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1. Abkürzungsverzeichnis 
 
1.1. Abkürzungen und Akronyme   
 
Abb.      Abbildung  

AUT      Österreich 

BD      Borna Disease  

BoDV-1      Borna-Disease-Virus 1 

BW      Baden-Württemberg 

BY      Bayern 

DAB      3,3`-Diaminobenzidin-Tetrahydrochlorid 

EEG      Elektroenzephalographie 

ELISA      Enzyme-linked Immunosorbent Assay 

FFPE      Formalin-fixiert Paraffin-eingebettet  

GER      Deutschland 

GR      Grisons 

HE      Hessen 

H&E      Hämatoxylin-Eosin-Färbung  

HIV      Humanes Immundefizienz-Virus  

HSV      Herpes-simplex-Virus  

HSVE      Herpes-simplex-Virus-Enzephalitis  

IFAT      Indirect immunofluorescence antibody test 

IHC      Immunhistochemie 

k.A.      Keine Angabe  

KI      Konfidenzintervall 

L      Lappen 

LIE      Liechtenstein 

MHC      Major Histocompatibility Complex 

MRT      Magnetresonanztomographie 

NGS      Next-Generation-Sequencing  

NI      Niedersachsen  

PEP      Postexpositionsprophylaxe  

pMSS  Anzahl der Lymphozyten pro Mittelwert von 10 
Screenshots 

qRT-PCR Quantitative real-time polymerase chain reaction 

RABV  Rabies Virus  
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RKI  Robert-Koch-Institut  

RM  Rückenmark  

RP      Rheinland-Pfalz  

SG      St. Gallen 

SN      Sachsen 

ST      Sachsen-Anhalt 

ST      Steiermark 

SUI      Schweiz 

UA      Oberösterreich 

VPM  Nucleus ventralis posteromedialis  

VSBV-1      Variegated squirrel Borna-Virus 1 

ZNS      Zentrales Nervensystem  
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2. Einleitung  
 
2.1. Problemstellung 
 
Die Bornavirus-Enzephalitis verläuft sowohl bei einem breiten Spektrum von Säugetieren, als auch 

beim Menschen zumeist tödlich. Dass es überhaupt beim Menschen zu solch einer Enzephalitis 

kommen kann, wurde bis vor Kurzem bezweifelt. Retrospektiv konnten einige ätiologisch unklare 

Enzephalitiden nachträglich dem Bornavirus zugeschrieben werden. Aufklärungskampagnen über die 

Erkrankung konnten bewirken, dass circa 2-7 neue Fälle pro Jahr dem Robert-Koch-Institut (RKI) 

gemeldet werden. (Böhmer et al., 2022) Es ist anzunehmen, dass BoDV-1 im Endemiegebiet einen 

Großteil der schweren bis tödlichen Enzephalitis-Fälle unbekannter Ursache ausmachen könnte (Niller 

et al., 2020). Untersuchungen zum Virusreservoir haben gezeigt, dass die Feldspitzmaus (Crocidura 

leucodon, Abb. 1) das natürliche Reservoir des Borna-Disease-Virus 1 (BoDV-1) bildet (Hilbe et al., 

2006, Bourg et al., 2013, Durrwald et al., 2014, Nobach et al., 2015). Bei Tieren wird vermutet, dass die 

Übertragung durch die Aufnahme von Ausscheidungen der Spitzmaus über das olfaktorische Netzwerk 

in das Zentrale Nervensystem (ZNS) erfolgt (Morales et al., 1988, Nobach et al., 2015, Gosztonyi, 2008, 

Kupke et al., 2019). Beim Menschen sind Risikofaktoren und Übertragungswege bisweilen jedoch 

unbekannt (Tappe et al., 2019b). Erste Studien konnten zeigen, dass die Zytotoxizität des Virus über 

die Immunpathologie vermittelt wird (Stitz et al., 1991, Hausmann et al., 1999, Chevalier et al., 2011). 

Aufgrund unzureichender Kenntnisse der Erkrankung ist die Diagnosestellung oftmals deutlich 

verzögert. Auch therapeutisch stehen bisher nur ein experimenteller Versuch von zwei in vitro 

getesteten Virostatika und einer immunsuppressiven Therapie, die der Immunpathologie 

entgegenwirken soll, zur Verfügung (Stitz et al., 2002, Tokunaga et al., 2017, Böhmer et al., 2022). Ein 

klinisch neuropathologischer Vergleich der bisher aufgetretenen Fälle könnte Aufschluss über die 

Effektivität und den Wirkungsansatz der bisherigen Therapien liefern.  

Bisher existieren allerdings keine detaillierten vergleichenden Untersuchungen der Neuropathologie 

zwischen der seit mehreren Jahrhunderten bei Tieren bekannten „Borna’schen Erkrankung“ und der 

seit 2018 bekannten Enzephalitis beim Menschen. Hierüber könnten sowohl entscheidende 

Unterschiede, als auch Gemeinsamkeiten in der Virusausbreitung und Entzündungsreaktion gezeigt 

werden, über die Rückschlüsse auf die bislang unbekannte Eintrittspforte und den Infektionsweg 

abgeleitet werden könnten. 
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2.2. Epidemiologie und Risikofaktoren  
 
Die Borna’sche Krankheit ist in der Veterinärmedizin seit mehr als 250 Jahren vor allem bei Pferden 

und Schafen bekannt (Durrwald and Ludwig, 1997). Erst im Jahr 2018 wurde durch ein Cluster von drei 

Organtransplantationsfällen und einem sporadischen Fall nachgewiesen, dass das Virus auch beim 

Menschen zu einer meist tödlichen Enzephalitis führt (Schlottau et al., 2018, Korn et al., 2018). 

Bundesweite Aufklärungskampagnen, die an Kliniken, Laboren und Pathologien gerichtet waren, 

führten vor allem retrospektiv und bei einigen prospektiven Fällen zu einem deutlichen Anstieg der 

diagnostizierten Fälle (Frank et al., 2022). Die aktuell dem RKI gemeldete Anzahl beläuft sich auf 

insgesamt über 40 Fälle, die zwischen 1992-2022 

aufgetreten sind (Böhmer et al., 2022). Das bis 

2017 einzige bekannte natürliche Reservoir war die 

zweifarbige Weißzahnspitzmaus (Crocidura 

leucodon, Abb.1), die selber nicht erkrankt (Hilbe et 

al., 2006, Durrwald et al., 2014). In einer Studie 

konnte schließlich in einem Fall die eurasische 

Spitzmaus (Sorex araneus) als weiteres 

Reservoirtier identifiziert werden (Weissenbock et 

al., 2017). Das Gebiet, in dem die zweifarbige 

Weißzahnspitzmaus lebt, erstreckt sich über weite 

Teile von Mitteleuropa (Corbet and Ovenden, 

1980). Das bisher identifizierte Endemiegebiet der mit BoDV-1-infizierten zweifarbigen 

Weißzahnspitzmaus beschränkt sich auf den östlichen und südlichen Teil Deutschlands von Thüringen, 

Sachsen, Sachsen-Anhalt, Bayern bis in die angrenzenden Länder Österreich, Lichtenstein und der 

Schweiz (siehe Abb.2) (Durrwald et al., 2014). Sowohl bei Menschen, als auch bei Tieren ist das 

Bundesland Bayern besonders betroffen. Es ist davon auszugehen, dass die hochinfektiösen 

Ausscheidungen der Spitzmaus auf das Futter der suszeptiblen Tiere gelangt und das Virus so an diese 

weitergegeben wird (Hilbe et al., 2006, Nobach et al., 2015). Die Mechanismen der Übertragung in das 

ZNS der Fehlwirte sind bislang unbekannt. Bei Pferden und bisweilen auch bei Menschen wird ein 

Eintritt über das olfaktorische Netzwerk diskutiert (Morales et al., 1988, Gosztonyi, 2008, Nobach et 

al., 2015, Kupke et al., 2019, Grosse et al., 2023). Die Inkubationszeit der Erkrankung ist unklar, wird 

aber auf Wochen bis Monate geschätzt (Jacobsen et al., 2010, Priestnall et al., 2011, Meyer et al., 2022, 

Böhmer et al., 2022). In einer Studie, in der die Hälfte aller bisher bekannten humanen Fälle 

miteingeschlossen waren, konnte trotz gründlicher Untersuchung der Lebensumgebungen und 

Expositionsanalysen kein plausibles Übertragungsereignis gefunden werden. Ein wichtiger 

signifikanter Risikofaktor ist das Leben in ländlichen Gegenden, wodurch ein Kontakt zu Spitzmäusen 

Abbildung 1: Zweifarbige Weißzahnspitzmaus 
Die zweifarbige Weißzahnspitzmaus erkennt man 
typischerweise am zweifarbigen Körper, an den 
weißen Zähnen und an den wimpernartigen Haaren 
am Schwanz. Sie ist ein Insektenfresser, erreicht eine 
Körperlänge von 6 bis 8 cm und ist in Bayern weit 
verbreitet. (Durrwald et al., 2014, Böhmer et al., 2022) 
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wahrscheinlicher wird. Zwischenzeitlich wurde diskutiert, ob Katzen eine Rolle als Verbindung 

zwischen Reservoirwirt und dem Menschen oder als Zwischenwirt spielen könnten. Diese Hypothese 

konnte jedoch bislang nicht untermauert werden. (Portner et al., 2023) Für eine natürliche 

Übertragung von Mensch zu Mensch gibt es abgesehen von den iatrogenen 

Organtransplantationsclustern, bisher keine Anzeichen (Niller et al., 2020).  

 

 
Abbildung 2: Geografische Kartierung der gemeldeten BoDV-1 Infektionen  
Die geografische Kartierung zeigt die gemeldeten menschlichen Fälle, die zusammen mit den veröffentlichten 
sequenzbestätigten BoDV-1-infizierten Reservoirmäusen und den zufälligen Tierwirten dargestellt sind. 
Abbildung aus (Niller et al., 2020).  
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2.3. Virusenzephalitiden   
 
Viren können unterschiedlichste Formen von entzündlichen Erkrankungen des Nervensystems 

auslösen. Dazu zählen die Enzephalitis, Meningitis, Myelitis, Radikulitis und Neuritis. Nach dem 

betroffenen Hirngewebe unterscheidet man drei Arten der Enzephalitis. Ist das gesamte Hirngewebe 

betroffen spricht man von einer Panenzephalitis. Ist hauptsächlich die graue Substanz betroffen, 

bezeichnet man die Enzephalitis als Polioenzephalitis und bei dem Befall der weißen Substanz als 

Leukenzephalitis. (Deckert, 2012) 

Der folgende Abschnitt bezieht sich auf die viralen Enzephalitiden. Erkranken Patient:innen an einer 

viralen Enzephalitis, handelt es sich um einen medizinischen Notfall. Dabei hängt der Krankheitsverlauf 

und das Ausmaß einer viralen Enzephalitis von dem immunologischen Zustand der Patient:innen, von 

dem spezifischen Erreger und den Umweltfaktoren ab. (Steiner et al., 2010) Die Enzephalitis wird 

definiert als ein Syndrom, bestehend aus akutem Fieber und Bewusstseinsstörungen mit nicht 

obligaten Symptomen wie Krampfanfällen, Paresen und aphasischen Störungen. In der Diagnostik 

können sich unter anderem eine Liquorpleozytose, Anomalien in der Bildgebung und Veränderungen 

im EEG zeigen. (Meyding-Lamade, 2018, Tyler, 2018) Im Hirnparenchym löst eine Enzephalitis einen 

entzündlichen Prozess aus. Eine Inflammation, die zusätzlich auch die Hirnhäute betrifft, bezeichnet 

man als Meningoenzephalitis. Betrifft die Inflammation das Hirnparenchym und das Rückenmark, wird 

dies Enzephalomyelitis genannt. (Schmutzhard, 2020) Das Ausmaß der Hirnschädigung und des 

Überlebens ist wesentlich abhängig von der korrekten Diagnose und der Einleitung einer 

symptomatischen und einer spezifischen Therapie (Steiner et al., 2010).  Virale Enzephalitiden können 

selbstlimitierende Entzündungen mit einem prognostisch günstigen Verlauf sein, jedoch nicht selten 

führen diese zu irreversiblen Schädigungen und in einem Teil der Fälle zum Tod der Patient:innen 

(Deckert, 2012).  

Es werden zwei wichtige Wege unterschieden, wie Viren in das ZNS gelangen können. Das Entero- und 

das Adenovirus gelangen über den hämatogenen Weg in das ZNS. (Deckert, 2012, Jain et al., 2014) 

Dem gegenüber steht der neuronale Weg, der für das Rabies- und das Herpes-simplex-Virus (HSV) 

typisch ist (Hemachudha et al., 2013, Bradshaw and Venkatesan, 2016). Die meisten Viren dringen 

über periphere Eintrittsstellen in den Körper ein und führen dort durch die lokale Replikation zu einer 

primären Virämie. Nach der Infektion weiterer Organe und weiterer Replikation, führt dies zu einer 

systemischen Infektion und damit zu einer sekundären Virämie mit hohen viralen Titern, die dann 

hämatogen das ZNS erreicht. (Vezzani et al., 2016, Solomon et al., 2007) 
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Dadurch kann das Virus auf folgenden Wegen ins ZNS gelangen: Zum einen über die Endothelzellwand 

durch einen zellassoziierten Virustransport. Zum anderen ist der Transport des Virus mit Vesikeln über 

die Endothelzellwand durch die Virustranszytose möglich. Ebenso kann das Virus durch eine Infektion 

von Endothelzellen zerebraler Gefäße eintreten. Auch eine virale Leckage im geschädigten Endothel 

kann eine ZNS-Infektion auslösen. (Johnson, 1999, Deckert, 2012, Forrester et al., 2018, Craemer, 

2023) 

 

Die vier Wege der hämatogenen Infektion sind in Abbildung 3 visualisiert 

 
Abbildung 3: Darstellung des viralen Eintritts in das ZNS über eine hämatogene Infektion 
(Grafik erstellt durch BioRender.com). 
 
 
 

 

Hämatogener Infektionsweg  
 
 
 
1. Zellassoziierter Virustransport  

 

• Trojanisches-Pferd-Weg 
• Virus infiziert zirkulierende Zellen  
• Oder das Virus wird von zirkulierenden 

Zellen getragen  
• Parazelluläre oder transzelluläre Migration 

 
2. Virustranszytose  

 

• Endothelzellen nehmen zirkulierende 
Viruspartikel in endosomale Vesikel auf  

• Vesikel werden auf der anderen Seite der 
Endothelzelle freigesetzt  

 
3. Endothelzellinfektion  

 

• Virusreplikation in Endothelzellen  
• Virusfreisetzung auf der basolateralen 

Membran in angrenzende Gewebe  
 
 
 
4. Passive Diffusion zwischen 

Endothelzellen 
 

• Lose oder defekte Endothelien  
• Induzierte Permeabilisierung 
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Eine weitere Möglichkeit der Invasion des Nervensystems ist der neuronale Transport, wie bei HSV und 

dem Rabies-Virus (Hemachudha et al., 2013, Bradshaw and Venkatesan, 2016). Bei HSV findet eine 

Infektion der sensorischen Neurone statt, dadurch kann das Virus durch schnellen retrograden 

axonalen Transport in den Zellkörper der Neurone der Spinalganglien wandern (Diefenbach et al., 

2008, Smith, 2012, Bradshaw and Venkatesan, 2016). Am wahrscheinlichsten gelangt das Virus dann 

über retrograden Transport entlang des Nervus olfactorius oder über den Trigeminusnerv in das ZNS 

(Mori et al., 2005, Shukla et al., 2012, Jennische et al., 2015). Bei einer Infektion mit dem Rabies-Virus 

findet ein schneller retrograder transneuronaler Transfer zum ZNS und langsame anterograde 

Ausbreitung statt (Wacharapluesadee and Hemachudha, 2001, Ugolini, 2011). 

Die Ausbreitung im ZNS kann zum einen über eine aufeinanderfolgende Infektion von Zellen 

stattfinden, anderseits wurde auch eine Ausbreitung über den Extrazellulärraum, sowie die 

Lymphozyten, Makrophagen und Gliazellen beobachtet. Eine Ausbreitung über mehrere Wege ist 

ebenfalls möglich. (Deckert, 2012) Durch die akute Immunantwort oder den Infektionsprozess kann es 

zu einem zytotoxischen und/oder vasogenen Ödem kommen, das zu einem fokalen oder globalen 

Masseneffekt und damit zu einem erhöhten Hirndruck führt. (Bradshaw and Venkatesan, 2016) 

Der erhöhte Druck führt zu einer Kompression des Hirngewebes und der Gefäßstrukturen. Zu einem 

letalen Ausgang kommt es bei transtentoriellen und insbesondere tonsillären Herniationen. 

(Schmutzhard, 2020, Safain et al., 2015) 

Die virale Enzephalitis präsentiert sich meist biphasisch mit zu Beginn grippeähnlichem 

Prodromalstadium mit hohem Fieber, starken Kopfschmerzen, Übelkeit, Erbrechen und 

Bewusstseinsstörungen. Dabei können weitere neurologische Symptome wie Desorientierung, 

Sprachstörungen, Verhaltensänderungen und Verwirrung auffallen. (Solomon et al., 2007, Meyding-

Lamadé et al., 2021) In der zweiten Phase kommen dann neurologische Herdsymptome mit fokalen 

und generalisierten Krampfanfällen und Zeichen zerebraler Dysfunktionen vor. Während dieser Phase 

kommt es bei Verschlechterung des Allgemeinzustandes zu einem somnolenten Zustand der 

Patient:innen, welcher anschließend in einen komatösen Zustand übergehen kann und eine 

intensivmedizinische Betreuung erfordert. (Schmutzhard, 2020) 

Die Diagnostik einer akuten viralen Enzephalitis sollte in einer interdisziplinären Herangehensweise 

erfolgen. Eine detaillierte Anamnese ist notwendig, um gegebenenfalls auf das Erregerspektrum und 

den Zeitraum der Infektion schließen zu können.  

Anamnestisches Erfragen nach Vorerkrankungen, Impfungen, Exposition, Reisen, Tierkontakte, 

Umgebungsinfektionen sind unerlässlich. Darüber hinaus ist der Beruf, Hobbys, die Ernährung, 

Freizeitaktivitäten, Sexualpraktiken und Drogenkonsum zu berücksichtigen. Die körperlich-

neurologische Untersuchung kann weitere Hinweise auf mögliche Ursachen geben. Beispielsweise ist 

das Vorhandensein von Exanthemen und Enanthemen bei viralen Erregern hilfreich, aber nicht 
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besonders spezifisch.  (Venkatesan et al., 2013, Tunkel et al., 2008, Steiner et al., 2010, Solomon et al., 

2012, Tyler, 2018) Bereits durch die Untersuchung des Blutes ist in vielen Fällen ersichtlich, ob es sich 

um eine Infektion viraler oder bakterieller Genese handelt. Wichtig zur Unterscheidung sind in dieser 

Situation die Entzündungsparameter wie Leukozytenzahl, Differentialblutbild, C-reaktives Protein und 

Procalcitonin. (Meyding-Lamade, 2018, Schmutzhard, 2020) Bei einem Verdacht auf eine virale 

Enzephalitis ist eine neuroradiologische Untersuchung essenziell. Der Goldstandart ist hier die 

Magnetresonanztomographie (MRT). (Bertrand et al., 2017) Im Anschluss an die Bildgebung sollte eine 

Lumbalpunktion erfolgen. Typischer Liquorbefund einer viralen Enzephalitis ist eine leichte, 

gemischtzellige, im weiteren Verlauf lymphozytäre Pleozytose und eine Eiweißerhöhung mit normaler 

Glucose und Laktat. (Ellul and Solomon, 2018, Schmutzhard, 2020) Zusätzlich sollten mikrobiologische 

Untersuchungen erfolgen. Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) ist der Goldstandard zum Nachweis 

viraler DNA bzw. RNA. Diese deckt die häufigsten Erreger wie Herpes-simplex-Virus Typ 1 und 2 (HSV-

1, HSV-2), Varizella-Zoster-Virus, Humanes Herpesvirus Typ 6/7, Cytomegalievirus, Ebstein-Barr-Virus, 

Humanes Immundefizienz-Virus (HIV) und Dengue-Viren ab. Darüber hinaus ist ein Nachweis von 

Antikörpern im Liquor und Serum, sowie ein direkter Erregernachweis mithilfe einer Kultur möglich. 

(Steiner et al., 2010, Steiner et al., 2012) Die Notwendigkeit einer Hirnbiopsie hat seit der Einführung 

der PCR-Tests im Liquor abgenommen und wird nur bei speziellen Fragestellungen oder unklarer 

Diagnostik eingesetzt. (Wong et al., 2010, Ellul and Solomon, 2018) Ausnahmen bilden chronische 

Enzephalitiden, wie z.B. die Subakute sklerosierende Panenzephalitis nach Infektion mit dem Masern-

Virus oder je nach Immunitätslage der Patient:innen auch die die Progressive multifokale 

Leukenzephalopathie aufgrund einer aktivierten JC-Virus-Infektion (Schmutzhard, 2020). Bei jedem 

akuten Verdacht einer viralen Enzephalitis sollten auch bakterielle, postinfektiöse und autoimmune 

Differentialdiagnosen miteinbezogen werden (Kennedy, 2004).  

 
 
2.4. Die Geschichte des Bornavirus  
 
Der erste Bericht über klinische Zeichen einer Enzephalitis bei Pferden, die dem der Borna’schen Krank-

heit ähnelt, wurde 1767 von Johann Baptist von Sind veröffentlicht. Er beschrieb diese Erkrankung als 

„Hitzige Kopfkrankheit der Pferde“ (von Sind, 1767, 1781). Ähnliche Berichterstattungen stammten vor 

1878 vor allem aus dem Königreich Bayern und Württemberg (Durrwald and Ludwig, 1997). Bezeich-

nungen wie „Enzephalomyelitis enzootica“, „epidemische Genickstarre“ und 

„Meningoencephalomyelitis simplex enzootica equorum“ wurden verwendet, um das klinische Bild 

der Krankheit besser beschreiben zu können (Durrwald and Ludwig, 1997). In den Berichten über das 

Veterinärwesen im Königreich Sachsen und den Aussagen der Königlichen Kommission zu Dresden kam 

die Krankheit häufiger isoliert in der Gegend der Amtshauptmannschaft Borna vor (Walther, 1896, 

Walther, 1897, Walther, 1899, Königliche C(K)ommission für das Veterinärwesen zu Dresden, 1879–
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1911).  Gegen Ende des 19. Jahrhunderts wurde die Region aufgrund zahlreicher Fälle bei Pferden zu 

einem Seuchengebiet erklärt  

(Durrwald and Ludwig, 1997, Königliche C(K)ommission für das Veterinärwesen zu Dresden, 1879–

1911). Zu dem heutigen Namen der Erkrankung kam es, als die Tierärzte Kohl und Oberrossarzt a. D. 

Gensert  in ihren Berichten, darunter auch in der Berliner Thierärztlichen Wochenschrift diese aufgrund 

der Häufung der Erkrankung rund um die Stadt Borna als „Borna’sche Krankheit“ bezeichneten (Kohl, 

1896, Gensert, 1896).   

Die ersten histopathologischen Beschreibungen der Borna’schen Erkrankung beim Pferd wurden von 

Hermann Dexler, Ernst Joest und Kurt Degen veröffentlicht. Einerseits wurde durch Dexler eine 

interstitielle Meningoenzephalitis beschrieben und andererseits wurden durch Joest und Degen die 

charakteristischen intranukleären Einschlusskörperchen in den Neuronen des Hippocampus entdeckt. 

(Dexler, 1900, Joest and Degen, 1909, Joest and Degen, 1911) 

In den darauffolgenden Jahren konnte gezeigt werden, dass es möglich war, das Bornavirus auf andere 

Tiere wie Meerschweinchen und Hasen zu übertragen, woraufhin diese ähnliche Symptomen wie 

Pferde entwickelten (Beck and Frohböse, 1926). Ende der 1920-er Jahre wurde durch mehrere 

Passagen von infizierten Pferdegehirn ein Vakzinationsstamm entwickelt, der dann ein halbes 

Jahrhundert in der Veterinärmedizin zur Impfung von Pferden und Schafen diente (Zwick and Witte, 

1931, Zwick and Witte, 1932, Zwick, 1939). Aufgrund des Verdachts der Übertragung des Bornavirus 

und anderer Erreger wurde die Impfung ´in Westdeutschland frühzeitig eingestellt (Danner, 1978). In 

ostdeutschen Ländern wurde sie bis 1992 verwendet (Dürrwald, 1993).  

Im Jahr 1976 wurden zum ersten Mal von Ludwig et al. Bornavirus-spezifische Antikörper beim 

Menschen beschrieben (Ludwig et al., 1988). Hier waren angeblich niedrige Antikörpertiter bei einer 

Patientin festgestellt worden, die unter Epilepsien und psychiatrischen Syndromen litt. Ebenso 

konnten in einzelnen Gruppen psychiatrischer Patient:innen, HIV-infizierter Patient:innen, 

Patient:innen mit Multipler Sklerose und Patient:innen, die chronisch mit Blutparasiten infiziert waren, 

vermeintlich Antikörper mit Hilfe der weiterentwickelten Fluoreszenz-Antikörpertechnik gefunden 

werden (Amsterdam et al., 1985, Bode et al., 1988, Bode et al., 1990, Bode et al., 1992). Zudem zeigte 

sich in Längsschnittstudien, dass psychiatrische Patient:innen eine scheinbare höhere 

Antikörperprävalenz aufwiesen (Bode et al., 1993, Bode, 1995). Durch die Erkenntnisse, die von Liv 

Bode und ihrem Team am Robert-Koch-Institut publizierten wurden, kam es weltweit zur 

Aufmerksamkeit und einem nachfolgenden Forschungsandrang (Kishi et al., 1995a, Kishi et al., 1995b, 

Kitani et al., 1996, Even et al., 1996, De La Torre et al., 1996, Sauder et al., 1996). Das Verfahren von 

Bode und ihrem Team war jedoch nicht validiert, weshalb die Ergebnisse von virologischen Fachkreisen 

als fraglich und klärungsbedürftig gewertet wurden. Mehrere Forschungsteams sowohl im In-, als auch 

im Ausland forderten eine unabhängige Begutachtung der vorliegenden Ergebnisse und der hierfür 
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verwendeten Verfahren. Unabhängige Virusexperten, die vom RKI beauftragt wurden, kamen 

letztendlich zu dem Schluss, dass die Bornavirus-Isolate, die einem humanen Ursprung zugeordnet 

wurden, auf eine Verunreinigung des Materials zurückgehen. (Wolff et al., 2006, Breitenborn, 2007) 

Darüber hinaus bestätigte eine Metaanalyse, dass die als humanpathogene Gensequenzen des 

Bornavirus gewerteten Proben mit großer Wahrscheinlichkeit verunreinigte tierpathogene 

Laborstämme waren (Durrwald et al., 2007). Abschließend lässt sich sagen, dass aktuell nicht davon 

auszugehen ist, dass eine Assoziation zwischen erhöhtem Antikörpertitern und psychischen 

Erkrankungen vorliegt (Wolff et al., 2006, Durrwald et al., 2007). 

2015 kam es schließlich durch eine retrospektive Aufarbeitung von Enzephalitiden unklarer Ätiologie 

zum erstmaligen Nachweis einer menschlichen Infektion mit einem Virus aus der Familie der 

Bornaviridae. Durch Next-Generation-Sequencing (NGS) konnte in Ostdeutschland bei drei 

Privatzüchtern von exotischen Bunthörnchen, die zwischen 2011 und 2013 an einer Enzephalitis 

verstorben waren, das neuartige Virus nachgewiesen werden. Aufgrund der Neuentdeckung in 

Bunthörnchen und der Unterscheidung zu den bisher bekannten Bornaviren, wird das Virus unter dem 

Namen Bunthörnchen-Bornavirus 1, (Variegated squirrel Bornavirus 1, VSBV-1, Spezies Mammalian 2 

orthobornavirus, Familie Bornaviridae) geführt (Hoffmann et al., 2015, Kuhn et al., 2015). Mit Hilfe 

zusätzlicher Untersuchungen konnte in weiteren Privatbetrieben und in Zoos VSBV-1 bei exotischen 

Bunthörnchen nachgewiesen werden. Zwei Unterfamilien der Bunthörnchen (Collosciurus prevostii 

und Scicurius variegatoides), die eine Prävalenz von 8,8% und 3,3% aufweisen, wurden identifiziert 

(Schlottau et al., 2017b, Schlottau et al., 2017a). In wildlebenden Bunthörnchen konnte hingegen 

bislang keine Durchsetzung mit VSBV-1 festgestellt werden (Schlottau et al., 2017a, Schlottau et al., 

2017b, Schulze et al., 2020).  

Insgesamt konnten seither sieben tödliche Fälle von VSVB-1-Infektionen beim Menschen identifiziert 

werden. Darunter waren fünf Bunthörnchenzüchter und zwei Zootierpfleger. Bei fünf der sieben 

Patient:innen konnte durch vorhandenes Gehirnmaterial der Verdacht eindeutig bestätigt werden. Bei 

den anderen beiden Patient:innen war eine Bestätigung aufgrund der nicht vorhandenen 

Gehirnmaterialien nicht mehr möglich. (Hoffmann et al., 2015, Tappe et al., 2018, Tappe et al., 2019a, 

Cadar et al., 2021, Huhndorf et al., 2023) 

Eine überraschende Wende in der Erforschung des Bornavirus und der Erkrankung beim Menschen 

war 2018 zu verzeichnen. Es konnte erstmalig belegt werden, dass es beim Menschen zu einer 

Infektion mit dem BoDV-1 gekommen war. Einem 70-jährigen, männlichen hirntoten Organspender 

aus Süddeutschland, der zuvor keinerlei auffällige neurologische Symptomatik gezeigt hatte, wurden 

beide Nieren und die Leber entnommen. Die drei Empfänger der Organe entwickelten alle binnen ca. 

80-120 Tage nach Transplantation enzephalitische Symptome. Zwei dieser Patient:innen verstarben 

letztlich infolge der Enzephalitis, während der dritte Patient schwerwiegende dauerhafte Folgen 
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davongetragen hat (Schlottau et al., 2018). 

 
 
2.5. Die klassische Bornavirus-Enzephalitis (BoDV-1) 
 
Durch eine metagenomische Analyse an einer Hirnbiopsie einer der Organempfänger wurde ein fast 

vollständiges BoDV-1-Genom (BoDV-1; Spezies Mammalian 1 orthobornavirus, Familie Bornaviridae) 

gefunden. Die Befunde konnten über verschiedene Nachweismethoden, einschließlich Reverse-

Transkriptase-Polymerase-Kettenreaktion (RT-PCR), Immunhistochemie (IHC) und RNA in-situ 

Hybridisierung gesichert werden. (Schlottau et al., 2018) 

Unabhängig von dem Transplantationscluster wurde zeitgleich ein Fall eines 25-jährigen Studenten aus 

Bayern veröffentlicht, der ebenfalls an einer Enzephalitis verursacht durch BoDV-1 verstorben war 

(Korn et al., 2018).  

Aufgrund dieser beiden Veröffentlichungen wurde an der Universität Regensburg eine retrospektive 

Studie aufgenommen, die 56 Fälle von Enzephalitis zwischen 1999 und 2018 untersuchte. Bei 28 der 

Patient:innen konnte der Erreger der Enzephalitis nicht eindeutig identifiziert werden. 15 der 28 

Patient:innen hatten die Enzephalitis überlebt. Neun der 28 Patientinnen waren verstorben. Von 

diesen neun Patient:innen wurden sieben positiv auf BoDV-1-RNA getestet. Diese Studie deutet 

daraufhin, dass BoDV-1 einen Großteil der tödlichen Enzephalitiden unklarer Genese ausmachen 

könnte. (Niller et al., 2020) 

Anschließende Antikörper-Screenings wurden bei über 1100 Personen (Tierärzten und gesunden 

Blutspendern), die größtenteils aus dem endemischen Gebiet stammen, durchgeführt. Dabei konnte 

bei einer Tierärztin ein Anti-BoDV-1-positives Serum gefunden werden. Weitere Untersuchungen oder 

eine Bestätigung des Befundes konnte aufgrund der Anonymisierung der Studie allerdings nicht 

erfolgen. Trotz dieses einen unbestätigten Falles, ist ein asymptomatischer/subklinischer Verlauf 

insgesamt mit der hohen Sterblichkeitsrate bekannter BoDV-1 Erkrankungen als extrem 

unwahrscheinlich zu bewerten. (Tappe et al., 2019b) 

 
 
2.5.1. Symptomatik 
 
Die Erkrankung mit BoDV-1 beginnt meist mit einer kurzen Phase unspezifischer, grippeähnlicher 

Symptomen, wie Fieber, Kopfschmerzen und Abgeschlagenheit. Nach dieser Phase folgen 

neurologischen Auffälligkeiten, insbesondere mit Gangunsicherheit, Verwirrtheit, Paresen, 

Halluzinationen, Gedächtniseinschränkungen, Dysarthrien, Aphasien, Krampfanfällen und 

fortschreitender Bewusstseinsverlust, das meist in ein tiefes Koma mit Verlust der Hirnstammreflexen 

übergeht. Der Tod tritt circa 38 +/- 22 Tagen nach Symptombeginn ein. (Liesche et al., 2019, Finck et 

al., 2020) 
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Bei immunkomprimierten Patient:innen liegt das mittlere Überleben hingegen bei 75 +/- 8 Tagen 

(Schlottau et al., 2018). Die bei Pferden und Schafen auftretende Borna’sche Erkrankung beginnt meist 

mit einer kurzen Prodromalphase mit einer Depression und einer Anorexie. Die darauffolgende 

Erkrankung ist gekennzeichnet durch Somnolenz, Ataxie, Dysphagie und neurologische 

Ausfallserscheinungen. Der Krankheitsverlauf ist über 1 bis 3 Wochen fortschreitend und führt in der 

Regel zum Tod. Nicht selten werden die Tiere vorher euthanasiert. (Caplazi and Ehrensperger, 1998) 

 
 

2.5.2. Immunpathologie der Infektion mit BoDV-1 
 
Mehrere Tierstudien haben belegt, dass die Zytotoxizität der BoDV-1-Infektion durch BoDV-1-

spezifische CD8+ T-Lymphozyten vermittelt wird (Stitz et al., 1991, Hausmann et al., 1999, Chevalier et 

al., 2011). Im experimentellen Nagermodell konnte gezeigt werden, dass immunsupprimierende 

Medikamente die T-Zell-vermittelte Immunpathologie hemmen oder verhindern können (Stitz et al., 

1992, Noske et al., 1998, Hallensleben et al., 1998, Stitz et al., 2002). Infolge der erst kürzlich endeckten 

Humanpathogenität konnten bisher nur erste Beobachtungen darauf hindeuten, dass das längste 

Überleben die beiden Nierentransplantationsempfänger aus dem Organtransplantationscluster 

zeigten, die zur Vermeidung einer Abstoßungsreaktion mit Antithymozytenglobulin behandelt worden 

waren (Schlottau et al., 2018). In einem weiteren Fall eines 7-jährigen Jungen konnte durch eine 

frühzeitige immunsuppressive Therapie mit hochdosiertem Steroid, Ciclosporin und Mycophenolat-

Mofetil und virostatische Therapie eine deutliche klinische Verbesserung und ein verlängertes 

Überleben von über 60 Tagen erzielt werden (Grosse et al., 2023). Daraus lässt sich schließen, dass 

eine immunsuppressive Therapie einen wichtigen Ansatz in der Behandlung der Bornavirus-

Enzephalitis darstellt.   

 
 
2.5.3. Neuropathologie und Neuroradiologie  
 
2019 und 2020 konnten Studien der Neuropathologie und der Neuroradiologie der Technischen 

Universität München die ersten umfassenden Beschreibungen der Morphologie der humanen BoDV-

1-Enzephalitis mit histopathologischer Bestätigung der Bildgebungsanomalien liefern.  

Es wurden 55 magnetresonanztomographische (MRT) Aufnahmen von 19 humanen BoDV-1-Fällen 

ausgewertet. Dabei konnte man zeigen, dass in frühen Krankheitsstadien die Inflammation durch  eine 

T2-Hyperintensität im Caput des Nucleus caudatus, im posteromedialen Thalamus, im Inselcortex und 

im Hippocampus zu sehen ist. Im weiteren Verlauf der Erkrankung verstärkt sich die Entzündung in 

diesen Regionen und breitet sich von dort weiter in den Frontal- bzw. Temporallappen und Hirnstamm 

aus (Abb. 4). Im späten Stadium wurden bei einigen Patient:innen charakteristische Veränderungen 
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(T1 Hyperintensitäten) in den Basalganglien festgestellt (Abb.4). Auffällig war zudem, dass die 

Regionen, die am weitesten von den ursprünglichen Regionen entfernt liegen, am wenigsten betroffen 

waren. Hierbei waren insbesondere die lateralen Kleinhirnhemisphären und der Okzipitalpol zu 

nennen. (Finck et al., 2020) 

Es ist weitestgehend ungeklärt, wie das Virus überhaupt in das ZNS gelangt und sich von dort 

ausbreitet. In einigen Tierstudien wurde die Theorie der intranasalen Virusübertragung, die retrograd 

in das Gehirn erfolgen soll, aufgestellt (Gosztonyi, 2008, Kupke et al., 2019). Diese Theorie konnte in 

der neuroradiologischen Studie nicht belegt werden. Der Nervus olfactorius lässt im MRT schlecht 

darstellen, deshalb wurde der Gyrus rectus, der entlang des Nervus olfactorius verläuft, begutachtet. 

Bei Betrachtung des Gyrus rectus fiel eine deutliche Entzündung auf. Dennoch scheint sich das Virus 

im Verlauf eher sekundär von den Basalganglien auszubreiten und nicht andersherum. Infolgedessen 

wurde von den Autoren der Studie die Möglichkeit in Betracht gezogen, dass es sich eventuell um eine  

hämatogenen statt einer retrograden Ausbreitung handeln könnte. (Finck et al., 2020) 
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Abbildung 4: MRT-Charakteristik im Verlauf  
Piktogramm mit einem farbbasierten Intensitätsmuster ausgewählter Hirnregionen. Dargestellt für den 
ersten Scan und den Folgescan. T1-Hyperintense Transformation der Basalganglien. Abbildung aus 
(Finck et al., 2020). 
 
 
In der histopathologischen Studie, die erstmalig die Morphologie beim Menschen untersuchte, konnte 

ein erster systematischer Überblick über die Gewebeverteilung und das Läsionsmuster gegeben 

werden. Dabei zeigten sich alle untersuchten Gehirne histopathologisch als eine sklerosierende, 

lymphozytäre Panenzephalomyelitis mit Ausbildung von Mikrogliaknötchen und Nachweis 

intranukleärer Einschlusskörperchen. Durch in-situ Hybridisierung der BoDV-1-RNA kombiniert mit 

immunhistochemischer Zelltypmarkierung konnten Neurone, Astrozyten und Oligodendrozyten als 

BoDV-1-infizierte Zelltypen identifiziert werden. Makrophagen und Lymphozyten hingegen zeigten 

keine BoDV-1-RNA. Immunhistochemisch konnte das BoDV-1-Nukleopreotein in allen untersuchten 

Gehirnproben einschließlich dem Rückenmark nachgewiesen werden. In Neuronen fand man BoDV-1 
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in Zellkörpern sowie den neuritischen Fortsätzen. (Liesche et al., 2019) In Abbildung 5 sind die 

histopathologischen Veränderungen dargestellt.  

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 5: Mikroskopische Veränderungen der humanen Bornavirus-Enzephalitis  
Die Abbildung a zeigt die Hämatoxylin-Eosin-Färbung (H&E) mit perivaskulären (weißer Pfeil) und diffusen 
lymphozytären Infiltraten. Darüber hinaus sind Mikrogliaknötchen (Stern) und eine ausgeprägte reaktive 
Astrogliose zu sehen. In Abbildung b (H&E) erkennt man die typischen Joest-Degen’schen 
Kerneinschlusskörperchen. In Abbildung c (H&E) sieht man eine ausgeprägte Astrogliose. Abbildung d CD3 
Immunhistochemie (IHC) zeigt die lymphozytäre Verteilung mit perivaskulärer Betonung. In Abbildung e (Iba1-
IHC) zeigt sich eine starke Aktivierung der Mikrogliazellen und Makrophagen. Die beiden schwarzen Pfeile in 
Abbildung f (Bo18-IHC) zeigen den axonalen Virusbefall eines Neurons. In Abbildung g erkennt man den Befall 
eins Nervens im Ösophagus. Abbildung h (Bo18-IHC) zeigt auf der einen Seite eine starke Positivität der 
Neurohypophyse (weißer Stern) und der anderen Seite die Adenohypophyse (schwarzer Stern) mit keinem 
Virusprotein Nachweis. Abbildung i (Bo18-IHC) zeigt einen Virusproteinnachweis im Nervus ischiadicus. 
Abbildung aus (Liesche et al., 2019). 
 
Durch die lange Bekanntheit der Erkrankung vor allem bei Pferden und Schafen wurden 

histopathologische Untersuchungen immer wieder durchgeführt und so in einer vergleichenden Studie 

aus dem Jahr 1998 aussagekräftig beschrieben.  

Hierbei zeigten die Pferde und Schafe eine mononukleäre Panenzephalitis mit Prädilektion der 

rostralen Hirnareale und des Hippocampus. Bei den Pferden war im Gegensatz zu den Schafen häufiger 

eine neuronale Degeneration und eine ausgeprägte reaktive Astrogliose zu finden. BoDV-1-Antigen 

wurde bei Schafen hauptsächlich in den Neuronen gefunden und war im Hirnstamm und Kleinhirn 

ausgespart. Bei Pferden war BoDV-1 sowohl in den Neuronen als auch intranukleär und 

zytoplasmatisch in Astrozyten nachweisbar. Bei beiden Spezies waren im Großteil der Fälle 

intranukleäre Einschlusskörperchen zu finden. Die Entzündungsreaktion war hauptsächlich 

lymphozytär durch CD3-positive-T-Lymphozyten geprägt. (Caplazi and Ehrensperger, 1998) 
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2.5.4. Diagnostik  
 
Für die Diagnostik unklarer Enzephalitiden, die potenziell durch BoDV-1 ausgelöst sein könnten, wurde 

mit Ziel einer frühzeitigen Diagnose ein kürzlich validierter, diagnostischer Ablauf vorgeschlagen 

(Eisermann et al., 2021). Hierbei werden die Liquor- und Serumproben bei einem Verdacht auf BoDV-

1-Enzephalitis durch einen indirekten Immunfluoreszenz-Antikörpertest (IFAT) auf Bornavirus-

reaktives IgG untersucht. Dabei wird eine mit BoDV-1-infizierte Zelllinie und eine nicht-infizierte 

Zelllinie als Kontrolle verwendet. Die dafür eingesetzten Zellen sind Vero-Zellen oder Crandell-Rees-

Katzen-Nierenzellen. Im Falle eines positiven IFAT wird das Ergebnis in der Studie durch einen 

Immunoblot (Lineblot) mit rekombinantem VSBV-1 und BoDV-1-Phosphoproteinen bestätigt. Daneben 

ist eine Verifizierung auch mit einem validierten Western-Blot oder Enzyme-linked Immunosorbent 

Assay (ELISA) mit infizierten Zellen möglich. (Eisermann et al., 2021) 

Wie in einigen Studien gezeigt werden konnte, sind frühere und höhere Antikörpertiter eher im Serum 

als im Liquor nachweisbar (Schlottau et al., 2018, Coras et al., 2019, Niller et al., 2020). Die 

Serokonversion während einer humanen BoDV-1-Enzephalitis ist variabel. Einige Patient:innen haben 

schon zu Beginn des Krankenhausaufenthaltes nachweisbare Antikörpertiter, während andere 

Patient:innen erst kurz vor dem Tod einen Antikörperanstieg entwickeln. (Schlottau et al., 2018, Niller 

et al., 2020) 

 
 
2.5.5. Virostatische Therapiemöglichkeiten  
 
Im Falle eines Verdachtes oder Nachweises einer BoDV-1-Enzephalitis gibt es noch keine zugelassene 

Behandlung oder Postexpositionsprophylaxe (PEP) (Reinmiedl et al., 2022). In einer 2017 

veröffentlichten in vitro Studie zeigten die zwei Medikamente Ribavirin (1-ß-D-ribofuranosyl-1,2,4-

triazol-3-carboxamide, ein Guanosin-Analogon) und Favipiravir (T-705; 6-Fluoro-3-Hydroxypyrazin-2-

Carboxamid, eine synthetische Guanidin-Nukleobase) eine vielversprechende Wirksamkeit gegen 

BoDV-1. Sowohl Favipiravir, als auch Ribavirin wirken auf die virale Polymerase und inhibieren somit 

die Replikation des RNA-Virus. Damit können sie die virale RNA-Konzentration verringern, wobei 

Favipiravir eine insgesamt höhere Effizienz aufwies .(Tokunaga et al., 2017)  Bisher gibt es keine 

veröffentlichten in vivo Tierversuche zur Wirksamkeit von Favipiravir und BoDV-1 (Reinmiedl et al., 

2022). Das Medikament Favipiravir wurde in Studien gegen das Rabiesvirus, das ebenfalls wie BoDV-1 

zu der Gruppe der Mononegavirales gehört, als wirksam getestet. Es konnte dabei gezeigt werden, 

dass Favipiravir an der Inokulationsstelle und bei Replikation im ZNS das Rabiesvirus wirkungsvoll 

hemmt. (Yamada et al., 2019) 

In Studien zu Ribavirin mit BoDV-1-infizierten Ratten konnte durch eine intrathekale Applikation eine 

klinische Verbesserung erzielt werden (Solbrig et al., 2002). Zur Liquorpenetration von Favipiravir gibt 
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es beim Menschen bisher keine Daten (Reinmiedl et al., 2022). Ribavirin und Favipiravir wurden beide 

in wenigen Fällen bei Menschen experimentell gegen die BoDV-1-Enzephalitis eingesetzt und haben 

bisher keine eindeutige Wirkung gezeigt. Ein möglicher Grund hierfür könnte die späte Applikation der 

Medikamente in einem bereits zu weit fortgeschritten Erkrankungsstadium sein. Damit stehen neben 

der supportiven und immunsuppressiven Behandlung zwei potenziell wirksame Medikamente zur 

spezifischen Behandlung der BoDV-1-Enzephalitis zur Verfügung. Weitere Untersuchungen und eine 

klinischen Evaluation des Krankheitsverlaufs sollten bei einem frühzeitigem Einsatz der Virostatika 

erfolgen.  (Reinmiedl et al., 2022, Grosse et al., 2023) 

 
 
2.6. Zielsetzung 
 
Die Bornavirus-Enzephalitis ist eine beim Menschen erst kürzlich entdeckte und zu meist tödlich 

verlaufende Zoonose, die seit über 200 Jahren bei Tieren bekannt ist (Durrwald and Ludwig, 1997, 

Meyer et al., 2022). Ein Großteil der unklaren Enzephalitiden im Endemiegebiet könnten durch das 

Bornavirus ausgelöst sein (Niller et al., 2020). Mangelende Erkenntnisse zur Übertragung und zur 

Eintrittspforte verzögern die Diagnostik und damit auch potenzielle Therapiemöglichkeiten. Die hier 

vorliegende Arbeit adressiert das Ziel des dezidierten Vergleichs und der Unterscheidung der 

topographischen Verteilung von BoDV-1 und der Entzündungsreaktionen im ZNS zwischen Menschen 

und Tieren. Dabei werden die betroffenen Gehirne von Menschen und Säugetieren, darunter Pferde, 

Schafe und Alpakas immunhistochemisch und histomorphologisch betrachtet. Zudem sollen die 

klinischen Daten der Patient:innen in Beziehung zu den neuropathologischen Befunden gesetzt 

werden, um die Pathogenese besser zu verstehen und gegebenenfalls Rückschlüsse auf mögliche 

Therapieansätze und eine denkbaren Eintrittspforte ziehen zu können. Zudem sollen Beobachtungen 

einer möglichen Saisonalität der Erkrankung diskutiert werden. Das Erreichen dieser Ziele wird 

maßgeblich zu einem besseren Verständnis der Unterschiede und Gemeinsamkeit der Pathologien 

zwischen Menschen und Tieren beitragen und darüber hinaus wichtige Erkenntnisse für den 

therapeutischen Einsatz einer Immunsuppression zur Bekämpfung dieser seltenen Erkrankung liefern.   
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3. Material und Methodik  
 
3.1. Materialien 
 
Die Experimente wurden sowohl am Institut für Pathologie im Fachbereich für Neuropathologie der 

TUM im Labor der Arbeitsgruppe von Herrn Univ.-Prof. Dr. med. Jürgen Schlegel und Frau Priv.-Doz. 

Dr. med. Friederike Liesche-Starnecker, als auch am Institut für Tierpathologie im Fachbereich der 

Tierneuropathologie an der LMU im Labor von Herrn Univ.-Prof. Dr. med. vet. Kaspar Matiasek 

durchgeführt. Insgesamt wurden 19 Gehirne von Patient:innen bzw. Tieren mit BoDV-1-Infektion 

untersucht (siehe Tab. 2), wobei pro Gehirn im Mittelwert 8 (Range 4-10; Median 8), wie in Tabelle 1 

dargestellt, eingeschlossenen wurden. Für jede Hirnregion wurden sechs Schnittpräparate im 

Rotationsmikrotom angefertigt. Diese wurden dann immunhistochemisch mit den Markern CD3, 

CD20, CD45 und Bo18 angefärbt.  

 

Tabelle 1: Untersuchte Gehirnregionen 
 

Fall-ID FL OL Str Hc IL Me Po Mo Cb So 

M1 X X X X  X  X X  

M2 X X X X  X X X X  

M3 X X  X     X  

M4  X X X  X X X X  

M5 X X X    X X X  

M6 X X X   X X X X X 

M7 X X X X X  X  X  

M8 X X X X X  X X X X 

P1 X  X X  X X X X X 

P2 X X X X X X X X X X 

P3 X  X X X X X X X X 

P4 X X X X X X X X X X 

P5 X X X X X X X X X X 

S1 X X X X X X X X X X 

S2 X X X X  X X X X X 

S3 X X X X X X X X X X 

S4 X X X X   X X  X 

A1 X X X X X X X  X X 
A2 X X X X  X  X X X 

FL = Frontaler Cortex, OL = Occipitaler Cortex, Str=  Striatum, Hc = Hippocampus, IL = Inselcortex, Me = 
Mesencephalon, Po = Pons, Mo = Medulla oblongata, Cb = Kleinhirn, So = Stria olfactoria   
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3.1.1. Patient:innenkollektiv 
 
In dieser retrospektiven Studie wurde Autopsiematerial von 19 bestätigten BoDV-1-Fällen einbezogen. 

Dieses Kollektiv setzt sich aus acht humanen Verstorbenen, die zwischen 2013 und 2022 erkrankt 

waren, und 11 tierischen Fälle, davon fünf Pferde, vier Schafe und zwei Alpakas aus den Jahren 1995 

bis 2018, zusammen. Das mittlere Erkrankungsalter der humanen Patient:innen lag bei 43 Jahren (12 

- 74 Jahre), mit einem Median von 43. Bei Tieren lag das mittlere Erkrankungsalter bei 6 Jahren (1 - 17 

Jahre), mit einem Median von 4. In Tabelle 2 sind alle 19 eingeschlossenen Fälle aufgeführt. Vier 

humane Fälle kamen aus dem Klinikum Augsburg, ein Fall aus dem Klinikum Nürnberg, ein Fall aus dem 

Klinikum Altötting und zwei weitere Fälle aus dem Klinikum rechts der Isar. Die Fälle M1, M2 und M7 

wurden bereits in den Studien von Liesche et al. und Finck et al. beschrieben (Liesche et al., 2019, Finck 

et al., 2020). 

 
Tabelle 2: Kollektiv der erkrankten Menschen und Tiere   
 

Fall-ID Spezies Alter (Jahren) Geschlecht Erkrankungsmonat Krankheitsdauer (Tage) 

M1 Mensch 74 w August 94 

M2 Mensch 21 w Februar 40 

M3 Mensch 43 w Januar 26 

M4 Mensch 70 m November 23 

M5 Mensch 12 m August 31 

M6 Mensch k.A. k.A. k.A. k.A. 

M7 Mensch 13 w November 33 

M8 Mensch 71 w Juli 29 

P1 Pferd 1 w Juni k.A. 

P2 Pferd 9 w März k.A. 

P3 Pferd 6 w März k.A. 

P4 Pferd 10 w April k.A. 

P5 Pferd 17 m September k.A. 

S1 Schaf 4 m Januar k.A. 

S2 Schaf 2 m März k.A. 

S3 Schaf 2 w Juli k.A. 

S4 Schaf 2 w Juni k.A. 

A1 Alpaka 4 m April k.A. 

A2 Alpaka 7 w Juni k.A. 
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3.1.2. Gewebe 
 
Die hier erfolgten Untersuchungen wurden an Gewebeproben durchgeführt, die im Rahmen der 

Gerhirnobduktion entnommen, in Formalin fixiert und in Paraffin eingebettet (FFPE) wurden. Die 

Studie wurde von der lokalen Ethikkommissionen der Technischen Universität München (TUM) und 

der Ludwig-Maximilians-Universität (LMU) als verantwortliche Ethikkommission des 

Universitätsklinikums Augsburg genehmigt. Die humanen Proben wurden im Rahmen der mitunter 

retrospektiven Diagnostik ätiologisch bis dato unklarer Enzephalitiden aus der Pathologie Rosenheim, 

der Pathologie des Universitätsklinikums Augsburg, der Neuropathologie der Ludwig-Maximilians-

Universität und der Pathologie der Technischen Universität München zur Verfügung gestellt. Die 

tierischen Gehirnmaterialien wurden von niedergelassenen Tierärzten und Tierkliniken an die 

tierärztliche Fakultät der Ludwig-Maximilians-Universität, der Abteilung für Tierneuropathologie zur 

spezifischen Untersuchung und Diagnostik übermittelt.  

 
 
3.2. Methoden 
3.2.1. Aufarbeitung des Gewebes  
 
Zur Fixierung der Gewebeproben wurde 10% neutral gepuffertes Formalin in physiologischem PBS 

Puffer (10% NBF) verwendet. Das gesamte Gehirn wurde über einen Zeitraum von mindestens drei 

Wochen standartmäßig fixiert, um auch eine Inaktivierung von Mikroorganismen und eine 

Stabilisierung des Gewebes zu gewährleisten (Reinmiedl et al., 2022).  Nach einer kurzen Spülung mit 

Wasser konnte anschließend die Gehirnobduktion nach standardisiertem Procedere durchgeführt 

werden, einschließlich der Entnahme der Proben. Die Proben wurden dann erneut in Formalin 

eingelegt, damit sie vor dem Austrocknen geschützt werden. Für den nächsten Schritt wurden die 

fixierten Gewebeproben durch Spülen mit Wasser von der Formalin-Lösung gereinigt. Da sich Paraffin 

nicht mit Wasser mischt, musste das Wasser unter Einbringung eines Zwischenmediums (Xylol) durch 

eine aufsteigende Alkoholreihe entfernt werden. Die Gewebeproben wurden im Anschluss mit 

erhitztem und verflüssigtem Paraffin durchtränkt und wurden dann heruntergekühlt. Die Proben 

wurden nach diesem Schritt als FFPE (formalin fixed paraffin embedded) Gewebe bezeichnet. Diese 

Methodik wurde durch Mitarbeiter der Pathologien der LMU und TUM durchgeführt. Alle weiteren 

methodischen Verfahren und Schritte der vorliegenden Doktorarbeit wurden nach der Einarbeitung 

durch Mitarbeiter des Labors der Neuropathologie (Sandra Bauer, Christian Schustetter und Lisa 

Pichel) von mir durchgeführt.   
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3.2.2. Anfertigung der Schnitte 
 
Zur Beurteilung der Gewebeproben unter dem Mikroskop, muss das Gewebe in 2-3 µm dünnen 

Schnitten vorliegen. Das FFPE Gehirnmaterial wurde im ersten Schritt auf einer Kühlplatte für circa 20 

min heruntergekühlt und anschließend in das Rotationsmikrotom eingespannt. Im zweiten Schritt 

wurde das Gewebe in 2 bis 3 µm dünne Paraffinstreifen herunterschnitten und zur Entfaltung kurz in 

ein 42°C warmes Wasserbecken gelegt. Im dritten Schritt wurde der entfaltete Paraffinstreifen auf 

einen speziell für die Immunhistochemie hergestellten polarisierten Objektträger aufgezogen. 

Abschließend wurden die Schnitte bei 55°C getrocknet.  

 
 
3.2.3. Immunhistochemie 
 
Die Immunhistochemie ist ein Verfahren, das zum Nachweis und Lokalisation von Gewebe und 

zelltypischen Antigenen eingesetzt wird. Grundlage hierfür ist die Antigen-Antikörper Reaktion. Dabei 

findet eine Färbung von Zell- und Gewebsstrukturen durch an Antikörper gekoppelte Farbstoffe statt.  

 
 
3.2.3.1. Vorbereitung der Paraffinschnitte  
 
Zu Beginn wurden das Gewebe durch ein 3x 10-minütiges Xylol-Bad entparaffiniert. Das Xylol 

wiederum wird durch die absteigende Alkoholreihe aus dem Gewebe entfernt. Dabei wurden die 

Schnitte für 2x5 min in Isopropanol, 5 min in 96% Ethanol, 5 min in 70% Ethanol und danach nochmal 

5 min in destilliertes Wasser zur Rehydrierung gestellt. Die darauffolgende Vorbehandlung zur 

Demaskierung der Epitope erfolgte je nach Antikörper und Färbedurchlauf unterschiedlich. Bei CD3 

erfolgte die Demaskierung in der Mikrowelle mit TRIS/EDTA (siehe Tab. 11 im Anhang 8.1.2. 

Chemikalien) mit einem pH-Wert von 9.0 für 2x 10min bei 700 Watt. Bei CD20 wurde keine 

Vorbehandlung durchgeführt. Die Epitope von Bo18 und CD45 wurden durch einen Citratpuffer bei 

einem pH-Wert von 6.0 im Dampfgarer für 20 min demaskiert. Im Anschluss wurden bei beiden 

Verfahren die Puffer mit dem Gewebe für 20 min abgekühlt. Im nächsten Schritt wurde die endogene 

Peroxidase gehemmt, um eine unspezifische Anfärbung im Verlauf zu verhindern. Dafür wurde das 

Gewebe für 30 min in 3%-igem H2O2 (verdünnt in aqua dest) behandelt und anschließend mit PBS/TBS 

gespült.  

 
 
3.2.3.2. Anfärbung der Antigene  
 
Die eigentliche Immunhistochemie beginnt mit dem Anfärben der Gewebsantigene. Damit es zu keiner 

unspezifischen Bindung durch den Primärantikörper kommt, wurden die Proteinbindestellen durch 

eine 30-minütige Inkubation mit 2,5% Ziegenserum mit Avidin oder 1:20 Ziegenserum mit TBS 



 27 

blockiert. Nach diesem Schritt erfolgte die Inkubation der Gewebsschnitte in einer feuchten Kammer 

mit dem verdünnten Primärantikörper bei CD3/CD20 für 60 min bei Raumtemperatur und bei 

Bo18/CD45 über Nacht bei 4°C. Im Anschluss wurde der primäre Antikörper mit TBS/PBS abgewaschen 

und der biotinylierte Sekundärantikörper verdünnt in Blocking Buffer (siehe Tab. 12 im Anhang 8.1.3. 

Puffer und Lösungen ) bei Raumtemperatur für 50 min bei Bo18/CD45 und für 30 min bei CD3/CD20 

aufgetragen.  

Anschließend wurde erneut mit TBS/PBS gespült und das Gewebe mit ABC-Kit für 30 min inkubiert. 

Durch das ABC-Kit findet eine Minimierung der Hintergrundfärbung und eine Signalverstärkung statt. 

Nachfolgend wurde das Gewebe erneut mit TBS/PBS gespült. Danach wurden die Gewebsschnitte mit 

ImmPACT DAB unter Sichtkontrolle für ca. 2 min entwickelt und im Anschluss 5 min unter 

Leitungswasser oder Aqua dest. gespült.  

 
 
3.2.3.3. Fertigstellung der Gewebsschnitte  
 
Zum Abschluss der Immunhistochemie erfolgte zur besseren morphologischen Orientierung die 

Gegenfärbung der Zellkerne und des Gewebshintergrundes mit saurem Meyer‘s Hämalaun. 

Nachfolgend werden die Gewebsschnitte für 5 min mit Leitungswasser gespült.  

Im letzten Schritt mussten die Gewebsschnitte aufgrund des hydrophoben Eindeckelmediums durch 

die aufsteigende Alkoholreihe entwässert werden. Dies erfolgte 3 min bei 70% Ethanol, 2x 3 min bei 

96% Ethanol und 5 min in Xylol. Direkt im Anschluss wurden die Gewebeschnitte mit Pertex 

eingedeckelt. In Tabelle 3 und 4 sind die einzelnen Schritte für die unterschiedlichen Marker jeweils 

aufgelistet. Nach dem Färbevorgang können die unterschiedlichen Färbungen unter dem Mikroskop 

morphologisch untersucht werden. Dabei markiert der Bo18-Antikörper die BoDV-1 infizierten 

Neuroglia. Die braune Färbung zeigt die Verteilung des Virusantigens. Anti-CD45-Antikörper werden 

als Pan-Leukozyten Marker in menschlichen Gehirnen verwendet. Die CD3- und die CD20-Marker 

werden in dieser Studie bei Tieren verwendet und zeigen eine parenchymale lymphozytäre Verteilung 

mit perivaskulärer Akzentuierung. Ein Beispiel der unterschiedlichen Marker ist in Abbildung 6 zu 

sehen.  
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Abbildung 6: Exemplarische Bilder der immunhistochemischen Färbungen 
Die Abbildungen zeigen jeweils eine 200-fache Vergrößerung mit einem Skalenbalken von 50 µm. Zu 
sehen sind die unterschiedlichen Marker Bo18, CD45, CD3 und CD20.  
 
Tabelle 3: Immunhistochemie CD3 und CD20 

 
Ablauf/Schritte Puffer/Lösungen Erklärung Dauer 

Vorbehandlung 

CD3  
TRIS/ EDTA pH-Wert 9,0  
Mikrowelle 700 Watt  
CD20  
keine Vorbehandlung 

Demaskierung  
der Epitope  2x 10 min 

Abkühlung  Abkühlen auf Raumtemperatur  20 min  

Spülen Aqua dest.  5 min 

Blockieren 3% H2O2 Blockierung der endogenen Peroxidase 30 min  

Spülen TBS  5 min  

Blockieren Normales Ziegenserum und TBS Blockierung unspezifischer Bindungen 30 min 

Bindung Primärantikörper und TBS  Bindung an das Antigen im Zielgewebe  60 min  

Spülen TBS  5 min  

Bindung Sekundärantikörper und TBS Mehrere Bindungen am primären 
Antikörper möglich, Signalverstärkung  

50 min  

Spülen TBS  5 min  

Verstärkung Avidin-Biotin-Komplex und TBS  Minimierung der Hintergrundfärbung  
Signalverstärkung 

30 min  

Spülen TBS  5 min  

Anfärbung DAB  Enzymatisch katalysierte Farbreaktion   

Spülen Leitungswasser   5 min 
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Gegenfärbung  Hämalaun  Besseren morphologischen Orientierung  5 min  

Spülen  Leitungswasser  5 min 

Dehydrierung  70% Ethanol   3 min 

Dehydrierung 2x 96% Ethanol   2x 3 min 

Dehydrierung Xylol   5 min 

Eindeckeln Pertex Sicherung des gefärbten Gewebes   

 
Tabelle 4: Immunhistochemie Bo18 und CD45 
 

Ablauf/Schritte Puffer/Lösungen Erklärung Dauer 

Vorbehandlung  
CD45: Citratpuffer pH-Wert 6,0  
Dampfgarer; BiDV-1: keine 
Vorbehandlung 

Demaskierung  
der Epitope  20 min  

Abkühlung   Abkühlen auf Raumtemperatur  20 min  
Spülen  Aqua dest.  5 min 

Blockieren  3% H2O2 Blockierung der endogenen Peroxidase 30 min  

Spülen  3x PBS  3x5 min  

Blockieren  
2,5 % Normales Ziegenserum 
und Avidin (1 Tropfen pro ml 
Blocking-Puffer) 

Blockierung unspezifischer Bindungen 
und Minimierung der 
Hintergrundfärbung 

30 min 

Spülen  1x PBS  5 min  

Bindung  

Primärantikörper. Verdünnung 
des Antikörpers in Blocking-
Puffer mit 2,5% Normalem 
Ziegenserum und Biotin (1 
Tropfen pro ml Blocking-Puffer)  
Im Kühlschrank über Nacht 
inkubieren bei 4°C 

Bindung an das Antigen im Zielgewebe  Über 
Nacht 

Spülen  3x PBS  3x 5 min  

Bindung  
Korrespondierender 
Sekundärantikörper verdünnt 
mit Blocking-Puffer  

Mehrere Bindungen am primären 
Antikörper möglich, Signalverstärkung  

30 min  

Spülen  3x PBS  3x 5 min  

Verstärkung  Avidin-Biotin-Komplex Minimierung der Hintergrundfärbung  
Signalverstärkung 

30 min  

Spülen  3x PBS  3x 5 min  

Anfärbung DAB  Enzymatisch katalysierte Farbreaktion   

Spülen  2x Aqua dest.   2x 3 min 

Gegenfärbung  Hämalaun  Besseren morphologischen Orientierung  5 min  

Spülen  Leitungswasser  5 min 

Dehydrierung  70% Ethanol   3 min 

Dehydrierung 2x 96% Ethanol   2x 3 min 

Dehydrierung Xylol   5 min 
Eindeckeln Pertex Sicherung des gefärbten Gewebes  
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3.2.3. Bildanalyse und Auszählung  
 
Die immunhistochemisch gefärbten Slides wurden durch den Aperio AT2 Scanner von Leica 

digitalisiert. Die digitalisierten Slides wurden in einer bis zu 200-fachen Vergrößerung aufgenommen 

und in den Aperio eSlides Manager hochgeladen. Es wurden randomisiert in einem gleichen Muster 

pro gefärbtem Slide 10 Screenshots à 924x638 Pixel in 200-facher Vergrößerung aufgenommen (siehe 

Abb. 7). Die Größe eines Screenshots lag bei 925x640 µm und damit bei 0,6 mm2. Die Screenshots 

wurden mit dem Bildverarbeitungsprogramm ImageJ® ausgewertet. Mit ImageJ wurden bei jedem 

einzelnen Marker (CD20/CD3/CD45) Parameter wie Helligkeit, Sättigung, Farbton und jeweils Größe 

und Zirkularität angepasst, um die zu untersuchenden positiven Entzündungszellen automatisch 

detektieren zu können. Diese Methode funktionierte gut bei den Markern CD45/CD3/CD20. 

Stichprobenartig sind regelmäßige händische Nachzählungen erfolgt. Der spezifische Marker Bo18, der 

zur Detektion von Virusantigen eingesetzt wurde, konnte trotz etwaigen Bemühungen aufgrund der 

interindividuellen Abweichungen des Färbekontrastes nicht in ImageJ etabliert werden. Deshalb fand 

händisch sowohl eine Zählung der positiven, als auch der negativen glialen Zellen und Neurone pro 

Screenshot statt. Bei beiden Methoden wurde aus den zehn Screenshots pro Slide ein Mittelwert 

gebildet. Für die Auswertung der Lymphozytenzahl wurde die Angabe „*Anzahl der Lymphozyten* pro 

Mittelwert von 10 Screenshots (pMSS)“ verwendet. Die Zählmethoden der unterschiedlichen Marker 

ist in Tab. 5 erklärt.  

 
Tabelle 5: Zählmethode der unterschiedlichen immunhistochemischen Marker  
 

Zielantigen Gefärbte Strukturen  Gehirnmaterial  Zählmethode  

Bo18 BoDV-1-infizierte 
Zellen  

Menschen/Pferde/Schafe/ 
Alpaka  

Zählung der BoDV-1 positiven 
Gliazellen und Neurone an der 
Gesamtzellzahl in Prozent  

CD45 Pan-Leukozyten 
Marker  
(B- und T-
Lymphozyten)  

Menschen *Anzahl der Lymphozyten* pro 
Mittelwert von 10 Screenshots (pMSS) 

CD3 T-Lymphozyten  Pferde/Schafe/Alpaka  *Anzahl der Lymphozyten* pro 
Mittelwert von 10 Screenshots (pMSS) 
(CD3+CD20) 

CD20 B-Lymphozyten  Pferde/Schafe/Alpaka  Absolute Zählung der Lymphozyten 
und Summe aus B- und T-
Lymphozyten (CD3+CD20)  
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Abbildung 7: Bildanalyse und Auszählung  
Die Abbildung zeigt eine schematische Darstellung vom gefärbten Gewebeschnitt bis hin zur Auszählung des 
Screenshots. Der Schritt a zeigt einen vollständig gefärbten Gehirnschnitt auf einem Objektträger. Im Schritt b 
wird der Objektträger im Aperio AT2 Slidescanner von Leica über Nacht eingescannt und in das Programm Aperio 
eSlide Manager c geladen und zur Bearbeitung freigegeben. Innerhalb dieses Programms werden dann händisch 
die 10 Screenshots pro Slide erstellt d. Bei den Färbungen mit den Markern CD3/CD20/CD45 erfolgt eine 
automatische Auszählung durch das Bildverarbeitungsprogramm ImageJ e. Bei dem Marker Bo18 wird die 
Auszählung per Hand und manuellen Zählgerät durchgeführt f. (Grafik erstellt durch BioRender.com). 
 
 
3.2.4. Statistische Auswertung 
 
Die statistische Auswertung wurde mit dem Programm IBM SPSS Statistics Version 27.0 für Apple Mac 

verwendet. Die Daten des Patient:innenkollektivs sind nicht normalverteilt. Zur Analyse von zwei 

Variablen wurde der nicht parametrische Mann-Whitney-U-Test angewendet. Beim Vergleich von 

mehr als zwei Variablen wurde der Kruskal-Wallis-H-Test durchgeführt. Korrelationen wurden mit dem 

Spearman-Rho-Test berechnet. Das Signifikanzniveau wurde jeweils bei p≤ 0,05 festgelegt.   
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4. Ergebnisse 
 
Zur besseren Veranschaulichung werden die Ergebnisse der Menschen und Tieren in jeweils 

eigenständigen Kapiteln abgehandelt (Kapitel 4.1. Menschen und Kapitel 4.2. Tiere) und die 

Gemeinsamkeiten und Unterschiede zwischen Menschen und Tiere in Kapitel 4.3. beschrieben.  

 
4.1. Untersuchung der BoDV-1- und Entzündungsverteilung im humanen Gehirngewebe  
 
4.1.1. Korrelation der Lymphozytenanzahl im Gehirn in Abhängigkeit vom Zeitpunkt der 

immunsuppressiven Therapie 
 
Damit die Fälle untereinander vergleichbar sind, wird im Folgenden der Symptombeginn als 

einheitlicher Startpunkt der Erkrankung gewählt. 

Zur besseren Beurteilung der neuropathologischen Lymphozytenverteilung wurde die zeitliche Gabe 

und die Dosis der immunsuppressiven Medikamente im Krankheitsverlauf berücksichtigt. Die am 

häufigsten verwendete Immunsuppression, welche im klinischen Verlauf bei den Patient:innen 

eingesetzt wurde, war ein Steroidstoß bei Verdacht auf eine Autoimmunenzephalitis mit Hochdosis 

Methylprednisolon (in 5 von 7 Fällen 1g pro Tag i.v., bei einem Fall 0,5 g pro Tag, bei einem Fall Dosis 

nicht dokumentiert) über 5 Tage mit anschließender low dose Steroidtherapie über mehrere Tage. 

Diese wurden bei M2, M3, M5, M7 und M8 im Krankheitsverlauf eingesetzt (siehe Abb. 10). 

Interindividuelle Unterschiede im neuropathologischen Korrelat zeigten sich besonders bei 

Patient:innen ohne oder mit einer erst im späten Krankheitsverlauf applizierten immunsuppressiven 

Therapie. Dadurch variiert die absolute Anzahl von Lymphozyten in diesen Gehirnen.    

In den Fällen M2, M3 und M7 wurde frühzeitig (an Tag 13 nach Symptombeginn) ein Steroidstoß 

gegeben (roter Pfeil in Abb. 12, 13 und 16). Bei allen drei Patient:innen wurden im Mittelwert unter 

7,1 Lymphozyten pMSS über alle Regionen hinweg gefunden. Verglichen mit den übrigen 

Verstorbenen waren damit in diesen Gehirnen eine sehr geringe Anzahl an Lymphozyten zu finden.  

Im Gegensatz dazu wurden bei M4 (Abb. 14), der keine immunsuppressive Therapie erhalten hatte, 

bei M5 (Abb. 15) der erst an Tag 20 einen späten Steroidstoß bekommen hatte, und bei M8 (Abb. 17), 

der an Tag 16 ebenfalls erst spät einen Steroidstoß mit einer geringer Dosierung von 500 mg i.v. pro 

Tag erhalten hatte, deutliche Entzündungsreaktionen mit einer Vielzahl von Lymphozyten gefunden.  

Bei M4 wurden in fast allen Regionen über 15 Lymphozyten pMSS pro Region entdeckt, im okzipitalen 

Cortex über 28 Lymphozyten pMSS. Bei M5 wurden ebenfalls in fast allen Regionen im Mittelwert über 

21 Lymphozyten pMSS ausgezählt. Auch hier war der okzipitale Cortex mit 40 Lymphozyten pMSS 

deutlich betroffen. Bei M8 wurden im Mittel 19,5 Lymphozyten pMSS ausgezählt, besonders betroffen 

waren hierbei der Pons und die Medulla oblongata mit über 32 Lymphozyten pMSS.  

In der Abb. 8 sieht man im Mann-Whitney-U-Test einen deutlichen Unterschied zwischen den zwei 

Gruppen, der jedoch aufgrund der niedrigen Fallzahl nicht signifikant war (p=0,1). 
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Abbildung 8: Mann-Whitney-U-Test  
Vergleich zwischen einer Immunsuppression und keiner/späten 
Immunsuppression. Auf der x-Achse sind die Häufigkeiten von 0-2 
dargestellt. Auf der y-Achse die Mittelwerte des mittleren 
Lymphozytenausmaßes eines Falles. 
 
 
Das Überleben der drei Patient:innen, die einen frühzeitigen Steroidstoß bis Tag 13 nach 

Symptombeginn erhalten hatten (M2, M3, M7), zeigte sich im Gegensatz zu den drei Patient:innen, die 

keinen oder nur einen späten Steroidstoß erhalten hatten (M4, M5, M8), nur gering verlängert (Abb. 

9).   

So überlebten M2, M3, M7 im Mittel nach Symptombeginn 33 Tage (95% Konfidenzintervall (KI) [25.1, 

40.9]). M4, M5, M8 überlebten nach Symptombeginn 6 Tage weniger und damit im Mittel 27,6 Tage 

(95% KI [23.0, 32.4]). Das mediane Überleben lag hier bei einer Immunsuppression bei 33 Tagen (95% 

KI [21.8, 44.2]) und bei keiner oder einer späten Immunsuppression bei 29 Tagen (95%KI [19.3, 36.6]).  

Im Gesamtvergleich ergab der Log Rank Test, der auf die Gleichheit der Überlebensverteilung auf den 

verschiedenen Stufen testet, ein p-Wert von 0,197 und war damit nicht signifikant. In der Kaplan-

Meier-Kurve in der Abb. 9 sieht man trotz der geringen Fallzahl einen Unterschied im Überleben 

zwischen den beiden Gruppen.  
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Abbildung 9: Kaplan-Meier-Kurve  
Die x-Achse zeigt das Überleben in Tagen, während die y-Achse das kumulative Überleben darstellt. Die Blaue 
Kurve markiert die Patient:innen, die eine frühe Immunsuppression ab Tag 13 nach Symptombeginn erhalten 
hatten. Die rote Kurve markiert keine oder eine späte immunsuppressive Therapie.  
 
 
M1, verursachte Bornavirus-Enzephalitisfall nach Nierentransplantation, stellt hierbei eine besondere 

Situation dar. Die Patientin erhielt bis 3 Monate vor Symptombeginn Tacrolimus und ab Tag 34 nach 

Symptombeginn, aufgrund der Annahme eines Tacrolimus-induzierten Guillain-Barré-Syndroms, eine 

Umstellung auf Ciclosporin und Prednisolon. Fünf Tage ante mortem wurde aufgrund einer 

palliativmedizinischen Therapiezieländerung alle Therapeutika bis auf die analgetische Medikation 

abgesetzt (siehe Abb. 10 und 11). In der immunhistochemischen Färbung konnte in fast allen 

Hirnregionen ein massiver Befall von Lymphozyten festgestellt werden. Eine mögliche Erklärung 

hierfür ist die Reaktivierung des Immunsystems. Im Mittelwert wurden 50 Lymphozyten pMSS 

ausgezählt. Hierbei war der Frontalcortex mit 71 Lymphozyten pMSS am stärksten befallen.  

Nun gilt es zu untersuchen, ob durch den frühzeitigen Steroidstoß bei den Patient:innen M2, M3 und 

M7 eine klinische Verbesserung bemerkt werden konnte.  

Klinisch wurde nur bei M7 nach dem Steroidstoß eine leichte Symptomverbesserung beschrieben. Die 

13-jährige Patientin erhielt von Tag 13 bis Tag 17 nach Symptombeginn hochdosiert 

Methylprednisolon mit anschließender Ausschleichtherapie (Abb. 16). Ab Tag 14 verschlechterte sich 

der Zustand der Patientin, sodass sie unter High-flow-CPAP Therapie nicht-invasiv beatmet werden 

musste. An Tag 17, dem fünften Tag der Hochdosis-Steroidtherapie war die Patientin wieder spontan 

atmend und konnte bis zu Tag 19 mit einer Sauerstoffmaske versorgt werden. Klinisch zeigte sich eine 

p = 0,197 
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minimale Befundverbesserung mit Augenöffnung und angedeutetem Händedruck. Dennoch erfolgte 

wegen zunehmend fehlender Schutzreflexe und reichlichem Sekret ab Tag 19 die Schutzintubation. 

Diese wurde zu Beginn ohne Sedierung toleriert, aber bei zunehmend wacher erscheinender Patientin 

musste im Verlauf mit einer leichten Sedierung (Dexmedetomidin) begonnen werden. An Tag 23 wurde 

die Patientin aufgrund eines einsetzenden Hustenstoßes extubiert. Der Hustenreflex und -stoß war 

dennoch weiterhin insuffizient, sodass die Patientin zwei Tage später re-intubiert werden musste. 

Anhand dieses Falles zeigt sich, dass eine klinische Verbesserung durch eine frühzeitige Hochdosis 

Steroidtherapie möglich sein kann.  
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Abbildung 10: Immunsuppressive Therapie  
Darstellung der menschlichen Fälle M1, M2, M3, M4, M5, M7, M8 in einer Abbildung in Bezug auf 
immunsuppressiver Therapie, Hospitalisierung, Schutzintubation und gegebenenfalls der individuellen 
experimentellen Therapie mit Favipiravir. (Grafik erstellt durch BioRender.com). 
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Abbildungen 11-17 
Zusammenfassung des klinischen Verlaufs und Evaluation der Immunsuppressiven Therapeutika nach 
Symptombeginn bis zum Tod von M1-M5, M7 und M8. (Grafiken erstellt durch BioRender.com) 
 
 

 
Abbildung 11: Klinischer Verlauf M1 
M1 ist der iatrogene durch eine Nierentransplantation infizierte Fall. Die Patientin hatte einen sehr langen 
Krankheitsverlauf (94 Tage ab Symptombeginn). Durch die aufsteigende Guillain-Barré-Syndrom ähnliche 
Symptomatik unterschied sich der Krankheitsverlauf von den anderen Patient:innen der Studie. 
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Abbildung 12: Klinischer Verlauf M2  
M2 war eine 21-jährige Patientin, die ein eher ungewöhnliches Risikoprofil aufweist.  Bei der Patientin wurde bei 
der Obduktion eine Atheromatose der Aorta und der stammnahen Gefäße festgestellt, zudem ein grenzwertig 
verdicktes Myokard des linken Ventrikels. In der Biopsie einer abheilenden Wunde am Trochanter Major konnte 
kein Bo18 Antigen detektiert werden. Die Patientin erhielt frühzeitig ab Tag 13 einen Hochdosis-Steriodstoß und 
überlebte mit 40 Tagen deutlich länger als die Patient:innen, die keine oder eine späte Immunsuppression 
erhalten hatten (mittleres Überleben dieser Patient:innen von 27 Tagen). 
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Abbildung 13: Klinischer Verlauf M3 
Patientin M3 hatte 4 Monate vor dem Beginn der Erkrankung eine Katze aus Griechenland bekommen. 
Desweiteren lebte Sie, wie fast alle Patient:innen der Studie im ländlichen Bayern. Trotz der relativ frühzeitigen 
immunsuppressiven Therapie (Steroidstoß ab Tag 13 nach Symptombeginn), überlebte die Patientin aufgrund 
eines zentralen Regulationsversagens infolge eines ausgeprägten Hirnödems nur 26 Tage.  
 
 
 
 
 



 40 

 
Abbildung 14: Klinischer Verlauf M4  
Patient M4 war ein 70-jähriger Mann, der außer einer Aortenklappenstenose keine Vorerkrankungen aufwies.  
Er habe immer wieder verdorbene Lebensmittel gegessen. Besonders auffällig bei diesem Patienten war, dass er 
erst spät (Tag 14 nach Symptombeginn) hospitalisiert wurde. Im weiteren klinischen Verlauf hatte der Patient 
keinerlei immunsuppressive Therapeutika erhalten. Er verstarb mit 23 Tagen nach Symptombeginn sehr früh.  
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Abbildung 15: Klinischer Verlauf M5  
M5 war ein 12-jähriger Junge, der in den Ferien auf einem Bauernhof in Südbayern ausgeholfen habe, wo er auch 
Kontakt zu Tieren, darunter Kühen, gehabt hatte. Er hatte keine Vorerkrankungen und war vollständig geimpft. 
Der Patient erhielt erst an Tag 20 nach Symptombeginn eine Immunsuppression durch einen Steroidstoß über 5 
Tage. Im Rachenabstrich war der Patient zusätzlich Influenza A (H3N2)-positiv.  
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Abbildung 16: Klinischer Verlauf M7  
M7 war eine 13-jährige Patientin, die keine Vorerkrankungen hatte und vollständig geimpft war. Sie erhielt einen 
frühzeitigen Steroidstoß ab Tag 13 und überlebte bis zum Tag 33 nach Symptombeginn. Im Liquor konnte HHV6B-
DNA gefunden werden.
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Abbildung 17: Klinischer Verlauf M8  
M8 war eine 71-jährige Patientin, die unter einer Hashimoto-Thyreoiditis litt. Zudem war bei der Patientin eine 
arterielle Hypertonie, sowie eine Hypercholesterinämie und eine Niereninsuffizienz bekannt. Die Patientin 
erhielt erst spät einen Steroidstoß (Tag 16 nach Symptombeginn). Sie wurde kurz vor Ihrem Tod mit dem 
Virostatikum Favipiravir behandelt. Sie überlebte 29 Tage nach Symptombeginn.  
 
 
4.1.2. Verteilungsmuster von BoDV-1-positiven Zellen und Lymphozyten im ZNS  
 
Zur Darstellung der Entzündungszellen wurde bei der immunhistochemischen Färbung der humanen 

Hirngeweben der Panlymphozytenmarker CD45 eingesetzt. Die Lymphozyten wurden absolut gezählt, 

das bedeutet Lymphozyten pMSS  (Zählmethode siehe Tab. 5). 

Zur Darstellung der Infektion von BoDV-1 am Nervengewebe wurde der Antikörper Bo18, der gegen 

das Nukleopreotein des Virus gerichtet ist (Haas et al., 1986), verwendet. Der Anteil BoDV-1-positiver 

Gliazellen und Neuronen an der Gesamtzellzahl wurde in Prozent berechnet, um die Hirnregionen 

aufzuzeigen, die am stärksten infiziert sind (Zählmethode siehe Tab. 5).  

Betrachtet man zu Beginn die spartiale Verteilung der Lymphozyten in den unterschiedlichen 

Hirnregionen der acht humanen Fälle, sieht man, dass bei M2 und M3 der Hippocampus (6,6 und 16,2 

Lymphozyten pMSS und bei M3, M4 und M5 der Occipitalcortex (9,6/28,9/40 Lymphozyten pMSS) 

besonders entzündet waren M1 und M6 zeigen den Entzündungsfokus auf dem Frontalcortex (71,7 

und 44,4 Lymphozyten pMSS) und bei M7 und M8 liegt dieser auf dem Hirnstamm (im Mittel 25,5 und 

34 Lymphozyten pMSS). Die restlichen Regionen erscheinen eher als ein diffuses Muster. Grafisch 
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aufgearbeitet sind die unterschiedlichen lymphozytären Verteilungsmuster in den Abbildungen 19 

und 20 zu sehen. 

Im Gegensatz dazu fällt bei der Betrachtung der BoDV-1-postiven Gliazellen und Neurone auf, dass bei 

den menschlichen Fällen dieser Studie eine massive Virusbeteiligung im Hirnstammes vorliegt. Wie in 

den Abbildungen 19 und 20 ersichtlich, zeigt sich bei fast allen Menschen der Hirnstamm deutlich 

beteiligt. Einschränkend sind bei M3 und M7 diese Regionen teilweise nicht asserviert worden. 

Betrachtet man nun die Regionen innerhalb des Hirnstammes genauer, fällt bei M1, M4 und M6 auf, 

dass umso caudaler die Region gelegen ist, desto stärker ist diese beteiligt. Vor allem die Medulla 

oblongata sticht besonders hervor. Diese Region ist bei M1, M4, M5, M6 und M8 die Region mit dem 

ausgeprägtesten BoDV-1-Nachweis. Bei M2, M4, M6 ist über 20% der Gesamtzellzahl (Median 24%) in 

der Medulla oblongata infiziert und damit deutlich betroffen. M7 hingegen zeigt die stärkste 

Beteiligung im Striatum. 

Exemplarisch sei an dieser Stelle M2 genannt, mit dem am stärksten infizierten Gehirn (siehe Abb. 19). 

Dabei handelt es sich um die Patientin, die mit 40 Tagen nach Symptombeginn (ausgeschlossen der 

iatrogen nachgewiesene Infektionsweg bei M1) am längsten überlebt hat. Man erkennt eine starke 

Beteiligung des Hippocampus mit 37% und des Striatums mit 34% BoDV-1-positiver Zellen.  

Auch eine starke Beteiligung des Hirnstammes (Medulla oblongata 23%, Pons 25%, Mesencephalon 

21% an BoDV-1-infizierten Gliazellen und Neuronen gemessen an der Gesamtzellzahl) ist festzustellen.  

Die mintunter am geringsten infizierte Region ist bei M1, M2, M3, M4, M5 und M7 das Cerebellum. 

Der Mittelwert dieser 6 Patient:innen liegt bei 1,4%. Im Gegensatz dazu ist das Cerebellum bei M6 mit 

11,5% und bei M8 mit 0,87% im Vergleich zu anderen Regionen dieser Menschen stärker beteiligt. 
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Abbildung 18: Legende zu den Abbildungen 19 und 20 

Zählung der BoDV-1-positiven Gliazellen und 
Neuronen an der Gesamtzellzahl in Prozent 

Absolute Zählung der Lymphozyten pMSS (CD45)

not analyzed n.a.

0 -
0<-5% +
6-10% ++

11-15% +++
16-20% ++++

>21% +++++
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Abbildung 19: BoDV-1- und Lymphozyten-Verteilung M1-M4 

Frontal Cortex +
Occipital Cortex +

Striatum +
Hippocampus +
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon ++
Pons n.a.

Medulla 
Oblongata +++

Cerebellum +
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex +++++
Occipital Cortex +++++

Striatum +++++
Hippocampus +++++
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon +++++
Pons n.a.

Medulla 
Oblongata ++

Cerebellum ++
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex ++
Occipital Cortex +

Striatum +++++
Hippocampus +++++
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon +++++
Pons +++++

Medulla 
Oblongata +++++

Cerebellum ++
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex +
Occipital Cortex +

Striatum +
Hippocampus +
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon +
Pons +

Medulla 
Oblongata +

Cerebellum +
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex ++
Occipital Cortex -

Striatum n.a.
Hippocampus +
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon n.a.
Pons n.a.

Medulla 
Oblongata n.a.

Cerebellum -
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex +
Occipital Cortex +

Striatum n.a.
Hippocampus ++
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon n.a.
Pons n.a.

Medulla 
Oblongata n.a.

Cerebellum +
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex n.a.
Occipital Cortex +++

Striatum +++
Hippocampus n.a.
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon +
Pons n.a.

Medulla 
Oblongata +++++

Cerebellum +
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex n.a.
Occipital Cortex +++

Striatum ++
Hippocampus n.a.
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon +
Pons n.a.

Medulla 
Oblongata ++

Cerebellum ++
Stria Olfactoria n.a.

M1            M2

M3             M4
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Abbildung 20: BoDV-1- und Lymphozyten-Verteilung M5-M8 

Frontal Cortex -
Occipital Cortex +

Striatum ++
Hippocampus n.a.
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon n.a.
Pons +

Medulla 
Oblongata ++

Cerebellum -
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex +
Occipital Cortex ++++

Striatum +++
Hippocampus n.a.
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon n.a.
Pons ++

Medulla 
Oblongata +++

Cerebellum +
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex +++
Occipital Cortex +++

Striatum ++
Hippocampus n.a.
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon ++
Pons ++++

Medulla 
Oblongata +++++

Cerebellum +++
Stria Olfactoria +

Frontal Cortex +++++
Occipital Cortex +

Striatum -
Hippocampus n.a.
Insula Cortex n.a.

Mesencephalon ++
Pons +

Medulla 
Oblongata ++

Cerebellum +
Stria Olfactoria ++

M5            M6

Frontal Cortex +
Occipital Cortex -

Striatum +
Hippocampus +
Insula Cortex -

Mesencephalon +
Pons +

Medulla 
Oblongata n.a.

Cerebellum +
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex +
Occipital Cortex +

Striatum ++
Hippocampus +
Insula Cortex +

Mesencephalon +++
Pons +++

Medulla 
Oblongata n.a.

Cerebellum +
Stria Olfactoria n.a.

Frontal Cortex -
Occipital Cortex -

Striatum +
Hippocampus +
Insula Cortex +

Mesencephalon n.a.
Pons +

Medulla 
Oblongata +

Cerebellum +
Stria Olfactoria +

Frontal Cortex +++
Occipital Cortex +++

Striatum ++
Hippocampus +
Insula Cortex +++

Mesencephalon n.a.
Pons ++++

Medulla 
Oblongata ++++

Cerebellum +
Stria Olfactoria +

M7            M8
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Zusammenfassend sieht man bei den humanen Fällen bei der Entzündungsverteilung ein 

uneinheitliches Bild mit einem Fokus von jeweils zwei Fällen auf dem Frontalcortex (M1 und M6), dem 

Hippocampus (M2 und M3) und dem Hirnstamm (M7 und M8). Bei drei weiteren Fällen präsentiert 

sich die Entzündung auf dem Occipitalcortex (M3, M4 und M5).  

Der Fokus der BoDV-1-Virusverteilung liegt bei M4, M5, M7 und M8 auf der Medulla oblongata und 

den Basalganglien. Bei M2 zeigt sich die Verteilung besonders im Hippocampus, den Basalganglien und 

dem Hirnstamm. M1 und M6 zeigen eine diffuse Verteilung mit Beteiligung des Hirnstammes. Die 

Aussagekraft bei M3 ist mit vier vorhanden Regionen nur sehr eingeschränkt. Darüber hinaus lassen 

sich die humanen Fälle, bezogen auf den Mittelwert der insgesamt ausgezählten BoDV-1-positiven 

Zellen über alle Regionen in zwei Gruppen einteilen. M1, M3, M5, M7 und M8 zeigen im Schnitt über 

allen Regionen nur unter 5% infizierte Gliazellen und Neurone. Im Gegensatz dazu zeigen sich bei M2, 

M4 und M6 deutlich höhere Werte mit über 10% infizierter Gliazellen und Neurone. Bei M2 sind über 

allen Regionen hinweg im Mittel über 20% infizierte Gliazellen und Neuronen ausgezählt worden.  

 
 
4.1.3. Symptome und Überleben der Menschen 
 
Die humanen Fälle zeigten zu Beginn unspezifische grippeähnliche Symptome mit hohem Fieber. Die 

Symptome variierten individuell. Besonders häufig beklagten die Patient:innen Müdigkeit, 

Abgeschlagenheit, Husten, Kopfschmerzen, Schwindel bis hin zum apathischen Verhalten und 

Verwirrtheit. Die zweite Phase, die geprägt ist von neurologischer Symptomatik, zeigte eine deutliche 

Vigilanzminderung, Orientierungsstörungen, Ataxien, Halluzinationen bis hin zu Krampfanfällen mit 

Einschränkung der Hirnstammfunktion (siehe Abb. 11-17). Im Mittel wurden die Patient:innen an Tag 

9 (5 - 14) hospitalisiert. Die meisten Patient:innen entwickelten im Durchschnitt an Tag 12 (Range 6 - 

20) den ersten Krampfanfall. An Tag 13 (Range 6 - 19) mussten die meisten Patient:innen 

schutzintubiert werden. Im Endstadium zeigte sich bei allen Patient:innen ein persistentes tiefes Koma 

mit elektroenzephalografischen Zeichen einer schweren Enzephalopathie, sowie teilweise Symptome 

eines erhöhten Hirndrucks. In einigen Fällen war in der finalen Phase die Erhöhung des Hirndrucks 

unkontrollierbar, sodass es zu einer tonsillären Herniation mit zentralem Regulationsversagen kam. Im 

Mittelwert sind die Patient:innen 30 Tage (Range 26 - 40; 95%KI [25.6, 35.1]) nach Symptombeginn 

verstorben. Im Median 29 Tage (95% KI [23.0, 35.0]; Abb. 21).  

Diese Angaben beziehen sich auf M2, M3, M4, M5, M7, M8. M1 gehört zu dem iatrogen infizierten 

Transplantationscluster (Schlottau et al., 2018).   

 
 



 49 

 
Abbildung 21: Kaplan-Meier-Kurve  
Kaplan-Meier-Kurve von M1-M5, M7 und M8. Auf der x-Achse ist das Überleben in Tagen und 
auf der y-Achse das kumulative Überleben.  
 
 
4.2. Untersuchung der Verteilung in Tieren  
 
4.2.1. Verteilungsmuster der Lymphozyten im ZNS der Pferde, Schafe und Alpakas 
 
Alle Tiere zeigen deutliche Entzündungsreaktionen und teilweise eine sehr hohe Anzahl an diffusen 

Lymphozyten in der immunhistochemischen Färbung für CD3 und CD20. Dabei ist die Expression von 

CD3 und damit T-Lymphozyten deutlich häufiger zu finden als die Expression von CD20 und damit der 

B-Lymphozyten. 9 der 11 Tiere wurden bei deutlicher Symptomausprägung euthanasiert. Ein Tier ist 

an der Erkrankung noch in der Klinik verstorben und die Todesursache eines weiteren Tieres ist nicht 

vollständig dokumentiert worden (siehe Tab. 6).  

Die meisten absolut gezählten Lymphozyten wurden bei den vier Schafen (siehe Abb. 23), nachfolgend 

bei den zwei Alpakas und den fünf Pferden gefunden. Die Schafe zeigten vor allem in der Stria olfactoria 

im Mittel über 61 Lymphozyten pMSS und im Frontalcortex im Mittel über 56 Lymphozyten pMSS  

(siehe Zählmethode Tab. 5). Die am wenigsten beteiligten Regionen der Schafe sind der Pons und das 

Cerebellum.  

Bei den Alpakas ist A2 im Gesamten eindeutig stärker entzündet als A1, ersichtlich in Abb. 24. Bei 

beiden Tieren sind jeweils Teile des Hirnstamms am deutlichsten entzündet. Dabei sind bei A1 der Pons 

mit > 43 Lymphozyten pMSS und bei A2 die Medulla oblongata mit > 66 Lymphozyten pMSS deutlich 

beteiligt. Auch bei den Alpakas erscheint wie bei den Schafen, das Cerebellum gering infiziert zu sein.  

Die Pferde zeigen im Hippocampus das stärkste Lymphozytenaufkommen, mit im Mittel > 45 

Lymphozyten pMSS, gefolgt von den Basalganglien mit > 26 Lymphozyten pMSS (siehe Abb. 22). Die 

geringste Beteiligung zeigen der Pons und der Inselcortex mit jeweils < 11 Lymphozyten pMSS.  
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Abbildung 22: Lymphoyztenverteilung P1-P5 
 
 

 
 

Abbildung 23: Lymphozytenverteilung S1-S4 

P1 P2 P3 P4 P5 

Absolute Zählung der Lymphozyten pMSS (CD3+CD20)

S1 S2 S3 S4 

Absolute Zählung der Lymphozyten pMSS (CD3+CD20)
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Abbildung 24: Lymphoyztenverteilung A1 und A2 
 
 
Vergleichend lässt sich sagen, dass bei den Pferden der Hippocampus und die Basalganglien die stärkst 

entzündeten Regionen sind. Bei den Schafen sind die Stria olfactoria, der Frontalcortex und auch die 

Basalganglien betroffen. Eine allgemeine Aussage ist bei einem Kollektiv von nur zwei Alpakas nicht zu 

treffen, dennoch zeigt sich in beiden Fällen eine starke Beteiligung von Hirnstamm, Basalganglien und 

Hippocampus.  

 
 
4.2.2. Verteilung von BoDV-1-positiven Gliazellen und Neuronen im ZNS von Pferden, Schafen und 
Alpakas 
 
Die Tiere zeigen im Gesamten einen geringen Anteil an BoDV-1-positiver Gliazellen und Neuronen 

gemessen an der Gesamtzellzahl, mit Ausnahme von A1. 

In den Alpakas sind dadurch die meisten infizierten Gliazellen und Neuronen zu finden, nachfolgend 

die Pferde und anschließend die Schafe (siehe Abb. 25-27). Die Stria olfactoria ist bei A1 mit > 18% an 

der Gesamtzellzahl stark infiziert (siehe Zahlmethode Tab. 5). Darauf folgen das Mesencephalon und 

der Pons mit > 16%. Die am geringsten mit BoDV-1 infizierte Region ist der Okzipitalcortex mit 2%. A2 

weist nur im Hippocampus eine Infektion von 2% auf. Eine minimale Beteiligung der Gliazellen und 

Neurone ist mit 0,5% im Okzipitalcortex zu sehen.  

Die Pferde zeigen mehr infizierte Gliazellen und Neuronen als die Schafe. Die im Mittelwert am 

stärksten infizierte Region bei den Pferden ist die Medulla oblongata mit > 12%. Dieser Region folgt 

A1 A2 

Absolute Zählung der Lymphozyten pMSS (CD3+CD20)
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der Hippocampus, die Stria olfactoria und das Striatum mit > 6% (siehe Abb. 25). Die am geringsten 

infizierten Regionen sind das Cerebellum und der Occipitalcortex mit < 0,6%.  

Bei den Schafen erkennt man im Mittelwert, dass ein Großteil der infizierten BoDV-1 Gliazellen und 

Neuronen im Frontalcortex mit > 5% vorkommen (siehe Abb. 26), gefolgt von Hippocampus, Medulla 

oblongata und Cerebellum mit < 4%. Die geringste Anzahl bildet das Striatum und das Cerebellum mit 

< 0,9%.  

 
 

 
Abbildung 25: BoDV-1 Verteilung P1-P5 

P1 P2 P3 P4 P5 

Zählung der BoDV-1-positiven Gliazellen und Neuronen an 
der Gesamtzellzahl in Prozent 



 53 

 
Abbildung 26: BoDV-1 Verteilung S1-S4 
 
 

 
 
Abbildung 27: BoDV-1 Verteilung A1 und A2  

S1 S2 S3 S4 

Zählung der BoDV-1-positiven Gliazellen und Neuronen an 
der Gesamtzellzahl in Prozent 

A1 A2 

Zählung der BoDV-1-positiven Gliazellen und Neuronen an 
der Gesamtzellzahl in Prozent 
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Zusammenfassend zeigt sich bei den Pferden eine deutliche Beteiligung der BoDV-1-infizierten 

Gliazellen und Neuronen im Hirnstamm, Hippocampus und den Basalganglien. Cerebellum, Frontal-, 

Occipital- und Inselcortex sind dagegen eher ausgespart.  

Bei den Schafen sieht man einen Fokus auf den Frontalcortex und Hippocampus. Die Basalganglien und 

das Cerebellum zeigen sich ausgespart. Die Alpakas lassen sich aufgrund des kleinen Kollektivs nicht 

verallgemeinern.  

 
 
4.2.3. Symptome der Tiere  
 
Die Tiere wurden nach Beginn der offensichtlichen neurologischen Krankheitszeichen symptomatisch 

behandelt. 9 der 11 Tiere wurden euthanasiert. Ein Tier starb aufgrund der Erkrankung und zu einem 

weiteren Tier gibt es keine Angaben.  

Leider sind die Daten zum Krankheitsverlauf bei den Tieren nur unzureichend vorhanden, weshalb kein 

allgemeiner Konsens davon abgeleitet werden konnte. Folgende Daten sollen trotzdem einen Einblick 

in die Symptomatik der Bornaschen Krankheit bei Tieren geben (siehe Tab. 6).  

Fieber und Kreiswandern wurde bei P2 berichtet. Bei P3 stand die Ataxie und Verhaltensstörungen im 

Vordergrund. Zwei Wochen vor dem Tod wurde bei S2 zentralnervöse Symptome wie 

Vorwärtsdrängen, Kreislaufen und somnolente Phasen beobachtet. Eine Absonderung der Herde 

zeigte sich bei S4 eine Woche vor der Euthanasie. Zudem war das Schaf matt, apathisch und lief in der 

Stallbox im Kreis an der Wand entlang, stand zum Teil in einer Ecke, kaute phasenweise leer oder hatte 

Stroh im Maul stecken. Die Ohrabwehr war rechtsseitig verzögert und die Augenlieder waren teilweise 

fest verschlossen. Bei Alpaka 1 (A1) waren ein fehlender Kot- und Harnabsatz, sowie Inappetenz mit 

einer steten Verschlechterung des Allgemeinzustandes auffällig. Im weiteren Verlauf lag das Alpaka in 

Seitenlage und verfiel in ein Koma. A2 wurde keuchend in Rückenlage aufgefunden und ist daraufhin 

in der Tierklinik verstorben. Diese und ähnliche Symptome wurden auch in der Literatur bei anderen 

Tieren, die an einer Bornavirus-Enzephalitis erkrankt sind, beschrieben (siehe Tab. 6).  (Grabner and 

Fischer, 1991, Durrwald and Ludwig, 1997, Richt et al., 2000)  
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Tabelle 6: Symptome der Tiere  
 

Tiere Todesart Symptome Symptome in der Literatur 

Pferd 1  Euthanasie n.a. Frühstadium Verhaltens-
/Bewusstseinsstörungen, gestörte 
Nahrungsaufnahme, Fieber, rhythmisch 
wiederholende motorische Aktivitäten, 
Ängstlichkeit, Somnolenz, Stupor, 
Hypokinese, Dysphagie, Speichelfluss, 
Nystagmus, zwanghaftes Kreislaufen, 
Schiefhals, Krämpfe, Konvulsionen mit 
Kopfdrücken, Lähmung, komatöser 
Zustand 
(Grabner and Fischer, 1991, Durrwald 
and Ludwig, 1997, Richt et al., 2000) 

Pferd 2 Euthanasie Fieber, Kreiswandern  
Pferd 3 Euthanasie  n.a. 
Pferd 4 Euthanasie  Ataxie Hinterhand, Verhaltensstörung  

Pferd 5 Euthanasie  n.a. 
Schaf 1 Euthanasie  Vorwärtsdrängen, Somnolenz, 

Nystagmus  
Schaf 2 n.a. Vorwärtsdrängen, Kreislaufen, 

somnolente Phasen 
Schaf 3 Euthanasie  Abmagerung, ZNS Störungen, Ataxie  
Schaf 4 Euthanasie  Apathie, matt, Absonderung von der 

Herde, Kreislaufen, kaut phasenweise 
leer, Ohrabwehr verzögert, Augenlider 
fest zusammengepresst, Lämmer 
saufen ungestört an der Mutter  

Alpaka 1 Euthanasie  Fehlender Kot- und Harnabsatz, V.a. 
Ileus, Zähneknirschen, Inappetanz, 
stete Verschlechterung, Seitenlage, 
Koma   

Abnorme Futteraufnahme, Absonderung 
von der Herde, ständiges Bewegen, aber 
kein Kreiswandern wie bei Pferden, Kopf 
am Boden reiben, laufen gegen Zäune 
und Mauern, Anzeichen einer 
Sehbehinderung  
(Malbon et al., 2022) 

Alpaka 2 Natürlich  Frühs keuchend in Rückenlage, Exitus in 
der Klinik  

 
 
4.3. Vergleich des Verteilungsmusters zwischen Mensch und Tier  
 
Vergleicht man die humanen mit den tierischen Präparaten, erkennt man in Abbildung 28, dass die 

Menschen über den Mittelwert aller Regionen mit 7% die meisten BoDV-1-infizierten Gliazellen und 

Neuronen, gemessen an der Gesamtzellzahl, aufweisen. Nachfolgend sind die Alpakas mit 6,8%, 

gefolgt von den Pferden mit 5,4% und den Schafen mit 2,4%. Bei den Lymphozyten ist ein umgekehrter 

Trend zu erkennen. Die absolute Zählung der Lymphozyten ergibt bei den Schafen einen sehr hohen 

Wert von 42,5 Lymphozyten pMSS im Schnitt über allen Regionen, gefolgt von den Alpakas mit 25,3 

Lymphozyten pMSS, den Pferden mit 20,4 Lymphozyten pMSS und den Menschen mit 17,6 

Lymphozyten pMSS.  Insgesamt stellt man fest, dass bei hohen Lymphozytenzahlen geringe Werte an 

BoDV-1 infizierten Gliazellen und Neuronen vorkommen. Genau umgedreht ist es bei niedrigen 

Lymphozytenzahlen, bei denen wiederum hohe Zahlen an BoDV-1-infizierten Gliazellen und Neuronen 

zu finden sind. Statistisch lässt sich eine negative Korrelation mit mittlerer Stärke berechnen (p=0,104) 

(siehe Abb. 29 und Tab. 7). Eine Ausnahme bildet A1 mit einer hohen Lymphozytenzahl und einer 

gleichzeitig hohen Anzahl an infizierte BoDV-1-positiven Zellen. 
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Abbildung 28: Vergleich der Lymphozyten mit den BoDV-1-infzierten Zellen  
In dieser Abbildung wurden die Mittelwerte, sowohl der absoluten Lymphozytenzählungen als auch der BoDV-
1-postiven Gliazellen und Neurone aus den 10 Hirnregionen eines Falls gebildet. Im Anschluss wurde der 
Mittelwert aus allen Fällen einer Spezies ermittelt.  
 
 

 
Abbildung 29: Korrelation der Lymphozyten gegen die BoDV-1 Virusverteilung  
Diese Abbildung zeigt die Korrelation zwischen den Mittelwerten absoluter 
Lymphozytenzahlen (y-Achse) gegen die Mittelwerte BoDV-1-infizierter Gliazellen 
und Neurone in Prozent (x-Achse).   
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Tabelle 7: Korrelation nach Spearman‘s rho  
 
Korrelationsanalyse Mittelwerte BoDV-1 

Virusverteilung 
Mittelwerte 

Lymphozyten 
Spearman's 
rho 

Mittelwerte 
BoDV-1 
Virusverteilung 

Correlation 
Coefficient 

1,000 -,384 

Sig. (2-tailed) . ,104 
N 19 19 

Mittelwerte  
Lymphozyten 

Correlation 
Coefficient 

-,384 1,000 

Sig. (2-tailed) ,104 . 
N 19 19 

 
 
In den humanen und equinen Präparaten zeigten sich die Gliazellen und Neuronen der Medulla 

oblongata besonders stark mit BoDV-1 infiziert. Deshalb wurde mit dem Kruskal-Wallis Test berechnet 

(siehe Abb. 30 und Tab. 8), ob die unterschiedlichen Gruppen der Studie (Menschen, Pferde, Schafe, 

Alpakas) einen Einfluss auf die BoDV-1 Virusverteilung der Gliazellen und Neuronen dieser Region 

haben. Dabei hat der Kruskal-Wallis Test ergeben, dass es keinen signifikanten Unterschied zwischen 

den Gruppen (p=0,079) gibt. Dennoch ist dieser Wert nahe dem statistisch signifikanten Wert von 

p=0,05 und sollte deshalb bei einer größeren Anzahl n erneut getestet werden.  

 

 
 
Abbildung 30: BoDV-1 Verteilung in der Medulla oblongata  
Die Abbildung zeigt die Verteilung der unterschiedlichen Gruppen 
Mensch, Pferd, Schaf und Alpaka (x-Achse) mit den BoDV-1-
infizierten Gliazellen und Neurone der Medulla Oblongata auf der y-
Achse.  
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Tabelle 8: Kruskal-Wallis Test zur Virusverteilung in der Medulla oblongata 
 

Kruskal-Wallis Test Medulla oblongata 
BoDV-1-Virusverteilung 

 

Total N 16 
Test Statistic 6,794 
Degree of Freedom 3 
Asymptotic Sig.(2-sided test)  ,079 

 
 
Bei der Untersuchung des Gewebes ist bei M5 und P2 im Horizontalschnitt aus der Medulla oblongata 

und am Übergang der Medulla oblongata zum Rückenmark (RM), erkennt man durch die roten Pfeile 

gekennzeichnete bräunliche, strukturelle Färbung der Nucleii tractus solitarii auf beiden Seiten (siehe 

Abb. 31 und 32). Die bräunlichen Färbungen zeigen BoDV-1-infizierte Gliazellen und Neuronen. Diese 

Auffälligkeit sollte in Bezug auf mögliche Eintrittspforten diskutiert werden.  

 
 

 
Abbildung 31: Übergang Medulla oblongata ins Rückenmark M5  
Horizontalschnitt der Medulla Oblongata BoDV-1-Immunhistochemie 
bei M5. Rote Pfeile zeigen auf die Nuclei tractus solitarii.  
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Abbildung 32: Medulla oblongata P2  
Horizontalschnitte der Medulla Oblongata BoDV-1 Immunhistochemie bei P2. Rote Pfeile zeigen auf die Nuclei 
tractus solitarii.  
 
 
Betrachtet man jetzt das Verteilungsmuster zwischen den Spezies sieht man, dass es sowohl 

Gemeinsamkeiten als auch Unterschiede gibt. Die humanen Fälle weisen im Gegensatz zu den Tieren 

bei der Lymphozytenverteilung, als auch bei der BoDV-1 Virusverteilungen ein uneinheitliches Bild auf.  

 
Der Fokus der Lymphozytenverteilung präsentiert sich bei drei humanen Fällen (M3, M4, M5) auf dem 

Occipitalcortex, bei zwei Fällen (M1 und M6) auf dem Frontalcortex, bei zwei Fällen (M2, M3) auf dem 

Hippocampus und bei zwei weiteren (M7, M8) wiederum auf dem Hirnstamm (siehe Abb. 33). Die fünf 

Pferde bilden einen eher einheitlichen Fokus der Entzündung auf ebenfalls dem Hippocampus und 

zusätzlich noch teilweise auf den Basalganglien. Schafe zeigen vor allem eine Häufung der 

Lymphozyten im Frontalcortex, in den Basalganglien und in der Stria olfactoria (siehe Abb. 35). Somit 

gibt es Gemeinsamkeiten, sowohl zwischen den humanen Fällen als auch zu den Pferden. Bei den 

Alpakas ist es aufgrund von nur zwei Fällen schwierig eine einheitliche Aussage zu treffen. Dennoch 

erkennt man bei den beiden Fällen eine ähnliche Konfiguration im Hirnstamm, Basalganglien und im 

Hippocampus.  
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Abbildung 33: Übersicht der Lymphozytenverteilung im ZNS der humanen Fälle 
(Grafik erstellt durch BioRender.com) 
 
 

 
 
Abbildung 34: Übersicht der Lymphozytenverteilung im ZNS der Tiere 
(Grafik erstellt durch BioRender.com) 
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Die Verteilung der BoDV-1-positiven Gliazellen und Neurone zeigt bei den vier humanen Fällen (M4, 

M5, M7, M8) einen Infektionsherd auf der Medulla oblongata und den Basalganglien, bei M1 und M6 

auf dem Hirnstamm und in einem eher diffusen Bild. Bei dem Fall M2 präsentiert sich die Infektion auf 

dem Hippocampus, den Basalganglien und dem Hirnstamm.  Dasselbe Ausbreitungsmuster wie bei M2 

ist auch bei den Pferden zu finden. Wobei ein starker Fokus bei P1, P2 und bei P3 auf der Medulla 

oblongata liegt. Bei den Schafen sieht man die Virusverteilung im Frontalcortex und bei zwei Schafen 

S3 und S4 ebenfalls im Hippocampus. Die Fallzahl mit zwei Fällen bei den Alpakas ist zu klein und die 

beiden Alpakas sind in der Verteilung der BoDV-1-positiven Gliazellen und Neurone zu unterschiedlich, 

um einen Schluss daraus ziehen zu können. Eine Übersicht der BoDV-1 Virusverteilung der humanen 

Fälle und der tierischen Fälle ist in Abbildung 35 zu sehen.  

 
 

 
 
Abbildung 35: Übersicht der BoDV-1 Virusverteilung im ZNS 
(Grafik erstellt durch BioRender.com) 
 
 
4.4. Saisonalität der Bornavirus-Enzephalitis  
 
In der Studie von  Durrwald et al. wurde gezeigt, dass die Inzidenz der Bornavirus-Enzephalitis Inzidenz 

bei Tieren abhängig ist von der Populationsdynamik der zweifarbigen Weißzahnspitzmaus Crocidura 

Leucodon (siehe Abb.1), welche wiederrum jährlich variiert und stark vom Nahrungsangebot abhängt 

(Durrwald et al., 2014). Die moderne Landwirtschaft und die dadurch resultierende Einschränkung der 

Lebensräume tragen aller Wahrscheinlichkeit nach dazu bei, dass sich die Population verändert. In der 
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Studie wurden zwischen 2005 und 2010 50 zweifarbige Weißzahnspitzmäuse, die zufällig gefunden 

oder gefangen wurden, gesammelt. Dabei zeigte sich eine Häufung der gefangenen Mäuse zwischen 

Herbst und frühem Winter. Das deutet auf einen verstärkten Kontakt der Spitzmäuse mit menschlichen 

Siedlungen und Ställen hin. Zu Beginn scheint es kontrovers, dass sich die meisten Fälle der Bornavirus-

Enzephalitis bei Pferden und Schafe vermehrt im Mai/Juni mit einem Tiefpunkt zwischen September 

bis November zeigen (Kolodziejek et al., 2005). Die Daten aus unterschiedlichen Studien bei Tieren 

deuten jedoch darauf hin, dass die Inkubationszeit zwischen 2-5 Monaten bei Tieren liegen könnte 

(Jacobsen et al., 2010, Priestnall et al., 2011).  

Die Abbildung 33, die aus der Publikation von Durrwald et al. Figure 2 entnommen wurde und durch 

das Patient:innen- und Tierkollektiv dieser Studie ergänzt wurde, zeigt unter den Tieren eine Häufung 

zwischen Anfang März und Anfang Juli (Durrwald et al., 2014). Der beschriebene Tiefpunkt zwischen 

September und November, präsentiert sich unter den untersuchten Fällen von Ende September bis 

Mitte Januar. Die meisten Fälle humaner Bornavirus-Enzephalitiden dieser Studie traten zwischen 

Ende Oktober und Ende Januar auf, während oder kurz nach der Zeit, in der auch die meisten Mäuse 

in menschlichen Siedlungsräumen gefangen wurden (Durrwald et al., 2014). Dies trifft auf M7, M4, M2 

und M3 zu. M8 und M5 erkrankten vor dieser Zeit, zwischen Ende Juli und September. M1 wurde aus 

dieser Abbildung ausgeschlossen, da dieser Fall eindeutig nachgewiesen iatrogenen Ursprungs ist und 

sich aufgrund dieser besonderen Umstände eine Saisonalität nicht direkt ableiten lässt (Schlottau et 

al., 2018).   
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Abbildung 36: Saisonalität von BoDV-1                      
Relative Fanghäufigkeit (%; Y-Achse) der gesammelten zweifarbigen Weißzahnspitzmäuse zwischen 2005-
2010, dargestellt in den Monaten von Januar - Dezember (X-Achse). Gesamtanzahl 57 (von einer Maus war 
der zeitliche Fund nicht genau dokumentiert). Die Grafik wurde durch M2, M3, M4, M5, M7, M9, P1, P2, 
P3, P4, S1, S2, S3, S4, A1, A2, A3 und A4 ergänzt. Abbildung adaptiert nach (Durrwald et al., 2014) und 
erstellt durch BioRender.com.  
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5. Diskussion 
 
Die erst kürzlich beim Menschen entdeckte Bornavirus-Enzephalitis ist eine verheerende 

lymphozytäre, sklerosierende Panenzephalitis, die in den meisten Fällen tödlich endet (Liesche et al., 

2019, Böhmer et al., 2022). Weder die Eintrittspforte, noch die Inkubationszeit sind bisher bekannt 

(Böhmer et al., 2022). Therapeutisch steht neben der Immunsuppression allein ein individuell 

experimenteller Therapieversuch mit Favipiravir und Ribavirin zu Verfügung (Stitz et al., 2002, 

Tokunaga et al., 2017, Böhmer et al., 2022). Erste Studien konnten charakteristische 

Bildgebungsanomalien im MRT zeigen und kennzeichnende neuropathologische Befunde vorweisen 

(Liesche et al., 2019, Finck et al., 2020, Liesche-Starnecker et al., 2022). In Anbetracht der bereits lange 

bestehenden Bekanntheit bei Tieren, wie Pferden, Schafen und Alpakas, ist es von besonderem 

Interesse, einen detaillierten Vergleich der neuropathologischen Veränderungen in Tieren und 

Menschen aufzustellen. Darüber hinaus ist ein klinisch-neuropathologisches Korrelat wichtig, um 

Hinweise für zukünftige therapeutische Empfehlungen zu eruieren.  

 
 
5.1. Einfluss der Immunsuppression auf das Lymphozytenausmaß   
 
Neuropathologisch findet man bei der Bornavirus-Enzephalitis typischerweise diffuse parenchymatöse 

lymphozytäre Infiltrate und Ausbildung von Mikrogliaknötchen (Liesche et al., 2019). Die Zytotoxizität 

der Bornavirus-Infektion wird durch BoDV-1-spezifische CD8-positive T-Lymphozyten vermittelt (Stitz 

et al., 1991, Hausmann et al., 1999, Chevalier et al., 2011). Es konnte im experimentellen Nagermodell 

gezeigt werden, dass eine frühzeitige Suppression oder Depletion von T-Lymphozyten die 

Immunpathologie erfolgreich verhindern kann (Stitz et al., 1992, Noske et al., 1998, Hallensleben et 

al., 1998). Die 74-jährige Patientin (M1), die Teil des Clusters von drei Organempfängern ist, zeigte 

durch die immunsuppressive Therapie mitunter das längste Überleben (Schlottau et al., 2018). Auch 

in der vorliegenden Studie konnten bei drei Patient:innen M2, M3 und M7 durch eine frühzeitige, an 

Tag 13 nach Symptombeginn verabreichte immunsuppressive Therapie im neuropathologischen 

Korrelat Unterschiede festgestellt werden. Die immunsuppressive Therapie wurde bei den 

Patient:innen aufgrund des Verdachts einer Autoimmunenzephalitis gestartet. Dabei wurde bei den 

meisten Patient:innen jeweils über 5 Tage Methylprednisolon hochdosiert verabreicht. Betrachtet 

man die Lymphozytenauswertung der drei Patient:innen, sieht man über allen Regionen einen deutlich 

geringeren Anteil, als bei den Patient:innen, die keine (M4) oder eine sehr späte immunsuppressive 

Therapie (M5) oder eine unzureichende Dosierung (M8) erhielten. M5 erhielt erst 20 Tage nach 

Symptombeginn einen Steroidstoß und damit 7 Tage später als M2, M3 und M7. Klinisch wurde nur 

bei M7 nach dem Steroidstoß eine leichte Symptomverbesserung beschrieben. In einer erst kürzlich 

veröffentlichen Publikation konnte bei einem 6-jährigen Patienten gezeigt werden, dass eine 
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frühzeitige, in diesem Fall an Tag 7 nach Symptombeginn, begonnene starke immunsuppressive und 

virostatische Therapie, übergangsweise zu einer deutlichen klinischen Verbesserung führen konnte 

(Grosse et al., 2023).  

Sowohl die klinischen als auch neuropathologischen Erkenntnisse dieser Studie und die 

vorbeschriebenen Befunde scheinen, wie in experimentellen Nagermodellen von Noske et al., Stitz et 

al. und Hallensleben et al., darauf hinzuweisen, dass eine frühzeitige immunsuppressive Therapie die 

Symptomatik verbessern und das Überleben beeinflussen könnte (Stitz et al., 1992, Noske et al., 1998, 

Hallensleben et al., 1998). 

 
 
5.2. Hypothese zur Eintrittspforte  
 
Bei den BoDV-1-positiven Gliazellen und Neuronen fiel bei den humanen Präparaten eine besonders 

starke und in dieser Form bisher nicht beschriebene Beteiligung des Hirnstamms auf (Liesche et al., 

2019, Finck et al., 2020). Besonders die Region der Medulla oblongata war bei M1, M3, M4, M5, M7, 

M8, P1, P2, P3 am stärksten infiziert. Bei M3 und M7 fehlte teilweise der Hirnstamm. Die Resultate 

dieser Untersuchung legen die Frage nahe, ob nicht zusätzlich zu der Theorie der intranasalen 

Übertragung von Gosztonyi, Kupke et al., Ludwig und Grosse weitere Eintrittspforten in das ZNS zu 

diskutieren sind (Gosztonyi, 2008, Ludwig, 2008, Kupke et al., 2019, Grosse et al., 2023). 

Betrachtet man die Abbildungen 31 und 32, Horizontalschnitte aus der Medulla oblongata und den 

Übergang der Medulla oblonagta zum Rückenmark (RM), erkennt man durch die roten Pfeile 

gekennzeichnete bräunliche, strukturelle Färbung der Nucleii tractus solitarii auf beiden Seiten. Diese 

Beobachtung gibt Anlass zur Vermutung, dass die Geschmacksbahn, die über den Nuleus tractus 

solitarius verschaltet ist, eine weitere Eintrittspforte von BoDV-1 sein könnte. Die afferenten Fasern 

der Geschmacksbahn werden über drei Hirnnerven (N. facialis, N. glossopharyngeus und N. vagus) 

weitergeleitet (siehe Abb. 37). Dabei werden die afferenten Fasern der vorderen zwei Drittel der Zunge 

über den N. lingualis an die Chorda tympani und dann im Ganglion geniculi des N. facialis 

weitergegeben. (Benninghoff and Drenckhahn, 2014, Schünke et al., 2015, Trepel, 2017) 
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Abbildung 37: Verschaltung der Geschmacksbahn 
Afferente Geschmacksbahnen, die in den Hirnnerven VII (N. facialis), IX (N. 
glossopharyngeus), X (N. vagus) verlaufen. Abbildung aus (Schünke et al., 2015). 
 
 
Die afferenten Fasern der hinteren Drittel der Zunge werden über das Ganglion inferius (Ganglion 

petrosum) des N. glossopharyngeus geleitet. Die afferenten Fasern der Epiglottis werden für den N. 

vagus im Ganglion inferius (Ganglion nodosum) übermittelt. Diese zentralen Anteile der drei 

Hirnnerven leiten die Geschmacksinformation zur Pars gustatoria der Nuclei tractus solitarii und bilden 

damit das 1. afferente Neuron der Geschmacksbahn. In der Pars gustatoria des Nucleii tractus solitarii 

findet dann die Umschaltung auf das 2. Neuron statt. Diese Axone laufen dann ipsi- und kontralateral 

im Tractus trigeminothalamicus zum Nucleus ventralis posteromedialis (VPM) des Thalamus. Die 

Verschaltung des 3. Neuron ist im VPM, der wiederum auf den primären gustatorischen Cortex 

projiziert. Dieser ist im Operculum frontale des Gyrus frontalis inferior, sowie in der anterioren Insula 

lokalisiert. Teile des primären gustatorischen Cortex ziehen zu sekundären Bereichen im 

orbitofrontalen Cortex und verbinden damit den Geschmackssinn mit dem Geruchsinn. (Benninghoff 

and Drenckhahn, 2014, Schünke et al., 2015, Trepel, 2017) Zu diskutieren hierbei wäre eine mögliche 

Ausbreitung des Virus nach dem hypothetischen Eintritt über den Mundraum ab dem VPM in 

aufsteigende Fasern des Thalamus, die durch die Capsula interna ziehen und ihren Weg zwischen den 

Basalganglien, Putamen und Nucleus caudatus fortsetzen. (Benninghoff and Drenckhahn, 2014, Trepel, 

2017) 

In der Studie von Finck et al. sind nach 10 bis 11 Tagen die ersten Auffälligkeiten der Bornavirus-
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Enzephalitis im MRT vom Kopf des Nucleus caudatus, der Insula, dem posteromedialen Thalamus und 

Operculum ausgegangen (Finck et al., 2020). Auch die neuropathologischen Daten dieser Studie 

zeigen, dass neben der Medulla oblongata das Striatum einer der am stärksten infizierten Regionen 

bei den humanen Präparaten war. Außerdem wurde in dieser Studie eine eher sekundäre Beteiligung 

des Gyrus rectus, der entlang der Riechbahn verläuft, diskutiert. (Finck et al., 2020)  

Verfolgt man die Theorie der Geschmacksbahn, wäre dies damit erklärt, dass Anteile des primär 

gustatorischen Cortex zum frontoorbitalen Cortex und damit sekundär in die Richtung des 

olfaktorischen Systems ziehen. (Benninghoff and Drenckhahn, 2014, Trepel, 2017) 

Diese Hypothese könnte bei den Fällen in Betracht gezogen werden, bei denen kein klarer Fokus auf 

dem limbischen und olfaktorischen System liegt, sondern eher auf den Basalganglien, Thalamus und 

dem Inselcortex  (Hilbe et al., 2006, Gosztonyi, 2008, Ludwig, 2008, Kupke et al., 2019, Grosse et al., 

2023). Diese Hypothese sollte durch weitere Untersuchungen, vor allem zu einem möglichen Eintritt 

über das erste afferente Neuron der drei Hirnnerven überprüft werden. 

Eine weitere Theorie, die eine starke Hirnstammbeteiligung erklären würde, ist die Möglichkeit eines 

ähnlichen Mechanismus zur Tollwuterkrankung. Eine periphere Verletzung könnte dabei die 

Eintrittspforte darstellen und über eine aufsteigende Virusausbreitung den Hirnstamm erreichen und 

sich von dort ausbreiten. (Hemachudha et al., 2013) 

Die in Abbildung 31 und 32 dargestellten Auffälligkeiten in der Medulla oblongata und am Übergang, 

könnten sich prinzipiell auch auf diesem Ausbreitungsweg erklären lassen. Leider waren nur in zwei 

Fällen Rückenmarksregionen abgebildet, was zur Untermauerung dieser Hypothese nicht ausreichend 

ist.   

Dennoch kann der theoretische Vergleich wichtige Hinweise zur Virusausbreitung der BoDV-1-

Enzephalitis liefern. 

 
 
5.4. Verteilungsmuster in den Tieren 
 
Im Einklang mit der vorbeschriebenen Literatur wurde bei P1, P2, P3, P5 und bei S3, S4 und A2 eine 

starke Beteiligung des Hippocampus mit BoDV-1-positiven Gliazellen und Neuronen gefunden 

(Gosztonyi and Ludwig, 1984, Caplazi and Ehrensperger, 1998). Auch die Stria olfactoria wies bei P2, 

P4, P5, S2 und bei A1, ebenfalls wie in der Literatur beschrieben, eine starke Beteiligung mit BoDV-1- 

positiven Gliazellen und Neuronen auf (Seifried and Spatz, 1930, Gosztonyi and Ludwig, 1984). Auffällig 

ist, dass bei den Schafen eine besonders geringe Ausbreitung BoDV-1-positiver Gliazellen und 

Neuronen in den Basalganglien zu finden ist und der Fokus hier eher im Frontalcortex und im 

Hippocampus liegt. 

In der Studie von Bilzer et al. wird berichtet, dass bei Pferden neben dem Hippocampus eine starke 

Virusexpression auch in der Medulla oblongata zu sehen ist (Bilzer et al., 1995). Außerdem sieht man 
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im Hippocampus eine Korrelation der starken Virusexpression mit der lymphozytären Entzündung. 

Dies trifft in der Studie Bilzer et al. von nicht auf die Medulla oblongata zu (Bilzer et al., 1995). Trotz 

starker Virusexpression zeigt sich hier nur eine geringe Entzündung. Dieselbe Beobachtung konnten 

wir auch über unsere Analysen machen. Der Hippocampus bei P1, P3, P4, P5 und A2 gehörte zu der 

am stärksten lymphozytär entzündeten Region. P1, P2, P3 und S1 zeigten eine äußerst starke BoDV-1-

Positivität der Medulla oblongata, während hingegen die lymphozytäre Entzündung deutlich geringer 

in dieser Region ausfiel (abgesehen von P2). Einheitlich zeigt sich bei allen humanen und tierischen 

Präparaten, dass die am geringsten mit BoDV-1-infizierte Region das Cerebellum war (Caplazi and 

Ehrensperger, 1998). Das Striatum, und damit die Basalganglien zeigen bei Tieren in der BoDV-1-

Positivität eine eher untergeordnete Rolle. 

 
 
5.5. Virusverteilungsmuster in Mensch und in Tier 
 
Die vorliegende Studie gibt erstmals einen direkten detaillierten Vergleich der Neuropathologie 

zwischen der Bornavirus-Enzephalitis in Mensch und Tier.  

Eindeutig festzustellen war fast bei dem kompletten Kollektiv eine Aussparung BoDV-1-infizierter 

Gliazellen und Neurone im Cerebellum. Auffällig war bei den humanen und equinen Fällen die 

ausgeprägte BoDV-1-Beteiligung der Medulla oblongata, bei der jedoch statistisch innerhalb der 

unterschiedlichen Gruppen (Menschen, Pferde, Schafe, Alpakas) in dieser Region keinen signifikanten 

Einfluss auf die Virusverteilung festgestellt werden konnte.  

Weitere Untersuchungen müssen zeigen, ob sich aus der Ausbreitung des Virus in der Medulla 

oblongata Rückschlüsse auf Infektionsweg und Eintrittspforte ziehen lassen. Hier richtet sich die Frage 

insbesondere auf die zuvor genannten Möglichkeiten eines Eintritts über das olfaktorische System, 

sowie einer bei der Tollwut vorkommenden, retrograden und anterograden Ausbreitung. Durch den 

neuropathologischen Endzustand (post mortem untersuchtes Gewebe) ist jedoch nicht 

auszuschließen, dass es sich nicht um den Eintritt, sondern um eine sekundäre Beteiligung der Medulla 

oblongata handeln könnte. Eine Begründung dafür könnte sein, dass in dem Endzustand die 

Erkrankung schon so weit fortgeschritten ist, dass die Regionen, die in einem frühen Stadium betroffen 

waren, nur noch eine geringe Viruslast aufweisen, da diese schon massiv mit Lymphozyten durchsetzt 

und der Virus dadurch in andere Regionen verdrängt und zerstört wurde.  

Die humanen Präparate zeigten in vier Fällen den Fokus des Virus in den Basalganglien und der Medulla 

oblongata. In zwei Fällen ließ sich eine diffuse Verteilung feststellen und in einem Fall zeigte sich 

sowohl eine starke Beteiligung des Hippocampus sowie der Basalganglien und des Hirnstamms. Bei 

den Pferden war die Virusausbreitung ebenfalls auf dem Hippocampus, den Basalganglien und dem 

Hirnstamm fokussiert. Der Vergleich der Befunde deutet darauf hin, dass sich in equinen Präparaten 

eine ähnliche Virusverteilung zeigte wie in humanen.  
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Unterschiede fanden sich bei den Schafshirnpräparaten. Diese zeigten einen Fokus des Virus im 

Frontalcortex und dem Hippocampus mit einer gleichzeitigen Aussparung der Basalganglien. 

Ursächlich dafür wäre eine alternative Eintrittspforte zu diskutieren.  

Die Lymphozytenverteilung bei den humanen Fällen zeigte sich nicht einheitlich. Bei drei Fällen 

fokussierte sich die Entzündung auf den Occipitalcortex, bei zwei Fällen auf den Frontalcortex. Der 

Hirnstamm und der Hippocampus waren bei jeweils zwei weiteren Fällen beteiligt. Erklärend könnten 

hier unterschiedliche immunsuppressive Therapiestrategien sein, die diese Lymphozytenverteilungen 

verändern könnten. Darüber hinaus wären unterschiedliche Eintrittspforten ebenfalls denkbar.  

Im Gegensatz dazu zeigten die equinen Präparate einen eher einheitlicheren Fokus der 

Lymphozytenausbreitung auf den Hippocampus und die Basalganglien. Die Schafspräparate zeigten 

wiederum eine lymphozytäre Ausbreitung im Bereich der Stria olfactoria, des Frontalcortex und der 

Basalganglien. Bei den Alpakapräparaten lässt sich aufgrund von nur zwei Fällen kein Konsens ableiten, 

dennoch zeigte sich eine Vermehrung der Lymphozyten im Hirnstamm, den Basalganglien und dem 

Hippocampus.  

Außerdem konnte über allen Regionen und Fällen hinweg eine negative Korrelation mittlerer Stärke 

zwischen dem Auftreten BoDV-1-positiver Zellen zur Anzahl der Lymphozyten festgestellt werden. 

Man sieht bei den Menschen insgesamt einen höheren Wert BoDV-1-positiver Gliazellen und Neurone 

als bei Pferden und Schafen. Die absoluten Lymphozytenzahlen wiederum sind bei humanen Fällen 

deutlich geringer als bei den Tieren. Eine mögliche Erklärung für diese Konstellation der Befunde 

könnte die deutlich längere Überlebenszeit der Menschen durch die intensivmedizinischen und 

immunsupprimierenden Maßnahmen sein. Aufgrund einer fehlenden effektiven, virostatischen 

Therapie konnte die Virusreplikation bei den untersuchten Patient:innen nicht gestoppt werden und 

sich deshalb über den längeren Krankheitsverlauf deutlich ausbreiten. Massive Entzündungen mit 

einer hohen Anzahl an Lymphozyten wurden vor allem bei den Schafen und teilweise bei den Alpakas 

gefunden.   

Abschließend kann nicht verallgemeinert gesagt werden, dass die neuropathologische Verteilung in 

humanen und tierischen Fällen wesentliche Unterschiede aufweisen. In einigen Punkten, insbesondere 

in der Virusverteilung zwischen Menschen und Pferden, zeigen sich Überschneidungen. Unterschiede 

innerhalb der humanen Fälle und im Gegensatz zu tierischen Fällen finden sich am ehesten in der 

Verteilung der Lymphozyten. 

 
 
5.6. Vergleich der Bornavirus-Enzephalitis mit der Tollwut  
 
Die Virusverteilung der Bornavirus-Enzephalitis zeigt sich gehäuft in bestimmten Regionen, wie den 

Basalganglien, dem Hippocampus und im Hirnstamm. Die Ausbreitung des Virus ist daher 

wahrscheinlich entscheidend abhängig von der jeweiligen Eintrittspforte in den Körper und damit 
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verbunden dem Eintritt in das ZNS. Durch die erst kürzlich entdeckte Humanpathogenität des 

Bornavirus sind die Mechanismen der Virusausbreitung gänzlich unerforscht.  

Die Tollwut-Enzephalitis, die seit Jahrhunderten beim Menschen bekannt ist und seit Jahrzehnten im 

Fokus der Wissenschaft steht, könnte vor allem durch die gut erforschten Mechanismen der 

Virusausbreitung, wesentlich zur Erforschung der Bornavirus-Enzephalits beitragen.  

Die Tollwut-Enzephalits weist in einigen Punkten starke Parallelen zur Bornavirus-Enzephalitis auf und 

wie das Bornavirus wird auch das Rabiesvirus (RABV) zu der Ordnung der Mononegavirales gezählt. 

(Franka, 2015, Robert Koch-Institut, 2022, International Commitee on Taxonomy of Viruses (ICTV), 

2022)  

Ursächlich für die Zoonose wird das RABV über Speichel bei vor allem Hundebissen übertragen. 

Darüber hinaus ist die Übertragung durch Gewebe- und Organtransplantation, aerosoliertem RABV, 

Kontaminationen von offenen Wunden, Kratzern, Schürfwunden und über Schleimhäute möglich. 

(Hemachudha et al., 2002) 

Die Effektivität der Übertragung hängt von der Virusinokulation und dem Gewebstropismus ab, ist aber 

am wahrscheinlichsten nach tiefen Hundebissen, die bis in den Muskel reichen. Die Aufnahme des 

Virus findet dann nur über die motorische Endplatte an nikotinischen Acetycholinrezeptoren über den 

motorischen Weg statt und nicht durch sensorische und sympathische Nervenfasern. (Lentz et al., 

1982, Baer et al., 1990, Tang et al., 1999, Lewis et al., 2000, Graf et al., 2002, Morcuende et al., 2002, 

Lafon, 2005, Ugolini et al., 2006, Rathelot and Strick, 2006, Ugolini, 2011)  

Dabei kommt es zu keiner Virämie (Reaves et al., 2012). Oberflächliche Hautverletzungen durch RABV-

infizierte-Fledermäuse können sich im Gegensatz zu Hunde-RABV-Varianten in den epidermalen Zellen 

in vitro vermehren und eine Übertragung über das sensorische oder sympathische System erscheint 

plausibel (Hemachudha and Phuapradit, 1997, Hemachudha et al., 2002, Ugolini, 2011).  

Die Inkubationszeit dauert im Schnitt 1-2 Monate, kann aber auch zwischen Wochen oder Jahren 

liegen. Diese hängt aber nicht, wie oft angenommen, von der klinischen Form oder von der Bissstelle 

ab. (Hemachudha et al., 2002, Hemachudha et al., 2013) 

Während der Inkubation liegt RABV die längste Zeit im Muskel als schwelende Infektion mit niedriger 

Replikationsrate vor (Charlton et al., 1997). Dabei scheint die Erkennung durch dendritische Zellen des 

Immunsystem nur unzureichend zu sein (Becker, 2003, Sarmento et al., 2005, Li et al., 2008, Kuang et 

al., 2009).  

Nach der Inkubationszeit im infizierten Muskel erfolgt die zentripetale Ausbreitung von RABV 

ausschließlich durch den motorischen Weg, über den retrograd transneuronalen Transfer und erfolgt 

mit hoher Geschwindigkeit. Jede synaptische Verbindung wird in ca. 12 Stunden zurückgelegt, 

unabhängig von der Distanz (siehe Abb. 36). (Wacharapluesadee and Hemachudha, 2001, Ugolini, 

2011) Nach dem Befall der Motoneurone breitet sich die Infektion weiter über die angeschlossenen 
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spinalen Interneurone und in die ipsilateralen Spinalganglien aus (Charlton et al., 1996, Stepien et al., 

2010).  

Im Anschluss daran befällt RABV große Neurone der Spinalganglien und große myelinisierte Afferenzen 

und nach kurzer Zeit auch kleine Neurone und Afferenzen. Im weiteren Verlauf erfolgt die Ausbreitung 

über eine Infektion der Interneuronenbahnen zu den kontralateralen, zervikalen, thorakalen und 

lumbosakralen Spinalganglien (Murphy et al., 1973b, Charlton et al., 1996). Über den retrograden 

Transfer erreicht das Virus in kürzester Zeit den Hirnstamm, cortikospinale Bahnen und ZNS-Areale 

höherer Ordnung (Murphy and Bauer, 1974, Charlton et al., 1996, Tang et al., 1999, Rathelot and Strick, 

2006, Ugolini, 2010, Ugolini, 2011). Bei den ersten Prodromalzeichen wie grippeähnlichen Symptomen 

und Fieber hat sich das Virus bereits im ZNS ausgebreitet (Laothamatas et al., 2003, Mitrabhakdi et al., 

2005). Nach Beginn der retrograden Ausbreitung kommt es nach Infektion der Neuronen zu einer 

langsamen zentrifugalen anterograden Ausbreitung von RABV (siehe Abb. 36). Dies führt zu einer 

Infektion der ventralen und dorsalen Wurzeln und zu einer Ausbreitung über die sensorischen 

Innervationen der extraneuralen Organe. (Murphy et al., 1973b, Murphy et al., 1973a, Murphy and 

Bauer, 1974, Charlton et al., 1997, Jackson et al., 1999) Dabei gelangt das Virus über große 

Spinalganglien zu Muskelspindeln, über kutane Afferenzen zur Haut, über kleine Spinalganglien zu 

Immun- und Viszeralorganen, Speicheldrüsen, sowie Herz- und Blutgefäßen (Jackson et al., 1999). 

Aufgrund der Ineffizienz der anterograden axonalen Ausbreitung, kann es Wochen dauern, bis weit 

entfernte Organe infiziert werden. (Ugolini, 2010, Ugolini, 2011) 
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Abbildung 38: Wege der Ausbreitung von RABV 
Die Abbildung zeigt die Ausbreitung von RABV ins RM und aus dem RM nach einem Biss durch ein 
tollwütiges Tier an der linken Hand. Die Übersichtsgrafik oben links zeigt die Lage der 
Wirbelsäulensegmente. Die Grenzen der Rüchenmarkslaminae nach Rexed werden durch feine 
schwarze Linien dargestellt. Wie in Kapitel 5.3 beschrieben, erfolgt die Aufnahme von RABV aus dem 
Muskel ausschließlich über den motorischen Weg. Die blauen Linien markieren die schnelle 
zentripetale Ausbreitung zum RM. Die schwarzen Pfeile zeigen die Transportrichtung. Die langsame 
zentrifugale anterograde Ausbreitung von RABV aus dem RM heraus wird durch die gestrichelten roten 
Linien und roten Pfeilen markiert. DRG=Dorsalwurzelganglien, Ia IN=Ia inhibitorische Interneurone, 
IML= intermediolaterale Zellgruppe, LPN= Lange propriospinale Neurone, MN=motorische Neurone, 
pc= Teilungszellen, rc= Renshaw-Zellen, SPN= kurze propriospinale Neurone. (Murphy et al., 1973a, 
Murphy et al., 1973b, Murphy and Bauer, 1974, Jankowska, 1992, Charlton et al., 1997, Tang et al., 
1999, Jankowska and Edgley, 2010, Ugolini, 2010, Stepien et al., 2010, Ugolini, 2011, Coulon et al., 
2011, Hemachudha et al., 2013). Abbildung aus (Hemachudha et al., 2013).  
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Die Inkubationszeit der Bornavirus-Enzephalitis ist bei Menschen bislang ungeklärt. Einige Fälle und 

Daten deuten jedoch darauf hin, dass es sich ebenfalls um Wochen bis Monate handeln könnte 

(Jacobsen et al., 2010, Priestnall et al., 2011, Meyer et al., 2022). Bisher konnten Katzen, die Kontakt 

zu BoDV-1-infizierten Spitzmäusen haben nicht als Risikofaktor identifiziert werden (Portner et al., 

2023). Dennoch scheint es plausibel zu sein, dass Katzen oder andere Haustiere als Zwischenwirt 

fungieren könnten. Kleine Kratzer und Bissverletzungen, die Wochen oder gar Monate zurückliegen, 

könnten ursächlich der Auslöser einer Bornavirus-Enzephalitis sein. Der Transportweg von BoDV-1 ins 

ZNS könnte wie bei der Tollwut über den motorischen zentripetalen retrograden Weg ablaufen. 

Daraufhin könnte die außergewöhnlich starke Beteiligung des Hirnstammes hindeuten (siehe Abb. 10, 

12, 16, 18 und 19). Weitere Untersuchungen zur Beteiligung des RM sollten Gegenstand der 

zukünftigen neuropathologischen Studien zur Bornavirus-Enzephalitis sein.  

Ein weiterer Anhaltspunkt, der bei der Bornavirus-Enzephalitis auf einen wie bei der Tollwut 

beschriebenen zentrifugalen anterograden Mechanismus hindeutet, ist die Studie von Grosse et al. Ein 

6-jähriger Junge, der an einer BoDV-1-Enzephalitis erkrankt war, zeigte zu Beginn (Tag 17 nach 

Symptombeginn) kein Virusnachweis in jeglichen Ausscheidungen. Dennoch konnte nach einigen 

Wochen (Tag 48 nach Symptombeginn) in der PCR sowohl in der Tränenflüssigkeit als auch im Speichel 

das Virus nachgewiesen werden (Grosse et al., 2023). Wie auch bei der Tollwut beschrieben, kann der 

zentrifugale anterograde Ausbreitungsweg, aufgrund der langsamen Ausbreitungsgeschwindigkeit 

Wochen dauern, bis periphere Orange darunter auch Tränen- und Speicheldrüsen infiziert sind 

(Jackson et al., 1999, Ugolini, 2010, Ugolini, 2011). 

Neben dem Ausbreitungsweg zeigen auch neuropathologische Untersuchungen Gemeinsamkeiten.  

Die Tollwut-Enzephalitis zeigt sich durch perivaskuläre Infiltrate, die vor allem aus Lymphozyten und 

Monozyten bestehen und überwiegend im Rückenmark, dem Pons, der Medulla oblongata, den 

Basalganglien und im Cortex vorkommen. Zudem werden Läsionen in ventromedialen Kerngebieten 

des Hypothalamus und im limbischen System beschrieben. (Lang and Alexander, 2000) 

Neuropathologisch sind die Negri-Körper ein pathognomonisches Merkmal zur Identifikation der 

Tollwutinfektion. Hierbei handelt es sich um kugelförmige, eosinophile, 2-10 µm große 

Einschlusskörper, die insbesondere in den Pyramidenzellen im Ammonshorn des Hippocampus zu 

finden sind. (Negri, 1903, Miyamoto and Matsumoto, 1965, Albertini et al., 2008) 

Die Bornavirus-Enzephalitis hingegen führt zu einer lymphozytären sklerosierenden Panenzephalitis 

mit ebenfalls typischen eosinophilen, kugelförmigen, intranuklearen Joest-Degen-

Einschlusskörperchen vom Cowdry Typ B (Joest and Degen, 1911, Cowdry EV, 1934, Pospischil, 1981, 

Liesche et al., 2019). Die Verteilung der Lymphozyten zeigt sich bei den Menschen, wie oben 

beschrieben, eher diffus, wohingegen die Virusverteilung sich in bestimmten Gehirnregion häuft, wie 

den Basalganglien, dem Hippocampus und sich teilweise im Hirnstamm, wahrscheinlich abhängig von 
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der jeweiligen Eintrittspforte.  

Wie hier beschrieben zeigen sich einige charakteristische Parallelen der beiden viralen Enzephalitiden. 

Deshalb sollten weiterhin in zukünftigen Borna-Forschungen die Parallelität zu Modellen und 

Methoden der bisher deutlich weiter erforschten Tollwut-Erkrankung herangezogen werden.  

 
Tabelle 9: Direkter Vergleich von Rabies und BoDV-1 
 

 Tollwut (Rabies) BoDV-1 Quellen  

Ordnung  Mononegavirales  
 

Mononegavirales  (International Commitee on 
Taxonomy of Viruses (ICTV), 
2022, Rubbenstroth et al., 
2021) 

Vorkommen Weiten Teilen der Welt, 
v.a. in den tropischen 
Ländern, wie Asien und 
Afrika  

Hauptsächlich in 
Deutschland, vereinzelt 
an der Grenze zur 
Schweiz, Liechtenstein 
und Österreich  

(Fooks et al., 2017, World 
Health, 2018a, Durrwald et al., 
2014) 

Reservoir  Grundsätzlich alle 
Säugetiere, hauptsächlich 
Hunde, Füchse, Mader-
hunde, Waschbären und 
Stinktiere 

Zweifarbige 
Weißzahnspitzmaus  
Crocidura Leucodon  

(Hilbe et al., 2006, Lackay et al., 
2008, Durrwald et al., 2014) 

Übertragung Tierbisse (v.a. Hundebis-
se), Gewebe- und Organ-
transplantation, aeroso-
liertem RABV, Kontamina-
tion von offenen Wunden, 
Kratzern, Schürfwunden 
und Schleimhäute  

Unbekannt, Gewebe- 
und Organtransplanta-
tion. Evtl. über das 
olfaktorische Netzwerk 

(Hemachudha et al., 2002, 
Schlottau et al., 2018, Grosse et 
al., 2023) 

Letalität bei 
Symptom-
beginn 

An die 100% An die 100% (Robert Koch-Institut, 2022) 

Inkubationszeit  1-2 Monate, Wochen bis 
Jahre  

Wochen bis Monate  (Hemachudha et al., 2002, 
Jacobsen et al., 2010, Priestnall 
et al., 2011, Hemachudha et al., 
2013, Meyer et al., 2022) 

Ausbreitung  Schneller retrograder 
transneuronaler Transfer 
zum ZNS und langsame 
anterograde Ausbreitung  

Unbekannt (Ugolini, 2011, 
Wacharapluesadee and 
Hemachudha, 2001) 

Symptomatik  Kopf- und Muskelschmer-
zen, Fieber, enzephaliti-
sche- und paralytische 
Form, Hydrophobie, 
Krämpfe der Schlundmus-
kulatur, Koma  

Grippeähnliche Symp-
tome, Kopfschmerzen, 
Fieber, Ataxien, Halluzi-
nationen, Koma 

(Jackson, 2018, Liesche et al., 
2019, Finck et al., 2020, Niller et 
al., 2020) 

Tod  Koma, Atemlähmung oder 
Lähmung der 
Herzmuskulatur  

Koma, Hirndruck, 
Einklemmung  

(Jackson, 2018, Liesche et al., 
2019, Finck et al., 2020, Niller et 
al., 2020) 

Diagnostik  Differentialdiagnostik, 
Tollwut RNA in Speichel 
Liquor und  Nackenhaut-
biopsien, post mortem 
mittels Immunfluoreszenz-

Liquor und Seumproben 
mittels IFAT, Bestätigung 
durch einen 
Immunoblot,  
Hirnbiopsie und 

(World Health, 2018a, World 
Health, 2018b, Niller et al., 
2020, Eisermann et al., 2021, 
Robert Koch-Institut, 2022) 
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test oder PCR aus dem 
Ammnonshorn, Cerebel-
lum und Hirnstamm  

immunhistochemische 
Bestätigung, post 
mortem Diagnose  

Impfung  Impfstoff vorhanden  Wurde bis ins Jahr 1990 
bei Pferden verimpft 

(Robert Koch-Institut, 2022, 
Durrwald et al., 2022) 

PEP Schutzwirkung einer lege 
artis durchgeführten PEP 
ist bei 100%, PEP besteht 
aus Immunglobulinen und 
mehrfachen Impfung  

Experimenteller Versuch 
mit Favipiravir  

(World Health, 2018b, World 
Health, 2018a, Robert Koch-
Institut, 2022, Reinmiedl et al., 
2022) 

Therapie bei 
Symptombeginn  

Keine evidenzbasierte 
Therapieempfehlungen, 
einzelne publizierten 
Erfolge mit dem Milwau-
kee Protokoll gelten als 
höchst umstritten   

Individueller experimen-
teller Heilversuch mit 
immunsuppressiven 
Therapeutika und 
Ribavirin und Favipiravir  

(Tokunaga et al., 2017, 
Ledesma et al., 2020, Böhmer 
et al., 2022, Reinmiedl et al., 
2022) 

 
 
5.7. Evaluation der angewandten Methoden und Auswertungen  
 
Die für diese Studie angewandte Technologie der Immunhistochemie ist eine etablierte Methode zur 

histopathologischen Charakterisierung von Entzündungszellen und zum Nachweis des Virusbefalls in 

Gliazellen und Neuronen. Sie ermöglicht in dieser Studie eine systematische Beurteilung der Verteilung 

über die verschiedenen Hirnregionen, sowohl in den humanen als auch in den tierischen 

Gehirnmaterialien. Die bei der Immunhistochemie verwendeten primären und sekundären Antikörper, 

die Färbe-Kits und die verwendeten Geräte werden bei der neuropathologischen Routinediagnostik 

standartmäßig eingesetzt. Leider war es bei Pferden, Schafen und Alpakas trotz etwaiger Bemühungen 

nicht möglich, den in der Humanmedizin eingesetzten Panlymphozytenmarker CD45 zu etablieren. 

Daher wurde auf die T-Zell- bzw. B-Zell-Marker CD3 und CD20 zurückgegriffen.  

Bei der Bornavirus-spezifischen immunhistochemischen Färbung, die bei der Färbung aller Präparate 

verwendet wurde, fand händisch eine sowohl positive als auch negative Zählung aller glialen Zellen 

und Neurone pro Screenshot statt. Aufgrund der interindividuellen Kontraste und Intensitäten, war 

trotz aller Anpassungen der Einstellungen eine digitale Auswertung mit ImageJ nicht möglich. Durch 

mehrfachen Abgleich waren die Abweichungen zu groß und die Methode der digitalen Auswertung 

musste bei der BoDV-1-spezifischen immunhistochemischen Färbung verworfen werden. 

 
 
5.8. Ausblick  
 
Ziel dieser Arbeit war es zu untersuchen, ob sich die topographische Verteilung der Bornavirus-

Enzephalitis innerhalb der infizierten Neurone und Mikrogliazellen und die der Entzündungsreaktion 

zwischen Menschen und Tieren unterscheidet. Unsere Ergebnisse konnten erstmalig zeigen, dass sich 

in den Punkten der Virusverteilung und der Entzündungsverteilung Überschneidungen, aber auch 

Unterschiede zwischen Menschen und Tieren ergeben. Die vorliegende Studie hat zudem 
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herausgefunden, dass die Zeitpunkte der therapeutischen Immunsuppression entscheidende 

Unterschiede im neuropathologischen Befund ergeben. Zudem konnten die Ergebnisse neue Hinweise 

über die bisher unerforschte Eintrittspforte liefern und Parallelen zu der gut erforschten Tollwut-

Enzephalitis herstellen. Daher sollten für zukünftige Forschungsprojekte der Bornavirus-Enzephalitis 

auf den Ergebnissen dieser Studie aufgebaut werden. Es sollte angestrebt werden, die Aufmerksamkeit 

für die Erkrankung in den Endemiegebieten zu erhöhen, um die Krankheit frühzeitig diagnostizieren zu 

können. Darüber hinaus könnte die Erforschung der Eintrittspforte dazu beitragen, die 

Pathomechanismen der Erkrankung besser verstehen zu können, um damit die Erkrankung einerseits 

zu verhindern, aber andererseits auch weitere therapeutische Ansätze finden zu können.   
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6. Zusammenfassung 
 
 
Das Bornavirus ist beim Fehlwirt Mensch, Pferd, Schaf und Alpaka eine Zoonose, die fast immer eine 

tödliche Enzephalitis auslöst. BoDV-1 ist seit mehreren hundert Jahren bei Tieren bekannt, aber erst 

seit dem Jahr 2018 als humanpathogen identifiziert (Schlottau et al., 2018).  

So beschäftigt sich die vorliegende Arbeit erstmalig mit dem Vergleich der Neuropathologie der seit 

mehreren hundert Jahren bekannten Bornavirus-Enzephalitis bei Tieren zu der erst kürzlich endeckten 

Erkrankung beim Menschen. Ein erster klinisch neuropathologischer Vergleich dieser Studie zeigt 

Hinweise auf die Veränderung der Immunpathologie durch eine immunsuppressive Therapie.   

Die neuropathologische Untersuchung ist an Gehirnen von 19 an Bornavirus-Enzephalitis erkrankten 

Menschen und Tieren durchgeführt worden. Davon waren acht humane Gehirne, fünf Pferde, vier 

Schafe und zwei Alpakas miteingeschlossen. Die Entzündungsreaktion wurde immunhistochemisch mit 

den Markern CD45, CD3 und CD20 und die BoDV-1-infizierten Gliazellen und Neurone durch den Bo18-

Antikörper dargestellt.  

Bei den humanen Präparaten zeigte der Fokus der Entzündung individuelle Unterschiede und 

präsentierte sich jeweils auf dem Frontalcortex, dem Hippocampus, dem Hirnstamm und dem 

Occipitalcortex. Interessanterweise konnte im neuropathologisch-klinischen Korrelat festgestellt 

werden, dass sich bei den drei Patient:innen, die einen frühzeitigen, hochdosierten Steroidstoß 

erhalten hatten, im gesamten Gehirn eine deutlich geringere Lymphozytenanzahl zeigte verglichen mit 

den Patient:innen, die nur eine späte oder keine immunsuppressive Therapie erhalten hatten. Zudem 

überlebten diese Patient:innen im Durchschnitt 6 Tage länger nach Symptombeginn. Daraus lässt sich 

für zukünftige Fälle die Relevanz einer frühzeitigen immunsuppressiven Therapie, der eine schnelle 

Diagnosestellung vorangehen muss, unterstreichen.  

Auch die Virusverteilung bei den humanen Fällen zeigte individuelle Unterschiede. Trotzdem waren 

die am stärksten infizierten Regionen die Basalganglien, der Hippocampus und der Hirnstamm mit der 

Medulla oblongata. Darüber hinaus konnte, wie vorbeschrieben, in fast allen Fällen eine 

Virusaussparung im Cerebellum festgestellt werden. Bei den Pferden zeigte sich besonders die Region 

des Hippocampus und die der Basalganglien in fast allen Fällen besonders entzündet. Bei den Schafen 

lag der Entzündungsfokus der Lymphozyten stark auf der Stria olfactoria, dem Frontalcortex und auch 

den Basalganglien. Auch bei den Alpakas war der Hirnstamm, die Basalganglien und der Hippocampus 

stark entzündet. Die Virusverteilung bei den Pferden zeigte eine starke Hirnstamm- und 

Hippocampusbeteiligung. Cerebellum, Frontal, Okzipitial- und Inselcortex zeigten sich tendenziell 

ausgespart. Die Virusverteilung der Schafe zeigte den Fokus auf dem Frontalcortex und dem 

Hippocampus, wohingegen die Basalganglien und das Cerebellum ausgespart waren.  

Im Vergleich von Mensch zu Tier zeigte sich im Gesamten bei den tierischen Gehirnen eine höhere 
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Anzahl an Lymphozyten und eine geringe Viruslast. Ein möglicher Grund hierfür könnte bei Tieren die 

kürzere Lebenszeit durch die Euthanasierung und die im Gegensatz zu humanen Fällen nicht 

vorhandene intensivmedizinische Behandlung der Tiere sein. Über alle Fälle hinaus ließ sich allgemein 

eine besondere Virusaussparung des Cerebellums feststellen. Erwähnenswert bei Menschen und 

Pferden ist außerdem die starke BoDV-1 Beteiligung der Medulla oblonagta. Aus diesem Grund sollten 

weitere Eintrittspforten wie die Geschmacksbahn, die über die Medulla oblongata ins ZNS eintritt und 

die Möglichkeit eines retrograden Aufstiegs des Virus über das Rückenmark in den Hirnstamm, wie es 

bei der Tollwut-Erkrankung der Fall ist, neben der bisherigen olfaktorischen Theorie, Gegenstand der 

zukünftigen Erforschung des Bornavirus sein.   
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8. Anhang zu Materialien 
 
8.1. Materialien  
 
8.1.1. Verwendete Antikörper 
 
Tabelle 10: Primäre Antikörper 
 

Zielantigen Antikörperbeschreibung Hersteller 

Bo18 Maus Anti Borna Nicht kommerzielle 
Verbreitung über das 
Friedrich-Löffler-Institut  

CD45 Maus IgG DCS Innovative Diagnostik-
Systeme Dr. Christian Sartori 
GmbH&Co.KG, (Hamburg, 
Deutschland) 

CD3 Polyklonal, Kaninchen Dako, 
(Glostrup, Dänemark) 

CD20 Polyklonal, Kaninchen Thermo Fisher Scientific, 
(Waltham, USA) 

 
 
 
 
Tabelle 11: Sekundäre Antikörper 
 

Antikörper Spezies Hersteller 

Biotinyliert Anti-Maus Ziege Vector Laboratories, 
(Burlingame, CA, USA) 

Biotinyliert Anti-Kaninchen  Ziege Vector Laboratories, 
(Burlingame, CA, USA) 

 
 
8.1.2. Chemikalien  
 
Tabelle 12: Chemikalien 
 

Substanzen Formel Hersteller 

Citronensäuremonohydrat C6H10O8 Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Kaliumchlorid KCL Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Kaliumhydrogenphosphat KH2PO4 Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Natriumchlorid NaCL Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Wasserstoffperoxid 30% H2O2 Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

di-Natriumhydrogenphosphat Na2HPO4 Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Natriumhydroxid NaOH Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe,Deutschland) 
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ImmPACT DAB Dako REAL Detection System 
Peroxidase/DAB+, Rabbit/Mouse 

Vektor Laboratory,  
(Bulingame, USA) 

Avidin-Biotin Blocking Kit 
 

 Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

ABC Kit  Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Organo/Limonene Mount Eindeckelmedium Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
(Steinheim, Deutschland) 

Bovines Serumalbumin  Biochrom AG,  
(Berlin, Deutschland) 

Normales Ziegenserum  Vector Laboratory, 
(Burlingame, USA) 

Biotynilierter Ziege Anti-Maus IgG  Vector Laboratory, 
(Burlingame, USA) 

Biotynilierter Ziege Anti-Kannichen 
IgG 

 Vector Laboratory, 
(Burlingame, USA) 

Pertex  Histolab Products AB, 
(Göteborg, Schweden) 

Meyer`s Hämalaun  Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Alkohole  Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Xylol  Carl Roth GmbH & Co. KG, 
(Karlsruhe, Deutschland) 

Gelatine von Kaltwasserfischhaut  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
(Steinheim, Deutschland) 

Natriumchlorid NaCL Labochem International 
neoFroxx Gmbh,  
(Einhausen, Deutschland) 

TRIS C4H11NO3 Biofroxx neoFroxx Gmbh, 
(Einhausen, Deutschland) 

EDTA pH 8.0  PanReac Applichem, 
(Darmstadt, Deutschland) 

Salzsäure 25% HCl Merck KGaA, 
(Darmstadt, Deutschland) 

 
 
8.1.3. Puffer und Lösungen  
 
Tabelle 13: Puffer 
 

Inhalt Dosierung 

PBS-Puffer (10x, pH 7,4) 
NaCl 140mM 
Na2HPO4 10mM 
KCL 2,7mM 
KH2PO4 10mM 
Blocking-Puffer  
PBS-Puffer 1 x 
Gelatine von Kaltwasserfischhaut 0,2% 
Normales Ziegenserum  2,5% 



 91 

Triton X100 0,1% 
Bovines Serumalbumin 1% 
Citrat-Puffer (pH 6,0) 
Citronensäure-Monohydrat 2,1g 
NaOH auf pH 6 einstellen 
Aqua dest.  0,5 l 
TBS Puffer (10x, pH 7,6) 
Aqua dest. 1,0 l 
Tris  121 g 
NaCl 90 g 
HCl 25% auf pH 7,6 einstellen 
TRIS/EDTA-Puffer (pH 9,0) 
EDTA-Lösung  0,5 M 
Aqua dest. 1500ml 
Tris  2,42 
HCl 25% auf pH 9,0 einstellen 

 
 
 
 
 
8.1.4. Kits  
 
Tabelle 14: Kits 
 

Kit Hersteller 

ABC-Kit Vector Laboratory, 
(Burlingame, USA) 

Avidin/Biotin Blocking Kit Vector Laboratory, 
(Burlingame, USA) 

ImmPACT DAB Vector Laboratory, 
(Burlingame, USA) 

 
 
8.1.5. Arbeitsgeräte  
 
Tabelle 15: Geräte 
 

Gerät Modell Hersteller 

Dampfgarer TEFAL Steam cuisine Groupe SEB Deutschland 
GmbH,  
(Frankfurt am Main, 
Deutschland) 

Mikrotom HM355S Thermo Fisher Scientific Inc.,  
(Waltham, USA) 

pH Meter EL- 30 Mettler-Toledo GmbH, 
(Gießen, Deutschland) 

Vortexmischer Minishaker MS1 IKA-Werke Gmbh & Co. KG  
(Staufen, Deutschland)  

Kühlplatte COP 20 Medite GmbH, 
(Burgdorf, Deutschland) 

Pipetten Research Eppendorf AG, 
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(Hamburg, Deutschland) 
Magnetrührer RCT basic IKA-Werke Gmbh & Co. KG, 

(Staufen, Deutschland) 
Lichtmikroskop CH-2 Olympus, 

(Tokio, Japan) 
Immunfärbeautomat Benchmark XL Ventana, Medical Systems,  

(Tucson, AZ, USA) 
Digital Slide Scanner Aperio AT2 Leica Biosystems Nussloch 

GmbH, 
(Nußloch, Deutschland) 

Feinwaage EMB 200-2 Kern & Sohn Gmbh, 
(Balingen, Deutschland)  

Wasserbad Aqualine AL 12 Lauda Dr. R. Wobser GmBH 
&Co.KG,  
(Lauda-Königshofen, 
Deutschland) 

Schüttelplatte KS125basic IKA-Werke GmbH & Co. KG, 
(Staufen, DE)  

Zentrifuge 4K15 Sigma, 
(Deisenhofen, Deutschland) 

Schüttelgerät CAT RM5-30V neoLab, 
(Heidelberg, Deutschland) 

 
 
8.1.6. Verbrauchsmaterialien  
 
Tabelle 16: Verbrauchsmaterialien 
 

Material Hersteller 

Deckgläser Thermo Fisher Scientific 
Gerhard Menzel B.V. & Co. 
KG,  
(Braunschweig, Deutschland)  

Mikrotomklingen R35 Feather, 
(Osaka, Japan)  

Objektträger Superfrost Plus Thermo Fisher Scientific 
Gerhard Menzel B.V. & Co. 
KG,  
(Braunschweig, Deutschland) 

Serologische Pipetten Sarstedt AG & Co.,  
(Nümbrecht Deutschland) 

Reagenzröhrchen Sarstedt AG & Co.,  
(Nümbrecht Deutschland) 

 
 
8.1.7. Software 
 
Tabelle 17: Software 
 

Software Hersteller 

Microsoft Office 365 Version 16.54 Microsoft, 
(Redmond, WA, USA) 
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ImageJ 1.53a puplic domain, Open Source) 
Wayne Rasband, (National 
Institutes of Health, USA) 

SPSS Statistics Version 27 IBM,  
(Armonk, NY, USA) 

Aperio eSlide Manager Version 12.4.2.5010 Leica Biosystems, 
(Buffalo Grove, IL, USA) 
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