

134. Wang, T.‐T.; Xu, X.‐Y.; Lin, W.; Hu, D.‐D.; Shi, W.; Jia, X.; Wang, H.; Song, N.‐J.; Zhang, Y.‐Q.; Zhang, L. Activation of Different 

Heterodimers of TLR2 Distinctly Mediates Pain and Itch. Neuroscience 2020, 429, 245–255, doi:10.1016/j.neuroscience.2020.01.010. 

135. He, L.; Han, G.; Wu, S.; Du, S.; Zhang, Y.; Liu, W.; Jiang, B.; Zhang, L.; Xia, S.; Jia, S.; et al. Toll‐like receptor 7 contributes to 

neuropathic  pain  by  activating  NF‐κB  in  primary  sensory  neurons.  Brain  Behav.  Immun.  2020,  87,  840–851, 

doi:10.1016/j.bbi.2020.03.019. 

136. Hung, Y.‐F.; Chen, C.‐Y.; Shih, Y.‐C.; Liu, H.‐Y.; Huang, C.‐M.; Hsueh, Y.‐P. Endosomal TLR3, TLR7, and TLR8 control neuronal 

morphology through different transcriptional programs. J. Cell Biol. 2018, 217, 2727–2742, doi:10.1083/jcb.201712113. 

137. Sun, Y.; Xiao, Q.; Luo, C.; Zhao, Y.; Pu, D.; Zhao, K.; Chen, J.; Wang, M.; Liao, Z. High‐glucose induces tau hyperphosphorylation 

through activation of TLR9‐P38MAPK pathway. Exp. Cell Res. 2017, 359, 312–318, doi:10.1016/j.yexcr.2017.07.032. 

138. Maatouk, L.; Compagnion, A.‐C.; Sauvage, M.‐A.C.‐D.; Bemelmans, A.‐P.; Leclere‐Turbant, S.; Cirotteau, V.; Tohme, M.; Beke, 

A.; Trichet, M.; Bazin, V.; et al. TLR9 activation via microglial glucocorticoid receptors contributes to degeneration of midbrain 

dopamine neurons. Nat. Commun. 2018, 9, 1–15, doi:10.1038/s41467‐018‐04569‐y. 

139. Chuang, T.‐H.; Ulevitch, R.J. Identification of hTLR10: A novel human Toll‐like receptor preferentially expressed in immune 

cells. Biochim. Biophys. Acta Gene Struct. Expr. 2001, 1518, 157–161, doi:10.1016/s0167‐4781(00)00289‐x. 

140. Van Le, H.; Kim, J.Y. Stable Toll‐Like Receptor 10 Knockdown in THP‐1 Cells Reduces TLR‐Ligand‐Induced Proinflammatory 

Cytokine Expression. Int. J. Mol. Sci. 2016, 17, 859, doi:10.3390/ijms17060859. 

141. Lee, S.M.Y.; Kok, K.‐H.; Jaume, M.; Cheung, T.K.W.; Yip, T.‐F.; Lai, J.C.C.; Guan, Y.; Webster, R.G.; Jin, D.‐Y.; Peiris, J.S.M. Toll‐

like receptor 10 is involved in induction of innate immune responses to influenza virus infection. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2014, 

111, 3793–3798, doi:10.1073/pnas.1324266111. 

142. Galatro, T.; Holtman, I.R.; Lerario, A.; Vainchtein, I.D.; Brouwer, N.; Sola, P.R.; Veras, M.M.; Pereira, T.F.; Leite, R.E.P.; Möller, 

T.; et al. Transcriptomic analysis of purified human cortical microglia reveals age‐associated changes. Nat. Neurosci. 2017, 20, 

1162–1171, doi:10.1038/nn.4597. 

143. Yarovinsky, F.; Zhang, D.; Andersen, J.F.; Bannenberg, G.L.; Serhan, C.N.; Hayden, M.S.; Hieny, S.; Sutterwala, F.S.; Flavell, 

R.A.; Ghosh, S.; et al. TLR11 Activation of Dendritic Cells by a Protozoan Profilin‐Like Protein. Science 2005, 308, 1626–1629, 

doi:10.1126/science.1109893. 

144. Mishra, B.B.; Gundra, U.M.; Teale,  J.M. Expression and distribution of Toll‐like receptors 11–13  in  the brain during murine 

neurocysticercosis. J. Neuroinflamm. 2008, 5, 53, doi:10.1186/1742‐2094‐5‐53. 

145. Koblansky, A.A.; Jankovic, D.; Oh, H.; Hieny, S.; Sungnak, W.; Mathur, R.; Hayden, M.; Akira, S.; Sher, A.; Ghosh, S. Recognition 

of  Profilin  by  Toll‐like  Receptor  12  Is  Critical  for  Host  Resistance  to  Toxoplasma  gondii.  Immunity  2013,  38,  119–130, 

doi:10.1016/j.immuni.2012.09.016. 

146. Lord, K.; Hoffman‐Liebermann, B.; Liebermann, D. Nucleotide sequence and expression of a cDNA encoding MyD88, a novel 

myeloid differentiation primary response gene induced by IL1. Oncogene 1990, 5, 1095–1097. 

147. Fan, H.; Zhang, K.; Shan, L.; Kuang, F.; Chen, K.; Zhu, K.; Ma, H.; Ju, G.; Wang, Y.‐Z. Reactive astrocytes undergo M1 micro‐

glia/macrohpages‐induced necroptosis in spinal cord injury. Mol. Neurodegener. 2016, 11, 1–16, doi:10.1186/s13024‐016‐0081‐8. 

148. Esen, N.; Kielian, T. Central Role for MyD88 in the Responses of Microglia to Pathogen‐Associated Molecular Patterns. J. Im‐

munol. 2006, 176, 6802–6811, doi:10.4049/jimmunol.176.11.6802. 

149. Lan, X.; Han, X.; Li, Q.; Gao, Y.; Cheng, T.; Wan, J.; Zhu, W.; Wang, J. Pinocembrin protects hemorrhagic brain primarily by 

inhibiting  toll‐like  receptor  4  and  reducing  M1  phenotype  microglia.  Brain  Behav.  Immun.  2017,  61,  326–339, 

doi:10.1016/j.bbi.2016.12.012. 

150. Cui, W.; Sun, C.; Ma, Y.; Wang, S.; Wang, X.; Zhang, Y. Inhibition of TLR4 Induces M2 Microglial Polarization and Provides 

Neuroprotection  via  the  NLRP3  Inflammasome  in  Alzheimer’s  Disease.  Front.  Neurosci.  2020,  14,  444, 

doi:10.3389/fnins.2020.00444. 

151. Jin, S.; Kim, K.K.; Park, B.S.; Kim, D.H.; Jeong, B.; Kang, D.; Lee, T.H.; Park, J.W.; Kim, J.G.; Lee, B.J. Function of astrocyte MyD88 

in high‐fat‐diet‐induced hypothalamic inflammation. J. Neuroinflamm. 2020, 17, 195, doi:10.1186/s12974‐020‐01846‐w. 

152. Yamamoto, M.; Sato, S.; Hemmi, H.; Sanjo, H.; Uematsu, S.; Kaisho, T.; Hoshino, K.; Takeuchi, O.; Kobayashi, M.; Fujita, T.; et 

al. Essential role for TIRAP in activation of the signalling cascade shared by TLR2 and TLR4. Nat. Cell Biol. 2002, 420, 324–329, 

doi:10.1038/nature01182. 



Viruses 2021, 13, 2065  29  of  34 
 

 

153. Wang, F.‐X.; Yang, X.‐L.; Ma, Y.‐S.; Wei, Y.‐J.; Yang, M.‐H.; Chen, X.; Chen, B.; He, Q.; Yang, Q.‐W.; Yang, H.; et al. TRIF con‐

tributes  to  epileptogenesis  in  temporal  lobe  epilepsy  during  TLR4  activation.  Brain  Behav.  Immun.  2018,  67,  65–76, 

doi:10.1016/j.bbi.2017.07.157. 

154. Soung, A.; Klein, R.S. Viral Encephalitis and Neurologic Diseases: Focus on Astrocytes. Trends Mol. Med. 2018, 24, 950–962, 

doi:10.1016/j.molmed.2018.09.001. 

155. Koyuncu,  O.O.;  Hogue,  I.;  Enquist,  L.W.  Virus  Infections  in  the  Nervous  System.  Cell  Host Microbe  2013,  13,  379–393, 

doi:10.1016/j.chom.2013.03.010. 

156. Liu, H.‐Y.; Chen, C.‐Y.; Hsueh, Y.‐P. Innate  immune responses regulate morphogenesis and degeneration: Roles of Toll‐like 

receptors and Sarm1 in neurons. Neurosci. Bull. 2014, 30, 645–654, doi:10.1007/s12264‐014‐1445‐5. 

157. Klein, R.S.; Hunter, C.A. Protective and Pathological Immunity during Central Nervous System Infections. Immunity 2017, 46, 

891–909, doi:10.1016/j.immuni.2017.06.012. 

158. Donnelly,  C.;  Chen,  O.;  Ji,  R.‐R.  How  Do  Sensory  Neurons  Sense  Danger  Signals?  Trends  Neurosci.  2020,  43,  822–838, 

doi:10.1016/j.tins.2020.07.008. 

159. Lehnardt, S.; Massillon, L.; Follett, P.; Jensen, F.E.; Ratan, R.; Rosenberg, P.; Volpe, J.J.; Vartanian, T. Activation of innate im‐

munity in the CNS triggers neurodegeneration through a Toll‐like receptor 4‐dependent pathway. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 

2003, 100, 8514–8519, doi:10.1073/pnas.1432609100. 

160. Rietdijk, C.D.; Van Wezel, R.J.A.; Garssen, J.; Kraneveld, A.D. Neuronal toll‐like receptors and neuro‐immunity in Parkinson’s 

disease, Alzheimer’s disease and stroke. Neuroimmunol. Neuroinflamm. 2016, 3, 27, doi:10.20517/2347‐8659.2015.28. 

161. Préhaud, C.; Mégret, F.; Lafage, M.; Lafon, M. Virus Infection Switches TLR‐3‐Positive Human Neurons to Become Strong Pro‐

ducers of Beta Interferon. J. Virol. 2005, 79, 12893–12904, doi:10.1128/jvi.79.20.12893‐12904.2005. 

162. Delhaye, S.; Paul, S.; Blakqori, G.; Minet, M.; Weber, F.; Staeheli, P.; Michiels, T. Neurons produce type I interferon during viral 

encephalitis. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2006, 103, 7835–7840, doi:10.1073/pnas.0602460103. 

163. Liu, H.‐Y.; Hong, Y.‐F.; Huang, C.‐M.; Chen, C.‐Y.; Huang, T.‐N.; Hsueh, Y.‐P. TLR7 Negatively Regulates Dendrite Outgrowth 

through the Myd88‐c‐Fos‐IL‐6 Pathway. J. Neurosci. 2013, 33, 11479–11493, doi:10.1523/jneurosci.5566‐12.2013. 

164. Di Liberto, G.; Pantelyushin, S.; Kreutzfeldt, M.; Page, N.; Musardo, S.; Coras, R.; Steinbach, K.; Vincenti, I.; Klimek, B.; Lingner, 

T.;  et  al. Neurons  under  T  Cell  Attack  Coordinate  Phagocyte‐Mediated  Synaptic  Stripping.  Cell  2018,  175,  458–471.e19, 

doi:10.1016/j.cell.2018.07.049. 

165. Klein, R.S.; Garber, C.; Funk, K.; Salimi, H.; Soung, A.; Kanmogne, M.; Manivasagam, S.; Agner, S.; Cain, M. Neuroinflammation 

During RNA Viral Infections. Annu. Rev. Immunol. 2019, 37, 73–95, doi:10.1146/annurev‐immunol‐042718‐041417. 

166. Priya, R.; Dhanwani, R.; Patro, I.; Rao, P.; Parida, M. Differential regulation of TLR mediated innate immune response of mouse 

neuronal cells  following  infection with novel ECSA genotype of Chikungunya virus with and without E1:A226V mutation. 

Infect. Genet. Evol. 2013, 20, 396–406, doi:10.1016/j.meegid.2013.09.030. 

167. Zimmer, B.; Ewaleifoh, O.; Harschnitz, O.; Lee, Y.‐S.; Peneau, C.; McAlpine, J.L.; Liu, B.; Tchieu, J.; Steinbeck, J.A.; Lafaille, F.; 

et al. Human iPSC‐derived trigeminal neurons lack constitutive TLR3‐dependent immunity that protects cortical neurons from 

HSV‐1 infection. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2018, 115, E8775–E8782, doi:10.1073/pnas.1809853115. 

168. Matias, I.; Morgado, J.; Gomes, F.C.A. Astrocyte Heterogeneity: Impact to Brain Aging and Disease. Front. Aging Neurosci. 2019, 

11, 59, doi:10.3389/fnagi.2019.00059. 

169. Sofroniew, M.V. Astrogliosis. Cold Spring Harb. Perspect. Biol. 2015, 7, a020420, doi:10.1101/cshperspect.a020420. 

170. Detje, C.N.; Lienenklaus, S.; Chhatbar, C.; Spanier, J.; Prajeeth, C.K.; Soldner, C.; Tovey, M.; Schlüter, D.; Weiss, S.; Stangel, M.; 

et al. Upon Intranasal Vesicular Stomatitis Virus Infection, Astrocytes in the Olfactory Bulb Are Important Interferon Beta Pro‐

ducers That Protect from Lethal Encephalitis. J. Virol. 2014, 89, 2731–2738, doi:10.1128/jvi.02044‐14. 

171. Pfefferkorn, C.; Kallfass, C.; Lienenklaus, S.; Spanier, J.; Kalinke, U.; Rieder, M.; Conzelmann, K.‐K.; Michiels, T.; Staeheli, P. 

Abortively Infected Astrocytes Appear to Represent the Main Source of Interferon Beta in the Virus‐Infected Brain. J. Virol. 2016, 

90, 2031–2038, doi:10.1128/jvi.02979‐15. 

172. Lindqvist, R.; Mundt, F.; Gilthorpe,  J.D.; Wölfel, S.; Gekara, N.O.; Kröger, A.; Överby, A.K. Fast  type  I  interferon response 

protects  astrocytes  from  flavivirus  infection  and  virus‐induced  cytopathic  effects.  J.  Neuroinflamm.  2016,  13,  277, 

doi:10.1186/s12974‐016‐0748‐7. 

173. Farina, C.; Aloisi, F.; Meinl, E. Astrocytes are active players  in cerebral  innate  immunity. Trends Immunol. 2007, 28, 138–145, 

doi:10.1016/j.it.2007.01.005. 

174. Bsibsi, M.; Persoon‐Deen, C.; Verwer, R.W.; Meeuwsen, S.; Ravid, R.; Van Noort, J.M. Toll‐like receptor 3 on adult human as‐

trocytes triggers production of neuroprotective mediators. Glia 2006, 53, 688–695, doi:10.1002/glia.20328. 

175. Trudler, D.; Farfara, D.; Frenkel, D. Toll‐Like Receptors Expression and Signaling in Glia Cells in Neuro‐Amyloidogenic Dis‐

eases: Towards Future Therapeutic Application. Mediat. Inflamm. 2010, 2010, 1–12, doi:10.1155/2010/497987. 

176. Akira,  S.;  Uematsu,  S.;  Takeuchi,  O.  Pathogen  recognition  and  innate  immunity.  Cell  2006,  124,  783–801, 

doi:10.1016/j.cell.2006.02.015. 

177. Weber, F.; Wagner, V.; Rasmussen, S.B.; Hartmann, R.; Paludan, S.R. Double‐Stranded RNA Is Produced by Positive‐Strand 

RNA Viruses and DNA Viruses but Not in Detectable Amounts by Negative‐Strand RNA Viruses. J. Virol. 2006, 80, 5059–5064, 

doi:10.1128/jvi.80.10.5059‐5064.2006. 

178. Liu, Z.; Guan, Y.; Sun, X.; Shi, L.; Liang, R.; Lv, X.; Xin, W. HSV‐1 activates NF‐kappaB in mouse astrocytes and increases TNF‐

alpha and IL‐6 expressionviaToll‐like receptor 1. Neurol. Res. 2013, 35, 755–762, doi:10.1179/016164113x13703372991516. 



Viruses 2021, 13, 2065  30  of  34 
 

 

179. Ojha, C.R.; Rodriguez, M.; Karuppan, M.K.M.; Lapierre, J.; Kashanchi, F.; El‐Hage, N. Toll‐like receptor 3 regulates Zika virus 

infection  and  associated  host  inflammatory  response  in  primary  human  astrocytes.  PLoS  ONE  2019,  14,  e0208543, 

doi:10.1371/journal.pone.0208543. 

180. Ghita, L.; Breitkopf, V.; Mulenge, F.; Pavlou, A.; Gern, O.L.; Durán, V.; Prajeeth, C.K.; Kohls, M.; Jung, K.; Stangel, M.; et al. 

Sequential MAVS and MyD88/TRIF signaling triggers anti‐viral responses of tick‐borne encephalitis virus‐infected murine as‐

trocytes. J. Neurosci. Res. 2021, doi:10.1002/jnr.24923. 

181. Carpentier, P.A.; Williams, B.R.; Miller, S.D. Distinct roles of protein kinase R and toll‐like receptor 3 in the activation of astro‐

cytes by viral stimuli. Glia 2007, 55, 239–252, doi:10.1002/glia.20450. 

182. So, E.Y.; Kang, M.H.; Kim, B.S.  Induction of chemokine and cytokine genes  in astrocytes  following  infection with Theiler’s 

murine encephalomyelitis virus is mediated by the Toll‐like receptor. Glia 2006, 53, 858–867, doi:10.1002/glia.20346. 

183. Zhu, J.; Martinez, J.; Huang, X.; Yang, Y. Innate immunity against vaccinia virus is mediated by TLR2 and requires TLR‐inde‐

pendent production of IFN‐β. Blood 2006, 109, 619–625, doi:10.1182/blood‐2006‐06‐027136. 

184. So, E.Y.; Kim, B.S. Theiler’s virus infection induces TLR3‐dependent upregulation of TLR2 critical for proinflammatory cytokine 

production. Glia 2009, 57, 1216–1226, doi:10.1002/glia.20843. 

185. Bettelli, E.; Korn, T.; Kuchroo, V.K. Th17: The third member of the effector T cell trilogy. Curr. Opin. Immunol. 2007, 19, 652–657, 

doi:10.1016/j.coi.2007.07.020. 

186. Laflamme, N.; Rivest, S. Toll‐like receptor 4: The missing link of the cerebral innate immune response triggered by circulating 

gram‐negative bacterial cell wall components. FASEB J. 2001, 15, 155–163, doi:10.1096/fj.00‐0339com. 

187. Gorina, R.; Font‐Nieves, M.; Márquez‐Kisinousky, L.; Santalucia, T.; Planas, A.M. Astrocyte TLR4 activation induces a proin‐

flammatory environment through the interplay between MyD88‐dependent NFκB signaling, MAPK, and Jak1/Stat1 pathways. 

Glia 2011, 59, 242–255, doi:10.1002/glia.21094. 

188. Villalba, M.; Hott, M.; Martin, C.; Aguila, B.; Valdivia, S.; Quezada, C.; Zambrano, Á.; Concha, M.I.; Otth, C. Herpes simplex 

virus type 1  induces simultaneous activation of Toll‐like receptors 2 and 4 and expression of the endogenous  ligand serum 

amyloid A in astrocytes. Med. Microbiol. Immunol. 2012, 201, 371–379, doi:10.1007/s00430‐012‐0247‐0. 

189. Hosoi, T.; Suzuki, S.; Nomura, J.; Ono, A.; Okuma, Y.; Akira, S.; Nomura, Y. Bacterial DNA induced iNOS expression through 

MyD88‐p38  MAP  kinase  in  mouse  primary  cultured  glial  cells.  Mol.  Brain  Res.  2004,  124,  159–164, 

doi:10.1016/j.molbrainres.2004.02.014. 

190. Li, L.; Ni, L.; Heary, R.F.; Elkabes, S. Astroglial TLR9 antagonism promotes chemotaxis and alternative activation of macro‐

phages  via modulation  of  astrocyte‐derived  signals:  Implications  for  spinal  cord  injury.  J. Neuroinflamm.  2020,  17,  1–18, 

doi:10.1186/s12974‐020‐01748‐x. 

191. Hamel, R.; Ferraris, P.; Wichit, S.; Diop, F.; Talignani, L.; Pompon, J.; Garcia, D.; Liegeois, F.; Sall, A.A.; Yssel, H.; et al. African 

and Asian Zika virus strains differentially  induce early antiviral responses  in primary human astrocytes.  Infect. Genet. Evol. 

2017, 49, 134–137, doi:10.1016/j.meegid.2017.01.015. 

192. Ginhoux, F.; Greter, M.; Leboeuf, M.; Nandi, S.; See, P.; Gokhan, S.; Mehler, M.F.; Conway, S.J.; Ng, L.G.; Stanley, E.R.; et al. 

Fate  Mapping  Analysis  Reveals  That  Adult  Microglia  Derive  from  Primitive  Macrophages.  Science  2010,  330,  841–845, 

doi:10.1126/science.1194637. 

193. Prinz, M.; Masuda, T.; Wheeler, M.A.; Quintana, F.J. Microglia and Central Nervous System–Associated Macrophages—From 

Origin to Disease Modulation. Annu. Rev. Immunol. 2021, 39, 251–277, doi:10.1146/annurev‐immunol‐093019‐110159. 

194. Fekete, R.; Cserép, C.; Lénárt, N.; Tóth, K.; Orsolits, B.; Martinecz, B.; Méhes, E.; Szabó, B.; Németh, V.; Gönci, B.; et al. Microglia 

control the spread of neurotropic virus infection via P2Y12 signalling and recruit monocytes through P2Y12‐independent mech‐

anisms. Acta Neuropathol. 2018, 136, 461–482, doi:10.1007/s00401‐018‐1885‐0. 

195. Reinert, L.S.; Rashidi, A.S.; Tran, D.N.; Katzilieris‐Petras, G.; Hvidt, A.K.; Gohr, M.; Fruhwürth, S.; Bodda, C.; Thomsen, M.K.; 

Vendelbo, M.H.; et al. Brain immune cells undergo cGAS/STING‐dependent apoptosis during herpes simplex virus type 1 in‐

fection to limit type I IFN production. J. Clin. Investig. 2021, 131, 136824, doi:10.1172/jci136824. 

196. Chhatbar, C.; Detje, C.N.; Grabski, E.; Borst, K.; Spanier, J.; Ghita, L.; Elliott, D.A.; Jordão, M.J.C.; Mueller, N.; Sutton, J.; et al. 

Type I Interferon Receptor Signaling of Neurons and Astrocytes Regulates Microglia Activation during Viral Encephalitis. Cell 

Rep. 2018, 25, 118–129.e4, doi:10.1016/j.celrep.2018.09.003. 

197. Seitz, S.; Clarke, P.; Tyler, K.L. Pharmacologic Depletion of Microglia Increases Viral Load in the Brain and Enhances Mortality 

in Murine Models of Flavivirus‐Induced Encephalitis. J. Virol. 2018, 92, 525, doi:10.1128/jvi.00525‐18. 

198. Waltl, I.; Käufer, C.; Gerhauser, I.; Chhatbar, C.; Ghita, L.; Kalinke, U.; Löscher, W. Microglia have a protective role  in viral 

encephalitis‐induced  seizure  development  and  hippocampal  damage.  Brain  Behav.  Immun.  2018,  74,  186–204, 

doi:10.1016/j.bbi.2018.09.006. 

199. Wheeler, D.L.; Sariol, A.; Meyerholz, D.K.; Perlman, S. Microglia are required for protection against lethal coronavirus enceph‐

alitis in mice. J. Clin. Investig. 2018, 128, 931–943, doi:10.1172/jci97229. 

200. Wang, Y.; Szretter, K.; Vermi, W.; Gilfillan, S.; Rossini, C.; Cella, M.; Barrow, A.; Diamond, M.S.; Colonna, M. IL‐34 is a tissue‐

restricted ligand of CSF1R required for the development of Langerhans cells and microglia. Nat. Immunol. 2012, 13, 753–760, 

doi:10.1038/ni.2360. 

201. Funk, K.; Klein, R.S. CSF1R antagonism limits local restimulation of antiviral CD8+ T cells during viral encephalitis. J. Neuroin‐

flamm. 2019, 16, 1–19, doi:10.1186/s12974‐019‐1397‐4. 



Viruses 2021, 13, 2065  31  of  34 
 

 

202. Town, T.; Jeng, D.; Alexopoulou, L.; Tan, J.; Flavell, R.A. Microglia Recognize Double‐Stranded RNA via TLR3. J. Immunol. 2006, 

176, 3804–3812, doi:10.4049/jimmunol.176.6.3804. 

203. Olson, J.K.; Miller, S.D. Microglia Initiate Central Nervous System Innate and Adaptive Immune Responses through Multiple 

TLRs. J. Immunol. 2004, 173, 3916–3924, doi:10.4049/jimmunol.173.6.3916. 

204. Xie, G.; Welte, T.; Wang, J.; Whiteman, M.C.; Wicker, J.A.; Saxena, V.; Cong, Y.; Barrett, A.D.; Wang, T. A West Nile virus NS4B‐

P38G mutant strain  induces adaptive  immunity via TLR7‐MyD88‐dependent and  independent signaling pathways. Vaccine 

2013, 31, 4143–4151, doi:10.1016/j.vaccine.2013.06.093 

205. Jiang, R.; Ye, J.; Zhu, B.; Song, Y.; Chen, H.; Cao, S. Roles of TLR3 and RIG‐I in Mediating the Inflammatory Response in Mouse 

Microglia following Japanese Encephalitis Virus Infection. J. Immunol. Res. 2014, 2014, 1–11, doi:10.1155/2014/787023. 

206. Jhan, M.‐K.; Tsai, T.‐T.; Chen, C.‐L.; Tsai, C.‐C.; Cheng, Y.‐L.; Lee, Y.‐C.; Ko, C.‐Y.; Lin, Y.‐S.; Chang, C.‐P.; Lin, L.‐T.; et al. 

Dengue virus infection increases microglial cell migration. Sci. Rep. 2017, 7, 1–11, doi:10.1038/s41598‐017‐00182‐z. 

207. Davey, G.M.; Wojtasiak, M.; Proietto, A.I.; Carbone, F.R.; Heath, W.R.; Bedoui, S. Cutting Edge: Priming of CD8 T Cell Immunity 

to Herpes Simplex Virus Type 1 Requires Cognate TLR3 Expression InVivo. J. Immunol. 2010, 184, 2243–2246, doi:10.4049/jim‐

munol.0903013. 

208. Town, T.; Bai, F.; Wang, T.; Kaplan, A.; Qian, F.; Montgomery, R.; Anderson, J.F.; Flavell, R.A.; Fikrig, E. Toll‐like Receptor 7 

Mitigates Lethal West Nile Encephalitis via Interleukin 23‐Dependent Immune Cell Infiltration and Homing. Immunity 2009, 

30, 242–253, doi:10.1016/j.immuni.2008.11.012. 

209. Aravalli, R.N.; Hu, S.; Lokensgard, J.R. Toll‐like receptor 2 signaling is a mediator of apoptosis in herpes simplex virus‐infected 

microglia. J. Neuroinflamm. 2007, 4, 11, doi:10.1186/1742‐2094‐4‐11. 

210. Fernández‐Arjona, M.D.M.; Grondona, J.M.; Fernández‐Llebrez, P.; López‐Ávalos, M.D. Microglial activation by microbial neu‐

raminidase through TLR2 and TLR4 receptors. J. Neuroinflamm. 2019, 16, 1–14, doi:10.1186/s12974‐019‐1643‐9. 

211. Lv, X.; Wang, H.; Su, A.; Xu, S.; Chu, Y. Herpes simplex virus type 2 infection triggers AP‐1 transcription activity through TLR4 

signaling in genital epithelial cells. Virol. J. 2018, 15, 173, doi:10.1186/s12985‐018‐1087‐3. 

212. Xiao, Y.; Jin, J.; Chang, M.; Chang, J.‐H.; Hu, H.; Zhou, X.; Brittain, G.C.; Stansberg, C.; Torkildsen, Ø.; Wang, X.; et al. Peli1 

promotes  microglia‐mediated  CNS  inflammation  by  regulating  Traf3  degradation.  Nat.  Med.  2013,  19,  595–602, 

doi:10.1038/nm.3111. 

213. Luo, H.; Winkelmann, E.R.; Zhu, S.; Ru, W.; Mays, E.; Silvas, J.; Vollmer, L.L.; Gao, J.; Peng, B.‐H.; Bopp, N.E.; et al. Peli1 facili‐

tates virus replication and promotes neuroinflammation during West Nile virus infection. J. Clin. Investig. 2018, 128, 4980–4991, 

doi:10.1172/jci99902. 

214. Li, H.; Zhang,  J.; Kumar, A.; Zheng, M.; Atherton, S.S.; Yu, F.S. Herpes simplex virus 1  infection  induces  the expression of 

proinflammatory  cytokines,  interferons  and  TLR7  in  human  corneal  epithelial  cells.  Immunology  2006,  117,  167–176, 

doi:10.1111/j.1365‐2567.2005.02275.x. 

215. Jacquemont, B.; Roizman, B. RNA synthesis in cells infected with herpes simplex virus. X. Properties of viral symmetric tran‐

scripts and of double‐stranded RNA prepared from them. J. Virol. 1975, 15, 707–713, doi:10.1128/jvi.15.4.707‐713.1975. 

216. Whitley, R.J.; Kimberlin, D.W.; Roizman, B. Herpes Simplex Viruses. Clin. Infect. Dis. 1998, 26, 541–553, doi:10.1086/514600. 

217. Zhu, H.; Zheng, C. The Race between Host Antiviral Innate Immunity and the Immune Evasion Strategies of Herpes Simplex 

Virus. Microbiol. Mol. Biol. Rev. 2020, 84, 99, doi:10.1128/mmbr.00099‐20. 

218. van Lint, A.L.; Murawski, M.R.; Goodbody, R.E.; Severa, M.; Fitzgerald, K.A.; Finberg, R.W.; Knipe, D.M.; Kurt‐Jones, E.A. 

Herpes Simplex Virus  Immediate‐Early  ICP0 Protein  Inhibits Toll‐Like Receptor 2‐Dependent  Inflammatory Responses and 

NF‐κB Signaling. J. Virol. 2010, 84, 10802–10811, doi:10.1128/jvi.00063‐10. 

219. Sen, J.; Liu, X.; Roller, R.; Knipe, D.M. Herpes simplex virus US3 tegument protein inhibits Toll‐like receptor 2 signaling at or 

before TRAF6 ubiquitination. Virology 2013, 439, 65–73, doi:10.1016/j.virol.2013.01.026. 

220. Peri, P.; Mattila, R.K.; Kantola, H.; Broberg, E.; Karttunen, H.S.; Waris, M.; Vuorinen, T.; Hukkanen, V. Herpes Simplex Virus 

Type  1  Us3  Gene  Deletion  Influences  Toll‐like  Receptor  Responses  in  Cultured Monocytic  Cells.  Virol.  J.  2008,  5,  140, 

doi:10.1186/1743‐422x‐5‐140. 

221. Xing, J.; Ni, L.; Wang, S.; Wang, K.; Lin, R.; Zheng, C. Herpes Simplex Virus 1‐Encoded Tegument Protein VP16 Abrogates the 

Production of Beta Interferon (IFN) by Inhibiting NF‐ B Activation and Blocking IFN Regulatory Factor 3 To Recruit Its Coacti‐

vator CBP. J. Virol. 2013, 87, 9788–9801, doi:10.1128/jvi.01440‐13. 

222. Iwamoto, M.; Jernigan, D.B.; Guasch, A.; Trepka, M.J.; Blackmore, C.G.; Hellinger, W.C.; Pham, S.M.; Zaki, S.; Lanciotti, R.S.; 

Lance‐Parker, S.E.; et al. Transmission of West Nile Virus from an Organ Donor to Four Transplant Recipients. N. Engl. J. Med. 

2003, 348, 2196–2203, doi:10.1056/nejmoa022987. 

223. Green, A.M.; Beatty, P.R.; Hadjilaou, A.; Harris, E. Innate Immunity to Dengue Virus Infection and Subversion of Antiviral 

Responses. J. Mol. Biol. 2014, 426, 1148–1160, doi:10.1016/j.jmb.2013.11.023. 

224. Tsai, Y.‐T.; Chang, S.‐Y.; Lee, C.‐N.; Kao, C.‐L. Human TLR3 recognizes dengue virus and modulates viral replicationin vitro. 

Cell. Microbiol. 2009, 11, 604–615, doi:10.1111/j.1462‐5822.2008.01277.x. 

225. Aguirre, S.; Maestre, A.M.; Pagni, S.; Patel, J.; Savage, T.; Gutman, D.; Maringer, K.; Bernal‐Rubio, D.; Shabman, R.; Simon, V.; 

et al. DENV  Inhibits Type  I  IFN Production  in  Infected Cells by Cleaving Human STING. PLoS Pathog. 2012, 8,  e1002934, 

doi:10.1371/journal.ppat.1002934. 



Viruses 2021, 13, 2065  32  of  34 
 

 

226. Muñoz‐Jordán, J.L.; Laurent‐Rolle, M.; Ashour, J.; Martínez‐Sobrido, L.; Ashok, M.; Lipkin, W.I.; García‐Sastre, A. Inhibition of 

Alpha/Beta Interferon Signaling by  the NS4B Protein of Flaviviruses. J. Virol. 2005, 79, 8004–8013, doi:10.1128/jvi.79.13.8004‐

8013.2005. 

227. Schuessler, A.; Funk, A.; Lazear, H.; Cooper, D.; Torres, S.; Daffis, S.; Jha, B.K.; Kumagai, Y.; Takeuchi, O.; Hertzog, P.; et al. 

West Nile Virus Noncoding Subgenomic RNA Contributes to Viral Evasion of the Type I Interferon‐Mediated Antiviral Re‐

sponse. J. Virol. 2012, 86, 5708–5718, doi:10.1128/jvi.00207‐12. 

228. Arjona, A.; Ledizet, M.; Anthony, K.; Bonafé, N.; Modis, Y.; Town, T.; Fikrig, E. West Nile virus envelope protein  inhibits 

dsRNA‐induced innate immune responses. J. Immunol. 2007, 179, 8403–8409, doi:10.4049/jimmunol.179.12.8403. 

229. Best, S.M.; Morris, K.L.; Shannon, J.G.; Robertson, S.J.; Mitzel, D.N.; Park, G.S.; Boer, E.; Wolfinbarger, J.B.; Bloom, M.E. Inhibi‐

tion of Interferon‐Stimulated JAK‐STAT Signaling by a Tick‐Borne Flavivirus and Identification of NS5 as an Interferon Antag‐

onist. J. Virol. 2005, 79, 12828–12839, doi:10.1128/jvi.79.20.12828‐12839.2005. 

230. Laurent‐Rolle, M.; Boer, E.; Lubick, K.J.; Wolfinbarger,  J.B.; Carmody, A.B.; Rockx, B.; Liu, W.; Ashour,  J.;  Shupert, W.L.; 

Holbrook, M.R.; et al. The NS5 Protein of the Virulent West Nile Virus NY99 Strain Is a Potent Antagonist of Type I Interferon‐

Mediated JAK‐STAT Signaling. J. Virol. 2010, 84, 3503–3515, doi:10.1128/jvi.01161‐09. 

231. Ito, N.; Moseley, G.W.; Sugiyama, M. The importance of immune evasion in the pathogenesis of rabies virus. J. Vet. Med. Sci. 

2016, 78, 1089–1098, doi:10.1292/jvms.16‐0092. 

232. Brzózka, K.; Finke, S.; Conzelmann, K.‐K. Identification of the Rabies Virus Alpha/Beta Interferon Antagonist: Phosphoprotein 

P  Interferes with  Phosphorylation  of  Interferon Regulatory  Factor.  J. Virol.  2005,  79,  7673–7681,  doi:10.1128/jvi.79.12.7673‐

7681.2005. 

233. Wiltzer, L.; Okada, K.; Yamaoka, S.; Larrous, F.; Kuusisto, H.V.; Sugiyama, M.; Blondel, D.; Bourhy, H.; Jans, D.; Ito, N.; et al. 

Interaction of Rabies Virus P‐Protein with STAT Proteins is Critical to Lethal Rabies Disease. J. Infect. Dis. 2014, 209, 1744–1753, 

doi:10.1093/infdis/jit829. 

234. Ben Khalifa, Y.; Luco, S.; Besson, B.; Sonthonnax, F.; Archambaud, M.; Grimes, J.M.; Larrous, F.; Bourhy, H. The matrix protein 

of rabies virus binds to RelAp43 to modulate NF‐κB‐dependent gene expression related to innate immunity. Sci. Rep. 2016, 6, 

39420, doi:10.1038/srep39420. 

235. Kouznetzoff, A.; Buckle, M.; Tordo, N. Identification of a region of the rabies virus N protein involved in direct binding to the 

viral RNA. J. Gen. Virol. 1998, 79, 1005–1013, doi:10.1099/0022‐1317‐79‐5‐1005. 

236. Okabe, N.; Yamashita, K.; Inouye, K.T.A.S. Influenza surveillance system of Japan and acute encephalitis and encephalopathy 

in the influenza season. Pediatr. Int. 2000, 42, 187–191, doi:10.1046/j.1442‐200x.2000.01206.x. 

237. Studahl, M. Influenza virus and CNS manifestations. J. Clin. Virol. 2003, 28, 225–232, doi:10.1016/s1386‐6532(03)00119‐7. 

238. Hatada,  E.;  Fukuda,  R.  Binding  of  influenza A  virus NS1  protein  to  dsRNA  in  vitro.  J.  Gen.  Virol.  1992,  73,  3325–3329, 

doi:10.1099/0022‐1317‐73‐12‐3325. 

239. Abel, L.; Plancoulaine, S.; Jouanguy, E.; Zhang, S.‐Y.; Mahfoufi, N.; Nicolas, N.; Sancho‐Shimizu, V.; Alcaïs, A.; Guo, Y.; Cardon, 

A.; et al. Age‐Dependent Mendelian Predisposition to Herpes Simplex Virus Type 1 Encephalitis in Childhood. J. Pediatr. 2010, 

157, 623–629.e1, doi:10.1016/j.jpeds.2010.04.020. 

240. Boisson‐Dupuis, S.; Jouanguy, E.; Al‐Hajjar, S.; Fieschi, C.; Al‐Mohsen, I.Z.; Al‐Jumaah, S.; Yang, K.; Chapgier, A.; Eidenschenk, 

C.; Eid, P.; et al. Impaired response to interferon‐α/β and lethal viral disease in human STAT1 deficiency. Nat. Genet. 2003, 33, 

388–391, doi:10.1038/ng1097. 

241. Bastard, P.; Manry, J.; Chen, J.; Rosain, J.; Seeleuthner, Y.; AbuZaitun, O.; Lorenzo, L.; Khan, T.; Hasek, M.; Hernandez, N.; et 

al. Herpes simplex encephalitis in a patient with a distinctive form of inherited IFNAR1 deficiency. J. Clin. Investig. 2021, 131, 

139980, doi:10.1172/jci139980. 

242. Tabeta, K.; Hoebe, K.;  Janssen, E.M.; Du, X.; Georgel, P.; Crozat, K.; Mudd, S.; Mann, N.; Sovath, S.; Goode,  J.R.; et al. The 

Unc93b1 mutation 3d disrupts exogenous antigen presentation and signaling via Toll‐like receptors 3, 7 and 9. Nat. Immunol. 

2006, 7, 156–164, doi:10.1038/ni1297. 

243. Casrouge, A.; Zhang, S.‐Y.; Eidenschenk, C.; Jouanguy, E.; Puel, A.; Yang, K.; Alcais, A.; Picard, C.; Mahfoufi, N.; Nicolas, N.; 

et al. Herpes Simplex Virus Encephalitis in Human UNC‐93B Deficiency. Science 2006, 314, 308–312, doi:10.1126/science.1128346. 

244. Kim, Y.‐M.; Brinkmann, M.M.; Paquet, M.‐E.; Ploegh, H.L. UNC93B1 delivers nucleotide‐sensing toll‐like receptors to endoly‐

sosomes. Nat. Cell Biol. 2008, 452, 234–238, doi:10.1038/nature06726. 

245. Lee, B.L.; Moon, J.; Shu, J.H.; Yuan, L.; Newman, Z.R.; Schekman, R.; Barton, G.M. UNC93B1 mediates differential trafficking 

of endosomal TLRs. eLife 2013, 2, e00291, doi:10.7554/elife.00291. 

246. Pelka, K.; Bertheloot, D.; Reimer, E.; Phulphagar, K.; Schmidt, S.V.; Christ, A.; Stahl, R.; Watson, N.; Miyake, K.; Hacohen, N.; 

et al. The Chaperone UNC93B1 Regulates Toll‐like Receptor Stability Independently of Endosomal TLR Transport. Immunity 

2018, 48, 911–922.e7, doi:10.1016/j.immuni.2018.04.011. 

247. Guo, Y.; Audry, M.; Ciancanelli, M.; Alsina, L.; Azevedo, J.; Herman, M.; Anguiano, E.; Sancho‐Shimizu, V.; Lorenzo, L.; Pau‐

wels, E.; et al. Herpes simplex virus encephalitis in a patient with complete TLR3 deficiency: TLR3 is otherwise redundant in 

protective immunity. J. Exp. Med. 2011, 208, 2083–2098, doi:10.1084/jem.20101568. 

248. Lafaille, F.G.; Pessach, I.M.; Zhang, S.‐Y.; Ciancanelli, M.; Herman, M.; Abhyankar, A.; Ying, S.‐W.; Keros, S.; Goldstein, P.; 

Mostoslavsky, G.; et al. Impaired intrinsic immunity to HSV‐1 in human iPSC‐derived TLR3‐deficient CNS cells. Nat. Cell Biol. 

2012, 491, 769–773, doi:10.1038/nature11583. 



Viruses 2021, 13, 2065  33  of  34 
 

 

249. Sancho‐Shimizu, V.; de Diego, R.P.; Lorenzo, L.; Halwani, R.; Alangari, A.; Israelsson, E.; Fabrega, S.; Cardon, A.; Maluenda, J.; 

Tatematsu, M.; et al. Herpes simplex encephalitis in children with autosomal recessive and dominant TRIF deficiency. J. Clin. 

Investig. 2011, 121, 4889–4902, doi:10.1172/jci59259. 

250. Herman, M.; Ciancanelli, M.; Ou, Y.‐H.; Lorenzo, L.; Klaudel‐Dreszler, M.; Pauwels, E.; Sancho‐Shimizu, V.; de Diego, R.P.; 

Abhyankar, A.; Israelsson, E.; et al. Heterozygous TBK1 mutations impair TLR3 immunity and underlie herpes simplex enceph‐

alitis of childhood. J. Exp. Med. 2012, 209, 1567–1582, doi:10.1084/jem.20111316. 

251. de Diego, R.P.; Sancho‐Shimizu, V.; Lorenzo, L.; Puel, A.; Plancoulaine, S.; Picard, C.; Herman, M.; Cardon, A.; Durandy, A.; 

Bustamante, J.; et al. Human TRAF3 Adaptor Molecule Deficiency Leads to Impaired Toll‐like Receptor 3 Response and Sus‐

ceptibility to Herpes Simplex Encephalitis. Immunity 2010, 33, 400–411, doi:10.1016/j.immuni.2010.08.014. 

252. Andersen,  L.L.; Mørk, N.;  Reinert,  L.;  Kofod‐Olsen,  E.; Narita,  R.;  Jørgensen,  S.E.;  Skipper,  K.;  Höning,  K.;  Gad,  H.H.; 

Østergaard, L.; et al. Functional IRF3 deficiency in a patient with herpes simplex encephalitis. J. Exp. Med. 2015, 212, 1371–1379, 

doi:10.1084/jem.20142274. 

253. Sironi, M.; Peri, A.M.; Cagliani, R.; Forni, D.; Riva, S.; Biasin, M.; Clerici, M.; Gori, A. TLR3 Mutations in Adult Patients with 

Herpes Simplex Virus and Varicella‐Zoster Virus Encephalitis. J. Infect. Dis. 2017, 215, 1430–1434, doi:10.1093/infdis/jix166. 

254. Kindberg, E.; Vene, S.; Mickiene, A.; Lundkvist, Å.; Lindquist, L.; Svensson, L. A Functional Toll‐Like Receptor 3 Gene (TLR3) 

May  Be  a  Risk  Factor  for  Tick‐borne  Encephalitis  Virus  (TBEV)  Infection.  J.  Infect.  Dis.  2011,  203,  523–528, 

doi:10.1093/infdis/jiq082. 

255. Gorbea, C.; Makar, K.A.; Pauschinger, M.; Pratt, G.; Bersola, J.L.F.; Varela, J.; David, R.M.; Banks, L.; Huang, C.‐H.; Li, H.; et al. 

A Role for Toll‐like Receptor 3 Variants in Host Susceptibility to Enteroviral Myocarditis and Dilated Cardiomyopathy. J. Biol. 

Chem. 2010, 285, 23208–23223, doi:10.1074/jbc.m109.047464. 

256. Ranjith‐Kumar, C.T.; Miller, W.; Sun, J.; Xiong, J.; Santos, J.; Yarbrough, I.; Lamb, R.J.; Mills, J.; Duffy, K.E.; Hoose, S.; et al. 

Effects of Single Nucleotide Polymorphisms on Toll‐like Receptor 3 Activity and Expression in Cultured Cells. J. Biol. Chem. 

2007, 282, 17696–17705, doi:10.1074/jbc.m700209200. 

257. Ishizaki, Y.; Takemoto, M.; Kira, R.; Kusuhara, K.; Torisu, H.; Sakai, Y.; Sanefuji, M.; Yukaya, N.; Hara, T. Association of toll‐

like  receptor  3  gene  polymorphism  with  subacute  sclerosing  panencephalitis.  J.  NeuroVirol.  2008,  14,  486–491, 

doi:10.1080/13550280802298120. 

258. Hidaka, F.; Matsuo, S.; Muta, T.; Takeshige, K.; Mizukami, T.; Nunoi, H. A missense mutation of the Toll‐like receptor 3 gene 

in a patient with influenza‐associated encephalopathy. Clin. Immunol. 2006, 119, 188–194, doi:10.1016/j.clim.2006.01.005. 

259. Sato‐Kaneko, F.; Yao, S.; Ahmadi, A.; Zhang, S.S.; Hosoya, T.; Kaneda, M.M.; Varner, J.A.; Pu, M.; Messer, K.S.; Guiducci, C.; et 

al. Combination  immunotherapy with TLR agonists and checkpoint  inhibitors suppresses head and neck cancer.  JCI  Insight 

2017, 2, 93397, doi:10.1172/jci.insight.93397. 

260. Kuai, R.; Sun, X.; Yuan, W.; Ochyl, L.J.; Xu, Y.; Najafabadi, A.H.; Scheetz, L.; Yu, M.; Balwani, I.; Schwendeman, A.; et al. Dual 

TLR agonist nanodiscs as a strong adjuvant system  for vaccines and  immunotherapy.  J. Control. Release 2018, 282, 131–139, 

doi:10.1016/j.jconrel.2018.04.041. 

261. Ziegler, A.; Soldner, C.; Lienenklaus, S.; Spanier, J.; Trittel, S.; Riese, P.; Kramps, T.; Weiss, S.; Heidenreich, R.; Jasny, E.; et al. A 

New RNA‐Based Adjuvant Enhances Virus‐Specific Vaccine Responses by Locally Triggering TLR‐ and RLH‐Dependent Ef‐

fects. J. Immunol. 2017, 198, 1595–1605, doi:10.4049/jimmunol.1601129. 

262. Wang, Y.; Zhang, S.; Li, H.; Wang, H.; Zhang, T.; Hutchinson, M.; Yin, H.; Wang, X. Small‐Molecule Modulators of Toll‐like 

Receptors. Acc. Chem. Res. 2020, 53, 1046–1055, doi:10.1021/acs.accounts.9b00631. 

263. Weichhart, T.; Hengstschläger, M.; Linke, M. Regulation of innate immune cell function by mTOR. Nat. Rev. Immunol. 2015, 15, 

599–614, doi:10.1038/nri3901. 

264. Reichert, J.M.; Rosensweig, C.; Faden, L.B.; Dewitz, M.C. Monoclonal antibody successes in the clinic. Nat. Biotechnol. 2005, 23, 

1073–1078, doi:10.1038/nbt0905‐1073. 

265. FDA. 2018. Available online: https://www.fda.gov/media/117240/download (accessed on 30 September 2021). 

266. Chutivongse, S.; Supich, C.; Wilde, H. Acceptability and Efficacy of Purified Vero‐Cell Rabies Vaccine in Thai Children Exposed 

to Rabies. Asia‐Pac. J. Public Health 1988, 2, 179–184, doi:10.1177/101053958800200308. 

267. Yang, S.‐E.; Pan, M.‐J.; Tseng, H.‐F.; Liau, M.‐Y. The efficacy of mouse‐brain inactivated Nakayama strain Japanese encephalitis 

vaccine—Results from 30 years experience in Taiwan. Vaccine 2006, 24, 2669–2673, doi:10.1016/j.vaccine.2005.10.054. 

268. Hennessy, S.; Strom, B.; Bilker, W.; Zhengle, L.; Chao‐Min, W.; Hui‐Lian, L.; Tai‐Xiang, W.; Hong‐Ji, Y.; Qi‐Mau, L.; Tsai, T.; et 

al. Effectiveness of live‐attenuated Japanese encephalitis vaccine (SA14‐14‐2): A case‐control study. Lancet 1996, 347, 1583–1586, 

doi:10.1016/s0140‐6736(96)91075‐2. 

269. Hu, J.; Wang, S.; Zhou, R.; Liu, H.; Gan, X.; Wei, M.; Zhu, F.; Meng, F.; Hou, W. Long‐term immunity and the effect of one or 

two booster doses with a lyophilized human rabies vaccine (human diploid cells) at 10 years post primary vaccination in China. 

Hum. Vaccines Immunother. 2021, 17, 3162–3168, doi:10.1080/21645515.2021.1906601. 

270. CDC Rabies Vaccine: What You Need  to Know. Available online: https://www.cdc.gov/vaccines/hcp/vis/vis‐statements/ra‐

bies.pdf (accessed on 30 September 2021). 

271. Kubinski, M.; Beicht, J.; Gerlach, T.; Volz, A.; Sutter, G.; Rimmelzwaan, G.F. Tick‐Borne Encephalitis Virus: A Quest for Better 

Vaccines against a Virus on the Rise. Vaccines 2020, 8, 451, doi:10.3390/vaccines8030451. 

272. Hegde, N.R.; Gore, M.M. Japanese encephalitis vaccines: Immunogenicity, protective efficacy, effectiveness, and impact on the 

burden of disease. Hum. Vaccines Immunother. 2017, 13, 1320–1337, doi:10.1080/21645515.2017.1285472. 



Viruses 2021, 13, 2065  34  of  34 
 

 

273. Woods, C.W.; Sanchez, A.M.; Swamy, G.K.; McClain, M.T.; Harrington, L.; Freeman, D.; Poore, E.A.; Slifka, D.K.; DeRaad, D.; 

Amanna, I.J.; et al. An observer blinded, randomized, placebo‐controlled, phase I dose escalation trial to evaluate the safety and 

immunogenicity of  an  inactivated West Nile virus Vaccine, HydroVax‐001,  in healthy  adults. Vaccine  2019,  37,  4222–4230, 

doi:10.1016/j.vaccine.2018.12.026. 

274. Van Hoeven, N.; Joshi, S.W.; Nana, G.I.; Bosco‐Lauth, A.; Fox, C.; Bowen, R.A.; Clements, D.E.; Martyak, T.; Parks, D.E.; Bald‐

win, S.; et al. A Novel Synthetic TLR‐4 Agonist Adjuvant Increases the Protective Response to a Clinical‐Stage West Nile Virus 

Vaccine Antigen in Multiple Formulations. PLoS ONE 2016, 11, e0149610, doi:10.1371/journal.pone.0149610. 

275. Polack, F.P.; Thomas, S.J.; Kitchin, N.; Absalon, J.; Gurtman, A.; Lockhart, S.; Perez, J.L.; Marc, G.P.; Moreira, E.D.; Zerbini, C.; 

et  al.  Safety  and  efficacy  of  the  BNT162b2  mRNA  Covid‐19  vaccine.  N.  Engl.  J.  Med.  2020,  383,  2603–2615, 

doi:10.1056/nejmoa2034577. 

276. Baden, L.R.; El Sahly, H.M.; Essink, B.; Kotloff, K.; Frey, S.; Novak, R.; Diemert, D.; Spector, S.A.; Rouphael, N.; Creech, C.B.; et 

al. Efficacy and Safety of the mRNA‐1273 SARS‐CoV‐2 Vaccine. N. Engl. J. Med. 2021, 384, 403–416, doi:10.1056/nejmoa2035389. 

277. Matschke, J.; Lütgehetmann, M.; Hagel, C.; Sperhake, J.P.; Schröder, A.S.; Edler, C.; Mushumba, H.; Fitzek, A.; Allweiss, L.; 

Dandri, M.; et al. Neuropathology of patients with COVID‐19 in Germany: A post‐mortem case series. Lancet Neurol. 2020, 19, 

919–929, doi:10.1016/s1474‐4422(20)30308‐2. 

278. Moriguchi, T.; Harii, N.; Goto, J.; Harada, D.; Sugawara, H.; Takamino, J.; Ueno, M.; Sakata, H.; Kondo, K.; Myose, N.; et al. A 

first  case  of  meningitis/encephalitis  associated  with  SARS‐Coronavirus‐19.  Int.  J.  Infect.  Dis.  2020,  94,  55–58, 

doi:10.1016/j.ijid.2020.03.062. 

279. Ellul, M.A.; Benjamin, L.; Singh, B.; Lant, S.; Michael, B.D.; Easton, A.; Kneen, R.; Defres, S.; Sejvar, J.; Solomon, T. Neurological 

associations of COVID‐19. Lancet Neurol. 2020, 19, 767–783, doi:10.1016/s1474‐4422(20)30221‐0. 

280. Song, E.; Zhang, C.; Israelow, B.; Lu‐Culligan, A.; Prado, A.V.; Skriabine, S.; Lu, P.; Weizman, O.‐E.; Liu, F.; Dai, Y.; et al. Neu‐

roinvasion of SARS‐CoV‐2 in human and mouse brain. J. Exp. Med. 2021, 218, 218, doi:10.1084/jem.20202135. 

281. Gupta, A.; Madhavan, M.V.; Sehgal, K.; Nair, N.; Mahajan, S.; Sehrawat, T.S.; Bikdeli, B.; Ahluwalia, N.; Ausiello, J.C.; Wan, 

E.Y.; et al. Extrapulmonary manifestations of COVID‐19. Nat. Med. 2020, 26, 1017–1032, doi:10.1038/s41591‐020‐0968‐3. 

282. Imai, Y.; Kuba, K.; Neely, G.; Yaghubian‐Malhami, R.; Perkmann, T.; Van Loo, G.; Ermolaeva, M.; Veldhuizen, R.; Leung, Y.C.; 

Wang, H.; et al. Identification of Oxidative Stress and Toll‐like Receptor 4 Signaling as a Key Pathway of Acute Lung Injury. 

Cell 2008, 133, 235–249, doi:10.1016/j.cell.2008.02.043. 

283. Shirey, K.A.; Lai, W.; Scott, A.; Lipsky, M.; Mistry, P.; Pletneva, L.M.; Karp, C.; McAlees, J.; Gioannini, T.L.; Weiss, J.; et al. The 

TLR4  antagonist  Eritoran  protects mice  from  lethal  influenza  infection. Nat.  Cell  Biol.  2013,  497,  498–502,  doi:10.1038/na‐

ture12118. 

284. Aravalli, R.N.; Hu, S.; Rowen, T.N.; Palmquist, J.M.; Lokensgard, J.R. Cutting Edge: TLR2‐Mediated Proinflammatory Cytokine 

and Chemokine  Production  by Microglial Cells  in  Response  to Herpes  Simplex  Virus.  J.  Immunol.  2005,  175,  4189–4193, 

doi:10.4049/jimmunol.175.7.4189. 


