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I. Einleitung 

Die respiratorische und die olfaktorische Schleimhaut der Nasenhöhlen von Vögeln 

und die damit assoziierten Drüsen im Kopfbereich, und zwar die Nasendrüse, die 

Tränendrüse und die Hardersche Drüse, Glandula membranae nictitantis, sind 

Bestandteile des luftleitenden Systems des oberen Respirationstraktes. In den mit 

respiratorischer Schleimhaut ausgekleideten luftleitenden Wegen wird die 

eingeatmete Luft angewärmt, angefeuchtet und von groben Schmutzpartikeln 

befreit. In diesem Bereich ist auch das Riechorgan lokalisiert, das durch 

olfaktorische Schleimhaut gekennzeichnet ist. Die Schleimhäute und 

Drüsen kommen direkt und als erste mit der eingeatmeten Luft in Kontakt, stellen 

also in vielen Fällen eine wichtige Barriere für negative Umwelteinflüsse dar, 

bilden aber auch eine bedeutende Eintrittspforte für Infektionserreger. Diese 

Strukturen spielen daher bei der Infektabwehr eine wichtige Rolle.  

Auch wenn bei Vögeln von Technau erste systematische Studien zur Nasendrüse 

bereits im Jahr 1936 publiziert wurden und erste Studien zur Tränendrüse von 

Vögeln schon in den 1960er und 1970er Jahren erschienen (Bradley, 1960; 

Schwarze et al., 1972; Aitken & Survashe, 1977), ist die histologische Struktur der 

respiratorischen und olfaktorischen Schleimhaut der Nasenhöhlen von Vögeln und 

der Nasendrüse, der Tränendrüse und der Harderschen Drüse bei Papageienvögeln 

im physiologischen Zustand bis auf wenige Ausnahmen noch völlig unbekannt.  

Bislang ebenfalls nicht untersucht wurde, ob Bornaviren, die Erreger einer 

bedeutenden Erkrankung der Papageienvögel, der Neuropathischen 

Drüsenmagendilatation (Proventricular Dilatation Disease, PDD), diese Gewebe 

infizieren, wie es bereits für das Borna Disease Virus bei Säugetieren nachgewiesen 

wurde. Die PDD ist durch das Auftreten gastrointestinaler Symptome und 

zentralnervöser Ausfallerscheinungen gekennzeichnet. Viele Aspekte der 

Pathogenese und der Infektionsübertragung sind aber auch rund zehn Jahre nach 

der Entdeckung der Bornaviren als Erreger der PDD noch unbekannt.  

In der vorliegenden Arbeit sollte daher zunächst bei Vögeln der zoologischen 

Ordnung Psittaciformes die physiologische Histologie der respiratorischen und 

olfaktorischen Schleimhaut der Nasenhöhlen und der assoziierten Drüsen im 
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Kopfbereich, und zwar der Nasendrüse, Tränendrüse und Harderschen Drüse, bei 

einem möglichst breiten Spektrum von Vogelspezies beschrieben werden und 

anschließend bei natürlich infizierten Papageienvögeln untersucht werden, ob in 

diesen Geweben Bornavirus-Antigen mittels Immunhistochemie nachweisbar ist. 

Zudem sollte untersucht werden, ob bei den infizierten Vögeln dort 

histopathologische Veränderungen auftreten. 
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LLΦ [ƛǘŜǊŀǘǳǊǸōŜǊǎƛŎƘǘ 

 2.1 Oberer Respirationstrakt und assoziierte Drüsen 

 

Der Atmungsapparat des Vogels dient, wie bei anderen Wirbeltieren auch, primär 

dem Zweck der Aufnahme von Sauerstoff aus der Außenwelt in den Körper, um 

den aeroben zellulären Stoffwechsel zu erhalten und das Kohlendioxid, das Produkt 

der inneren Zellatmung, an die Luft auszuscheiden (Liebich & Zengerling, 2010). 

Der Respirationstrakt besteht aus zwei funktionell und strukturell unterschiedlichen 

Abschnitten, dem luftleitenden und dem respiratorischen System. Das luftleitende 

System wird beim Vogel von der Nasenhöhle, Cavum nasi, dem Kehlkopf, Larynx, 

der Luftröhre, Trachea, und dem vogelspezifischen Stimmkopf, Syrinx, am 

Übergang zwischen Trachea und den beiden Hauptbronchien gebildet (König et al., 

2016). Eine Besonderheit der Vögel sind die Luftsäcke. Es lassen sich, je nach 

Vogelart verschieden, maximal acht unterschiedliche Luftsäcke unterscheiden 

(Halsluftsack, Saccus cervicalis; Schlüsselbeinluftsack, Saccus clavicularis; 

paariger vorderer Luftsack, Saccus thoracicus cranialis; paariger hinterer 

Brustluftsack, Saccus thoracicus caudalis; paariger Bauchluftsack, Saccus 

abdominalis), die blasebalgähnlich an die Lunge angeschlossen, mit der Umgebung 

verwachsen sind und teilweise Knochen pneumatisieren (Vollmerhaus & Sinowatz, 

2004; König et al., 2016). 

Das respiratorische System der Vögel umfasst dabei die beiden volumenkonstanten 

Lungen, Pulmo dexter und Pulmo sinister (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; König 

et al., 2016), mit dem Bronchialsystem, bestehend aus Hauptbronchien, Bronchi 

primarii; Sekundärbronchien, Bronchi secundarii; Parabronchien, Parabronchi, 

und Luftkapillaren, Pneumocapillares (König et al., 2016). Die Bauchluftsäcke 

sind an das Ende der Hauptbronchien angeschlossen, die restlichen Luftsäcke 

stehen mit Sekundärbronchien in Verbindung (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; 

König et al., 2016). 

Der obere Respirationstrakt ist ein Teil des Atmungsapparates und dient als 

luftleitender Weg, in welchem das ein- und ausgeatmete Gasgemisch transportiert 

wird (Liebich & Zengerling, 2010). In der Nase bzw. dem Schnabel wird die 



II. Literaturübersicht 

 

 

4 
 
 

eingeatmete Luft angewärmt und angefeuchtet, hier werden grobe Schmutzpartikel 

gefiltert und zusätzlich sitzt auch das Organum olfactus mit der Riechschleimhaut 

in diesem Areal (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; Liebich & Zengerling, 2010). Die 

in diesem System vorhandene respiratorische Schleimhaut leistet zusammen mit 

der Schleimhaut der Schnabelhöhle und des Rachens einen wichtigen Beitrag zur 

Temperaturregulation (Wurzinger, 2005). 

Zum oberen Respirationstrakt gehören der Schnabel mit den Nasenlöchern und den 

Nasenhöhlen, sowie der Rachen. Die beiden Nasenhöhlen, Cava nasi, sind durch 

die Knochenspangen der umgebenden Ossa faciei begrenzt (Vollmerhaus & 

Sinowatz, 2004). Das Septum nasi, die Nasenscheidewand, ist knöchern oder 

knorpelig und trennt die beiden Nasenhöhlen voneinander (Vollmerhaus & 

Sinowatz, 2004; König et al., 2016). Gänse und Enten haben im Septum nasi ein 

getreidekorngroßes Loch, in der Höhe der Nasenlöcher gelegen, daher haben sie 

Nares perviae. Anderen Vögeln fehlt diese Öffnung, sie haben Nares imperviae 

(Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; König et al., 2016). Die knöchernen Eingänge in 

die Nasenhöhle werden durch Weichteile zu spaltförmigen Nasenlöchern, Nares, 

verengt (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Als Schutzvorrichtungen sind je nach 

Vogelart Borstenfedern, Hautfalten oder Deckplatten, Opercula, vorhanden 

(Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; König et al., 2016). Bei Tauben wird die obere 

Knorpelplatte von einem als Schild bezeichneten Hautwulst bedeckt, bei Gänsen 

und Enten ist die Knorpelplatte über dem Naseneingang auf der Außenfläche von 

einer Wachshaut bedeckt (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Es gibt bei diversen 

Vogelarten zahlreiche Spezialausformungen der Nasenlöcher: Kiwis haben als 

nachtaktive Laufvögel ein gutes Riechvermögen und ihre Nasenlöcher sitzen an der 

Schnabelspitze. Bei Sturmvögeln sind die Nasenlöcher zu röhrenartigen Gebilden 

umgestaltet, bei Fischfressern sind sie sehr eng. Bei den Tölpeln als Stoßtaucher 

sind die Nasenlöcher völlig verwachsen, diese Vögel sind auf Mundatmung 

angewiesen. Eine weitere Sonderform bildet das sogenannte ĂNasenkornñ der 

Falkenvögel, eine funktionelle Anpassung zur Vermeidung eines zu hohen 

Druckaufbaus im oberen Atemwegsbereich bei hohen Fluggeschwindigkeiten, wie 

z. B. im Stoß beim Jagdflug. Durch das Einragen in die Nasenhöhle bewirkt das 
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Nasenkorn eine Luftverwirbelung, welche als Schutzvorrichtung fungiert 

(Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; König et al., 2016). 

Vögel besitzen zwei bis drei Nasenmuscheln, Conchae nasalis, bei den Hühnern 

gibt es zusätzlich noch die Lamella verticalis naris, die von der unteren knorpeligen 

Nasenlochbegrenzung als dorsal offene, conchenähnliche Falte in den Nasenvorhof 

hinein ragt (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Die Nasenmuscheln liegen bei 

Vögeln hintereinander und nicht wie bei Säugetieren übereinander gestapelt, daher 

werden sie als Concha nasalis rostralis, media und caudalis bezeichnet 

(Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; König et al., 2016). Die Concha nasalis rostralis 

entspringt der Lateralwand des Nasenvorhofs, sie stellt einen im Querschnitt C-

förmigen Konus dar, wobei die Spitze rostral gerichtet ist. Diese Knorpellamelle 

wird von kutaner Schleimhaut bedeckt und fehlt manchen Vogelarten (z. B. 

Tölpeln) (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Die Concha nasalis media ist die größte 

der drei Nasenmuscheln, sie ist schneckenhausförmig nach ventral eingerollt. Beim 

Haushuhn werden 1,5 Windungen beschrieben, beim Wassergeflügel 2 bis 2,5 

Windungen und bei der Taube kann nur eine ventral gerichtete Lamelle ohne 

Einrollung dargestellt werden (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Diese 

Knorpellamelle ist mit respiratorischer Schleimhaut überzogen (Vollmerhaus & 

Sinowatz, 2004). Die Concha nasalis kaudalis ist bei den Hausvogelarten kleiner 

als die mittlere Nasenmuschel, Tauben und Taggreifvögeln fehlt sie (Vollmerhaus 

& Sinowatz, 2004). Sie basiert auf dem Nasengrund und der Lateralwand und bildet 

eine rostral gerichtete, geschlossene Knorpelblase (Vollmerhaus & Sinowatz, 

2004). Beim Huhn ist sie halbkugelförmig, bei Gans und Ente unregelmäßig 

geformt (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Diese Nasenmuschel trägt auf ihrer 

nasalen Oberfläche die olfaktorische Schleimhaut und mündet mit ihrem 

kaudolateral gelegenen Zugang in den Sinus infraorbitalis (Vollmerhaus & 

Sinowatz, 2004).  

Die ausgebildeten Nasengänge, Meatus nasi, sind homolog zu den Säugetieren 

(Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Am weitlumigsten ist der Nasengang im Bereich 

vor und unter der Concha nasalis media, in diesem Bereich endet auch der Ductus 

nasolacrimalis, der das Sekret der Tränendrüse ableitet (Vollmerhaus & Sinowatz, 
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2004; König et al., 2016). Versteckt im Nasengrund unter der mittleren 

Nasenmuschel liegt die Apertura sinus infraorbitalis. Beim Vogel sind die 

Schädelknochen pneumatisiert, ihre kleinen Divertikel stehen zumeist mit den 

Nasengängen, aber auch mit der Paukenhöhle in Verbindung (Vollmerhaus & 

Sinowatz, 2004). Aus der Nasenhöhle gelangt die Atemluft über die beidseitigen 

Ausgänge, die von Vomer und Septum nasi getrennt sind, in einen gemeinsamen, 

vom Gaumenbein flankierten Raum und dann durch die weite Pars caudalis der 

Choana, während die spaltförmig enge Pars rostralis der Choanenspalte bei der 

Atmung durch die Zunge verschlossen werden kann (Vollmerhaus & Sinowatz, 

2004). 

Der Sinus infraorbitalis der Vögel darf nicht mit dem Sinus maxillaris der 

Säugetiere verglichen werden (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004). Der Zugang 

erfolgt über die Apertura sinus infraorbitalis von der Nasenhöhle aus, doch nur sein 

schnabelwärts gerichteter kleiner Anteil schiebt sich zwischen das Os maxillare und 

das Os nasale ein. Der größere Anteil erstreckt sich als häutiger Sack unter den 

Augapfel und kann bei älteren Tieren auch auf dessen Kaudalfläche gelangen 

(Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; König et al., 2016). Bei der Gattung Ara ist dieses 

paranasale Sinussystem stark gegliedert, es gibt am Kopf mehrere Buchten, die sich 

nahe des Os zygomaticum vor, hinter und ventral des Auges sowie medial der 

Mandibula und bis weit in die Tiefen des Halsbereichs ausdehnen (König et al., 

2016). 

 

2.1.1 Respiratorische Schleimhaut 
 

Die Regio respiratoria nimmt den größten Teil der Nasenhöhle ein und ist mit 

respiratorischem Epithel bedeckt, das durch ein mehrstufiges, hochprismatisches 

Flimmerepithel mit Becherzellen gebildet wird (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; 

Weyrauch et al., 2009; Hoffmann, 2010). Sie bedeckt Nasenmuscheln, Nasengänge 

und die Nasenscheidewand, außerdem die laterale Fläche des Vomeronasalorgans 

bei Säugern. Ihre Auskleidung, die Nasenschleimhaut, wird als Pars respiratoria 

bezeichnet und folgt nach der Pars cutanea, die den Nasenvorraum, Vestibulum 
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nasi, einschließt (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; Hoffmann, 2010). In diesem 

ersten luftleitenden Abschnitt des Atmungsapparates von der Nasenhöhle bis in die 

Bronchiolen (ausgenommen Pharynx und Larynx) wird die Atemluft gefiltert, 

temperiert und befeuchtet (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; Hoffmann, 2010; 

Liebich & Zengerling, 2010). Die Pars olfactoria umfasst nur einen kleinen Bereich 

im hinteren Teil der Nasenhöhle, auf dem das Sinnesepithel sitzt (Vollmerhaus & 

Sinowatz, 2004; Liebich & Zengerling, 2010). 

Auf dem Weg von außen durchströmt die Luft zunächst den Übergangsbereich der 

Pars cutanea, bis sie in die Regio respiratoria gelangt. Im Vestibulum nasi hinter 

den Nasenlöchern ist dabei zunächst ein mehrschichtiges, verhorntes Plattenepithel 

zu finden. Darin enthalten sind auch Talg- und Schweißdrüsen sowie beim 

Säugetier Vibrissae (Wurzinger, 2005; Sinowatz & Hees, 2012). Häufig ist dieser 

Bereich pigmentiert, das untergelagerte Bindegewebe der Lamina propria mucosae 

ist derb-elastisch und steht über lamellär geschichtete Faszien der Muskulatur bzw. 

der Knorpelhaut in enger Verbindung (Liebich & Zengerling, 2010). Es folgt ein 

schmaler Streifen mit mehrschichtigem, hochprismatischem Epithel, das den 

Übergang ins respiratorische Epithel darstellt (Wurzinger, 2005; Weyrauch et al., 

2009; Sinowatz & Hees, 2012). 

Laut Sinowatz & Hees (2012) beträgt die Höhe der respiratorischen Schleimhaut 

beim Menschen zwischen 0,5 mm und 3 mm, bei Tieren lassen sich keine absoluten 

Zahlen finden. 

Auch die Nasennebenhöhlen sind mit respiratorischer Schleimhaut ausgekleidet, 

allerdings finden sich dort weniger Drüsen und Becherzellen, ein Venenplexus 

fehlt, das Epithel weist eine geringere Dicke und Epithelhöhe auf und hat eine feste 

Verbindung mit dem Periost (Wurzinger, 2005; Sinowatz & Hees, 2012). 

Im unteren Nasengang mündet der Tränennasenkanal, er wird ausgekleidet von 

zweireihigem, prismatischen Epithel (Sinowatz & Hees, 2012). 

Das respiratorische Epithel dient nicht dem Gasaustausch, sondern der 

Anfeuchtung und Reinigung der Atemluft von groben Partikeln. Dabei bildet es die 
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Lamina epithelialis der Tunica mucosa, darunter liegt die Lamina propria der 

Schleimhaut (Wurzinger, 2005). 

Im respiratorischen Epithel finden sich viele Becherzellen und mehrzellige, 

endoepitheliale Schleimdrüsen (Sinowatz & Rodler, 2011; Sinowatz & Hees, 

2012). Die Becherzellen sind die zweithäufigsten Zelltypen im respiratorischen 

Epithel. Apikal enthalten sie Vesikel, deren polysaccharidhaltiges Sekret bedeutend 

zur Schleimtapete auf der Schleimhautoberfläche beiträgt. In dem als Nassfilter 

fungierenden Schleim setzen sich gasförmige Bestandteile der Atemluft, Stäube 

und Mikroben ab (Wurzinger, 2005). Die kontinuierliche Basalmembran ist 

deutlich zu sehen (Aughey & Frye, 2001; Sinowatz & Hees, 2012). Wurzinger 

(2005) bezeichnete die Basalmembran als auffallend dick (mehrere Mikrometer), 

nannte aber keine absoluten Zahlen. Zudem stehen alle Zellen mit der 

Basalmembran in Kontakt. Weil aber nicht alle die Oberfläche erreichen, sind 

Kerne in unterschiedlicher Höhe zu finden (Wurzinger, 2005; Sinowatz & Rodler, 

2011). Die Basalzellen sind undifferenzierte, rundliche Stammzellen. Sie erreichen 

nicht die Oberfläche des Epithels, teilen sich aber oft und differenzieren sich zu 

anderen Zellen des respiratorischen Epithels (Wurzinger, 2005). Es treten keine 

Bindegewebspapillen auf, aber es lassen sich kollagene und fibröse Fasern 

darstellen (Aughey & Frye, 2001; Sinowatz & Hees, 2012).  

Die Epithelzellen werden von säulenförmigen Flimmerzellen mit Kinozilien 

gebildet, diese schlagen bei Flimmerbewegungen in Richtung Choane und 

transportieren somit Material in den Schlund (Aughey & Frye, 2001; Wurzinger, 

2005; Liebich & Zengerling, 2010; Sinowatz & Rodler, 2011; Sinowatz & Hees, 

2012). Dieses Zusammenspiel aus nasal und rachenwärts schlagenden Kinozilien 

und dem Schleim der Becherzellen wird als Mukuziliarstrom bezeichnet 

(Hoffmann, 2010). 

Die Mikrovilli t ragenden Bürstenzellen sind hochprismatisch und bilden eine 

heterogene Zellpopulation. An der Basis können sie Kontakt zu afferenten 

Nervenendigungen haben und somit Sinneszellen für Nies- und bei Säugern auch 

Hustenreflex darstellen. Manche sind auch Vorläufer für Becherzellen oder 
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zilientragende Zellen und ersetzen diese (Wurzinger, 2005; Liebich & Zengerling, 

2010). 

Die Lamina propria besteht aus sehr zellreichem, lockerem, retikulärem, 

subepithelialen Bindegewebe (Wurzinger, 2005; Sinowatz & Hees, 2012). Es sind 

Fibroblasten, Lymphfollikel und viele freie Zellen, vor allem Lymphozyten, 

Makrophagen, Granulozyten und Plasmazellen zu beobachten (Wurzinger, 2005; 

Liebich & Zengerling, 2010; Sinowatz & Hees, 2012). An mehrere Stellen sind 

Geflechte mit weitlumigen Venen zu erkennen, sie dienen als Schwellkörper. In der 

muskelstarken Wand stellt das Kapillarnetz die Vorwärmung der Atemluft sicher. 

Alle Gefäße sind in der Durchblutung stark variabel und können reguliert werden 

(Wurzinger, 2005; Sinowatz & Hees, 2012). Durch ein Anschwellen der 

weitlumigen Drosselvenen und arteriovenöse Anastomosen kann durch eine 

Einengung des Lumens eine Regulation der Luftströmung erfolgen (Hoffmann, 

2010). Als Glandulae nasales werden die verzweigten tubuloazinösen, serösen, 

mukösen und seromukösen Drüsen bezeichnet, die unter der Lamina propria liegen 

und durch das Epithel mit kurzen Ausführungsgängen ins Lumen sezernieren 

(Aughey & Frye, 2001; Wurzinger, 2005; Hoffmann, 2010; Sinowatz & Rodler, 

2011; Sinowatz & Hees, 2012). Hoffmann (2010) beschreibt dort auch zusätzlich 

lymphatisches Gewebe. 

 

2.1.2 Olfaktorische Schleimhaut 
 

Das Riechorgan, Organum olfactus, wird gebildet von der Regio olfactoria tunicae 

mucosae nasi (kaudaler pigmentierter Nasengrund), dem Organum vomeronasale 

(Jacobson Organ) soweit vorhanden, und den kaudalen Anteilen der 

Siebbeinmuscheln. Diese sind mit olfaktorischem Epithel bedeckt. Charakteristisch 

ist das Fehlen eines Venenplexus (Seeger, 2010). Die Regio olfactoria ist lokalisiert 

an der Oberfläche der Ethmoturbinalia, der dorsalen Endoturbinalia und an Teilen 

des hinteren Nasenseptums (Weyrauch et al., 2009; Liebich, 2010). Diese Region 

wird bei normaler Atmung nicht umströmt sondern nur bei bewusstem Schnüffeln 

durch Luftverwirbelungen erreicht (Wurzinger, 2005). Die Ausdehnung der 
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Riechschleimhaut zeigt starke tierartliche Unterschiede (Weyrauch et al., 2009; 

Sinowatz & Rodler, 2011). Beim Menschen beschreiben Sinowatz & Hees (2012) 

eine Fläche von 500 mm² und mit 60 µm eine im Vergleich zum respiratorischen 

Epithel etwas dickere Schleimhaut. Die Regio olfactoria wird bedeckt von der 

Tunica mucosa olfactoria, die aus dem Epithelium olfactorium und der Lamina 

propria mucosae besteht (Liebich, 2010). Das einschichtige, mehrreihige, 

hochprismatische Epithel mit primären Sinneszellen (bipolare Nervenzellen, 

Riechzellen, Epitheliocyti neurosensorii olfactorii), die das 1. Neuron der 

Riechleitung bilden, wird von Stütz- und Basalzellen ergänzt (Liebich, 2010; 

Seeger, 2010; Sinowatz & Rodler, 2011). Auf den Sinneszellen finden sich apikal 

Riechhärchen (modifizierte Zilien), die zum Binden der Geruchsstoffe dienen 

(Sinowatz & Rodler, 2011). Ein Riechhärchen misst beim Menschen ca. 2 µm 

(Hees, 2006), bei den Haussäugetieren werden 50 bis 100 µm angegeben (Liebich, 

2010). Das Axon der bipolaren Riechzellen als 1. Neuron der Riechleitung zieht 

durch die Basalmembran. Dahinter vereinigt es sich mit benachbarten Axonen zu 

den Nervi olfactorii (Sinowatz & Rodler, 2011). Diese markhaltigen Fila olfactoria 

(Riechfäden) sind in der Tunica submucosa gelegen (Liebich, 2010). Diese bündeln 

sich im Verlauf zum Nervus olfactorius (I), der tritt als dünner Nerv durch das 

Foramen orbitonasale mediale in die Orbita und verläuft dort am Septum 

interorbitale zum kleinen Foramen nervi olfactorii, tritt hier in die Fossa bulbi 

olfactorii der Fossa cranii rostralis und nimmt durch den Bulbus olfactorius 

Kontakt mit dem Großhirn auf (Frewein, 2004; Vollmerhaus, 2004). Sinowatz & 

Rodler (2011) geben an, dass die Axone der Riechzellen in den Bulbus olfactorius 

eintreten und sich danach aufzweigen. Aus diesen Endverzweigungen bilden sich 

zusammen mit den Pinsel- und Mitralzellen die Glomerula olfactoria. Die Pinsel- 

und Mitralzellen stellen hierbei die sekundären Neuronen der Riechbahn dar und 

verbinden synaptisch die Riechzellen (Sinowatz & Rodler, 2011). 

Das olfaktorische Epithel enthält keine Becherzellen, sondern Bowman-Drüsen 

(Wurzinger, 2005; Weyrauch et al., 2009). Die Bowman-Drüsen, auch Glandulae 

olfactoriae genannt, liegen in der Lamina propria mucosae und sind tubuloazinäre, 

seröse Drüsen (Liebich, 2010; Seeger, 2010, Sinowatz & Rodler, 2011). Sie 

enthalten Proteasen, die essentiell wichtig sind zum Aufschlüsseln von 
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wahrzunehmenden Riechstoffen und deren Anheftung an der Oberfläche der 

Sinneszellen. Zusätzlich führen sie eine Spülfunktion aus, um nachfolgende 

Sinneseindrücke zu ermöglichen (Liebich, 2010). 

Aughey & Frye (2001) beschreiben das Aneinanderstoßen von braun-gelbem, 

olfaktorischem Epithel an rosanes, respiratorisches Epithel. Sinowatz & Rodler 

(2011) sehen jedoch keine scharfe Grenze zwischen den beiden Regionen. Die 

Riechregion ist bei Vögeln meist gelblich gefärbt, bei Hühner- und Wasservögeln 

liegt diese kleine, nicht scharf begrenzte Zone auf der Concha nasalis caudalis und 

dem hinteren Septum nasi (Frewein & Sinowatz, 2004; König et al., 2016; Liebich 

& Zengerling, 2010). Sowohl Riechschleimhaut als auch Riechhirn sind bei Vögeln 

meist nur klein und funktionell nur schwach ausgebildet, da nach allgemeiner 

Auffassung der Geruchssinn bei den meisten Vögeln keine sehr große Rolle spielt 

(König et al., 2009). Nur bei fisch- oder fleischfressenden Vögeln, Kiwis und 

einigen Enten- und Gänsearten gilt er als verhältnismäßig gut entwickelt (König et 

al., 2009; Liebich, 2010). 

Das olfaktorische Epithel ist einschichtig, mehrreihig und besteht aus drei 

Zelltypen: Sinneszellen (Epitheliocyti neurosensorii olfactorii), Stützzellen 

(Epitheliocyti sustentantes) und Basalzellen (Epitheliocyti basales) (Aughey & 

Frye, 2001; Weyrauch et al., 2009; Liebich, 2010). Dabei werden die Sinneszellen 

permanent erneuert, sie sind Nervenzellen mit großem Regenerationspotential 

(Seeger, 2010). 

Die Sinneszellen sind bipolare Nervenzellen, ihre Perikaryen sind intraepithelial 

lokalisiert, die großen, polygonalen, dunklen Zellkerne liegen im mittleren 

Epithelbereich (Liebich, 2010; Seeger, 2010; Sinowatz & Rodler, 2011). Diese 

Zellen sind birnen- bis flaschenförmig, außen werden die Sinneszellen von 

Stützzellen umgeben (Liebich, 2010). Die freie Oberfläche des dendritischen 

Nervenfortsatzes ist kolbenartig verdickt (Bulbus dendriticus) (Weyrauch et al., 

2009) und wird auch Sinneskolben genannt. Darauf sitzen 8-20, bei Hunden auch 

mehr, Riechhärchen (Sinnenhärchen, Zilien) (Liebich, 2010). Weyrauch et al. 

(2009) beschreiben 10-30 Riechhärchen, die sich an der Epitheloberfläche 

zwischen den Mikrovilli benachbarter Stützzellen ausbreiten. 
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Die Zilien sind Träger der chemischen Rezeptoren für Duftstoffe (Liebich, 2010; 

Seeger, 2010). Sie bestehen aus einem dickeren Anfangsteil mit Bau einer Kinozilie 

(9+2 -Muster), distal finden sich dann aber nur noch zwei Mikrotubuli (Liebich, 

2010). Sie haben bei den Haussäugetieren eine Länge von 50 bis 100 µm und sind 

von einer dünnflüssigen Schleimschicht umgeben, die aus den Stützzellen und den 

Drüsen der respiratorischen Schleimhaut stammt. Darin können Geruchsstoffe 

aufgenommen und gelöst werden (Liebich, 2010). Bei chemischer Reizung wird 

das Rezeptorpotential in Aktionspotential umgewandelt, über das Perikaryon findet 

eine Weiterleitung zum efferenten Axon statt, welches basal aus dem Perikaryon 

austritt (Liebich, 2010). Nach dem Durchbrechen der Basalmembran bündelt sich 

das Axon mit anderen zu markhaltigen Fila olfactoria, welche zur Lamina cibrosa 

des Siebbeins ziehen und als Glomerula olfactoria im Bulbus olfactorius enden 

(Liebich, 2010; Sinowatz & Rodler, 2011). Seeger (2010) und Weyrauch et al. 

(2009) beschreiben diese Riechfäden (Fila olfactoria) dagegen als marklose 

sensible Nervenfasern. 

Die Stützzellen sind hochprismatische Zellen, sie haben Kontakt mit der 

Basallamina und durchziehen das Epithel. An ihrer freien Oberfläche finden sich 

zahlreiche, unregelmäßig verzweigte Mikrovilli (Liebich, 2010; Seeger, 2010). Ihre 

hellen Kerne sind länglich und apikal gelegen (Seeger, 2010; Sinowatz & Rodler, 

2011). Intraepithelial erfüllen sie die Funktion einer Gliazelle, unterstützen also die 

Neuronen ohne selbst Erregungspotential zu leiten, zudem sezernieren sie durch 

Exozytose schleimähnliche Stoffe, die reich an Organellen sind (Liebich, 2010). 

Durch feine Pigmenteinlagerungen im Zytoplasma sorgen sie für die 

charakteristische, dunkle Farbe des Riechepithels (Liebich, 2010; Seeger, 2010). 

Basalzellen sind eng an der Basalmembran anliegende kleine Zellen, stellenweise 

auch verzweigt. Sie sind nicht spezialisiert, teilen sich durch Mitose und 

differenziere sich zu Stützzellen (Liebich, 2010). Ihre Kerne sind dunkel und basal 

gelegen (Seeger, 2010; Sinowatz & Rodler, 2011). 

Die Riechschleimhaut wird von lockerem Bindegewebe unterlagert, darin finden 

sich markhaltige Nervenfaserbündel, Gefäße und Bowman-Drüsen. Diese münden 

mit langen Ausführungsgängen auf der Oberfläche des Epithels (Liebich, 2010). 
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Die Bowman-Drüsengänge beschreiben Aughey & Frye (2001) als einfach und 

kubisch ausgekleidet. 

 

2.1.3 Nasendrüse 
 

Die Nasendrüse, auch Glandula nasalis genannt, wurde bei einigen Wasservögeln 

durch ihre auffällige supraorbitale Lage schon früh entdeckt (Technau, 1936). 

Jacobson (1813) verfasste die erste spezielle Abhandlung über dieses Organ, das er 

in Anlehnung an Mammalia Ăglande laterale de Stensonñ nannte. Ihm gelang die 

Darstellung des Ausführungsganges bis zur Mündungsstelle in der Nasenhöhle. Ihr 

Sekret soll vor allem beim Flug den Naseneingang und die Nasenhöhle vor dem 

Austrocknen schützen (Vollmerhaus & Sinowatz, 2004; König et al., 2016; Liebich 

& Zengerling, 2010). Den Namen ĂNasendr¿señ erhielt sie von Nitzsch (1820), dem 

auch schon eine wechselnde Lage und Ausdehnung der Drüse bei verschiedenen 

Vogelarten auffiel. Die Drüse trägt zahlreiche Beinamen wie Salzdrüse (Nitzsch, 

1820; King & McLelland, 1975), bei den Mammalia wird sie auch als Stenson´sche 

oder kurz Steno Drüse bezeichnet (Nitzsch, 1820; Dauborn, 2014). 

Die Nasendrüse ist eine merokrine, zusammengesetzte oder einfache tubulöse 

Drüse. Sie besteht meist aus zwei paarigen, gesonderten Drüsenkörpern in einer 

gemeinsamen, bindegewebigen Hülle (Technau, 1936). Die Nasendrüse erstreckt 

sich mit ihrem lateralen Teil über die dorsale Seite des Augapfels rostral bis in die 

seitliche Nasenhöhlenwand (King & McLelland, 1975; Dauborn, 2014). Die Lage 

wird von Reese et al. (2009) und Liebich & Zengerling (2010) dorsonasal in der 

Orbita beschrieben. Sie liegt in einer Knochenvertiefung auf dem Stirnbein und ist 

paarig angelegt. Allgemein kann sie in einen Lobus lateralis und einen Lobus 

medialis unterteilt werden, wobei jeder Lappen einen eigenen Ausführungsgang 

aufweist (Technau, 1936; König et al., 2016). Die Ausführungsgänge verlaufen 

dem Processus maxillaris, selten dem Processus praemaxillaris, des Os nasale von 

innen und der lateralen Wand der Nasenhöhle von außen anliegend nach vorne 

unten bis zur Region der occipitalen Vorhofbegrenzung (Technau, 1936). Die 

Ausführungsgänge und ihre Mündung in die Nasenhöhle sind immer im hinteren 
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Teil des Nasenvorhofes zu finden, diese Lokalisation ist bei allen untersuchten 

Vogelarten gleich (Technau, 1936). Korbel (2000), König et al. (2016) und Reese 

et al. (2009) legen die Mündung schlitzförmig auf der Nasenscheidewand nahe der 

rostralen Nasenmuschel fest, während Technau (1936) die Mündung des lateralen 

Ganges auf der Medialseite der Vorhofmuschel hinten unten und die Mündung des 

medialen Ganges an der Nasenscheidewand occipital gegenüber beschreibt. Die 

Ausführungsgänge werden von einer Lage großkerniger Zylinderzellen mit basal 

liegenden Kernen ausgekleidet, diese sind umschlossen von einer Schicht kleiner, 

dicht gedrängter Zellen. Weder in den Tubuli noch in den Auskleidungen der 

Tubenkanäle finden sich Becherzellen (Technau, 1936). 

Es muss jedoch beachtet werden, dass die Ausdehnung des Drüsenkörpers bei den 

verschiedenen Spezies stark variiert. Technau (1936) untersuchte 106 Gattungen 

aus 49 Familien und 44 Ordnungen (alle Ordnungen außer Apteryges, Mesoenades, 

Rhinocheti, Momoti) und musste dabei eine starke Variation feststellen. Er 

unterteilte drei unterschiedliche anatomische Lagen der Nasendrüse: 

I Prae-orbitale Lage (in der Kieferhöhle bzw. im Sinus orbitalis, der Orbita 

vorgelagert) 

II Orbitale Lage (in der Orbita oder ihrem Rand aufliegend, Drüsenkörper an fünf 

verschiedenen anatomischen Positionen möglich): 

a) praeorbital ï interorbital: im Übergang zwischen Kieferhöhle und 

Augenhöhlen 

b) interorbital: im Rostralteil der Augenhöhle 

c) interorbital ï exorbital: rostral in der Augenhöhle und occipital dem 

Rande ihres Daches anliegend 

d) exorbital: am Rande des Orbitaldaches dem Bulbus aufliegend 

e) exorbital ï supraorbital: lateral dem Bulbus, medial dem Praefrontale 

ohne Grubenbildung aufliegend 

III Supraorbitale Lage (auf dem Os praefrontale in stark geschlossenen oder 

seitlich offenen Supraorbitalgruben gelegen) 

(Technau, 1936) 
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Fast alle von ihm untersuchten Vögel ließen sich in eine dieser Kategorien einteilen, 

nur wenige Ausnahmen wurden beschrieben. Bei lediglich fünf der von ihm 

untersuchten Präparate konnte er keine Nasendrüse finden: Opisthocomi 

(Zigeunerhuhn, Opisthocomus hoatzin), Pterocletes (Flughuhn, Pterocles 

gutturalis), Casuarii (Kasuar, Casuarius uniappendiculatus) und Anhimae 

(Wehrvogel, Anhima cornuta, Chauna chavaria) (Technau, 1936). Zusätzlich gab 

es zwei Arten, Tukan (Ramphastos erythrorhynchos) und Schuhschnabel 

(Balaeniceps rex), bei denen die Umbildung des Nasenvorhofes den Wegfall der 

Nasendrüse bedingte, weil keine Abflussmöglichkeit bestand (Technau, 1936). In 

der Literatur finden sich Aussagen, dass Tauben (keine genaue Spezies benannt) 

keine Nasendrüse haben (Nitzsch, 1820; Reese et al., 2009). Dies ist laut Technau 

nicht korrekt, allerdings ist die Nasendrüse bei der von ihm untersuchten 

Ringeltaube (Columba palumbus) nur sehr klein ausgebildet, der Drüsenkörper 

stellt sich lediglich als eine Verdickung des Ausführungsganges dar (Technau, 

1936). 

Technau (1936) stellte auch fest, dass der Drüsenkörper näher an der Öffnung des 

Ausführungsganges liegt, wenn die Drüse nur klein ausgebildet ist. Durch die 

Verlagerung der größer ausgebildeten Drüsenkörper ist der Ausführungsgang bei 

anderen Arten länger ausgebildet. Bei manchen Vogelarten sind nur winzige 

Knötchen oder Läppchen an der lateralen Nasenhöhlenwand zu finden. Bei anderen 

Zwischenformen, die je nach der Größe ihres ausgebildeten Drüsenkörpers immer 

weiter zum Os praefrontale verlagert sind, liegt der Drüsenkörper in zahlreichen 

Positionen auf dem Weg zwischen dem Mündungsgebiet der Ausführungsgänge im 

hinteren Teil des Nasenvorhofes und der Lage der vollausgebildeten Drüsen auf 

dem Praefrontale (siehe Beschreibungen der anatomischen Lagen I bis III weiter 

oben im Text, Technau, 1936). 

Bei einigen Vogelarten wurde nachgewiesen, dass über die Nasendrüse 

Natriumchlorid abgegeben werden kann Diese Funktion besitzt vor allem bei 

Seevögeln für die Regulierung des Wasserhaushaltes eine große Bedeutung. In 

mehreren Versuchen konnte nachgewiesen werden, dass sich bei Wasservögeln die 

Drüse bei haltungsbedingtem Kontakt mit Salzwasser stärker ausbildet, während 
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bei fehlendem Kontakt eine Rückbildung erfolgt (Schiöler, 1925; Heinroth, 1927; 

Schildmacher, 1932). 

Der Nasendrüse wird auch bei Wüstenspezies, wie den Straußenvögeln, und bei 

Falkenvögeln eine osmoregulatorische Funktion zugeschrieben. Sie ermöglicht den 

Vögeln bei begrenztem Frischwasservorkommen in ihrem Lebensraum, hohem 

Wasserverlust durch Verdunstung oder hohem Gehalt an Natriumchlorid in der 

Nahrung ihren Wasserhaushalt ausgeglichen zu erhalten (King & McLelland, 

1975). Bei Meeresvögeln kann durch starke Sekretabsonderung und Ausspülung 

der salzhaltigen Sekretpartikel der Salzgehalt im Körper erheblich reduziert 

werden, sie dient hier also als nasale Salzdrüse (Technau, 1936).  

Auch bei Gänsen und Greifvögeln ist ein Vorkommen der Nasendrüse belegt 

(Technau, 1936; Dauborn, 2014). Technau (1936) unterscheidet bei der Nasendrüse 

dieser Vogelgruppen die primitive Form (bei Arten mit wenig Kontakt zu Wasser), 

Übergangsformen (bei Vögeln, die sowohl zu Meerwasser als auch 

Binnengewässern Kontakt haben) und die vollausgebildete Form. Die 

vollausgebildete Form tritt nur bei Meeres-, Salzsumpf- oder Küstenbewohnern auf, 

und dabei auch bei Arten, die angeschwemmte Nahrung aufnehmen. Bei Pelikanen 

(Pelecanus onocrotalus) zum Beispiel beschreibt Technau (1936) die Nasendrüse 

im vordersten Teil des Orbitaldaches (Os praefrontale) liegend und, aus der Orbita 

hinausragend, dem Os lacrimale von unten anliegend. Der Drüsenkörper ist bei 

dieser Vogelart walzenförmig, sich vorn verjüngend und in den einzigen 

Ausführungsgang auslaufend. Dieser Gang verläuft, der lateralen 

Nasenhöhlenwand von außen anliegend, in horizontaler Richtung zu dem winzigen, 

rudimentären Vorhof, in dessen Nähe er mit weitem Lumen nach vorn gerichtet 

mündet. Vermessungen der Nasendrüse beim Pelikan ergaben eine Länge von 23 

mm, eine Breite von 17 mm und eine Höhe von 3 mm (Technau, 1936). Technau 

(1936) untermauerte die These, dass die Ausprägung der Nasendrüse von der 

Lebensumgebung abhängig ist, mit der vergleichenden histologischen 

Untersuchung von Pfuhlschnepfe (Limosa lapponica) und Uferschnepfe (Limosa 

limosa), also von stammesgeschichtlich nah verwandten Arten, die sich 

hauptsächlich in ihrer Lebensweise unterscheiden (Technau, 1936). Beide Arten 
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brüten im Binnenland, aber beim Vogelzug zeigt die Pfuhlschnepfe eine Vorliebe 

für die Meeresküste. Bei beiden Arten liegen die Nasendrüsen in schwachen, lateral 

offenen Supraorbitalgruben. Bei der Pfuhlschnepfe berühren sich die Drüsenkörper 

bei einer Gesamtlänge von 19 mm in der Mitte der Stirnfläche über eine Länge von 

8 mm. Die Drüsen der Uferschnepfe dagegen sind nicht so stark ausgeprägt, dass 

sie Kontakt aufnehmen könnten. Konkret wurden bei der Messung folgende Werte 

(Länge : Breite : Höhe in mm) ermittelt: Pfuhlschnepfe 19 : 5 : 1,5, Uferschnepfe 

17 : 3 : 0,5 (Technau, 1936). Auch histologisch konnte Technau (1936) 

Unterschiede darstellen, bei der Pfuhlschnepfe wurden 14 Drüsentuben mit wenig 

dazwischen liegendem Bindegewebe, bei der Uferschnepfe nur acht Drüsentuben, 

dafür aber ausgeprägtes Bindegewebe dargestellt.  

In der Ordnung Psittaci (heutige Bezeichnung Psittaciformes) wurde von Technau 

(1936) der von ihm als Zwergara bezeichnete (Ara severa) (derzeit auf Deutsch 

Rotbugara genannt) untersucht. Hier stellte sich die Nasendrüse im vorderen oberen 

Orbitalwinkel dar. Sie war flach und lappig und hatte zwei Ausführungsgänge, 

welche durch ein enges Foramen die vordere Orbitalbegrenzung passierten und 

entlang der äußeren Wand der Nasenhöhle zum Vorhof verliefen. Der mediale 

Gang mündete dann am Fuß der Schwelle auf dem Vorhofboden der Nasenhöhle, 

dem Septum zugewandt, der laterale Gang endete in der Mitte des unteren wulstigen 

Randes der Vorhofmuschel. Die genauen Ausmaße der Nasendrüse betrugen 6 mm 

in der Länge, 2,5 mm in der Breite und 1 mm in der Höhe. Technau (1936) 

vermerkte, dass es sich bei dem Kongo-Graupapagei (Psittacus erithacus), dem 

Fledermauspapagei (Loriculus mindorensis) und dem Buntsittich (Platycercus 

eximius) Ăebenso verhªltñ, es existiert aber keine genauere Beschreibungen und es 

werden keine Messwerte genannt (Technau, 1936). 

King & McLelland (1975) veröffentlichten, dass die Nasendrüse bei den meisten 

Vögeln aus einem medialen und einem lateralen Lobus mit eigenem 

Ausführungsgang besteht, bei Haushühnern und anderen eng verwandten Spezies 

jedoch nur der mediale Lobus präsent ist. Dies bestätigte die Ergebnisse von 

Technau (1936), der auch noch bei weiteren Arten feststellte, dass nur ein Lobus 
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mit einem Ausführungsgang angelegt ist, die Drüse somit zusammengesetzt oder 

einfach tubulös ist.  

Bei Pinguinen und Seetauchern ist die Nasendrüse durch die Sekretion einer 

konzentrierten Salzlösung mit an der Regulierung des Wasserhaushaltes beteiligt. 

Sie ermöglicht es diesen Vögeln, ihren Wasserbedarf durch Meerwasser zu decken. 

Die Drüse übersteigt dabei die Leistungsfähigkeit der Nieren und sorgt mit der 

Abgabe von 10 % NaCl-Lösung für einen Schleimhautschutz gegen 

Salzablagerungen und Austrocknung (Bateman et al., 1988; Vollmerhaus & 

Sinowatz, 1992; Eulenberger, 1995; Ball, 2003). Es wurde auch veröffentlicht, dass 

von in Salzwasserbiotopen lebenden Vögeln (Ămarine birdsñ) eine 5 % NaCl-

Lösung ausgeschieden wird (King & McLelland, 1975). Nitzsch (1820) kam zu 

dem Schluss, dass die Nasendrüse wohl bei Wasservögeln stärker ausgeprägt, aber 

wohl auch bei den Landarten vorhanden ist; eine generelle Beziehung zur 

Wassernähe muss nicht gegeben sein. Dies wurde von Technau (1936) bestätigt und 

er ergänzte, dass bei Vögeln, die viel Kontakt mit Salzwasser haben, das Volumen 

der Drüsenkörper größer ist und durch die besser entwickelten Tubuli und eine 

größere Anzahl von Drüsentuben bedingt ist (Technau, 1936). Eine detaillierte 

Untersuchung der Nasendrüse der domestizierten Ente erfolgte durch Scothorne 

(1959). Er wies eine zusammengesetzte tubulöse Drüse nach, die sehr gut 

vaskularisiert ist. Das produzierte Sekret ist klar, ohne Proteine, wässrig und enthält 

3 % Natriumchlorid. Muköse Anteile fehlen der Nasendrüse der Ente (Scothorne, 

1959). 

Grundsätzlich kann zur Funktion der Nasendrüse gesagt werden, dass sich ihr 

Sekret über die Flächen des Plattenepithels des Nasenvorhofes verteilt, die 

besonders dem Respirationsstrom ausgesetzt sind, und dadurch Schutz vor 

Austrocknung gewährleistet und Fremdkörper ausgeschwemmt werden, die in den 

Nasenvorhof eingedrungen sind (Technau, 1936). Die Nasendrüse ist eine exokrine 

Drüse mit merokriner Sekretion, ihr Sekret besteht aus einer kleinen Menge des 

Zytoplasmas und der Zellmembran der Drüsenzellen. Das Sekret tritt im hinteren 

Teil des Vorhofes der Nasenhöhle ein, nimmt beim Durchfließen des 

Nasenvorhofes auf dem Epithel aufliegende Schmutzpartikel und Fremdkörper auf 
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und transportiert sie durch die äußere Nasenöffnung nach außen (Technau, 1936). 

Speziell bei gründelnden Arten, bei denen sich eine vermehrte Verschmutzung mit 

organischen Partikeln in der Nasenhöhle findet, ist diese Reinigungsfunktion von 

Relevanz (Technau, 1936).  

Innerviert wird die Nasendrüse durch den Ramus temporalis superficialis des 

Nervus facialis (Cords, 1904). Nach späteren Verlaufsbeschreibungen ist der Nerv 

vermutlich der Nervus ethmoidalis, der ursprünglich aus dem Nervus ophthalmicus 

(V1) bzw. dem Nervus trigeminus (V) entspringt (Frewein, 2004). Der Nervus 

ethmoidales tritt nahe dem Nervus olfactorius in die Nasenhöhle ein. Er erreicht 

entlang des Septum nasi den Boden der Nasenhöhle und versorgt den Gaumen mit 

mehreren Ästen und zusätzlich den ganzen Oberschnabel (Frewein, 2004). 

 

2.2 Drüsen des Tränenapparates 
 

Vögel haben eine Nickhaut, Palpebra tertia seu Membrana nictitans, ausgebildet, 

die im Gegensatz zu den Säugetieren allerdings keinen knorpeligen Anteil enthält, 

sondern zwei Muskeln (Musculus quadratus membranae nictitantis und Musculus 

pyramidalis membranae nictitantis), die eine aktive Bewegung ermöglichen. 

(Schwarze et al., 1972; Seidel, 1988; Kern et al., 1996). Die Hauptaufgabe der 

Nickhaut ist der Schutz der Cornea vor Austrocknung durch die Aufrechterhaltung 

des Tränenfilms (King & McLelland, 1975; Korbel, 2004; Williams, 2012). Ihr soll 

weiterhin eine wichtige Funktion hinsichtlich der Regulation der Gehirntemperatur 

durch Steuerung der Verdunstung des präkornealen Tränenfilmes und des bei 

einigen Arten hinter dem Auge lokalisierten Rete mirabile zukommen (Reese et al., 

2009). 

Der Tränenapparat, Apparatus lacrimalis, der Vögel besteht aus drei Drüsen (King 

& McLelland, 1975; Reese et al., 2009): 

Tränendrüse (Glandula lacrimalis) 

Nickhautdrüse (Hardersche Drüse, Glandula membranae nictitantis) 
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Nasendrüse (Glandula nasalis). Sie ist eine umgebildete Tränendrüse und wurde 

weiter oben bereits beschrieben.  

 

2.2.1 Tränendrüse (Glandula lacrimalis) 
 

Die Tränendrüse ist bei Hausgeflügel im temporalen Augenwinkel zwischen 

Lidbindehaut und Periorbita gelegen (Bradley, 1960; Schwarze et al., 1972; 

Frewein & Sinowatz, 2004; Kern, 2007; Reese et al., 2009; Williams, 2012). Aus 

dem ventralen Drittel des Drüsenkörpers geht der kurze, dünne und einheitliche 

Ausführungsgang hervor (Frewein & Sinowatz, 2004). Ihr Ausführungsgang endet 

im Bindehautsack, Saccus conjunctivae, an der Umschlagstelle der Tunica 

conjunctiva bulbi in die Tunica conjunctiva palpebrarum des Unterlids und setzt 

dort das klare, teils alkalische Sekret frei (Bradley, 1960; Schwarze et al., 1972; 

Frewein & Sinowatz, 2004). Eulenvögeln, bei denen der Tränenapparat nur wenig 

Tränenflüssigkeit produziert, fehlt die Tränendrüse (Aitken & Survashe, 1977; 

Reese et al., 2009). 

Der Tränenabfluss erfolgt im nasalen Augenwinkel, Angulus oculi nasalis, über 

eine Öffnung (z. B. Pinguine), bei den meisten Vögeln aber über zwei Öffnungen, 

Ostia canaliculi lacrimalis (Reese et al., 2009). Diese Ostia liegen auf der 

Innenseite des oberen und unteren Augenlids, mit deutlichem Abstand zum Lidrand 

(Reese et al., 2009). Die Tränenkanäle, Canaliculi lacrimales, sind nur wenige 

Millimeter lang und leiten die Tränenflüssigkeit in den Tränennasenkanal, Ductus 

nasolacrimalis, der in die Nasenhöhle mündet (Reese et al., 2009). Von dort aus 

gelangt die Tränenflüssigkeit über die Choanenspalte direkt in die Mundhöhle 

(Reese et al., 2009). 

Nummerische Größenbeispiele der Glandula lacrimalis: Beim Huhn 8 x 4 x 1 mm, 

bei der Taube 5 x 2 x 0,3 mm, bei der Ente 5 x 2,5 x 1 mm (Frewein & Sinowatz, 

2004). Dabei ist die Tränendrüse der Vögel stets kleiner ausgebildet als ihre 

Glandula membranae nictitantis (Aitken & Survashe, 1977). Der Drüsenkörper ist 

dunkelrot gefärbt, es handelt sich um eine zusammengesetzte, tubuloazinäre Drüse 

mit einem Ausführungsgang und einem Lobulityp. Dabei sind die Azini und Tubuli 
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von einem säulenförmigen Epithel ausgekleidet, das Zytoplasma ist eosinophil und 

die Zellkerne sind basal lokalisiert (Aitken & Survashe, 1977). In den Septa, die 

den Drüsenkörper durchziehen, und im intralobulären Bindegewebe sind zahlreiche 

Blutgefäße eingelagert (Aitken & Survashe, 1977). Aitken & Survashe (1977) 

stellten einen Zusammenhang des Plasmazellvorkommens in der Tränendrüse und 

in der Glandula membranae nictitantis von Vögeln fest. Je mehr Plasmazellen in 

der Harderschen Drüse nachweisbar waren, desto weniger Plasmazellen konnten 

sie in der Tränendrüse der Vögel darstellen. Dabei wurden aber nie mehr 

Plasmazellen in der Tränendrüse als in der Glandula membranae nictitantis 

gefunden (Aitken & Survashe, 1977). 

 

2.2.2 Nickhautdrüse (Hardersche Drüse, Glandula membranae nictitantis) 
 

Die Nickhautdrüse, Glandula palpebrae tertiae oder Glandula membranae 

nictitantis, gilt als der Hauptproduktionsort der Tränenflüssigkeit beim Vogel und 

ist meist doppelt so groß ausgebildet wie die Tränendrüse (Reese et al., 2009). Nach 

ihrer Entdeckung 1964 durch Johann Jacob Harder wird sie auch als ĂHardersche 

Drüseñ bezeichnet (Bradley, 1960; King & McLelland, 1975; Kern et al., 1996; 

Reese et al., 2009; Liebich, 2010; Williams, 2012), der Begriff ist inzwischen aber 

veraltet und durch die neuere Nomenklatur Glandula membranae nictitantis ersetzt 

worden, wobei beide als Synonym genutzt werden können. Nummerische 

Größenbeispiele sind beim Huhn 18 x 5 x 1 mm, bei der Taube 8 x 3 x 1,5 mm und 

bei der Ente 12 x 7,5 x 3,5 mm (Frewein & Sinowatz, 2004). Sie ist im nasalen 

Augenwinkel lokalisiert, ventrokaudomedial dem Bulbus aufliegend (Slonaker, 

1921; King & McLelland, 1975; Korbel, 2000; Kern, 2007; Reese et al., 2009; 

Liebich, 2010; Williams, 2012). Das Sekret der Nickhautdrüse wird durch einen 

Ausführungsgang in eine Tasche aus Nickhaut und Sklera geleitet (Seidel, 1988). 

Die Nickhautdrüse ist eine muköse Drüse (Glandula mucosa) (Liebich, 2010). Sie 

produziert also mukoides Sekret und ist hauptverantwortlich für die 

Tränenflüssigkeitsproduktion beim Vogel. Sie ist außerdem an der Immunantwort 

durch die Bildung von Immunglobulin A beteiligt und ein Ansammlungsort von 
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Lymphozyten und Plasmazellen (Bang & Bang, 1968; Aitken & Survashe, 1977; 

Seidel, 1988; Burns, 1975, 1992; Reese et al., 2009). 

Über die nasal befindlichen, in der Regel doppelt angelegten Ostia canaliculi 

lacrimalis, die Tränenpunkte, fließt die Tränenflüssigkeit ab. Aus den 

Tränenpunkten erfolgt die Weiterleitung über die Tränenkanäle, Caniculi 

lacrimalis, und den Ductus nasolacrimalis, von dort wird die Flüssigkeit in die 

Nasenhöhle und von dort durch die Choanenspalte in die Schnabelhöhle geleitet 

(Schwarze et al., 1972; Reese et al., 2009; Williams, 2012). 

Die Hardersche Drüse, die, wie bereits erwähnt, ventromedial in der Orbita liegt, 

wird nur wenig an den unterliegenden Muskeln durch periorbitale Faszien fixiert. 

Der kaudale Fixationspunkt liegt etwas vor dem Ausführungsgang (Burns, 1974; 

Survashe, 1976). Durch die Lage in der Orbita ist die Oberfläche konvex und die 

laterale Seite konkav und die Drüse folgt der Form des Augapfels an der 

Auflagefläche. Die umgebende dünne Kapsel teilt die Glandula membranae 

nictitantis in ungleichmäßige Lobuli (Burns, 1974; Survashe, 1976). Dünne 

kollagene und retikuläre Fasern aus der Kapsel ziehen zwischen die Drüsen- und 

Sammelgänge. Ein einzelner Ausführungsgang zieht bei Vögeln in den 

Konjunktivalsack an der Basis der Nickhaut (Burns, 1974; Survashe, 1976).  

Histologisch können vier Bereiche unterschieden werden: der Zentralgang der 

Drüse, der 1. und 2. Sammelgang sowie die Azini. Diese Bereiche unterscheiden 

sich auch histochemisch (Wight et al., 1971b). Während der Schleim in den Azini 

und den 2. Sammelgängen hauptsächlich aus mäßig sauren, schwefelhaltigen 

Substanzen bestand, konnten in den 1. Sammelgängen schwach saure 

schwefelhaltige und auch neutrale Schleimsubstanzen nachgewiesen werden. In 

den Azini konnten Hinweise auf Sialinsäure und Hyaluronsäure entdeckt werden 

(Wight et al., 1971b). Im Tubulusepithel wurden geringe Mengen an Lipiden 

nachgewiesen, bei denen es sich mehrheitlich um neutrale Fette, wahrscheinlich 

Triglyceride und Cholesterolester, handelte. In den Azini und dem tubulären 

Epithel konnte zwar Ribonuklease nachgewiesen werden, Porphyrine wurden aber 

nicht gefunden. Die Russell-Bodies enthielten eine neutrale Schleimsubstanz und 

zeigten einen Autoflureszenz (Wight et al., 1971b). 
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Von den sekundären Sammelgängen wird das Sekret aus den Azini in die primären 

Sammelgänge und dann in den Zentralgang geleitet. Die Auskleidung der Gänge 

wird durch kubische oder säulenartige Zellen gebildet und variiert in der Höhe 

(Shirama et al., 1996). Die kuboidalen Zellen haben eine luminale Oberfläche und 

tragen zahlreiche Mikrovilli, sie stellen die markantesten Zellen des 

Ausführungsganges dar. Die 2. Zelltypen sind polymorph, sie liegen zwischen den 

kubischen Zellen und tragen an der Oberfläche bürstenförmige Ausstülpungen, 

welche sich dem Interstitium zuwenden. Die für die 2. Zelltypen verwendete 

Bezeichnung ĂDunkle Zelleñ leitet sich von der Dunkelfärbung von Zytoplasma 

und Zellkern ab (Olah et al., 1992).  

Nach der Art der Epithelzellen, die die Azini und die Tubuli auskleiden, und der 

Struktur der Drüsenkörperlobuli, werden bei den Vögeln drei verschiedene Typen 

von Harderschen Drüsen differenziert: 

-Typ I: Zusammengesetzte, tubulo-alveoläre Drüsen, deren einzelner Lobus mit 

einer Art von Epithelialzellen ausgekleidet ist. Im Insterstitium der Drüse finden 

sich mit zunehmendem Alter des Vogels ansteigende Populationen von 

Plasmazellen. Bsp. Falconiformes, Galliformes, Columbiformes, Psittaciformes  

-Typ II: Zusammengesetzte tubuläre Strukturen mit einem Lobus, dieser wird aber 

von zwei verschiedenen Auskleidungsepithelien ausgekleidet. Im Interstitium der 

Drüse finden sich viel weniger Plasmazellen, als bei den Typ I Drüsen und die 

Anzahl der Plasmazellen nimmt im Alter nicht zu. Bsp. Sphenisciformes, 

Pelicaniformes, Anseriformes  

-Typ III: Mix aus Typ I und II, wobei nur in den Lobuli des Typ I Plasmazellen 

gefunden werden. Bsp. Gruiformes, Piciformes, Passeriformes 

(Burns, 1974, 1975, 1992; Survashe & Aitken, 1978) 

Laut Burns (1992) hängt der Typ der Harderschen Drüse weniger mit der 

Lebensumgebung, sondern mehr mit der evolutionären Abstammung der Vögel 

zusammen. 

Myoepitheliale Zellen liegen direkt unter den Epithelzellen der Drüsengänge den 

interlobulären Trabekeln an, die aus der umgebenden Kapsel hervorgehen. Sie 
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ziehen von der Basallamina mit ihren zytoplasmatischen Ausdehnungen in langen, 

dünnen Fortsätzen zwischen die sekretorischen Epithelzellen (Rothwell et al., 

1972). Die Plasmamembranen der myoepithelialen Zellen und der darüber 

liegenden sekretorischen Zellen liegen einander eng an, zwischen den beiden 

Zelltypen ist nur ein geringer Interzellularraum ausgebildet. Im 

Elektronenmikroskop kann beobachtet werden, dass sich kleine, villiähnliche 

Verlängerungen von der oberflächlichen Zytoplasmamembran der myoepithelialen 

Zellen an unterschiedlichen Orten in der Peripherie des Epithels in den Azini 

anheften (Shirama et al., 1996). Im ganzen Zytoplasma der Myoepithelzellen 

kommen feine Fibrillen vor, so wie es auch bei Säugern beschrieben wird. Das 

Zytoplasma der Zellen wird regelrecht von Myofilamenten beherrscht (Shirama et 

al., 1996). Die histologische Position der Myoepithelzellen (zwischen und unter 

den kubischen Zellen der Ausführungsgangepithelien) ist zwar die Gleiche wie bei 

den Dunklen Zellen, aber ihr Ursprung konnte noch nicht geklärt werden (Shirama 

et al., 1996). Nach Olah et al. (1992) differenzieren sich in der 

Embryonalentwicklung der Harderschen Drüse die azinären Epithelzellen zu 

luminalen und basalen Zellschichten. Dabei formen die basalen Zellen eine lose 

Verbindung im späten Embryo. Diese Zellen ähneln eher Retikuloendothelialzellen 

von lymphoiden Organen als myoepithelialen Zellen. Aufgrund dieser 

Beobachtungen nehmen Olah et al. (1992) an, dass die embryonale Basalzellschicht 

in der Lage ist, sich in den Ausführungsgängen zu Dunklen Epithelzellen und um 

die Azini zu Myoepithelialzellen zu differenzieren. 

Del Cacho et al. (1991) hat berichtet, dass sich Myoepithelzellen der Harderschen 

Drüse von Hühnern in Myofibroblasten verwandeln können, wenn ein Antigen auf 

den Augapfel gegeben wird. Der Ablauf ist wie folgt: Als erstes steht der Verlust 

der Basallamina im Bereich der angrenzenden Myofibroblasten, dann erscheinen 

Bündel von Myofilamenten. Später entwickelt sich ein raues Endoplasmatisches 

Retikulum und ein Golgi Komplex. Dabei zeigen die Myofibroblasten, die von 

myoepithelialen Zellen abstammen, ultrastrukturelle Eigenschaften sowohl von 

Fibroblasten als auch von glatten Muskelzellen (Del Cacho et al., 1991). Rothwell 

et al. (1972) bezweifeln jedoch, dass Myofibroblasten physiologischerweise in der 

Harderschen Drüse vorkommen, weil sie in ultrastrukturellen Studien zur 
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Histologie der Harderschen Drüse unter physiologischen Umständen noch nie 

gefunden wurden. 

Das interstitielle Bindegewebe der Harderschen Drüse besteht bei Hühnern aus 

bindegewebigen Septen, die Kapillaren und Nervenfasern enthalten. In den 

subepithelialen Regionen der Ausführungsgänge und des 1. Sammelganges lassen 

sich hohe Konzentrationen an lymphatischen Zellen (Plasmazellen und 

Lymphozyten) finden, bei den untersuchten domestizierten Hühnern stieg die 

Anzahl dieser Zellen mit dem Alter (Rothwell et al., 1972). Die Glandula 

membranae nictitantis der Vögel wird daher oft als lymphatisches Organ betrachtet, 

welches verschiedene Arten von Immunglobulinen produziert. In der Drüse von 

Hühnern konnten von Albini et al. (1974) Blasten, unreife Plasmazellen, 

Plasmazell-ähnliche Zellen und reife Plasmazellen gefunden werden. Dabei 

erfolgte bis zur 4. Woche nach dem Schlupf der Nachweis von ausschließlich IgM, 

von der 4. bis zur 9. Woche wurden IgG und IgA nachgewiesen und nach der 9. 

Woche dominierte IgA (Albini  et al., 1974). 

Follikuläre dendritische Zellen, die Immunkomplexe binden, sind auch im 

lymphatischen Gewebe der Harderschen Drüse zu finden. Del Cacho et al. (1993) 

verwendeten ultrastrukturelle und immunhistochemische Methoden um zu zeigen, 

dass die aviären dendritischen Zellen eine funktionale Aktivierung erleben, die mit 

morphologischen Veränderungen einhergeht und im Verlauf der Immunantwort 

eintritt ïähnlich wie bei Säugern. 

Die Funktion der Glandula membranae nictitantis für das Immunsystem beim 

Vogel wurde erstmals von Bang & Bang (1968) beschrieben. Sie fanden 

ungewöhnlich hohe Zahlen von Plasmazellen im Interstitium der Drüse. Hardersche 

Drüsen des Typs I haben mäßige bis dichte Populationen von Plasmazellen, 

hauptsächlich im Bereich um den zentralen Ausführungsgang, Typ II Drüsen 

hingegen beherbergen viel weniger Plasmazellen. Analog findet man in den Typ III 

Harderschen Drüsen in den tubuloalveolären Anteilen viele Plasmazellen (wie in 

Typ I) und in den alveolären Anteilen kaum Plasmazellen (wie in Typ II) (Bang & 

Bang, 1968).  
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Die Anzahl der Plasmazellen ist abhängig vom Vorhandensein der Bursa Fabricii, 

wie bei White Leghorn (Kowalski et al., 1978) und New Hampshire Red chickens 

(Mueller et al., 1971) nachgewiesen wurde, und variiert mit dem Alter (dies wurde 

nachgewiesen für Corvus frugilegus bei Burns, 1975; Ăbroiler chickensñ bei Dohms 

et al., 1981; Gallus domesticus bei Glick, 1978; 86 Vögel, davon acht Psittacidae 

bei Aitken & Survashe, 1977; Shaver-Weiß bei Wight et al., 1971a). Mueller et al. 

(1971) führten bei Hühnern der Rasse New Hampshire Red eine chemische oder 

chirurgische Bursektomie durch. Dadurch wurde die Sekretion von 

Immunglobulinen über die Tränenflüssigkeit und die Anzahl der Plasmazellen in 

der Harderschen Drüse stark reduziert. Die B-Zellen, die sich in der zweiten 

Lebenswoche in der Glandula membranae nictitantis befinden, differenzieren sich 

zu Plasmazellen, die dazu fähig sind, Immunglobuline zu produzieren und zu 

sezernieren. Ein markantes Merkmal von Plasmazellen sind die Russel Körperchen 

innerhalb des Zytoplasmas (Rothwell et al., 1972). Die Zahl der Russel 

Körperchen-enthaltenden Plasmazellen der Harderschen Drüsen reduzierte sich bei 

Hühnern, denen der Thymus entfernt wurde, vergleichbar wie bei bursektomierten 

Hühnern (Müller et al., 1991). 

Für die Zahl der Plasmazellen in der Harderschen Drüse bei Hühnern wurde eine 

Altersabhängigkeit nachgewiesen. Am dritten Lebenstag lassen sich nur einige 

wenige Plasmazellen in der Harderschen Drüse finden, doch mit dem 

fortschreitenden Alter erhöht sich die Zahl rasch. Bei Hühnern im Alter von ca. vier 

Wochen sind Plasmazellen die vorherrschenden Zelltypen im Interstitium (Shaver-

Weiß bei Wight et al., 1971a). Über die dort in größter Zahl gebildeten 

Immunglobuline herrscht Uneinigkeit. Burns (1977) fand beim Ădomestic fowlñ 

nach Augentropfenstimulation mit einem Antigen spezifische IgA und IgG, aber 

kaum IgM. Davelaar et al. (1982) konnten ebenfalls das Vorkommen von 

spezifischen Antikörpern der Klassen IgA und IgG gegen Infektionen bei Hühnern 

(Ăparent flock of Hubbard Golden Comet dams with 10 % siresñ) nachweisen. 

Mansikka et al. (1989) zeigten mittels In-situ-Hybridisierung, dass alle drei 

Immunglobulinklassen von den Plasmazellen der Harderschen Drüse in 

unstimulierten Hühnern (H.B15 Stamm) gebildet werden. Nach lokaler Stimulation 
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mit Antigen stieg die Produktion von IgA- und IgG- Antikörpern an- jedoch nicht 

die Produktion von IgM (Mansikka et al., 1989). 

Obwohl viele Studien eine wichtige Rolle der Glandula membranae nictitantis bei 

der Immunantwort der drei Immunglobulinklassen stützen, ist nicht sicher, ob die 

Hardersche Drüse der Sitz der Immunglobulinproduktion ist. Aus Experimenten 

mit Drüsenzellkulturen folgerten Baba et al. (1990), dass IgA der Tränen lokal in 

der Drüse produziert wird, während IgG und IgM hauptsächlich mit dem Blut in 

die Drüse transportiert werden. 

Die Blutversorgung der Harderschen Drüse der Vögel erfolgt vor allem in der 

zentralen Region durch fenestrierte Kapillaren, wie sie auch in endokrinen Drüsen 

bei Säugern beobachtet wurden (Shirama et al., 1996). 

Die Sekretion der Harderschen Drüse wird unabhängig vom morphologischen Typ, 

also bei Typen I, II und III gleichermaßen, als merokrin angesehen (dies wurde 

nachgewiesen für Shaver-Weiß bei Wight et al., 1971a und Rothwell et al., 1972; 

weiße Aylesbury Enten bei Fourman & Ballantyne, 1967; Graugans (Anser anser), 

Stockente (Anas platyrhynchos), Höckerschwan (Cygnus olor) bei Kühnel & Beier, 

1973; Saatkrähe (Corvus frugilegus) bei Burns, 1975), das heißt, die Ausschleusung 

des Sekretes (meist Proteine) erfolgt durch Exozytose.  

Paule & Hayes (1958) kamen in einer vergleichenden Studie zu dem Ergebnis, dass 

die Sekrete von 12 Vögeln (1x Anseriformes, 1x Falconiformes, 4x Galliformes, 6x 

Passeriformes) einen außergewöhnlich einheitlichen mukoiden Charakter 

aufwiesen. Das Sekret der Harderschen Drüsen von Enten (weiße Aylesbury Enten 

(Anas domesticus)) hat vor allem mukoide Bestandteile, es sind aber auch hohe 

Anteile von Mukopolysaccharide und Lipide enthalten. Die mukoiden und fettigen 

Substanzen des Harderschen Drüsensekretes sollen helfen, die Kornea zu schützen 

und die Beweglichkeit der Nickhaut zu erhalten (Fourman & Ballantyne, 1967). 

Ein Vergleich der physiochemischen Zusammensetzung der Muzine von aquatisch 

und terrestrisch lebenden Vögeln ist bislang nicht erfolgt. Vor allem für die 

tauchenden aquatisch lebenden Arten ist ein adäquat schützendes Muzin für die 
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Kornea sehr wichtig. Ein guter abperlender Effekt ist für diese Tiere besonders 

entscheidend (Shirama et al., 1996). 

 

2.3. Bornaviren und ihre Krankheitsbilder bei Papageienvögeln 
 

2.3.1. Familie Bornaviridae 
 

Die Familie Bornaviridae gehört zur Ordnung der Mononegavirales. Dabei handelt 

es sich um behüllte Viren mit einem nichtsegmentierten Einzelstrang-RNA-

Genom. 

Noch vor einigen Jahren war das Borna Disease Virus (BDV) das einzige bekannte 

Virus dieser Familie. Der Name wurde dabei von der verursachten Krankheit, der 

Borna`schen Krankheit (Borna Disease), inspiriert. An dieser erkrankten im Jahr 

1895 in der Stadt Borna in Sachsen, Deutschland, fast alle Pferde des Kavallerie-

Regiments. Sie zeigten zentralnervöse Störungen, daher stammte auch der 

ehemalige Name Ăhitzige Kopfkrankheitñ (Stitz et al., 2002), denn diese virale 

Infektion des zentralen Nervensystems geht mit chronisch progressiver 

Enzephalomyelitis einher. Zusätzlich treten Verhaltensänderungen wie 

Stereotypien, Aggression und Erregung auf, gleichzeitig mit unspezifischen 

Anzeichen wie Apathie und den zentralnervösen Störungen (Sprankel et al., 1978; 

Rott et al., 1988; Richt et al., 1997; Hallensleben et al., 1998; Algermissen, 2010). 

Pferde und Schafe sind am häufigsten von der Krankheit betroffen, vereinzelt 

wurde die Borna Disease aber auch bei anderen Huftieren, Katzen, Hunden und 

Kaninchen beschrieben (Nakamura et al., 1999; Degiorgis et al., 2000; Jacobsen et 

al., 2010; Lutz et al., 2015). Vögel werden vom BoDV vermutlich nicht infiziert, 

einzig ein Fallbericht von 1996 berichtet von Straußen in Israel, die zentralnervöse 

Störungen zeigten und festlagen. Eine Beteiligung von Bornaviren wurde aber nicht 

eindeutig nachgewiesen (Ashash et al., 1996). 

Von Hilbe et al. (2006) wurde die Feldspitzmaus (Crocidura leucodon) als 

natürliches Reservoir für BoDV ausgemacht. Das infektiöse Virus wird von den 

Tieren über Speichel, Urin und die Flankendrüse ausgeschieden. Andere Wirte, wie 
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Pferde und Schafe, infizieren sich anschließend intranasal mit den Mammalian 

Bornaviren und sind als Fehlwirte oder Dead-end-Wirte anzusehen (Nobach et al., 

2015). Das heißt, dass die Wirte zwar oft schwer erkranken, selbst aber nicht als 

bedeutende Infektionsquelle für andere Tiere fungieren, weil sich die Bornaviren 

nur eingeschränkt vermehren und im Körper ausbreiten. 

Seit 2008 wurden dann neue Viren beschrieben und in die Familie Bornaviridae 

eingeordnet. So wurden Bornaviren bei an der PDD erkrankten Papageien isoliert 

(Honkavuori et al., 2008; Kistler et al., 2008). Zu diesen Ăaviªren Bornavirenñ 

(ABV, heutige Nomenklatur PaBV) wurden auch die danach entdeckten anderen 

Stämme und Virusarten zugeordnet, die unterschiedlich stark ausgeprägte 

Abweichungen vom bisher analysierten Virusgenom aufwiesen. Weissenböck et al. 

(2009b) und Rubbenstroht et al. (2013) konnten bei Kanarienvögeln (Serinus 

canaria forma domestica), Payne et al. (2011a) bei gesunden Kanadagänsen 

(Branta canadensis), Rubbenstroth et al. (2012) bei einem Molukkenkakadu 

(Cacatua moluccensis) und Rubbenstroth et al. (2014b) bei Prachtfinken 

(Estrildidae) verschiedene, neue PaBV-Stämme und Virusarten nachweisen. 2012 

konnten Fujino et al. bei einer Gabunviper (Bitis gabonica) Bornavirussequenzen 

nachweisen, daher gelten seitdem auch Reptilien als Bornaviruswirte (Fujino et al., 

2012). 

In in-vitro-Studien konnte durch Rinder et al. (2009a), Gray et al. (2010) und 

Zimmermann et al. (2014) nachgewiesen werden, dass Zellen von Säugetieren nur 

bedingt oder gar nicht mit vogelspezifischen Bornaviren infiziert werden können. 

In den 1990er Jahren und Anfang des neuen Jahrtausends wurden am Robert-Koch-

Institut eine Reihe von Studien zum zoonotischen Potential von BDV und einem 

Zusammenhang von BDV mit psychischen Erkrankungen bei Menschen 

durchgeführt. Ein solcher Zusammenhang wurde jedoch als unbegründet beurteilt 

(Hornig et al., 2012; Lutz et al., 2015). Allerdings wurde durch den Nachweis einer 

BoDV-Infektion im Zusammenhang mit einer Organtransplantation und dem 

Auftreten einer Enzephalitis (Schlottau et al., 2018) die Diskussion über das 

zoonotische Potential dieses Virus neu belebt. Als 2015 drei Fälle von verstorbenen 

Bunthörnchenzüchtern untersucht wurden, die an ZNS-Symptomen verstorben 
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waren, konnten Hoffmann et al. (2015) ein als Ăvariegated squirrel 1 bornavirusñ 

(VSBV-1) bezeichnetes neues Bornavirus nicht nur in den betroffenen Menschen, 

sondern auch in einem Bunthörnchen (Sciurus variegatoides) nachweisen, das mit 

einem der Verstorbenen Kontakt hatte.  

Nach einer aktuellen Neuklassifizierung (Amarasinghe et al., 2018) werden den 

Bornaviridae zwei Genera zugeordnet. Zum einen das Genus Carbovirus, mit der 

Spezies Queensland carbovirus (mit Jungle Carpet Python Virus, JCPV) und der 

Spezies Southwest carbovirus (mit Southwest Carpet Python Virus, SWCPV), 

welches in Pythonidae (Morrelia spilota) nachgewiesen wurde (Amarasinghe et al., 

2018). Zum anderen das Genus Orthobornavirus, mit insgesamt acht verschiedenen 

Spezies. Diese lauten, in Anlehnung an die Tiergruppen, in denen sie nachgewiesen 

wurden und vermutlich dafür auch spezifisch sind: Elapid 1 orthobornavirus (mit 

Loveridge´s Garter Snake Virus, LGSV), Mammalian 1 orthobornavirus (mit den 

Viren Borna Disease Virus (BoDV-) 1 und 2), Mammalian 2 orthobornavirus (mit 

Variegated Squirrel Bornavirus 1, VSBV-1), Psittaciform 1 orthobornavirus (mit 

Parrot Bornavirus (PaBV-) 1, 2, 3, 4 und 7), Psittaciform 2 orthobornavirus (mit 

Parrot Bornavirus 5, PaBV-5), Passeriform 1 orthobornavirus (mit Canary 

Bornavirus (CnBV-) 1, 2 und 3), Passeriform 2 orthobornavirus (mit Estrildid 

Finch Bornavirus, EsBV-1) und Waterbird 1 Bornavirus (mit Aquatic Bird 

Bornavirus (ABBV-) 1 und 2) (Amarasinghe et al., 2018).  

Unklassifiziert blieben bislang ein als PaBV-6 bezeichnetes Bornavirus und das 

Gabunviper Bornavirus. In Brasilien konnte bei klinisch an PDD erkrankten 

Papageien in Sequenzanalysen von Bornavirus-PCR-Produkten noch ein weiteres, 

sich von anderen Bornaviridae abgrenzendes Bornavirus nachgewiesen werden, 

das von Philadelpho et al. (2014) als Parrot Bornavirus 8 bezeichnet wurde. 

 

2.3.2. Bornaviren als Erreger der Neuropathischen Drüsenmagendilatation der 

Papageien 
 

Das ĂMacaw wasting syndromeñ bezeichnet eine Krankheit, die erstmals am Ende 

der 1970er Jahre bei Aras festgestellt wurde (Woerpel & Rosskopf, 1984; Gregory 
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et al., 1994). Danach wurde festgestellt, dass nicht nur Aras, sondern auch andere 

Vogelarten befallen werden und seitdem hat sich die Bezeichnung Proventricular 

Dilatation Disease (PDD, auf Deutsch Neuropathische Drüsenmagendilatation), 

angelehnt an das Kardinalsymptom, den erweiterten Drüsenmagen, gefestigt. Als 

chronische Krankheit, für die es keine ätiologische Therapie gibt, ist die PDD ein 

Krankheitsbild bei Psittaziden, das immer tödlich endet. Die betroffenen Papageien 

zeigten zunächst unspezifische klinische Symptome wie Apathie und Anorexie. Sie 

könnten im Kot unverdaute Körner ausscheiden, Durchfall haben, Regurgitieren 

oder Erbrechen zeigen. Diese gastrointestinalen Symptome führten zu 

Gewichtsverlust, Dehydratation und zehrten die Vögel aus (Woerpel & Rosskopf, 

1984; Graham, 1991; Gregory et al., 1994; Shivaprasad et al., 1995). Oft fiel eine 

Atrophie der Pektoralismuskulatur auf, dieser Zustand deutete auf einen reduzierten 

Ernährungszustand hin, obwohl die Papageien eine unveränderte oder sogar 

vermehrte Futteraufnahme zeigten (Woerpel & Rosskopf, 1984; Gancz et al., 

2010). Oft zeigten die erkrankten Vögel zusätzlich eine Polyurie (Ridgway & 

Gallerstein, 1983). Die Viren könnten auch Schäden im zentralen Nervensystem 

verursachen, häufig geht dies mit einer Myelitis oder Encephalitis einher. Dadurch 

wurden neurologische Ausfallerscheinungen wie Zittern und Ataxien, Torticollis 

und Paraparesen ausgelöst. In schweren Fällen führte die Depression zum Status 

epilepticus (Woerpel & Rosskopf, 1984; Graham, 1991; Lutz & Wilson, 1991; 

Gregory et al., 1994; Gancz et al., 2010). Auch Veränderungen am Auge, wie 

retinale Degenerationen bis zur zentralen Blindheit, eine Neuritis des Sehnerven 

und ein gehäuftes Auftreten von chronischen, multifokalen Chorioretinitiden der 

Papageien könnten durch eine Infektion mit Bornaviren verursacht werden 

(Steinmetz et al., 2008; Korbel & Rinder, 2011; Korbel & Rinder, 2012). Ob auch 

das Federrupfen, welches bei Vögeln mit Bornavirus-Infektion protokolliert wurde, 

ätiologisch mit der Virusinfektion zusammenhängt, muss noch bewiesen werden 

(Horie et al., 2012, Philadelpho et al., 2014). Es gibt verschiedene 

Krankheitsverläufe. Sowohl perakute und akute Formen als auch Verläufe über 

Wochen und Monate wurden beschrieben (Phalen, 1986; Gregory et al., 1994; 

Weissenböck et al., 2009a; Högemann, 2018). Die PDD stellt die häufigste Ursache 

für Magen-Darm-Erkrankungen bei gehaltenen Großpapageienarten, wie z. B. Aras 
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und Graupapageien, dar. Sie war in einer Studie mit 1640 einbezogenen Vögeln 

verantwortlich für 60 % bis 70 % der veränderten Befunde an Proventriculus und 

Ventriculus (Reavill & Schmidt, 2007). Bei den Kakadus dieser Studie war die 

durch PDD ausgelöste Ganglioneuritis und Leiomyositis die vierthäufigste 

Veränderung. Bei Aras und Graupapageien war PDD sogar die häufigste 

Erkrankung (174 von 285 Aras, 115 von 166 Graupapageien). Zusätzlich zur 

Ganglioneuritis wurden hauptsächlich Peritonitiden, eine Mineralisation der 

Drüsen des Proventriculus und Ventrikulitiden nachgewiesen (Reavill & Schmidt, 

2007). Die lymphoplasmazytären inflammatorischen Infiltrate im Nervensystem 

wurden von einer klassischen Ganglioneuritis und Leiomyositis im Magen-Darm-

Trakt begleitet. Bei Amazonen traten diese Befunde seltener auf, hier konnte die 

Ganglioneuritis als PDD Befund nur bei vier von 72 untersuchten Vögeln 

nachgewiesen werden (Reavill & Schmidt, 2007). 

Aviäre Bornaviren sind mittlerweile als Erreger der PDD akzeptiert. In zahlreichen 

Untersuchungen, sowohl an natürlich mit Bornaviren infizierten Papageien als auch 

in Infektionsversuchen wurde der kausale Zusammenhang der aviären Bornaviren 

mit PDD nachgewiesen (De Kloet & Dorrestein, 2009; Lierz et al., 2009, Rinder et 

al., 2009b; Kistler et al., 2010; Raghav et al., 2010; Villanueva et al., 2010, 

Mirhosseini et al., 2011; Payne et al., 2011b; Piepenbring et al., 2012, 2016). In 

den Infektionsversuchen, die größtenteils an Nymphensittichen (Nymphicus 

hollandicus) durchgeführt wurden, und mit PaBV-2 oder PaBV-4 als 

Infektionsvirus, wurde das Krankheitsbild der PDD erzeugt (Kistler et al., 2008; 

Gancz et al., 2009b; Gray et al., 2010, Mirhosseini et al., 2011; Piepenbring et al., 

2012, 2016; Rubbenstroth et al., 2014a; Högemann, 2018; Leal de Araujo et al., 

2017).  

Eine weltweite Verbreitung des Krankheitsbildes ist anzunehmen, der Nachweis 

erfolgte bislang in Europa (Gerlach, 1986; Mannl et al., 1987; Rinder et al., 2009a), 

den USA (Ridgway & Gallerstein, 1983; Woerpel & Rosskopf, 1984), Australien 

(Doneley et al., 2007; Weissenböck et al., 2009a), Brasilien (Philadelpho et al., 

2014), Israel (Lublin et al., 2006), Japan (Ogawa et al., 2011) und Südafrika (Last 

et al., 2012). 
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2.3.3. Gewebetropismus der Bornaviren und experimentell verfolgte Ausbreitung 

im Körper  
 

Bei Vögeln tritt ein breiter Gewebetropismus der Viren auf, anders als bei den 

BoDV-Infektionen der Schafe und Pferde, bei diesen Tierarten zeigte das Virus 

hauptsächlich Neurotropismus (Ouyang et al., 2009; Rinder et al., 2009a; 

Weissenböck et al., 2009a; Kistler et al., 2010; Löffler, 2011). Für die Papageien-

Bornaviren wurde zunächst vermutet, dass eine Infektionsübertragung auf dem 

fäkal-oralen Weg stattfindet, da Virus im Kot nachgewiesen wurde (Rinder et al., 

2009a; Hoppes et al., 2010). Löffler (2011) konnte mit immunhistochemischen 

Untersuchungen und real-time-PCR auch den Befall von zahlreichen weiteren 

Organen nachweisen. Neben dem Verdauungstraktabschnitt vom Kropf bis ins 

Duodenum und dem Nervengewebe (Groß- und Kleinhirn), konnten hier auch in 

Haut- und Federn, Muskeln, Gonaden, Herz und Gefäßwänden, Nieren und 

Nebennieren, Lunge, Leber, Milz und Pankreas teilweise hohe Virusansammlungen 

nachgewiesen werden. Somit kommen jegliche Ausscheidungsprodukte und auch 

Federstaub als Infektionsmaterial in Frage (Löffler, 2011).  

In Infektionsversuchen gelang es nicht mittels peroraler und nasaler 

Bornavirusapplikation eine Infektion zu erzeugen (Korbel et al., 2011; Heckmann 

et al., 2017), der genaue Infektionsweg ist derzeit noch unbekannt. 

Die ersten Versuche, die an nachgewiesen Bornavirus-Infektion-freien 

Nymphensittichen erfolgten, infizierten ihre Nymphensittiche intracerebral oder 

intravenös mit PaBV-4. Es folgten über 33 Wochen regelmäßig klinische, 

molekularbiologische und histologische Untersuchungen der Vögel. Die ersten 

Antikörper konnten sieben Tage nach der Infektion nachgewiesen werden, der erste 

RNA-Nachweis erfolgte nach 19 Tagen (Piepenbring et al., 2012). Die Folgestudie 

von 2016, bei der ein PaBV-2-Isolat injiziert wurde, konnte nach sechs Tagen die 

ersten Antikörper detektieren, Virus-RNA diesmal erstmals 27 Tage nach der 

Infektion. Allerdings wurde in dieser Studie ein schwererer Krankheitsverlauf bei 

den Nymphensittichen dokumentiert (Piepenbring et al., 2016). Um die natürliche 

Infektionsroute nachzustellen, wurden Nymphensittiche p. o. und nasal mit PaBV-

4 infiziert (Heckmann et al., 2017). In den folgenden sechs Monaten konnten keine 



II. Literaturübersicht 

 

 

34 
 
 

klinischen Symptome, keine Virus-RNA, Antikörper gegen Bornaviren oder 

pathohistologische Befunde nachgewiesen werden. Es ist allerdings fraglich, ob 

andere Faktoren eine erfolgreiche Infektion der Nymphensittiche unterbunden 

haben (Heckmann et al., 2017). Diese Ergebnisse stehen im Gegensatz zu den 

Ergebnissen von Morales et al. (1988) an Ratten. Er infizierte neonatale Ratten 

intranasal mit BDV (Giessen strain He/80, isoliert aus Pferdegehirn), diese 

Jungtiere infizierten erfolgreich ihre Mütter. 

Eine neue Studie geht nach ihren Ergebnissen an experimentell infizierten 

Nymphensittichen (Nymphicus hollandicus) davon aus, dass die Verbreitung des 

Bornavirus im Körper ähnlich dem Tollwut-Virus über retrograden axonalen 

Transport erfolgt (Leal de Araujo et al., 2017). Dabei wurde der Ausbreitungsweg 

von PaBV-2 in Nymphensittichen vom Tag der experimentellen Infektion bis zum 

Tag 114 nach der Infektion durch pathologische, histologische und Untersuchungen 

mit der RT-PCR dargestellt. Dabei ergab sich, dass das Virus von der 

Injektionsstelle am Musculus pectoralis über die Interkostalnerven und das 

Rückenmark zunächst ins Gehirn wanderte und sich danach von dort aus über das 

zentrale Nervensystem in die organbegleitenden Ganglien ausbreitete (Leal de 

Araujo et al., 2017). Erst ab Tag 40 bzw. 60 p. i. konnten erste befallene Zellen in 

Epikard und Pankreas festgestellt werden. Ab Tag 80 p. i. war auch die glatte 

Muskulatur von Magen-Darm-Trakt und Gefäßen sowie die Haut befallen. Federn 

fielen erst ab Tag 100 p. i. positiv auf (Leal de Araujo et al., 2017). Ein Befall von 

Zunge, Trachea, Lunge, Kopfhöhlen, Syrinx, Schilddrüse, Nebenschilddrüse, 

Tibiotarsus und Thymus konnte zu keiner Zeit festgestellt werden. Der Befall der 

Milz zeigte sich ausschließlich in den Gefäßwänden. In der Leber war in der 

Untersuchungszeit kein Nachweis von Bornaviren möglich (Leal de Araujo et al., 

2017). Dies steht im Gegensatz zu Untersuchungsergebnissen bei natürlich 

infizierten Vögeln, bei denen Bornavirus-Antigen mittels IHC in der Leber 

nachgewiesen wurde (Rinder et al., 2009a; Löffler, 2011)  

Tizard et al. (2016) konnten in ihrer Studie nicht sicher beurteilen, ob sich die 

festgestellte nichteitrige Entzündung von Gehirn und Nervensystem vom Gehirn 

über die Gehirnnerven und dann ins Rückenmark zentrifugal im Körper ausbreitet, 
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oder ob die Infektion entgegengesetzt verläuft. Nach Auffassung von Steinmetz et 

al. (2008) und Tizard et al. (2016) spielen der Nervus vagus und der Nervus opticus 

wichtige Rollen bei der Ausbreitung des Virus im Körper, vor allem im 

Zusammenhang mit der einsetzenden Blindheit und der Dilatation des 

Drüsenmagens. Lähmungen und Ataxien deuten auf eine Ausbreitung über das 

Rückenmark hin (Tizard et al., 2016). 

 

2.3.4. Pathologie und Histologie 
 

Schon vor der Identifizierung der Bornaviren als Erreger der PDD wurden 

charakteristische pathologische und histologische Veränderungen dieser 

Erkrankung dokumentiert. Woerpel & Rosskopf (1984) beobachteten die typische 

Erweiterung des Drüsenmagens bei gleichzeitiger Wandverdünnung, ausgelöst 

durch die Anschoppung von Ingesta durch einen herabgesetzten Muskeltonus 

(Clark, 1984), sowie lymphoplasmazelluläre Infiltrationen in den myenterischen 

Ganglien und Nerven von Kropf, Drüsen- und Muskelmagen. Ulzerationen der 

Drüsenmagenwand können zu Rupturen und damit zu Peritonitiden führen (Gancz 

et al., 2010), gleichzeitig kann durch die räumliche Ausdehnung und den steigenden 

Druck auf die anderen Organe eine Atrophie dieser Organe entstehen (Clark, 1984). 

Gancz et al. (2010) berichteten, dass sich unabhängig von den klinisch auftretenden 

Symptomen Läsionen meist im Magen-Darm-Trakt und im zentralen Nervensystem 

finden lassen, aber am häufigsten mit fast 90 % in der Nebenniere. Unterschiedlich 

stark ausgeprägte Infiltrationen von Lymphozyten, teilweise begleitet von wenigen 

Plasmazellen, wurden häufig in der Umgebung der Nerven der Organe beschrieben, 

in den Nervensystemen wurde perivaskuläres Cuffing dokumentiert (Gancz et al., 

2010). Wünschmann et al. (2011) fanden feine lymphoplasmatische Ganglionitiden 

von Kropf, Drüsenmagen und/oder Muskelmagen. Doch dies war nicht bei allen 

Vögeln mit Drüsenmagendilatation darstellbar. Bei den drei Vögeln, bei denen 

Rückenmark und Spinalganglien untersucht werden konnten, fanden sich gering- 

bis mittelgradige lymphoplasmatische Spinalganglionitiden und Myelinitiden 

(Wünschmann et al., 2011). Ein Vogel hatte eine lymphoplasmatische 
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Endokarditis. Die beiden untersuchten Nebennieren zeigten eine 

lymphoplasmatische Adrenalitis. Bei drei Vögeln gab es keine Hinweise auf eine 

lymphoplasmatische Ganglionitis und Encephalitis (Wünschmann et al., 2011). 

Leal de Araujo et al. (2017) untersuchten Nymphensittiche (Nymphicus 

hollandicus) nach experimenteller Infektion. Dabei wurde nach fünf Tagen 

histologisch eine Entzündung im Injektionsmuskel durch Nachweis von 

Lymphozyten, Plasmazellen und Makrophagen belegt, nach 20 Tagen fand sich im 

Bronchial-Plexus eine gering ausgeprägte lymphoplasmazytäre Neuritis. Nach 25 

Tagen zeigten alle untersuchten Vögel im Rückenmark und Gehirn (graue Substanz 

und Meningen) eine Encephalitis und Myelitis. Nach 30 Tagen hatten sich die Viren 

in die Ganglien, den Sehnerv und den Ischias-Nerv ausgebreitet. 40 Tage nach der 

Infektion erfolgte der Nachweis in Nieren, den Epikard-Ganglien und Nerven im 

Kloakalbereich, final wurde nach 80 Tagen eine lymphoplasmatische dermale 

Neuritis, hauptsächlich am Flügel, diagnostiziert. Rinder et al. (2009a) und Raghav 

et al. (2010) konnten zeigen, dass die Viren nicht zytopathogen sind und die 

Infektion einer Zelle mit Bornaviren nicht zwangsläufig auch mit pathologischen 

Veränderungen einhergehen muss. Histologische Studien zu Bornavirus-

Infektionen liegen also derzeit für eine ganze Reihe von Organen und Geweben vor, 

histologische Untersuchungen des respiratorischen oder olfaktorischen Epithels des 

Kopfes der Papageien und der damit assoziierten Drüsen liegen allerdings noch 

nicht vor. 

Für die immunhistochemischen Untersuchungen werden Antiseren mit Antikörpern 

verwendet, die an Bornavirus-Nukleoprotein (N-Protein) binden. Damit konnten 

Ouyang et al. (2009) bei PDD-verdächtigen Vögeln im Gehirn Zellen markieren, 

in denen Bornavirus-N-Protein enthalten war. Doch das Vorkommen von PaBV 

beschränkte sich nicht nur auf das Nervensystem, sondern es erfolgte in zahlreichen 

Organen ein Virusproteinnachweis (Rinder et al., 2009a; Raghav et al., 2010; 

Löffler, 2011; Wünschmann et al., 2011). Löffler (2011) konnte in Gehirn, 

Rückenmark, Herz, Gastrointestinaltrakt, Leber, Pankreas, Urogenitaltrakt, Auge, 

Sehnerv und Gefäßwänden Bornavirus-N-Protein nachweisen. Wenn Tiere mit 

einer besonders ausgeprägten PDD-Symptomatik auffallen, könnte davon 

ausgegangen werden, dass sich das Virus bereits auf mehrere Organsysteme 
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ausgebreitet hat, während bei klinisch unauffälligen Tieren eventuell hauptsächlich 

das neuronale Gewebe befallen sein könnte (Lierz et al., 2009; Kistler et al., 2010). 

Wünschmann et al. (2011) dagegen konnten bei Vögeln mit klinischen Anzeichen 

für PDD das PaBV-Antigen hauptsächlich in den neuroektodermalen Zellen wie 

Neuronen, Astroglia, Ependymzellen des ZNS, Neuronen des PNS und Zellen der 

Nebennieren nachweisen. Dabei war Antigen sowohl in Zellkernen als auch im 

Zytoplasma nachweisbar. Bei zwei klinisch unauffälligen Vögeln konnte PaBV-

Antigen dagegen weiter verteilt zusätzlich auch im Zytoplasma und Zellkernen der 

Epithelzellen des Magen-Darm- und Urogenitaltraktes, Retina, Herz, 

Skelettmuskeln und der Haut nachgewiesen werden (Wünschmann et al., 2011). 

Immunhistologische Untersuchungen zum Nachweis von Bornavirus-Antigen im 

respiratorischen und olfaktorischen Epithel des Kopfes der Papageien oder in den 

damit assoziierten Drüsen liegen allerdings noch nicht vor. 

 

2.3.5. Nachweismethoden der Papageien-Bornaviren 
 

Bevor Bornaviren als Krankheitserreger der PDD bekannt waren, basierte die 

Diagnose der PDD auf den vorhandenen klinischen Symptomen oder 

pathologischen Veränderungen, die bei den Papageien festgestellt wurden (Bond et 

al., 1993; Gregory et al., 1994) und daran anschließenden Untersuchungen mit 

Nachweis lymphoplasmazytärer Infiltrate und einer Degeneration von Ganglien in 

der Biopsie aus der Wand des Magen-Darm-Traktes (Bond et al., 1993). Die 

charakteristische Histologie galt dabei als Goldstandard für die Diagnose. Probleme 

ergaben sich durch die niedrige Sensitivität der Histologie von Bioptaten beim 

lebenden Vogel (Bond et al., 1993) Eine verlängerte Passagezeit von verabreichtem 

Kontrastmittel sowie Lage- und Volumenveränderungen des Magen-Darm-Traktes 

waren ebenso Hinweise auf PDD (Bond et al., 1993). Seit Bornaviren als Erreger 

allgemein anerkannt sind, hat sich beim Vorliegen einer entsprechenden Infektion, 

bedingt durch die klinische Symptomatik der Papageienvögel, die Virusdetektion 

mit direktem oder indirektem Nachweis als Bestätigung der Diagnose etabliert. 
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Tests zum Nachweis von PaBV werden natürlich auch zum Ausschluss einer 

Infektion durchgeführt, also um eine Virusfreiheit zu bestätigen. 

 

2.3.5.1. Virusgenom-Nachweisverfahren 
 

Der Nachweis von Virusgenom erfolgt bei pathologischen Untersuchungen toter 

Vögel aus Organproben oder bei lebenden Tieren aus Abstrichtupferproben, 

seltener aus Federkielen oder Kotproben, mittels molekularbiologischen Methoden. 

Schon bei der Erstbeschreibung der Papageien-Bornaviren im Jahr 2008 

(Honkavouri et al., 2008; Kistler et al., 2008) wurden reverse Transkriptase-PCR- 

und Realtime-reverse Transkriptase-PCR-Protokolle beschrieben (je nach Protokoll 

auf verschiedene Zielgene ausgerichtet), die auch heute noch häufig angewendet 

werden. 

Von lebenden Tieren werden die Abstrichtupfer bevorzugt von Choane, Kropf oder 

Kloake entnommen. Bei Tupferproben von lebenden Vögeln sind die PCR-

Methoden aber manchmal nicht sensitiv genug. Bei auf diese Weise negativ 

getesteten Tieren war nämlich teilweise post mortem in Organgewebe Bornavirus-

RNA nachweisbar (Lierz et al., 2009; Rinder et al., 2010b). Eine weitere 

Schwierigkeit für PCR-Verfahren stellt die genetische Diversität der Bornaviren 

dar. Mutationen in der Primer- oder Sondenregion können einen falsch negativen 

Befund liefern (Rubbenstroth et al., 2012). 

 

2.3.5.2. Antikörper-Nachweisverfahren 
 

Heute werden in der Regel auch serologische Verfahren zum Antikörpernachweis 

bei Papageienvögeln eingesetzt, um Infektionen nachzuweisen. Mit ELISA und 

Immunfluoreszenztechniken können hoch sensitiv Bornavirus-Infektionen häufig 

auch dann erkannt werden, wenn die Virusausscheidung über den 

Gastrointestinaltrakt zu gering für einen Virusgenom-Nachweis ist. Bei 39 Tieren 

eines Bestandes konnten Rinder et al. (2010a) bei 16 Individuen bei Verwendung 
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eines ELISA mit rekombinantem N-Protein als Antigen Anti-Bornavirus-

Antikörper nachweisen, aber nur bei sechs Vögeln lieferte die PCR ein positives 

Ergebnis und nur ein Tier zeigte klinische Symptome. Während die RT-PCR kein 

Ergebnis lieferte, konnten De Kloet et al. (2011) bei einigen Vögeln Anti-

Bornavirus Nukleoprotein-Antikörper finden. Herzog et al. (2010) etablierten den 

indirekten Immunofluoreszenz Assay (IIFA) zum Nachweis Bornavirus-

spezifischer Serumantikörper. Er gründet sich auf der Kreuzreaktion von anti-

PaBV-Antikörpern mit BoDV-Antigenen (Madin-Darby Canine Kidney-Zellen, 

persistent infiziert mit BoDV, H1766, Pferde-Stamm). Bei begleitenden Versuchen 

mit der Wachtel Zelllinie CEC-32 (Zöller et al., 2000), die persistent mit PaBV 

infiziert war, und den Seren von sechs an PDD erkrankten Papageienvögeln, ließen 

sich vergleichbar gute Ergebnisse erzielen, daher wurde eine mit einem IIFA mit 

PaBV-Antigen vergleichbare Sensitivität gefolgert (Herzog et al., 2010). 

Allerdings wurde in einer anderen Studie gezeigt, dass die Sensitivität der IIFA je 

nach verwendetem Antigen variierte. Bei im Bezug auf das Infektionsvirus 

homologem Antigen war die Sensitivität am höchsten, und mit der Verwendung 

von PaBV als Antigen konnte für den Nachweis von anti-PaBV-Antikörpern bei 

Papageien eine bessere Sensitivität erreicht werden, als bei Verwendung von BoDV 

als Antigen (Zimmermann et al., 2014). 

Auch der Western-Blot wurde als serologisches Nachweisverfahren getestet (De 

Kloet & Dorrestein, 2009; Lierz et al., 2009, Rinder et al., 2010b), jedoch ist die 

Technik weniger sensitiv als der ELISA und zudem teurer und sehr arbeitsintensiv 

(Hoppes et al., 2010; Rinder, persönliche Mitteilung). Antikörpertests können ein 

breiteres genetisches Spektrum an Bornaviren erkennen und anzeigen, hier liegt ein 

Vorteil gegenüber der PCR (Rubbenstroth et al., 2012).  

 

2.3.5.3. Antigen-Nachweisverfahren 
 

In der Histologie gibt es zum Nachweis von Bornavirusproteinen in der 

Immunhistochemie (IHC) die unterschiedlichsten Färbeprotokolle. Dabei 

unterscheiden sich zunächst die untersuchten Gewebe, die Fixationsmedien, die 



II. Literaturübersicht 

 

 

40 
 
 

maximalen Temperaturen, denen die Schnitte ausgesetzt wurden, die Puffermedien 

und die verwendeten Antikörper. Ein Vergleich gestaltet sich schwierig, weil in den 

jeweiligen Untersuchungen nur eine Methode verwendet wurde und zudem 

verschiedene Tierarten untersucht wurden. Zusätzlich gibt es die 

unterschiedlichsten Einwirkzeiten der einzelnen Schritte und andere verwendete 

Reagenzien. 

Von Weissenböck et al. (2009b) wurde ein Kanarienvogel untersucht. Dabei wurde 

ein polyklonaler Kaninchen-Antikörper auf das rekombinante Phosphoprotein 

BoDV eingesetzt, welcher Kreuzreaktionen mit PaBV gezeigt hatte (von W. I. 

Lipkin, University of California, Irvine). In dieser Studie konnte in zahlreichen 

Zellen des Gehirns Antigen nachgewiesen werden, vor allem in den Bereichen, die 

pathohistologische Veränderungen aufwiesen. Dabei waren vor allem Neuronen 

und Astrozyten betroffen, in stark positiven Bereichen konnte auch im Neuropil ein 

Bornavirus-Antigennachweis erfolgen. Nervenfasern und vegetative Nervenplexus 

aus Drüsen- und Muskelmagen erbrachten positive Befunde, ebenso wie 

Hepatozyten und Gallengangsepithelzellen der Leber, Nierentubulusepithelzellen 

der Niere und Bronchialepithelzellen der Lunge (Weissenböck et al., 2009b). 

Von Weissenböck et al. (2009a) wurden auch 20 Psittazidenspezies untersucht, es 

wurden hauptsächlich Gewebeproben des Gehirns, aber auch andere Nerven, 

einbezogen. Dabei wurden drei verschiedene Antikörper verwendet: Zwei 

monoklonale (Anti-N-Protein von BoDV, Bo18 hergestellt von S. Herzog, 38/17C1 

hergestellt von L. Stitz) und der polyklonale Antikörper gegen das Phosphoprotein 

von BoDV von W. I. Lipkin, der auch bei der Untersuchung des Kanarienvogels 

eingesetzt worden war (Weissenböck et al., 2009b). Die Schnitte wurden in einer 

Mikrowelle in Citratpuffer gekocht, im Färbeprotokoll wurde PBS als Puffer 

verwendet. Auf diese Weise konnte nur mit dem polyklonalen BoDV-Antikörper, 

und zwar vor allem in der grauen Substanz, weniger häufig in der weißen Substanz, 

aber jeweils in allen vorkommenden Zelltypen (Purkinjezellen, Astrozyten, 

Neuronen) ein Nachweis von Antigen erfolgen. Dabei wurden positives 

Zytoplasma und positive Zellkerne nachgewiesen, sowohl in Zellen gleichzeitig als 

auch singulär. In Kropf, Drüsenmagen, Muskelmagen, intramuralen und subserösen 
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Nervenplexi und Ganglien, Dünndarm, Herz und Lunge konnte jeweils in den 

Nervenfasern und Ganglien ein positiver Antigennachweis erfolgen. Vereinzelt 

waren glatte Muskelzellen stark positiv. In Leber, Niere und Haut konnte kein 

Antigen nachgewiesen werden. Insgesamt konnte in dieser Studie kein 

Zusammenhang zwischen dem Nachweis von Virus-Antigen in einer Zelle und 

einer Entzündungsreaktion erbracht werden (Weissenböck et al., 2009a). 

In einer Studie von Rinder et al. (2009a) wurden zwei Tiere (Blaukronenamazone, 

Amazona ventralis, PaBV-2; Gelbbrustara, Ara ararauna, PaBV-4) 

immunhistochemisch untersucht. Es wurde Formalin zur Fixation verwendet und 

Triton X-100 zur Permeabilisierung des Gewebes. Zusätzlich kam Kaninchen-

Antiserum, erzeugt gegen BoDV-P-Protein, in Blocking-Lösung (PBS mit 5 % 

Ziegen-Serum) und PBS als Puffer zum Einsatz. Die an PaBV-Antigen bindenden 

Antikörper wurden durch die Verwendung von biotinylierten Ziegen-antiï

Kaninchen-Antikörpern und ABC-Lösung visualisiert. Die Durchführung der IHC 

erfolgte bei Raumtemperatur. Dabei konnte in zahlreichen Zellen des Gehirns 

PaBV-Antigen nachgewiesen werden. Zusätzlich ergaben die Villi des Intestinums 

positive Befunde, ebenso wie die Epithelialzellen und Zellen der Lamina propria 

des Intestinums. Bei der Untersuchung des Herzens wurden die Myozyten positiv 

angefärbt. Auch in der Leber konnte ein großes Areal mit positiv angefärbten Zellen 

dargestellt werden, aufgrund der Lokalisation wurden infizierte Neuronen vermutet 

(Rindet et al., 2009a). 

Löff ler (2011) hat acht Papageien untersucht. Die Organproben wurden in 

Zamboni-Medium fixiert, als Antikörper wurde ein polyklonaler Anti- PaBV-N-

Protein-Antikörper aus einem Kaninchen verwendet. Das rekombinante Protein, 

welches zur Immunisierung verwendet worden war, wurde als Histidin-markiertes 

PaBV-N-Protein in E.coli exprimiert und aufgereinigt (Reuter et al., 2010). Die 

Höchsttemperatur der Schnitte betrug 80 °C im Ofen zur Paraffinschmelzung. Bei 

zwei Vögeln dieser Studie wurden lymphoplasmazytäre Infiltrate in Ganglien und 

Nerven der Wand des proximalen Intestinaltraktes darstellen, bei einem anderen 

Vogel nur mononukleäre Infiltrate (die ohne Verbindung mit entsprechenden 

Ganglien oder Nerven lediglich als diagnostisch für eine allgemeine Virusinfektion 
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gelten), es lagen bei diesen drei Vögeln also klassische Entzündungsbefunde vor. 

Bei drei Vögeln wurden Gliazellproliferationen nachgewiesen. PaBV-N-Protein 

wurde mittels IHC in unterschiedlichen Zellen des ZNS, in Enterozyten des Magen-

Darmtraktes, in den Nieren und in Epithelien der harnableitenden Wege, in den 

Gonaden, den Augen und den Hautepithelzellen nachgewiesen. Bei zwei weiteren 

Vögeln waren die Zellen in geringerem Ausmaß betroffen, bei weiteren zwei Tieren 

konnte nur im Gehirn PaBV-N-Protein detektiert werden (Löffler, 2011). 

Wünschmann et al. (2011) untersuchten 15 Psittaziden. Sie verwendeten für die 

Immunhistochemie ein polyklonales Antiserum gegen das N-Protein von PaBV-3 

(Stamm 1367; GenBank accession no. FJ169440). Nach Entparaffinierung und 

Rehydrierung wurden die Schnitte für 15 Minuten in 3 % H2O2 inkubiert. Als 

Spüllösung wurde mit Tris gepufferte Kochsalzlösung mit 0.05 % Tween 20g 

(TBST 0.05 M, pH 7.6) verwendet. Die Inkubation mit dem Anti- PaBV Antiserum 

erfolgte bei Raumtemperatur, ebenso der Sekundärantikörper (polymermarkierter 

Ziegen Anti-Kaninchen Immunoglobulin G; mit 2% Normal-Huhn-Serum). Die 

Visualisierung erfolgte mittels 3-Amino-9-Ethylcarbazole (AEC). In der Studie 

konnte im Hirnstamm und Großhirn Bornavirus-Antigen dargestellt werden. Dabei 

war vor allem die graue Substanz betroffen, mit Neuronen, Astrogliazellen (vor 

allem angrenzend an Kapillaren) und Ependymzellen, in der weißen Substanz 

hauptsächlich die Gliazellen. Das Kleinhirn war im Vergleich weniger stark 

infiziert, hier waren weniger die Purkinjezellen, dafür häufiger die Bergmann-

Gliazellen positiv angefärbt. Des Weiteren wurden PaBV Antigen-positive 

Neuronen und Gliazellen im Rückenmark, den Spinalganglien und in den Ganglien 

des Myenterischen Plexus in Kropf, Drüsenmagen, Muskelmagen und Duodenum 

gefunden. Bei den positiven Neuronen war eine starke Anfärbung des Zellkerns, 

bei weniger starker Anfärbung des Zytoplasmas zu beobachten. Eine alleinige 

Anfärbung des Zytoplasmas wurde in den Inselzellen des Pankreas beobachtet. Es 

konnte auch in der Lamina muscularis von Kropf und Drüsenmagen in den glatten 

Muskelzellen, in den glatten Muskelzellen von Arterien im Magen-Darm-Trakt und 

dem Herzen, sowie Axonen und Zellkernen von Schwann-Zellen der 

unmyelinisierten viszeralen Nerven bei einzelnen Tieren Antigen dargestellt 

werden. Bei einzelnen Tieren konnte ebenfalls in Kardiomyozyten, 
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Tubularepithelzellen der Niere, Epithelialzellen des Drüsenmagens, 

Epithelialzellen des Duodenums, die Retina und Zellen der Nebenniere positive 

Nachweise erbracht werden (Wünschmann et al., 2011). 

Brüggemann (2012) untersuchte in ihrer Dissertation immunhistochemisch 

mehrere Organe von drei Wachteln. Die Gewebeproben wurden in Zamboni-

Medium fixiert, der Puffer war PBS, ein polyklonaler Antikörper aus Kaninchen 

(wie bereits bei Löffler (2011) beschrieben) wurde zur Detektion von 

rekombinantem PaBV-N-Protein verwendet. Es konnten in dieser Studie allerdings 

keine Nachweise für eine erfolgreiche Infektion dargestellt werden, weder in der 

Histologie und der Immunhistochemie oder molekulargenetisch mittels PCR noch 

mit ELISA. 

Krautz (2015) beschäftigte sich mit BoDV und untersuchte Gehirne von Lewis 

Ratten zur Untersuchung der altersbedingten Veränderungen bei Purkinjezellen, 

Oligodendrozyten, Astrozyten und Mikroglia, im Laufe einer persistenten BoDV-

Infektion. Sie verwendete als Fixationsmedium 4 %ige Formaldehyd-Lösung, die 

Proben wurden nur bei Zimmertemperatur behandelt, TBST-20X (mit Tris 

gepufferte Kochsalzlösung mit Tween 20g, Tween-Waschpuffer) als Puffer, der 

verwendete Antikörper war gegen BoDV-Nukleoprotein p38 (Maus-Anti-BVD 

p38/40 protein 38/17C1) gerichtet. Die meisten positiven Befunde erhielt sie ab den 

Wochen 4 bis 6 p. i. im Ammonshorn und Gyrus dentatus (64 %) sowie in der 

Purkinjezellschicht (52 %) (Krautz, 2015). 

Leal de Araujo et al. (2017) untersuchten zahlreiche Organe von Nymphensittichen 

(Nymphicus hollandicus). Sie verwendeten als Fixationsmedium Formalin 10 %, 

kochten die Schnitte einmal bei 121 °C für 20 Minuten im handelsüblichen EMS 

Puffer C der Firma EMS (Electron microscopy sciences, Hatfield, PA), und es 

wurde ein polyklonaler Kaninchen Anti-PaBV-N-Primärantikörper verwendet. In 

der Immunhistochemie konnte die Injektionsstelle bis zum 100. Tag nach der 

Infektion immer positiv angefärbt werden. Ab dem 20. Tag konnte in den Schwann-

Zellen des Brachial-Plexus und im ventralen Horn des thorakalen Segments des 

Rückenmarks Antigen detektiert werden. Ab dem 25. Tag war die Ausbreitung ins 

cervicale und lumbale Rückenmark darstellbar, ebenso im Gehirn, den ingluvial 
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und intestinal Ganglien und Zellen des Nebennierenmarks. Ab dem 35. Tag wurde 

in diversen Organen wie Drüsenmagen, Muskelmagen, dem Nervus vagus, Augen, 

Oesophagus, Epikard, Nieren- und Kloakalganglien sowie den Langerhanszellen 

des Pankreas ebenfalls Anti-PaBV-N angefärbt. Vom 80. bis zum 114. Tag nach 

der Infektion ließ sich dann auch in Haut, glatten Muskelzellen des Magen-Darm-

Traktes, Gefäßwänden und der Milz sowie Federn (in Schaft und Kiel) Antigen 

nachweisen. Negative Befunde in der IHC ergaben sich bei Zunge, Trachea, Lunge, 

Kopfhöhlen, Syrinx, Schilddrüse und Nebenschilddrüse, Tibiotarsus und Thymus 

(Leal de Araujo et al., 2017).
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III. Material und Methoden 

3.1. Tierauswahl 
 

Für die hier vorliegenden Untersuchungen wurden 130 verschiedene 

Papageienvögel aus 27 Spezies (Tabelle 1) untersucht. 

Alle 130 Papageienvögel waren als Patienten in der Klinik für Vögel, Kleinsäuger, 

Reptilien und Zierfische der Ludwig-Maximilians-Universität München im 

Zeitraum zwischen Januar 2014 und Dezember 2016 vorstellig geworden oder in 

diesem Zeitraum zur Sektion eingesandt worden. Bei 105 Papageienvögeln (80 %) 

wurde aus tierschutzrechtlichen Gründen und unabhängig von der vorliegenden 

Studie nach klinischer Untersuchung eine Euthanasie der Vögel aus 

Tierschutzgründen für medizinisch notwendig erachtet. 17 einbezogene Vögel (13 

%) waren tot aufgefunden worden, acht (6 %) verstarben trotz intensiver 

tierärztlicher Bemühungen im Zeitraum der Behandlung.  

Tabelle 1: Auflistung der in der vorliegenden Studie untersuchten 130 

Papageienvögel, nach Art, wissenschaftlichem Namen, der jeweiligen Anzahl und 

mit Bornavirus infizierten Tiere 

Art  Wissenschaftlicher Name Anzahl 

gesamt 

Anzahl 

Bornavirus 

positiv 

Cacatuidae       

Nymphensittich Nymphicus hollandicus 10 0 

Inka Kakadu Cacatua leadbeaten 2 0 

Rosakakadu Eolophus roseicapilla 1 0 

Psittacidae       

Wellensittich Melopsittacus undulatus 72 0 

Kongo-Graupapagei Psittacus erithacus 15 7 

Ziegensittich 

Cyanoramphus 

novaezelandiae 4 0 

Unzertrennlicher Agapornis sp. 3 0 

Edelpapagei Eclectus roratus 3 0 

Amazona species       

Blaustirn-Amazone Amazona aestiva 2 2 

Granada-Amazone Amazona rhodocorytha 1 1 

Jamaika-Amazone Amazona collaria 1 0 

Kuba-Amazone Amazona leucocephala 1 1 

Venezuela-Amazone Amazona amazonica 1 0 



III. Material und Methoden 

 

 

46 
 

Ara species       

Dunkelroter Ara/ 

Grünflügelara  

Ara chloroptera 

1 0 

Gelbbrustara Ara ararauna 1 1 

Großer Soldatenara/ 

Bechsteinara  

Ara ambiguus 

1 0 

Hahns Zwergara/ 

Blaustirnzwergara  

Diopsittaca nobilis 

1 0 

Hybridara   1 1 

Andere       

Erzlori Lorius domicella 1 0 

Grüner 

Kongopapagei  

Poicephalus gulielmi 

1 0 

Prachtrosella Platycercus eximius 1 1 

Rostkappenpapagei Pionites leucogaster 1 0 

Schwarzohrpapagei Pionus menstruus 1 0 

Sonnensittich Aratinga solstitialis 1 0 

Sperlingspapagei Forpus sp. 1 0 

Stellalori/ Papualori  Charmosyna papou 1 0 

Timneh-Graupapagei Psittacus timneh 1 0 

 

44 der 130 Papageienvögel waren weiblich (34 %), 81 männlich (62 %) und bei 

fünf (4 %) war das Geschlecht nicht bekannt. Das Alter der Tiere war bei 113 (87 

%) der 130 Vögel bekannt und variierte zwischen sechs Monaten und 37,5 Jahren 

(arithmetischer Mittelwert 5,77 Jahren). Dabei waren 13 Vögel (11,5 %) bis zu 

einem Jahr alt, 18 Vögel (15,9 %) über ein Jahr und bis inklusive zwei Jahren alt, 

45 Vögel (39,8 %) über zwei und bis inklusive fünf Jahre alt, 26 Vögel (23 %) über 

fünf Jahre bis inklusive 10 Jahre alt, 11 Vögel (9,8 %) waren über 10 Jahre alt. Bei 

17 Papageienvögeln (13 %), von denen jedoch nur ein Tier juvenil war, war das 

genaue Alter unbekannt. 

Eine detaillierte Übersicht über die untersuchten Papageienvögel mit Alter, 

Geschlecht, Euthanasiebegründung, andere Erkrankungen außer Bornavirus-

Infektionen sowie der Entnahmezeit der Organproben bis zum Beginn der Fixation 

in Zamboni-Medium (Ausnahme Kongo-Graupapageien (Psittacus erithacus) 

#33404 und #45040, diese Vögel wurden in Formalin fixiert) ist in der Tabelle A 

im Anhang dargestellt. 

Bei 14 der 130 Papageienvögel war eine Infektion mit Bornaviren nachgewiesen 

(Tabelle 1). Davon waren sieben Papageienvögel weiblich, sechs männlich und ein 
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Tier mit unbekanntem Geschlecht. Das Alter der mit Bornaviren infizierten 

Papageienvögel variierte zwischen sechs Monaten und 19 Jahren (arithmetischer 

Mittelwert 7,41 Jahre), bei drei adulten Tieren war das genaue Alter unbekannt. 

Dabei war ein Vogel (9 %) unter einem Jahr alt, zwei Vögel (18,2 %) über einem 

Jahr bis inklusive zwei Jahre alt, ein Vogel (9 %) über zwei Jahre bis inklusive fünf 

Jahre alt, vier Vögel (36,4 %) über fünf Jahre alt bis inklusive 10 Jahre und drei 

Vögel (27,3 %) über 10 Jahre alt. Die nachgewiesene Mindestinfektionsdauer mit 

Bornaviren (also der zeitliche Abstand zwischen Nachweis der Infektion und 

Euthanasie oder Tod des Vogels) lag zwischen null Tagen (die Tiere verstarben, 

bevor der Nachweis der Bornavirus-Infektion vorlag) und 4,25 Jahren. 

Eine Übersicht der klinischen Daten der Bornavirus-positiven Papageienvögel mit 

Art, Alter, Datum der Erstvorstellung in der Klinik, erster positiver 

Bornavirusnachweis, Todestag und Mindestdauer der Bornavirus-Infektion, sind in 

Tabelle B im Anhang dargestellt. 

 

3.2. Probengewinnung 
 

Die Durchführung der Euthanasie der Papageien der vorliegenden Studie erfolgte 

unter Allgemeinanästhesie als Inhalationsanästhesie mit Isofluran (IsoFlo®, 

Albrecht, Aulendorf, Deutschland), mittels Isoflurane Vapor 19,3 (Drägerwerk AG, 

Lübeck, Deutschland) und einer Anflutung mit 5 Volumen % in einer Kopfkammer. 

In der Phase der allgemeinen chirurgischen Toleranz, definiert nach Korbel et al. 

(1998) durch einen Reflexscore mit 4 von 29 möglichen Punkten (verlangsamter, 

aber vollständiger Kornealreflex, unvollständige Mydriasis und Pupillenreflex auf 

Lichteinfall) erfolgte eine intravenöse Injektion von T61 (Wirkstoffe: 200 mg 

Embutramid, 50 mg Mebezonium und 5 mg Tetracain Hydrochlorid pro ml, MSD 

Animal Health, Unterschleißheim/ Köln, Deutschland) in der Dosis von 0,5 ml bis 

2 ml pro Tier. 

Die Zeit vom festgestellten Todeszeitpunkt der Papageienvögel bis zur 

Gewebeentnahme und Verbringung des Kopfes in Zambonifixierlösung betrug bei 

42 Vögeln (32,3 %) zwischen 15 und 30 Minuten, bei 36 Vögeln (27,7 %) über 30 

Minuten bis inklusive 60 Minuten, bei 11 Vögeln (8,5 %) über 60 Minuten und bis 
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inklusive 120 Minuten und bei 41 Vögel (31 %) betrug sie mehr als 120 Minuten. 

Da 17 Tiere morgens tot in den Patienten-Boxen aufgefunden wurden, ist hier eine 

genaue Angabe zum Todeszeitpunkt und der folgenden Verarbeitungszeit nicht 

möglich. Zur Vereinheitlichung wurde bei diesen Proben Mitternacht als 

Todeszeitpunkt festgelegt. 

Allen Papageienvögeln wurde unverzüglich nach der Euthanasie, bei tot 

aufgefundenen Vögeln so schnell als möglich, in der hauseigenen Pathologie die 

Hardersche Drüse entnommen. Da bei den meisten Tieren, die Glandula 

membranae nictitantis aufgrund des umfangreichen retrobulbären Fettgewebes 

nicht identifizierbar und so eine isolierte Entnahme nicht möglich war, wurde die 

Hardersche Drüse in der Regel zusammen mit dem periokulären Gewebe 

entnommen und in Zamboni-Fixiermedium (siehe Kapitel 3.3.2. ĂZamboni-

Fixiermedium) fixiert. Als nächstes wurde der Tierkörper dekapitiert und der 

Schädel median mit einem Messer gespalten. Dann wurde mit der Spitze eines 

frischen Skalpells der rostrale Bereich einer Gehirnhälfte abgestochen und 

herausgehoben. Die so entstandene Gehirngewebeprobe hatte Mindestmaße von 0,5 

x 0,5 x 0,5 cm. Sie wurde zusammen mit Gewebeproben von Leber und Darm 

(inklusive Pankreas), die mittels Scherenschlag gewonnen wurden, mit den 

Mindestmaßen von jeweils 0,5 x 0,5 x 0,5 cm ïnach Organen getrennt- in eine 6-

Loch-Platte verbracht und bis zur weiteren Bearbeitung (molekularbiologisch 

mittels PCR) bei -80 °C eingefroren. Der restliche Kopf wurde in Zamboni-

Fixiermedium konserviert.  

In der Regel lag der gesamte Tierkörper zur Untersuchung vor, lediglich bei drei 

Vögeln konnten nur Proben der Harderschen Drüsen entnommen werden (Tabelle 

2). 

Tabelle 2: Übersicht über die Papageienvögel, von denen nicht der gesamte 

Tierkörper zur Untersuchung vorlag mit Angabe des vorhandenen 

Untersuchungsmaterials (HD, Hardersche Drüse). X = vorhanden 

VeteraNr. Tierart HD rechts HD links 

32778 Edelpapagei x x 

36790 Erzlori x   

38038 Soldatenara x x 
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Alle Tiere der vorliegenden Studie wurden in der klinikeigenen virologischen 

Abteilung molekularbiologisch auf Bornaviren untersucht. Die Diagnostik wurde 

freundlicherweise von den MitarbeiterInnen der Abteilung durchgeführt. Dazu 

wurde eine im Vorfeld entnommene Blutprobe mittels ELISA zum Nachweis von 

Bornavirus-Antikörpern, wie bei Högemann (2018) beschrieben, untersucht (bis 

auf die Bornavirus-infizierten Vögel #34349, #37929, #38763 (Psittacus erithacus) 

und #37676 (Amazona aestiva), für die keine Blutproben verfügbar waren). Zudem 

durchlief eine gepoolte Probe jedes Papageienvogels aus den zwischenzeitlich 

tiefgefrorenen Gewebeproben von Gehirn, Leber und Darm (inklusive Pankreas) 

nach Reverser Transkription sowohl eine RT-PCR (Honkavuori et al., 2008) als 

auch eine konventionelle PCR (Kistler et al., 2008). Durch Sequenzierung der in 

der konventionellen PCR erhaltenen Produkte erfolgte die Identifizierung von 

Virustyp PaBV-2 oder PaBV-4. 

 

3.3. Verwendete Chemikalien 

 

3.3.1. Alkoholreihe 
 

Lösungen Chemikalien (Hersteller) 

Clearant (AppliClear 

Xylol -Ersatz) 

AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Xylol p.A. Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 

Alkohol 100 % Ethanol 99 % (V/V) vergällt (CLN, Freising, 

Deutschland) 

Alkohol 96 % verdünnt mit Aqua demin. aus Ethanol 99 % (V/V) 

vergällt (CLN, Freising, Deutschland) 

Alkohol 80 % verdünnt mit Aqua demin. aus Ethanol 99 % (V/V) 

vergällt (CLN, Freising, Deutschland) 

Alkohol 70 % verdünnt mit Aqua demin. aus Ethanol 99 % (V/V) 

vergällt (CLN, Freising, Deutschland) 

Alkohol 50 % verdünnt mit Aqua demin. aus Ethanol 99 % (V/V) 

vergällt (CLN, Freising, Deutschland) 

Aqua demin. hier: VE-Wasser (vollentsalzt) 

 

 

 



III. Material und Methoden 

 

 

50 
 

3.3.2. Zamboni-Fixiermedium 
 

Lösungen Chemikalien (Hersteller) 

Sörensen-Puffer Di-Natriumhydrogenphosphat (Na2HPO4) (Carl Roth 

GmbH + Co. KG, Karlsruhe, Deutschland) 

  H2O  

  

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4) (Merck KGaA, 

Darmstadt, Deutschland) 

  

Natronlauge (NaOH), 25%ig und 50%ig (Carl Roth 

GmbH + Co. KG, Karlsruhe, Deutschland) 

  

22,39 g Na2HPO4 + 2 H2O und 4,08 g KH2PO4 in 800 

ml Aqua demin. lösen 

  mit konzentriertem NaOH auf pH-Wert 7,45 einstellen 

  mit Aqua demin. auf 1000 ml auffüllen 

  

Paraformaldehyde extra pure (Merck KGaA, 

Darmstadt, Deutschland) 

  

gesättigte Pikrinsäure (Picric Acid-Solution 1,2%, 

AppliChem, Darmstadt, Deutschland) 

  

40 g Paraformaldehyd und 850 ml Sörensen-Puffer bei 

100 °C auf dem Magnetrührer ein bis zwei Stunden 

rühren, bis die Lösung klar ist 

  bei Zimmertemperatur abkühlen 

  150 ml Pikrinsäure (1,2 %) zugeben  

  

zur längeren Lagerung in Aliquots zu 80-90 ml 

einfrieren 

 

3.3.3. Standardfärbung Hämatoxylin-Eosin 
 

Lösung Chemikalien (Hersteller) 

Hämatoxylin Hämatoxylin (Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland) 

 

Natriumjodat (NaJO3) (Merck KGaA, Darmstadt, 

Deutschland) 

 

Kaliumaluminiumsulfat Dodecahydrat (Merck KGaA, 

Darmstadt, Deutschland) 

 Chloralhydrat (Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland) 

 

Zitronensäure Monohydrat (Merck KGaA, Darmstadt, 

Deutschland) 

 

1 g Hämatoxylin in 1000 ml Aqua demin. lösen, 200 

mg Natriumjodat (NaJO3) und 50 g Kalialaun in der 

Hämatoxylinlösung unter Schütteln lösen; die so 

erhaltene Lösung soll blauviolett sein. 

 

50 g Chloralhydrat (Stabilisator) und 1 g Zitronensäure 

zugeben 

Farbumschlag nach rotviolett 

Eosin Eosin G (Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland) 
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 Eisessig (Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland) 

  0,1 % Eosinlösung  

  

1 g Eosin in 100 ml Aqua demin. lösen.  

Vor Gebrauch 1:10 verdünnen und pro 100 ml 1 

Tropfen Eisessig zugeben. 

 
 

3.3.4. Spezialfärbungen 
 

3.3.4.1. Immunhistochemische Färbung Bornavirus 
 

Lösung Chemikalien (Hersteller) 

PBS-Pulver Dulbeccós PBS ohne Ca2+/ Mg2+ (Trockensubstanz) 

(Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland)  
Stammlösung: 477.75g PBS-Pulver + 5 Liter Aqua 

demin.  
Gebrauchslösung: 500 ml PBS (10x Stammlösung) + 

4,5 Liter Aqua demin., pH auf 7.4 einstellen 

H2O2 Wasserstoffperoxid 30 % (Carl Roth GmbH + Co. KG, 

Karlsruhe, Deutschland) 

Ziegenserum Goat-Serum, sterile filtered (Biowest, Nuaillé, 

Frankreich) 

Primärantikörper 

Bornavirus 

Anti-PaBV-2-Nukleoprotein (rekombinant), 

Kaninchen-polyklonal, zur Verfügung gestellt von 

Prof. Dr. B. Kaspers (Veterinärwissenschaftliches 

Department, Institut für Physiologie, LMU München) 

Antikörperstammlösung Ansatz: 40 ml PBS 1fach + 2 ml Ziegenserum + 40 µl 

10 % NaN3 

Sekundärantikörper 

Bornavirus 

Biotinylated Anti-Rabbit IgG (H+L) (made in Goat) 

1,5 mg (Vector Laboratories Inc., Burlington, CA, 

USA) 

ABC-Lösung Vectastain ABC-Kit (Firma Biozol Diagnostica 

Vertrieb GmbH, Eching, Deutschland) 

DAB 

 

3,3-Diaminobenzidin, DAB-Puffertabletten für die 

Immunhistochemie (Merck KGaA, Darmstadt, 

Deutschland)   
eine Tablette auf 15 ml Aqua demin., mindestens eine 

Stunde rühren unter Lichtabschluss (unter einer 

Pappbox), portionsweise abfüllen + einfrieren, bei 

Verwendung pro 1 ml 3µl H2O2 30 % zur Aktivierung 

dazu geben 
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3.3.4.2. Immunhistochemische Färbung ß-III -Tubulin  
 

Lösungen Chemikalien (Hersteller) 

Citratpuffer Citronensäure C6H8O7 (Carl Roth GmbH + Co. KG, 

X863.2, Karlsruhe, Deutschland)  
10,5 g Citronensäure + 5 Liter Aqua demin., pH auf 

6.0 einstellen 

PBS Dulbeccós PBS ohne Ca2+/ Mg2+ 

(Trockensubstanz) (Biochrom GmbH, L182-50, 

Berlin, Deutschland)  
Stammlösung: 477.75g PBS-Pulver + 5 Liter Aqua 

demin.  
Gebrauchslösung: 500 ml PBS (10x Stammlösung) + 

4,5 Liter Aqua demin., pH auf 7.4 einstellen 

Primärantikörper 

ß-III -Tubulin 

Anti-ß-III -Tubulin, Maus-Monoclonal, IgG-2a 

Fraktion (abcam, AB 78078, Cambridge, MA, USA) 

Ziegenserum Normal Goat Serum (Vector Laboratories, S-1000, 

Burlingamen, CA, USA) 

H2O2 Wasserstoffperoxid 30 % (Carl Roth GmbH + Co. 

KG, 8070.4, Karlsruhe, Deutschland) 

Sekundärantikörper 

ß-III -Tubulin 

Biotinylated Anti-Maus IgG (H&L), Affinity Purified, 

Made in Goat (Vector Laboratories, BA-9200, 

Burlingamen, CA, USA) 

ABC-Lösung Vectastain Elite Kit (Vector Laboratories, PK-6100, 

Burlingamen, CA, USA) 

DAB 3,3-Diaminobenzidin  

  DAB+ Substrat Puffer (Agilent Technologies GmbH 

& Co. KG, DAKO, K3468, Waldbronn, Deutschland) 

  DAB+ Chromogen (Stock) (Agilent Technologies 

GmbH & Co. KG, DAKO, K3468, Waldbronn, 

Deutschland) 

  28 µl DAB Stock + 1372 µl DAB Substrat 

 

3.4. Anfertigung histologischer Präparate 
 

Die kompletten Köpfe der Papageienvögel mussten vor der histologischen 

Verarbeitung entkalkt werden. Hierzu wurde Osteosoft mild decalcifier-solution for 

histology® (Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland) verwendet. Die 

Entkalkungsdauer wurde individuell festgelegt. Je nach Kalzifizierungszustand und 

Größe des Präparates konnte es zwischen wenigen Tagen und mehreren Monaten 

dauern, bis die Präparate weiter zugeschnitten und eingebettet werden konnten. Bei 

großen Tieren (wie z. B. Aras) oder auch Papageien mit einem besonders robusten 
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Schnabelhorn (wie z. B. den Amazonen) erfolgte eine Abtrennung des Schnabels 

mit einer oszillierenden Säge (Elektonik Power Autopsiesäge, 

230Volt/50Herz/500Watt, 6500-24000 Schwingungen, Deutschland) nach den 

ersten Entkalkungsmediumwechseln, die den Schädel erweicht hatten, um den 

weiteren Entkalkungsprozess zu beschleunigen. Zur Beurteilung des 

Entkalkungsgrades wurden Röntgenbilder (Gierth HF 400 A mit 

Anatomieprogramm, High Frequency Diagnostic X-Ray Unit, Röntgenröhre XD4-

120, Riesa, Deutschland) mit einer Spannung von 44 kV und 3,45 mAs Energie bei 

einem Film-Fokusabstand von 80 cm auf Röntgenplatten (Agfa CR HD 5.0 FLFS 

Directrix microspot Exam, Agfa Health Care NV, Mortsel, Belgien) angefertigt. 

Nach Entwicklung der Bilder erfolgte die visuelle Auswertung mit 

Vergleichsbildern der vorherigen Woche, um den Verkalkungszustand der 

Präparatsteile zu beurteilen. Bei zweimal in Folge fehlenden weiteren 

Entkalkungserfolgen wurde mit der histologischen Entwässerung und Einblockung 

begonnen. In variierenden Abständen wurde ein Wechsel der Entkalkerlösung 

durchgeführt, hierzu wurde die verbrauchte Entkalkerlösung abgegossen und neue 

Flüssigkeit in den Behälter mit dem zu entkalkenden Papageienkopf gegeben und 

darauf geachtet, dass der Kopf komplett von Entkalkerflüssigkeit bedeckt war.  

Der Zuschnitt der entkalkten Papageienköpfe erfolgte je nach Größe der Tiere 

unterschiedlich und wie folgend beschrieben in zwei bis drei Gewebeblöcke pro 

Kopfhälfte und somit in vier bis sechs Gewebeblöcke pro Kopf. Zunächst wurde 

bei allen Tieren der gesamte Schädel median halbiert und das Schnabelhorn kaudal 

der Nasenlöcher abgesetzt. 

Bei Wellensittichen, Nymphensittichen und anderen kleinen Papageienvögeln, wie 

z. B. Ziegensittichen und Unzertrennlichen, wurden nur zwei Gewebeblöcke pro 

Kopfseite angefertigt. Der erste Gewebeblock enthielt das Schädelgewebe bis zur 

rostralen Kante der Augenhöhle, der zweite Gewebeblock die knöcherne 

Augenhöhle mit den kompletten erhaltenen Weichteilgewebestrukturen, die sie 

umgaben. 

Bei größeren Papageienvögeln, wie z. B. Graupapageien, Amazonen und Aras, 

wurden drei Gewebeblöcke pro Kopfhälfte angefertigt. Der erste Gewebeblock 

enthielt das Schnabel- und Schädelgewebe bis zur rostralen Kante der Augenhöhle, 



III. Material und Methoden 

 

 

54 
 

der zweite Gewebeblock die Scheibe von der rostralen Kante der Augenhöhle bis 

zum Ende der Nasenhöhle, der dritte Gewebeblock die kaudale Hälfte der 

Augenhöhle und Anteile der Schädelhöhle, eventuell mit Gehirn. 

Dann wurden die Gewebeblöcke beider Seiten bei Bedarf, meistens bei den sehr 

großen Tieren wie z. B. Aras, nochmals an den Kanten zugeschnitten, damit sie in 

die histologischen Einbettkassetten (Maße 3 x 2,6 cm, Einbettkassetten weiß 0,5 

cm hoch, Megakassetten 1 cm hoch, beide MEDITE GmbH, Burgdorf, 

Deutschland) passten. Die Einbettung erfolgte stets so, dass die rostrale Fläche der 

Gewebestücke als Anschnittfläche im späteren Block vorlag. Die Gewebeblöcke 

wurden in die histologischen Einbettkassetten eingelegt und dann mit dem 

zugehörigen Deckel verschlossen. Diese wurden in einen Entwässerungsautomaten 

(Spin Tissue Processor Microtom STP 120, Thermo Fisher Scientific, Waltham, 

MA, USA) überführt, dort maschinell entwässert und mit Paraffin (Tissue-Tek III 

Paraffin, Sakura Finetek, Europe, BV, Alphen aan den Rijn, Holland) durchtränkt 

(Tabelle 3).  

Da bei den separat entnommenen periokularen Weichteilgewebestücken mit 

Harderschen Drüsen ein Entkalken nicht notwendig war, wurden diese nach 

frühestens zwei Tagen Fixierdauer aus dem Zamboni-Fixiermedium in ihrer 

histologischen Einbettkassette in den Entwässerungsautomaten überführt und 

ebenso wie die entkalkten Gewebeblöcke nach Protokoll (Tabelle 3) automatisch 

paraffiniert. Die einzelnen Schritte sind in Tabelle 3 dargestellt.  

Tabelle 3: Schritte zur Paraffinierung der entkalkten Gewebeblöcke und der 

Weichteilgewebe mit Harderschen Drüsen im Spin Tissue Processor Microtom STP 

120 (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) mit durchlaufenem Medium 

und Zeitdauer. 

Medium Zeitdauer 

Leitungswasser 60 Minuten 

Alkohol 70 % 60 Minuten 

Alkohol 70 % 120 Minuten 

Alkohol 96 % 60 Minuten 

Alkohol 96 % 60 Minuten 

Isopropanol 100 % 60 Minuten 

Isopropanol 100 % 60 Minuten 

Clearant (Xylol-Ersatz) 60 Minuten 
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Clearant 60 Minuten 

Clearant 60 Minuten 

Paraffin 50 Minuten 

Paraffin 50 Minuten 

Paraffin 60 Minuten 

Paraffin 80 Minuten 

  
Gesamtdauer 15 Stunden 

 

Das Ausgießen und Aufblocken erfolgte manuell am Einbettautomaten (Tissue-Tek 

Embedding Console, Model 4593, Sakura, Bayer Diagnostics, Orcq Tournai, 

Belgien). Zuerst wurden die Ausgießförmchen aus Stahlblech (Tissue-Tek, Sakura, 

Bayer Diagnostics, Orcq Tournai, Belgien) bis zur Hälfte der Form mit flüssigem 

Paraffin gefüllt und dann das, wie oben beschrieben vorbehandelte Präparat mit 

einer Pinzette so platziert, dass es gerade und mit der späteren Anschnittfläche nach 

unten durch Auflegen des Ausgießförmchens auf die Kühlplatte kurz anfixiert 

werden konnte. Der Deckel der zugehörigen histologischen Einbettkassette wurde 

waagerecht auf den Rand des Ausgießförmchens aufgelegt und das 

Ausgießförmchen aus Stahlblech mit dem aufliegenden Einbettkassettendeckel 

vollends bis zum oberen Rand mit Paraffin gefüllt und auf die Gefrierplatte des 

Einbettautomaten gestellt. Da das abkühlende Paraffin absackte, wurde das 

Ausgießförmchen aus Stahlblech erneut mit Paraffin nachgefüllt, bis der Boden des 

Deckels der Einbettkassette völlig mit Paraffin bedeckt blieb. Wenn das Paraffin 

völlig erkaltet war, was je nach Größe zwischen fünf und zehn Minuten dauerte, 

wurde der so entstandene Block aus dem Ausgießförmchen aus Stahlblech gelöst. 

Die Blöcke wurden bis zur Weiterverarbeitung bei Raumtemperatur gelagert. 

Von den fertigen, erkalteten Blöcken wurden mit einem Schlittenmikrotom (SM 

2000 R, Seriennummer 4167, LEICA, Biosystems GmbH, Nussloch, Deutschland) 

Schnitte von 4 µm bei weichem Gewebe, wie Gehirn und Harderscher Drüse, mit 

den Microtomklingen Feather Microtome Blade stainless Steel R35 (pfm medical 

AG, Köln, Deutschland) angefertigt. Für die gemischten Gewebe, die auch feste 

Strukturen enthielten, wie das Gehirn mit entkalktem umgebendem Schädel oder 

den Nasenhöhlen, wurden mit den Microtomklingen Feather Microtome Blade 

stainless Steel N35HR (pfm medical AG, Köln, Deutschland) Schnitte mit einer 

Schnittdicke von 6 µm bis zu 10 µm angefertigt, um einem Zerreißen der Präparate 
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entgegenzuwirken. Dabei wurde so dünn wie möglich, je nach Erhalt des Gewebes 

und des Blockinhaltes, geschnitten, ohne jedoch den Gewebezusmmenhalt des 

Schnittes zu gefährden. In Tabelle C im Anhang sind die angefertigten 

Schnittdicken bei den einzelnen Tieren und den einzelnen Blöcken aufgeführt. 

Dafür wurden die Anschnittflächen der Blöcke, die Weichgewebe wie Gehirn oder 

ausschließlich Drüsengewebe enthielten, zunächst fünf Minuten auf einer 

Kühlplatte (Kühlplatte COP 30, medite Medizintechnik, Burgdorf, Deutschland) 

auf 0 °C gekühlt. Blöcke, die hauptsächlich Schädelteile enthielten, wurden nicht 

gekühlt, da dieser Vorgang sich negativ auf die Schneidbarkeit des Gewebes 

auswirkte. Dann wurde mit dem Schlittenmikrotom von den Blöcken solange 

Material abgeschnitten, bis eine großflächige Präparatanschnittfläche des in diesem 

Block aufgesuchten Gewebes erreicht war. Das respiratorische Epithel wurde in 

dem Block der Nasenhöhle aufgesucht. Ebenso wurde die Nasendrüse im Bereich 

der Nasenhöhle untersucht. Die Tränendrüse und die Hardersche Drüse wurden in 

den Augenhöhlen-Blöcken gesucht, wobei die Glandula membranae nictitantis bei 

manchen Tieren durch separate Entnahme in einem einzelnen Block vorlag. Die 

Orientierung der einzelnen Gewebeblöcke wurde stets so gewählt, dass eine 

Schnittführung von rostral nach kaudal erfolgte. Eine Ausnahme bildeten die 

Blöcke, in denen exemplarisch das olfaktorische Epithel aufgesucht wurde. Hier 

erfolgte die Einbettung in den Block mit der medianen Fläche als Anschnittfläche, 

es wurden Serienschnitte nach lateral abgetragen. 

Alle Schnitte wurden mittels nassen Blumenseidenpapierstreifen von der Klinge 

des Schlittenmikrotoms abgehoben und zur Streckung in ein 48 °C (Ausnahme 

Gehirn: nur 42 °C) warmes Wasserbad (Wasserbad, Model HI 1210, LEICA, 

Biosystems GmbH, Nussloch, Deutschland) mit destilliertem Wasser gebracht. 

Dann wurden die Schnitte auf Objektträger (medizinische Objektträger mit 

einseitigem farbigem Mattrand, 26 x 76 mm, 1-1,2 mm stark, medite 

Medizintechnik, Burgdorf, Deutschland) aufgefischt.  

Mittels einer Labor-Stereolupe mit Durchlichtbeleuchtung wurden die Schnitte 

dahingehend untersucht, ob sie das in dieser Studie zu untersuchende Gewebe 

enthielten. War dies nicht der Fall, wurden jeweils weitere 10 Schnitte à 10 µm vom 

Block abgetragen und erneut, wie oben beschrieben, nach dem zu untersuchenden 
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Gewebe gesehen. Unter Umständen wurde der Vorgang so lange wiederholt, bis 

sich das zu untersuchende Gewebe auf dem Objektträger befand oder der Block 

ohne das Auffinden von dem zu untersuchenden Gewebe aufgearbeitet war. Nach 

Auffinden des zu untersuchenden Gewebes wurden weitere 10 Schnitte angefertigt 

und alle zehn Objektträger der weiteren histologischen Verarbeitung zugeführt. Zur 

Darstellung des olfaktorischen Epithels mit Riechnerven wurden Serienschnitte 

nach lateral abgetragen und Schnitte vom Beginn des Erscheinens des Riechnerven 

bis zu seinem Ende auf Objektträger aufgezogen. Für die Schnitte, die einer 

immunhistochemischen Färbung zugeführt werden sollten, wurden 

SuperfrostPlus® Objektträger (75 x 25 mm, Thermo Scientific, Menzel Gläser, 

Braunschweig, Deutschland) verwendet. Zur Trocknung wurden alle Objektträger 

30 Minuten auf einem Objektträgerständer auf einer Heizplatte (Heizplatte, Typ 

3P13, MEDAX, Nagel GmbH, Kiel, Deutschland) bei 48 °C getrocknet und dann 

über Nacht bei 48 °C im Trockenschrank (UTI2P, Thermo Fisher Scientific, 

Haereus Instruments, Hanau, Deutschland) gelagert. 

Am nächsten Tag wurden aus den zehn Schnitten die vier Schnitte ausgewählt, die 

das gesuchte Gewebe am großflächigsten enthielten und keine technischen Defekte 

sowie den besten Gewebeerhalt aufwiesen, und mit Hämatoxylin-Eosin gefärbt 

(Tabelle 4). Das Eindecken erfolgte mit Eukitt® (ehem. O. Kindler GmbH & Co, 

jetzt ORSAtec GmbH, Bobingen, Deutschland) und mit Deckgläsern (23,8 x 50 

mm #1, 0,13-0,17 mm, medite Medizintechnik, Burgdorf, Deutschland).  

Tabelle 4: Arbeitsschritte zur Färbung mit Hämatoxylin-Eosin. 

Medium Zeitdauer Bemerkungen 

Xylol  10 Minuten   

Xylol  10 Minuten   

Xylol + Alkohol 100 % 5 Minuten im Verhältnis 2:1 

Alkohol 100 % 3 Minuten   

Alkohol 100 % 3 Minuten   

Alkohol 96 % 3 Minuten   

Alkohol 80 % 3 Minuten   

Alkohol 70 % 3 Minuten   

Alkohol 50 % 3 Minuten   

Aqua demin. 3 Minuten   

Hämatoxylin 7 Minuten   

Aqua demin. 3 mal eintauchen   
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Leitungswasser 10 Minuten fließend  

Aqua demin. 3 mal eintauchen   

Eosin 5 Minuten wässrig, 0,1 % 

Aqua demin. 3 mal eintauchen   

Alkohol 70 % 3 mal eintauchen   

Alkohol 80 % 3 mal eintauchen   

Alkohol 96 % 1 Minute   

Alkohol 100 % 2 Minuten   

Alkohol 100 % 2 Minuten   

Xylol + Alkohol 100 % 5 Minuten im Verhältnis 2:1 

Xylol  10 Minuten   

Xylol  10 Minuten   

      

eindecken mit Eukit®     

 

Unter dem Axiophot Fluoreszenz Phasenkontrast Mikroskop #5592 (Carl Zeiss, 

Jena, Deutschland) wurden auf den gefärbten Schnitten Bereiche ausgewählt, die 

das zu untersuchende Gewebe gut repräsentierten. Diese Bereiche wurden dann 

unter der Verwendung von benachbarten, noch ungefärbten Schnitten, mit den 

nachfolgend beschriebenen Färbungen genauer untersucht. 

Zum Nachweis von Bornavirus-Antigen wurde ein polyklonaler Anti-PaBV-N-

Protein-Antikörper aus dem Kaninchen verwendet (Kaspers, 2018, persönliche 

Mitteilung). Die Schritte der immunhistochemischen Färbung sind in Tabelle 5 

zusammengefasst.  

Tabelle 5: Arbeitsschritte zum immunhistochemischen Nachweis von PaBV-N-

Protein in histologischen Schnitten von Papageienvögeln. 

Medium Zeitdauer Bemerkungen 

Xylol  5 Minuten  
Xylol  5 Minuten  

Isopropyl + Alkohol 100 % 5 Minuten im Verhältnis 2:1 

Alkohol 100 % 2 Minuten  
Alkohol 100 % 2 Minuten  
Alkohol 96 % 2 Minuten  
Alkohol 80 % 2 Minuten  
Alkohol 70 % 2 Minuten  
Alkohol 50 % 2 Minuten  
Aqua demin. 3 Minuten  
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H2O2 0,3 % 13 Minuten Stammlösung mit PBS 

1fach verdünnt 

PBS 1fach 3 mal eintauchen  
Ziegenserum 3 % 45 Minuten Stammlösung mit PBS 

1fach verdünnt 

Primärantikörper 1:1000 über Nacht verdünnt in 

Antikörperstammlösung, 

Inkubation bei 4°C 

PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  

Sekundärantikörper 1:200 60 Minuten Verdünnt mit PBS 1fach 

PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  

ABC-Kit: Lösung A und B 60 Minuten jeweils 1ml PBS 1fach 

+ 10µl A + 10µl B 

PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  

DAB 

(3,3',4,4' ïTetraaminobiphenyl-

tetrahydrochlorid) 

10 Minuten Toxisch! (Handschuhe) 

Leitungswasser 3 mal eintauchen  
Mayers Hämalaun 5 Sekunden  

Aqua demin. 3 mal eintauchen  
Leitungswasser 10 Minuten fließend 

Aqua demin. 3 mal eintauchen  
Alkohol 70 % 3 mal eintauchen  
Alkohol 80 % 3 mal eintauchen  
Alkohol 96 % 1 Minute  
Alkohol 100 % 2 Minuten  
Alkohol 100 % 2 Minuten  

Alkohol 100 % + Isopropyl 5 Minuten Verhältnis 2:1 

Xylol  10 Minuten  
Xylol  10 Minuten  

   
 eindecken mit Eukitt®   

 

Um den Riechnerven im Bereich der olfaktorischen Schleimhaut darzustellen, 

wurden einige ausgewählte Serienschnitte mit immunhistochemischer ß-III -

Tubulin-Färbung bearbeitet. 
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Die Arbeitsschritte der ß-III -Tubulin-Färbung (Tabelle 6) entsprachen 

weitestgehend dem der immunhistochemischen Färbung zur Detektion von PaBV-

N-Protein. Hier wurde aber zusätzlich nach dem Entparaffinieren ein Kochvorgang 

in Citratpuffer durchgeführt, um die Zellmembranpermeabilität des Gewebes zu 

verbessern. 

Tabelle 6: Arbeitsschritte der ß-III -Tubulin-Färbung zum Nachweis der 

Riechnerven im Bereich der Riechschleimhaut von Psittaziden. 

Medium Zeitdauer Bemerkungen 

Xylol  10 Minuten  
Xylol  10 Minuten  

Xylol + Alkohol 100% 5 Minuten im Verhältnis 2:1 

Alkohol 100 % 3 Minuten  
Alkohol 100 % 3 Minuten  
Alkohol 96 % 3 Minuten  
Alkohol 80 % 3 Minuten  
Alkohol 70 % 3 Minuten  
Alkohol 50 % 3 Minuten  
Aqua demin. 3 Minuten  
Citratpuffer 10 Minuten kochen (in der 

Mikrowelle, bei 638Watt) 

PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  

Ziegenserum 5 % 60 Minuten 

Stammlösung verdünnt 

mit PBS 1fach 

Primärantikörper 

1:1000 

über Nacht Stammlösung verdünnt in 

5 % Ziegen-Serum mit 

PBS 1fach, 

Inkubation bei 4°C 

PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
H2O2 0,3 % 30 Minuten Stammlösung verdünnt 

mit PBS 1fach, 

unter Lichtabschluss 

PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  

Sekundärantikörper 

1:200 

60 Minuten Stammlösung verdünnt in 

5 % Ziegen-Serum mit 

PBS 1fach 

PBS 1fach 5 Minuten  
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PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  

ABC-Kit: Lösungen A 

und B 

60 Minuten Stammlösung verdünnt 

1:50 mit PBS 1fach 

PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  
PBS 1fach 5 Minuten  

DAB 

(3,3-Diaminobenzidin) 

10 Minuten Stammlösung verdünnt 

1:50 mit PBS 1fach, 

toxisch! 

Leitungswasser 3 mal eintauchen  
Aqua demin. 5 Minuten  

Mayers Hämalaun 45 Sekunden  
Aqua demin. 3 mal eintauchen  

Leitungswasser 10 Minuten fließend 

Aqua demin. 3 mal eintauchen  
Alkohol 50 % 3 Minuten  
Alkohol 70 % 3 Minuten  
Alkohol 96 % 3 Minuten  
Alkohol 96 % 3 Minuten  
Alkohol 100 % 3 Minuten  
Alkohol 100 % 3 Minuten  

Alkohol 100% + Xylol 5 Minuten im Verhältnis 2:1 

Xylol  10 Minuten  
Xylol  10 Minuten  

   
eindecken mit Eukitt®   

 

Die gefärbten Schnitte, die das zu untersuchende Gewebe am besten darstellten, 

wurden für die Fotodokumentation ausgewählt. Photographien wurden mit der 

HAL 100 (12 Volt max 100 W, 447219, 1039-685, Carl Zeiss, Jena, Deutschland) 

gekoppelt an das Axiophot Fluoreszenz Phasenkontrast Mikroskop #5592 (Carl 

Zeiss, 451887, Jena, Deutschland) mit Plan-Neofluar Objektiven (5x/0,15 , Ð 0,17, 

440320; 10x/0,30, Ð 0,17, 440330; 20x/0,15, Ð 0,17, 440340) und mit der Software 

AxioVision (Version ĂAxio Vision Special Edition 64bit Release 4.9.1 SP2 (10-

2015)ñ (Carl Zeiss, Jena, Deutschland) angefertigt. Die Photographien wurden 

unter Verwendung eines 20fach vergrößernden Objektives erstellt oder, bei großen 

Präparaten, in einer geringeren Vergrößerung angefertigt und durch 

Detailaufnahmen mit dem 20fach vergrößernden Objektiv ergänzt. Es erfolgte 

keine Bearbeitung der Fotos, um ein realistisches, unoptimiertes Bild der im 
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Laboralltag angefertigten Präparate zu erhalten. Damit sollte eine bessere 

Vergleichbarkeit mit Präparaten, die im Labor selbst angefertigt werden, als mit 

dem optimierten Bildmaterial aus Lehrbüchern gewährleistet werden.
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IV. Ergebnisse 

Durch die Hämatoxylin-Eosin-Färbung (HE-Färbung), die das in der Histologie am 

häufigsten verwendete Standardverfahren ist, werden saure, basophile Strukturen 

blau gefärbt und alle basischen Anteile rot. Dadurch stellen sich vor allem Zellkerne 

mit ihrer enthaltenen Desoxyribonukleinsäure (DNA) und das raue 

endoplasmatische Retikulum (rER), welches mit Ribosomen besetzt ist, blau dar. 

Die Interzellularsubstanz und basische Anteile des Zytoplasmas färben sich im 

Gegensatz dazu rot (Sinowatz & Rodler, 2011).  

Das respiratorische Epithel wurde auf der Concha nasalis media beurteilt, wenn es 

die Qualität der Erhaltung des Gewebes ermöglichte. Vollmerhaus & Sinowatz 

(2004) beschreiben die Concha nasalis media als größte Nasenmuschel, die 

schneckenhausförmig nach ventral eingerollt ist. Bei den in dieser Studie 

untersuchten Papageienvögeln konnten stets eine Einrollung nach ventral und 

zusätzlich nach dorsal beobachtet werden, allerdings waren die Windungen nicht 

so stark ausgeprägt wie bei Säugetieren. 

 

3.1. Respiratorische Schleimhaut (Regio respiratoria) 

 

3.1.1. Wellensittich (Melopsittacus undulatus) 
 

Die Auskleidung der Nasenhöhle bestand beim Wellensittich aus einem 

mehrreihigen, hochprismatischen Flimmerepithel mit zahlreichen, meist 

mehrzelligen exokrinen, endoepithelialen, mukösen oder mukoazinären Drüsen 

und möglicherweise auch mit einzelligen Becherzellen (Abb. 1a, b). Während alle 

Epithelzellen der Basalmembran aufsaßen, erreichten nicht alle das freie Lumen der 

Nasenhöhle. Dadurch lagen nicht alle Kerne auf der gleichen Höhe. Wenn eine 

Zelle die Oberfläche und somit das Lumen der Nasenhöhle erreichte, dann trug sie 

Kinozilien. Die schleimabsondernden Drüsenzellen im Epithel saßen mit ihrem 

basalen Anteil fast vollständig der Basallamina auf.  

Die Concha nasalis media wurde am konvexen Teil der Windung, vor allem im 

Randbereich, in der Lamina propria mucosae von vielen Blutgefäßen durchzogen. 
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Bei Wellensittich #19995 waren diese deutlich zu erkennen, da sie hochgradig mit 

Erythrozyten angefüllt waren (Abb. 1a). Das respiratorische Epithel auf der 

konkaven Fläche der Windung oder dem Septum nasi war dagegen nur gelegentlich 

von Gefäßen unterlagert, die nicht so voluminös ausgebildet waren, und hatte eine 

weniger stark ausgebildete Lamina propria mucosae (Abb. 1b). 

  

      1                     1  

                       

             2      3 

                   2 

  a      b 

Abb. 1 a) Wellensittich #19995, respiratorisches Epithel auf Concha nasalis 

media und Septum nasi, Erythrozytenansammlung im Endbereich der Concha, 

respiratorisches Epithel mit mukösen Drüsen (1), Hyaliner Knorpel  (2), 

Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) respiratorisches Epithel mit untergelagerter 

Lamina propria mucosae mit Fibrozytenauf der konvexen Seite der Windung 

der Concha nasalis media (1), intraepitheliale, muköse Drüsen im 

respiratorischen Epithel auf der konkaven Seite der Windung der Concha 

nasalis media (2), Hyaliner Knorpel  (3), Färbung Hämatoxylin-Eosin 

 

3.1.2. Nymphensittich (Nymphicus hollandicus) 
 

Auch bei Nymphensittichen ließ sich eine Einrollung der Concha nasalis media 

nach ventral und dorsal beobachten. Vor allem an der konvexen Fläche war der 

respiratorischen Schleimhaut eine Großzahl von Gefäßen untergelagert. Der 

Aufbau des Gewebes entsprach dem beim Wellensittich. Bei Nymphensittich 

#25693 konnte eine Füllung der Gefäße mit Erythrozyten beobachtet werden (Abb. 

2a), diese war jedoch nicht so stark ausgeprägt wie bei Wellensittich #19995 (Abb. 

1b). Dafür konnte bei Nymphensittich #25693 deutlicher die Anzahl und die 

Verteilung der Blutgefäße um die ganze Windung der Concha nasalis media 

dargestellt werden (Abb. 2a). Bei Nymphensittich #34580 konnte eine Ruptur der 



IV. Ergebnisse 

 

 

65 
 

Gefäßwand und die Freisetzung der enthaltenen Erythrozyten dargestellt werden 

(Abb. 2b). 

           1 

 

 

 

 

  a      b  

Abb. 2 a) Nymphensittich #25693, respiratorisches Epithel an konvexer Seite 

der Windung der Concha nasalis media, unterlagert von zahlreichen 

Blutgefäßen, die mit Erythrozyten angefüllt sind, Färbung Hämatoxylin-

Eosin, b) Nymphensittich #34580, respiratorisches Epithel, 1: Ablösung der 

Lamina propria mucosae vom Knorpel, durch Ruptur der Blutgefäße 

Ablagerung von zahlreichen Erythrozyten, Färbung Hämatoxylin-Eosin 

 

3.1.3. Ziegensittich (Cyanoramphus novaezelandiae) 

 

Auch beim Ziegensittich war eine ventrale und dorsale Windung der Concha 

nasalis media zu beobachten. Der Aufbau des respiratorischen Epithels entsprach 

dem beim Wellensittich. Die Unterlagerung mit Blutgefäßen mit der 

zahlenmäßigen Häufung und dem größeren Lumen an der konvexen Fläche der 

Concha nasalis media war auch bei dieser Vogelart zu finden (Abb. 3b). 

           1        1 

 

       3  3        4 

         2           3 

                 2 
  a      b 
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Abb. 3 a) Ziegensittich #38035, respiratorisches Epithel (1), Nasendrüse mit 

großlumiger Sekretfüllung (2), begleitet von einem Nerv (4) und Blutgefäßen 

(3), Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) Ziegensittich #30668, respiratorisches 

Epithel (1) unterlagert von zahlreichen Erythrozyten an konvexer Fläche der 

Windung der Concha nasalis media, respiratorisches Epithel (2) an konkaver 

Seite der Windung, Hyaliner Knorpel  (3), Färbung Hämatoxylin-Eosin 

 

3.1.4. Schwarzohrpapagei (Pionus menstruus) 
 

Auch beim Schwarzohrpapagei konnte neben einer ventralen auch eine zusätzliche 

dorsale Windung der Concha nasalis media beobachtet werden (Abb. 4a). Das 

respiratorische Epithel glich im Aufbau dem des Wellensittichs. Bei 

Schwarzohrpapagei #34789 stellten sich neben Venen Arterien in der Lamina 

propria mucosae dar (Abb. 4a). Die bereits beim Wellensittich beschriebenen 

Bestandteile des respiratorischen Epithels, und zwar muköse Drüsen, sowie 

hochprismatisches Flimmerepithel und Lamina propria mucosae mit Blutgefäßen, 

waren auch hier erkennbar (Abb. 4b). 

 

      1 

 

   2 
 
 
   a      b 
 

Abb. 4 a) Schwarzohrpapagei #34789, respiratorisches Epithel, Randbereich 

der Concha nasalis media, unterlagert von Venenplexus und zwei Arterien (1), 

hochgradig mit Erythrozyten gefüllt, gegenüber Auskleidung der Nasenhöhle 

(2), Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) zahlreiche intraepitheliale muköse 

Drüsen sitzen teilweise der Basallamina auf, diese ist unterlagert und etwas 

abgelöst von Lamina propria mucosae, darin ein kleines mit Erythrozyten  

gefülltes Blutgefäß, Färbung Hämatoxylin-Eosin 
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3.1.5. Kongo-Graupapagei (Psittacus erithacus) 
 

Bei den in dieser Studie einbezogenen Kongo-Graupapageien wurde das 

Vestibulum nasi, also der Bereich direkt hinter den Nasenlöchern, mit Präparaten 

erfasst. Hier konnte ein mehrschichtiges, verhorntes Plattenepithel dargestellt 

werden (Abb. 5a, b, c). Das untergelagerte Bindegewebe war derb-elastisch und 

stand in enger Verbindung zur Knorpelhaut. Hochprismatisches, mehrschichtiges 

Epithel fand sich in einer kleinen Übergangszone zum respiratorischen Epithel. Wie 

bei Kongo-Graupapagei #45040 dargestellt, konnte im respiratorischen Epithel eine 

hohe Dichte von intraepithelialen Exocrinocyti caliciformes (Becherzellen) und 

mukösen Drüsen beobachtet werden (Abb. 5a, b, c). 

1 2 

 1    1   2 

                   2                                                  3               3 

    a             b           c   
 

Abb. 5 a) Kongo-Graupapagei #45040 (mit nachgewiesener Bornavirus-

Infektion), respiratorische Schleimhaut (1), Übergangsbereich kutane 

Schleimhaut (2) zu respiratorische Schleimhaut, in der Nasenhöhle Zelldebris, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) Übergang kutane Schleimhaut (1) in 

respiratorische Schleimhaut (2) auf Knorpel (3), Färbung Hämatoxylin-Eosin, 

c) respiratorisches Epithel mit zahlreichen mukösen Drüsen (1), 

mehrschichtiges, hochprismatisches Übergangsepithel (2) und 

mehrschichtiges, verhorntes Plattenepithel (3), Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Das respiratorische Epithel des Kongo-Graupapagei glich im Aufbau dem des 

Wellensittichs (Abb. 6b). Bei Kongo-Graupapagei #29823 (Abb. 6a) waren die 

untergelagerten Gefäße ausschließlich an der konvexen Fläche der Windung zu 

erkennen und bereits am Ende der Schnecke kaum noch vorhanden. Bei den 

intraepithelialen mukösen Drüsen von Kongo-Graupapagei #45040 war im 

dargestellten Ausschnitt keine Öffnung ins Lumen der Nasenhöhle erkennbar, sie 

schienen hier vollständig mit hochprismatischen Epithelzellen bedeckt (Abb. 6c). 
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   a     b               c  
 

Abb. 6 a) Kongo-Graupapagei #29823, respiratorisches Epithel an der 

Windung der Concha nasalis media, unterlagert mit Blutgefäßen, keine starke 

Füllung von Kapillaren mit Erythrozyten  erkennbar, Färbung Hämatoxylin-

Eosin, b) respiratorisches Epithel mit zahlreichen mukösen Drüsen, 

aufgelagert auf den Knorpel der Concha nasalis media, Färbung Hämatoxylin-

Eosin, c) Kongo-Graupapagei #45040 (mit nachgewiesener Bornavirus-

Infektion), respiratorisches Epithel mit eingelagerten mukösen Drüsen, 

unterlagert von Lamina propria mucosae, Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Als Detektor für Bornavirusnukleoprotein wurde in der Immunhistochemie ein 

polyklonaler Anti-PaBV-N-Antikörper verwendet. Eine Bindung an Bornavirus-N-

Protein wurde mit einer braunen Farbreaktion sichtbar gemacht. N-Protein ließ sich 

in der Regel im Zellkern, aber häufig auch im Zytoplasma infizierter Zellen 

nachweisen. Als Gegenfärbung wurde Hämalaun verwendet, welches bei nicht-

infizierten Zellen oder in den Fällen, in denen die Menge des N-Proteins unter der 

Nachweisgrenze lag und daher keine braune Färbung festgestellt werden konnte, 

als blauer Kernfarbstoff erkennbar war. 

Bei Kongo-Graupapagei #38763, der mit PaBV-2 infiziert war, ließ sich in der 

kompletten Auskleidung der Nasenhöhle eine Bindung des Antikörpers in allen 

Schichten des Epithels nachweisen (Abb. 7a, b). Die hochprismatischen 

Epithelzellen mit den Kinozilien, die Basalzellen, die Endothelzellen der 

Blutgefäßwände und auch Fibrozyten in der Lamina propria mucosae sowie die 

mukösen Drüsenzellen reagierten positiv für N-Antigen. Die antigenspezifische 

Färbung war hauptsächlich im Zytoplasma der Zellen zu finden, es waren aber auch 

zahlreiche Zellkerne betroffen. Zudem reagierten vereinzelte Kerne der 

Chondrozyten im hyalinen Knorpel Antigen-positiv. Bei dem in der 

konventionellen PCR positiv auf Bornaviren getesteten Kongo-Graupapagei 

#37929, der ebenfalls mit PaBV-2 infiziert war, wurden eine Farbreaktion in der 

Immunhistochemie nur in einzelnen hochprismatischen Epithelzellen und den 
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Kinozilien des respiratorischen Epithels festgestellt (Abb. 7c). Viele Chondrozyten 

im hyalinen Knorpel desselben Vogels zeigten eine intensive Färbung, dabei war 

deutlich häufiger das Zellplasma als der Zellkern betroffen (Abb. 7d). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  a      b 
 
 
 
 
 
 
 

 

  c              d 

Abb. 7 a) Kongo-Graupapagei #38763 (mit nachgewiesener Bornavirus-

Infektion), respiratorisches Epithel, der Kinoziliensaum ist nahezu lückenlos 

positiv eingefärbt, Epithelauskleidungen von Blutgefäßen der untergelagerten 

Lamina propria mucosae weisen in Zellkernen und dem Zytoplasma der Zellen 

eine intensive Färbung auf, ebenso einzelne Chondrozyten des hyalinen 

Knorpels, Färbung IHC Bornavirus, b) Kongo-Graupapagei #38763 (mit 

nachgewiesener Bornavirus-Infektion), stark positiv gefärbten Kernen der 

mukösen Drüsenzellen und der Basallamina, in vielen Zellen (Basalzellen, 

hochprismatische Epithelzellen, Wände der Blutgefäße) ist ausschließlich das 

Zytoplasma angefärbt, Färbung IHC Bornav irus, c) Kongo-Graupapagei 

#37929 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), respiratorisches Epithel, 

in wenigen Zellen eine positive Färbung dargestellt, nahezu ausschließlich im 

Zytoplasma, nur wenige Kerne; Kinozilien und vereinzelte hochprismatische 

Epithelzellen mit schwach positiver Färbung, Färbung IHC Bornavirus, d) 

Kongo-Graupapagei #37929 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), 
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zahlreiche Chondrozyten des hyalinen Knorpels zeigen N-Protein-Färbung im 

Kern und im Zytoplasma, Färbung IHC Bornavirus 

 

3.1.6. Amazonen 
 

Blaustirn-Amazone (Amazona aestiva), Granada-Amazone (Amazona rhodocorytha), 

Kuba-Amazone (Amazona leucocephala), Venezuela-Amazone (Amazona 

amazonica) 

Auch die untersuchten Amazonenarten zeigten eine beidseitige Windung der 

Concha nasalis media nach dorsal sowie auch ventral. Der Aufbau des 

respiratorischen Epithels glich dem beim Wellensittich. Bei den Amazonenarten 

wurde der Windungsbereich der Concha nasalis media ebenfalls größtenteils an der 

konvexen Fläche von zahlreichen Blutgefäßen in der Lamina propria mucosae 

unterlagert (Abb. 8a, b). Bei der Venezuela-Amazone #32270 waren diese Gefäße 

in der Präparation hochgradig mit Erythrozyten angefüllt. In der konkaven Fläche 

der Windung waren nur wenige Gefäße zu finden (Abb. 8c). Bei diesem Vogel fiel 

jedoch eine hohe Zahl an Lymphozyten auf (Abb. 8b, c).  

Bei der Kuba-Amazone #20847, welche in der konventionellen PCR positiv auf 

Bornaviren getestet worden war (PaBV-2), waren neben den vollständig von 

hochprismatischen Epithelzellen überdeckten mukösen Drüsen und auch darunter, 

in der Lamina propria mucosae, mit Erythrozyten gefüllte Blutgefäße zu erkennen 

(Abb. 8d). 

 

 
 
     
 
 
 
 
 
  a                b 
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  c               d 
 

Abb. 8 a) Venezuela-Amazone #32270, respiratorisches Epithel, im 

Randbereich der Windung der Concha nasalis media, unter dem 

respiratorischen Epithel, sind Blutgefäße mit Erythrozyten zu erkennen, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) in der Detailansicht ist zu erkennen, dass die 

großen Blutgefäße hauptsächlich auf der konvexen Seite der Concha nasalis 

media in der Lamina propria mucosae eingelagert sind, bei diesem Tier auch 

hochgradig mit Erythrozyten gefüllt, im linken oberen Bildbereich fällt eine 

Ansammlung von Lymphozyten/Plasmazellen auf, Färbung Hämatoxylin-

Eosin, c) Detailansicht aus dem konkaven Teil der Windung der Concha 

nasalis media, respiratorisches Epithel mit zahlreichen mukösen Drüsen und 

nur gering ausgeprägter Lamina propria mucosae, in die zahlreiche 

Lymphozyten/Plasmazellen eingewandert sind, auf der Basis des hyalinen 

Knorpels, Färbung Hämatoxylin-Eosin, d) Kuba-Amazone #20847 (mit 

nachgewiesener Bornavirus-Infektion), respiratorisches Epithel mit mukösen 

Drüsen und hochprismatischem Epithel, unterlagert von zwei Blutgefäßen 

(mit Erythrozyten gefüllt ) in der wenig ausgeprägten Lamina propria mucosae, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Bei dieser mit PaBV-2-infizierten Kuba-Amazone #20847 konnte bereits in der 

Übersicht des immunhistochemisch gefärbten Präparates eine starke Braunfärbung 

erkannt werden (Abb. 9a). Neben den hochprismatischen Epithelzellen und ihren 

Kinozilien waren bei diesem Vogel auch einzelne Zellen der mukösen Drüsen 

betroffen. Zudem wurde in den Endothelzellen, die das unterlagerte Blutgefäß 

auskleideten, PaBV-N-Antigen nachgewiesen. Die in Massen vorliegenden 

Erythrozyten waren nicht befallen (Abb. 9b). Während alle hochprismatischen 

Epithelzellen und ihre aufsitzenden Kinozilien im Zytoplasma positiv reagierten, 
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waren ihre Zellkerne nur sporadisch betroffen (Abb. 9c, d). An der konvexen Fläche 

der Conchenwindung konnte in der Lamina propria mucosae eine schwache 

Anfärbung bei einzelnen Fibrozyten beobachtet werden. In den Chondrozyten des 

hyalinen Knorpels oder den dortigen Drüsenzellen erfolgte bei diesem Tier kein 

Nachweis von PaBV-N-Protein. 

 
 
  

 
 

 
 
 
 
 

 
a               b 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

  c                d 
 

Abb. 9 a) Kuba-Amazone #20847 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), 

respiratorisches Epithel, Randbereich der Windung der Concha nasalis media, 

Lamina propria mucosae von zahlreichen großlumigen Blutgefäßen 

unterlagert, alle hochgradig mit Erythrozyten gefüllt, respiratorisches Epithel 

als Auskleidung der Nasenhöhlenwand, stark positive Anfärbung der 

hochprismatischen Zellen und Kinozilien, Färbung IHC Bornavirus, b) 

positive Anfärbung von Zellkeren und Zellplasma im Bereich der 

Basalmembran und der hochprismatischen Zellen, ebenfalls nur einzelne 

Zellen der mukösen Drüsen betroffen, Färbung IHC Bornavirus, c) im 

konkaven Bereich der Windung nur ganz vereinzelt positive Zellen in der 

Tiefe, es sind fast ausschließlich die hochprismatischen Zellen in Zellkern und 

Zellplasma betroffen, im hyaline Knorpel ist kein Nachweis von Bornaviren 

möglich, Färbung IHC Bornavirus, d) Ausschnittsvergrößerung aus c) nur 
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vereinzelte Zellkerne (im Bildausschnitt sieben Zellkerne) mit N-Protein 

positiver Reaktion, bei den anderen hochprismatischen Zellen ist 

ausschließlich das Zellplasma betroffen, Färbung IHC Bornavirus 

Bei der immunhistochemischen Untersuchung der ebenfalls mit PaBV-infizierten 

Granada-Amazone #27144, hier war allerdings PaBV-4 nachgewiesen worden, 

zeigten sich vergleichbare Befunde zu Kuba-Amazone #20847. Auch bei diesem 

Vogel war eine deutliche, flächig ausgeprägte Antigenverteilung in den 

hochprismatischen Epithelzellen und den Kinozilien des respiratorischen Epithels 

zu erkennen (Abb. 10a, b). Dabei war die Intensität der Färbung jedoch deutlich 

geringer ausgeprägt und es zeigte sich auch in den Erythrozyten eine Farbreaktion, 

so dass eine unspezifische Reaktion nicht ausgeschlossen werden konnte. Bei 

Granada-Amazone #27144 waren ausschließlich Zellplasma, jedoch keine 

Zellkerne der hochprismatischen Epithelzellen betroffen (Abb. 10c). 

Bei der Blaustirn-Amazone #37676 konnte im Gewebe nur eine sehr schwache 

positive Reaktion auf PaBV-N-Antigen dargestellt werden, auch sie war mit PaBV-

4 infiziert (Abb. 10d). In den hochprismatischen Epithelzellen färbte sich das 

Zellplasma gering an, die Kinozilien erschienen ohne positive Reaktion. 

 

 
 
 
 
 
 
 

 
 a      b 
 

 

 

 

 

  
    c                  d 
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Abb. 10 a) Granada-Amazone #27144 (mit nachgewiesener Bornavirus-

Infektion), respiratorisches Epithel, im Randbereich der Windung der Concha 

nasalis media, an der konvexen Seite der Windung gefüllte Blutgefäße 

erkennbar, Färbung IHC Bornavirus, b) hyaliner Knorpel ohne Nachweis von 

Bornavirus-Antigen, die Erythrozyten sind im Zellplasma braun gefärbt, im 

respiratorischen Epithel zeigen die hochprismatischen Zellen einschließlich 

Kinozilien eine schwache Färbung, Färbung IHC Bornavirus, c) bei den 

hochprismatischen Zellen ist eine Reaktivität im Zellplasma sichtbar, Färbung 

IHC Bornavirus, d) Blaustirn-Amazone #37676 (mit nachgewiesener 

Bornaviru s-Infektion), respiratorisches Epithel, nur schwache Färbung des 

Zellplasmas der hochprismatischen Zellen und einzelner Kerne erkennbar, 

Färbung IHC Bornav irus 

 

3.1.7. Hybridara 
 

Bei der Untersuchung des Hybridaras #118 war die Darstellung der Concha nasalis 

media nicht möglich. Es konnte aber respiratorisches Epithel präpariert werden. 

Dieses glich im Aufbau dem des Wellensittichs, auch hier konnten mit Erythrozyten 

gefüllte Blutgefäße in der Lamina propria mucosae dargestellt werden (Abb. 11a, 

b, c). Eine Darstellung von mukösen Drüsen war aufgrund des schlechten 

Erhaltungszustandes des Gewebes nicht möglich. Das hochprismatische Epithel mit 

den aufsitzenden Kinozilien war gut erkennbar (Abb. 11c), in der Lamina propria 

mucosae konnte eine hochgradige Ansammlung von Leukozyten festgestellt 

werden. 

 

  

 

  a               b         c 

Abb. 11 a) Hybridara #118 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), 

respiratorisches Epithel Übersicht, Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) 

respiratorisches Epithel unterlagert von Blutgefäßen die mit Erythrozyten 
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gefüllt sind, die mukösen Drüsen sind bereits lytisch angegriffen, Färbung 

Hämatoxylin-Eosin, c) respiratorisches Epithel vollständig intakt, aber in der 

Lamina propria mucosa hochgradig infiltriert von zahlreichen Leukozyten, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Bei Hybridara #118 wurde bei der immunhistochemischen Färbung auf Bornaviren 

kein Virusnachweis im respiratorischen Epithel erbracht, bei diesem Vogel konnte 

molekulargenetisch PaBV-4 nachgewiesen werden (Abb. 12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 12 Hybridara #118 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), 

respiratorisches Epithel, beginnende Lyse der Zellstrukturen, Ablösung vom 

knöchernen Untergrund, Kinozilien sind sehr schwach braun gefärbt, sonst 

aber kein Virusantigennachweis, Färbung IHC Bornavirus 

 

3.1.8. Inkakakadu (Cacatua leadbeateri) 
 

Bei dem einbezogenen Inkakakadu #36854 wurde wie bei den anderen 

Papageienvögeln dieser Studie eine beidseitige Windung der Concha nasalis media 

nach ventral und dorsal beobachtet. Der Epithelaufbau war identisch zum 

Wellensittich. Bei Inkakakadu #36854 war die Füllung der Blutgefäße in der 

Lamina propria mucosae so massiv, dass Rupturen erfolgt sind und die 

Erythrozyten teilweise frei im Gewebe lagen. Im Präparat konnte eine beginnende 
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Lyse und großflächige Ablösungen der Schleimhaut von den knorpeligen und 

knöchernen Strukturen dargestellt werden (Abb. 13a, b, c). Auf der konkaven Seite 

der Concha nasalis media saßen die mukösen Drüsen mit der Basallamina dem 

hyalinen Knorpel direkt auf. Den Abschluss zum Lumen der Nasenhöhle bildeten 

hochprismatische Epithelzellen mit Kinozilien (Abb. 13d). 

 

  

 
 

 
 

 

  a                b 

 

 

 

 

  
  c               d 

 

Abb. 13 a) Inkakakadu #36854, respiratorisches Epithel, im Randbereich der 

Windung der Concha nasalis media, Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) im 

konvexen Bereich der Windung der Concha nasalis media sind dem 

respiratorischen Epithel großlumige Gefäße in der Lamina propria mucosae 

untergelagert, diese sind hier rupturiert und haben große Mengen an 

Erythrozyten freigesetzt, Färbung Hämatoxylin-Eosin, c) im konvexen 

Bereich der Concha nasalis media sind die freiliegenden Erythrozyten in der 

Lamina propria mucosae erkennbar, unterhalb des hyalinen Knorpels an der 

konkaven Seite der Windung ist das respiratorische Epithel mit den 

zahlreichen mukösen Drüsen erkennbar, links im Bild vom hyalinen Knorpel 

abgelöst, Färbung Hämatoxylin-Eosin, d) an der konkaven Seite der Concha-

Windung, dem hyalinen Knorpel aufgelagerte Basalmembran mit 
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großlumigen mukösen Drüsen und aufgesetztem hochprismatischen Epithel 

mit Kinozilien, Färbung Hämatoxylin -Eosin 

 

3.2. Nasendrüse (Glandula nasalis) 
 

Die Nasendrüse (Glandula nasalis) der Vögel ist paarig angelegt und war bei allen 

untersuchten Papageienvögeln dieser Studie in der orbitalen Lage platziert, sie 

konnten also dem Typ II nach Technau (1936) zugeordnet werden. Bei den hier 

einbezogenen Papageienvögeln stellte sie sich als eine exoepitheliale, tubuloazinäre 

merokrine Drüse dar, die ein seröses Sekret abgibt. Begleitet wird sie in den 

untersuchten Präparaten stets von kleinen Blutgefäßen und einem Nerven, bei dem 

es sich vermutlich um der Nervus ethmoidalis handelt, der ursprünglich aus dem 

Nervus ophthalmicus (V1) bzw. dem Nervus trigeminus (V) entspringt (Nickel et 

al., 1973).  

 

3.2.1. Wellensittich (Melopsittacus undulatus) 
 

Eine Nasendrüse konnte bei den in die Studie miteinbezogenen Wellensittichen 

nicht dargestellt werden. Da jedoch zu erwarten ist, dass sie auch bei dieser 

Vogelart vorhanden ist, ist zu vermuten, dass sie aufgrund ihrer geringen Größe 

beim technischen Prozess des Präparierens verloren gegangen ist. 

 

3.2.2. Nymphensittich (Nymphicus hollandicus) 
 

Beim Nymphensittich konnte die Nasendrüse mit den begleitenden Strukturen 

dargestellt werden (Abb. 14). Bei Vogel #36539 waren die Drüsenzellen dicht 

gepackt. Die Ausführungsgänge der tubulo-azinären Drüse wurden von einer Lage 

großkerniger Zylinderzellen mit basal liegenden Kernen ausgekleidet, diese waren 

umschlossen von einer Schicht kleiner, dicht gedrängter Zellen. Becherzellen waren 

nicht zu sehen. Die Lumen der Ausführungsgänge waren bei diesem Vogel kaum 

oder gar nicht mit Sekret gefüllt. Die begleitenden Blutgefäße waren hochgradig 
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mit Erythrozyten angefüllt. Der benachbarte Nerv ist in Abb. 14 oben links 

erkennbar. Alle anatomischen Strukturen der Nasendrüse wurden von Fettgewebe 

umhüllt. 

     

        3  4  1 

 

           1 

  2        1 

     2         

    

   2 

Abb. 14, Nymphensittich #36539, Nasendrüse mit dichtgepackten 

Drüsenzellen, großflächiger Anschnitt von Ausführungsgängen (1), begleitet 

von Blutgefäßen (2) die teilweise hochgradig mit Erythrozyten gefüllt sind, und 

einem Nerven (3), eingebettet in Fettgewebe (4), Färbung Hämatoxylin-Eosin 

 

3.2.3. Ziegensittich (Cyanoramphus novaezelandiae) 
 

Bei Ziegensittich #38035 waren die Ausführungsgänge ebenfalls mit großkernigen 

Zylinderzellen ausgekleidet, allerdings anders als beim Nymphensittich lagen die 

Zellkerne hier apikal statt basal (Abb. 15a, b). Da jedoch im Präparat bereits eine 

beginnende Lyse der Strukturen erkennbar war und sich ganze Auskleidungen von 

Ausführungsgängen aus dem Verband gelöst hatten, ist von einer Veränderung 

durch Autolyse auszugehen. Im Lumen der Tubuli und Ausführungsgänge war bei 

diesem Vogel eine hochgradige Füllung mit Sekret zu erkennen, das aus 

Zelltrümmern und degenerierten Zellen, die sich aus dem Zellverband gelöst hatten, 

bestand. 
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    a       b 

 

Abb. 15 a) Ziegensittich #38035, Nasendrüse, das Lumen der 

Ausführungsgänge an mehreren Stellen mit zellulärem Debris gefüllt, in 

beginnender Lyse mit Auflösung der Zellstrukturen, Färbung Hämatoxylin-

Eosin, b) Vergrößerung der Ausführungsgänge (Lumen mit Debris gefüllt) 

und serösen Endstücke, es ist eine Auflösung der Zellen durch Lyse erkennbar, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin 

 

3.2.4. Schwarzohrpapagei (Pionus menstruus) 
 

Die Nasendrüse des Schwarzohrpapageies #34789 konnte nur ohne begleitende 

Strukturen dargestellt werden, sie zeigte sich hier umgeben von freiliegenden 

Erythrozyten. Auch hier hatte eine Autolyse-bedingte Auflösung der Strukturen 

bereits begonnen. Die Ausführungsgänge und Tubuli waren größtenteils mit Sekret 

gefüllt, die Zellkerne lagen hier wie bei dem Ziegensittich #38053 apikal (Abb. 16a, 

b). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
  a      b 
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Abb. 16 a) Schwarzohrpapagei #34789, Nasendrüse, Lumina mit zellulärem 

Debris gefüllt, keine Umgebungsstrukturen erhalten, unten links im Bild 

frei liegende Erythrozyten, Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) seröse Endstücke 

und Ausführungsgänge, teilweise in beginnender Lyse, mit fehlendem Lumen 

und aufgelösten Zellstruktur en, Färbung Hämatoxylin-Eosin 

 

3.2.5. Kongo-Graupapagei (Psittacus erithacus) 
 

Bei den Kongo-Graupapageien wurde die Nasendrüse wie bei Nymphensittich 

#36539 in Begleitung von Blutgefäßen und einem Nerv aufgefunden. Bei Kongo-

Graupapagei #29823 war oben rechts im Bild der Anschnitt einer Blutgefäßwand 

zu erkennen (Abb. 17a). Bei Kongo-Graupapagei #38763 waren bindegewebige 

Septen zu sehen (Abb. 17b). Der in der konventionellen und der real-time-PCR 

positiv auf PaBV-4 getestete Kongo-Graupapagei #34349 wies lysebedingte 

Veränderungen der Nasendrüse auf. Wie in Abb. 17c unten links erkennbar war, 

hatte sich das Auskleidungsepithel des Tubulus bereits aus dem Drüsengewebe 

gelöst, die Zellkerne zeigten aber eine basale Lage. Eine Füllung der Lumina der 

Ausführungsgänge mit Sekret war nicht erkennbar (Abb. 17c). 

 
 
 
 
 
 
a               b          c 
 

Abb. 17 a) Kongo-Graupapagei #29823, Übersichtsaufnahme der Nasendrüse, 

mit  Blutgefäßwandanschnitt, die Nasendrüse ist eingebettet in Fettgewebe, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) Kongo-Graupapagei #38763, Nasendrüse, gut 

zu erkennen sind die zahlreichen serösen Endstücke und die großlumigen 

Sammelrohre dazwischen, nur wenig mit Sekret gefüllt. Die Drüse ist 

durchzogen von Bindegewebssträngen, Färbung Hämatoxylin-Eosin, c) 

Kongo-Graupapagei #34349 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), 

Nasendrüse, seröse Endstücke, beginnende Lyse links unten erkennbar, es löst 
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sich ein seröses Endstück aus dem Interstitum des Drüsenverbandes, Färbung 

Hämatoxylin-Eosin 

In der immunhistochemischen Färbung konnte in der Nasendrüse von Kongo-

Graupapagei #37929 PaBV-N-Antigen nachgewiesen werden. Hier waren die 

auskleidenden Epithelien einzelner seröser Endstücke betroffen, eine Färbung war 

primär im Zellplasma und nur gelegentlich im Kern der Epithelzellen feststellbar 

(Abb. 18a, b). Dieser Vogel war mit PaBV-2 infiziert. 

  1 

               1 

        2 

       

         3          2 
   a                b 

 

Abb. 18 a) Kongo-Graupapagei #37929 (nachgewiesene Bornavirus-

Infektion), Nasendrüse, Anfärbung des Zytoplasmas der Epithelzellen von 

drei serösen Endstücken (1-3), Färbung IHC Bornavirus, b) positive Färbung 

von zwei Endstücken (1-2), hauptsächlich im Zytoplasma, aber auch in zwei 

Zellkernen, im umgebenden Drüsengewebe vereinzelt positive Zellkerne mit 

Virusnachweis, Färbung IHC Bornavirus 

 

3.2.6. Amazonen 
 

Venezuela-Amazone (Amazona amazonica), Blaustirn-Amazone (Amazona 

aestiva) 

Bei der Venezuela-Amazone #32270 konnte die Nasendrüse mit allen umgebenden 

Strukturen, also mit Blutgefäßen und Nerven, dargestellt werden (Abb. 19a). Die 

begleitenden Blutgefäße waren hier hochgradig mit Erythrozyten gefüllt, auch 

freiliegende Erythrozyten waren vorhanden. In keinem der zahlreichen Anschnitte 

der Ausführungsgänge war eine Füllung mit Sekret zu erkennen (Abb. 19b).  
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Bei der infolge einer Bornavirus-Infektion erkrankten Blaustirn-Amazone #18784 

waren neben einem großlumigen Ausführungsgang zahlreiche Tubuli 

angeschnitten, bei denen ebenfalls keine Sekretfüllung dargestellt werden konnte 

(Abb. 19c).  

 
  

 
 
 
 
                    1 
  a                b           c 
 

Abb. 19 a) Venezuela-Amazone #32270, Nasendrüse, begleitet von Nerven und 

Blutgefäßen, die hochgradig mit Erythrozyten gefüllt sind, eingebettet in 

Fettgewebe, Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) Venezuela-Amazone #32270, 

Nasendrüse, Detail mit Sammelrohren ohne Sekret in den Lumina enthalten, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin, c) Blaustirn-Amazone #18784 (nachgewiesene 

Bornavirus-Infektion), Nasendrüse, Anschnitt Tubuli, ein größeres 

Sammelrohr (1), Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Bei der immunhistochemischen Färbung der Nasendrüse der Blaustirn-Amazone 

#18784, die mit PaBV-4 infiziert war, konnte in zahlreichen Zellen PaBV-N-

Protein nachgewiesen werden. In der Übersicht war zu erkennen, dass an einigen 

Stellen sehr viele Zellen betroffen waren (Abb. 20a). Während der begleitende Nerv 

keine positive Färbung aufwies, war jedoch das Endothel der benachbarten Vene 

stark gefärbt. Im Drüsenkörper selbst konnte in verschiedenen Zelltypen Antigen 

nachgewiesen werden. Hierbei waren sowohl Zellkerne als auch Zellplasma 

betroffen, entweder beide zusammen in einer Zelle, oder auch nur eine 

Komponente. Sowohl großkernige Zylinderzellen der Ausführungsgänge, als auch 

einzelne Zellen der serösen Endstücke und Zellen des Drüsenkörpers waren 

betroffen (Abb. 20b, c). Anders als bei dem Kongo-Graupapagei #37929, der mit 

PaBV-2 infiziert war, waren hier aber nicht alle Zellen der Sammelrohre 

gleichermaßen betroffen. Bei Blaustirn-Amazone #37676 konnte trotz positivem 

Befund in der konventionellen und real-time-PCR und dem Nachweis von PaBV-4 

in anderen Organen kein Virusantigennachweis mit der immunhistochemischen 

Färbung erbracht werden, allerdings sind Leukozyten-/Plasmazellenansammlungen 

erkennbar (Abb. 20d). 
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  a               b 
 
 
 

 

 

 
  c                d   

 

Abb. 20 a) Blaustirn-Amazone #18784 (mit nachgewiesener Bornavirus-

Infektion), Nasendrüse, Überblick, begleitet von einem Nerven, eingebettet in 

Fettgewebe, Färbung IHC Bornavirus, b) und c) hochgradiger, diffuser Befall 

von Zellkernen und auch Zellplasma (sowohl kombiniert als auch einzeln) von 

Zellen der serösen Endstücke und Sammelrohre. In den Endstücken und 

Tubuli sind auch nicht reaktive Zellen zu erkennen, Färbung IHC Bornav irus, 

d) Blaustirn-Amazone #37676 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), 

Nasendrüse, kein Befall mit Bornavirus in der IHC nachweisbar, 

Leukozytenansammlungen im Drüseninterstitium, Färbung IHC Bornav irus 

 

3.2.7. Aras 
 

Hahns Zwergara/ Blaustirn-Zwergara (Diopsittaca nobilis), Hybridara 

Bei Zwergara #34664 konnte die Nasendrüse in Begleitung von Blutgefäßen und 

Nerven dargestellt werden. Die großlumigen Ausführungsgänge der Drüse waren 

nicht mit Sekret gefüllt und auch hier waren bindegewebige Septen zu erkennen, 
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die den Drüsenkörper durchzogen (Abb. 21a, b). Die Tubuli der Endstücke zeigten 

größtenteils basal ausgerichtete Zellkerne (Abb. 21c). 

 

 
  

 
 
 
  a    b          c 
 

Abb. 21 a) Zwergara #34664, Nasendrüse, Übersicht, Färbung Hämatoxylin-

Eosin, b) großlumige Sammelrohre, kein Sekret im Lumen, durchzogen von 

bindegewebigen Septen, Färbung Hämatoxylin-Eosin, c) Anschnitt von 

Ausführungsgängen und serösen Endstücken, kein Sekret im Lumen, Färbung 

Hämatoxylin-Eosin  

Der Hybridara #118, bei dem eine Infektion mit PaBV-4 nachgewiesen worden war, 

zeigte in der Nasendrüse autolytische Veränderungen des Gewebes (Abb. 22a). Die 

Epithelien der serösen Endstücke und Ausführungsgänge hatten sich teilweise aus 

dem Drüsenkörper gelöst, Zellen hatten ihre Zellkerne freigegeben. Der 

Drüsenkörper wies hier einen großen Anteil von Bindegewebe auf. In der 

immunhistochemischen Borna-Färbung erfolgte nur ein sehr geringer 

Antigennachweis (im Bildausschnitt eine einzelne befallene Zelle) (Abb. 22b). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

       a      b 
 

Abb. 22 a) Hybridara #118 (mit nachgewiesener Bornavirus-Infektion), 

Nasendrüse, einige der serösen Endstücke und Ausführungsgänge haben sich 

lysebedingt bereits vom umgebenden Drüsengewebe gelöst und sind teilweise 

kollabiert, Zellkerne wurden freigesetzt, auch das Drüsengewebe weist bereits 

autolytische Hohlräume auf, Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) zentral eine 
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positiv angefärbte Zelle, restliches Gewebe ohne Bornavirusnachweis, Gewebe 

in Lyse, Strukturen gelöst, Färbung IHC Bornavirus 

 

3.2.8. Inkakakadu (Cacatua leadbeateri) 

 

Auch bei dem Inkakakadu #36854 wurde die Nasendrüse von einem Nerv und 

Blutgefäßen begleitet. In Abb. 23a ist der Nerv nicht mit abgebildet. Vor allem in 

den größeren Ausführungsgängen konnte Sekret festgestellt werden. In den serösen 

Endstücken und den Ausführungsgängen lagen die Zellkerne der Epithelzellen 

basal (Abb. 23b). Auch hier zogen bindegewebige Septen durch den Drüsenkörper 

und es waren kleine Gefäße erkennbar, die mit Erythrozyten gefüllt waren. 

 

 
 
 
 
 
 
 

 
  a                b 
 

Abb. 23 a) Inkakakadu #36854, Nasendrüse, Übersicht, begleitende Blutgefäße 

an der linken Bildseite, die großlumigen Sammelgänge sind teilweise mit 

Sekret gefüllt, Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) Anschnitt von zahlreichen 

serösen Endstücken, dazwischen vereinzelt Gefäße deren Lumen hochgradig 

mit Erythrozyten gefüllt sind , durchzogen von bindegewebigen Septen, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin 

 

3.3. Riechepithel (Regio olfactoria) 
 

Bei Vögeln spielt der Geruchsinn keine sehr große Rolle, dementsprechend umfasst 

die Riechschleimhaut ein relativ kleines Areal, das sich auf die Concha nasalis 

caudalis und den hinteren Teil des Septum nasi erstreckt (Frewein & Sinowatz, 
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2004; König et al., 2016; Liebich & Zengerling, 2010). In dieser Arbeit erfolgte das 

Aufsuchen im Serienschnitt am sagittal geschnittenen Kopf mit der Schnittführung 

von medial nach lateral. Das mehrreihige Epithel der Riechschleimhaut setzt sich 

aus den folgenden Komponenten zusammen: Basalzellen, Stützzellen und 

Sinneszellen (Riechzellen, Epitheliocyti neurosensorii olfactorii). Auf dem 

apikalen Teil der Riechzellen sitzen Zilien, sogenannte Riechhärchen. Das Axon 

der bipolaren Riechzellen als 1. Neuron der Riechleitung zieht durch die 

Basalmembran. Dahinter vereinigt es sich mit benachbarten Axonen zu den Nervi 

olfactori (Sinowatz & Rodler, 2011). In der Lamina propria unter dem Epithel der 

Riechschleimhaut sitzen die Glandulae olfactoriae im lockeren Bindegewebe.  

Bei Nymphensittich #36539 konnten die Bestandteile des olfaktorischen Epithels 

im Bereich des Austritts der Nervus olfactorius in die Nasenhöhle dargestellt 

werden (Abb. 24). Nach Hämatoxylin-Eosin-Färbung war die Unterscheidung von 

Sinneszellen und Stützzellen nur anhand der Lokalisation und der Morphologie der 

Kerne möglich. Die Kerne der Sinneszellen waren sehr groß und lagen mittig in der 

Zelle. Bei den Stützzellen waren die Kerne eher länglich und nach apikal 

verschoben. Die Basalzellen hingegen ließen sich durch ihre basal positionierten 

Kerne gut differenzieren. Auch die Glandulae olfactoriae waren gut zu erkennen. 

Des Weiteren dominierten zwei nichtmyelinisierte Nervenfasern das Präparat. Die 

Abhebung vom unterlagerten Knochen war präparationsbedingt. 
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Abb. 24 Nymphensittich #36539, olfaktorisches Epithel, Basalzellen (1), 

Stützzellen (2), rechts zwei benachbarte Sinneszellen (3), Glandulae olfactoriae 

(4), nichtmyelinisierte Nervenfasern des Riechnerven (5), Knochenlamelle (6), 

Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Bei Schwarzohrpapagei #34789 konnte ein größerer Abschnitt des Nervus 

olfactorius im Präparat dargestellt werden. Das Blutgefäß, das sich unten rechts im 

Bild befand, markierte bereits den Bereich des respiratorischen Epithels (Abb. 25a). 

Eine Unterscheidung der einzelnen Nervi olfactori war in dieser Färbung nicht 

möglich (Abb. 25b). Beim Schwarzohrpapagei #34789 waren wie beim 

Nymphensittich #36539 die serösen Spüldrüsen, die Glandulae olfactoriae, unter 

dem olfaktorischen Epithel in der Lamina propria zu erkennen (Abb. 25c). Durch 

den etwas verkippten Schnittwinkel sind Stützzellen und Sinneszellen nicht so gut 

dargestellt wie bei Nymphensittich #36539, jedoch waren auch hier beide Zelltypen 

zu erkennen. Nicht eindeutig zu differenzieren waren jedoch die Basalzellen (Abb. 

25d). 
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  a               b 
  

 
 

 
 
 
 
 
 
 
   
  c              d 
 

Abb. 25 a) Schwarzohrpapagei #34789, Riechnervenaustritt,  zentral der 

Riechnerv, dessen Fasern sich auffächern und das olfaktorische Epithel 

unterlagern, rosa gefärbt sind die knöchernen Lamellen der Nasenhöhle, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) Vergrößerung des markanteren Schenkels 

der Riechnervenfasern, aufgelagert  ist das olfaktorische Epithel und der in die 

Lamina propria eingelagerten serösen Spüldrüsen, c) unten links im Bild die 

Glandulae olfactoriae in der Lamina propria, d) olfaktorisches Epithel mit 

Sinneszellen, unterlagert von Riechnervenfasern, das rechte Teilstück des 

olfaktorischen Epithels ist etwas abgelöst, Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Bei Kongo-Graupapagei #38763, welcher positiv auf PaBV-2 in der 

konventionellen PCR getestet wurde, konnte ebenfalls der Austritt des Riechnervs 

in die Nasenhöhle beurteilt werden. Während der Riechnerv nach dem Austritt im 

Bild senkrecht nach oben führte und das olfaktorische Epithel unterlagerte, bestand 

der Epithelschenkel links im Bild aus respiratorischem Epithel, was an den 

zahlreichen eingelagerten mukösen Drüsen zu erkennen war (Abb. 26a). Die 

Glandulae olfactoriae waren bei diesem Vogel durch den schlechten allgemeinen 

Erhaltungszustand des Gewebes lytisch verändert, aber noch in der Position 

erkennbar (Abb. 26b, c). Auch bei Kongo-Graupapagei #38763 konnten 
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Sinneszellen, Stützzellen und Basalzellen unterschieden werden. Zusätzlich stellten 

sich bei diesem Tier auch Bereiche mit Einlagerungen von dunklen Pigmenten dar. 

Sie waren im Randbereich des Nervengewebes am Übergang ins olfaktorische 

Epithel und auch in zentralen Bereichen des olfaktorischen Epithels zu erkennen 

(Abb. 26d). 

 

  
2      2 

 
 

 
 
 1 
  a                  b 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  c      d 
 
 

Abb. 26 a) und b) Kongo-Graupapagei #38763 (mit nachgewiesener 

Bornavirus-Infektion), Austritt Riechnerv in Nasenhöhle, Übersicht, links 

unten im Bild respiratorisches Epithel mit mukösen Drüsen (1), auf dem Nerv 

aufgelagertes olfaktorisches Epithel (2), Ablösung des Gewebes vom Knochen, 

Färbung Hämatoxylin-Eosin, c) Verbund der Epithelschichten größtenteils 

gelöst, aufgelagert auf den Nervenstrang liegen die dem olfaktorischen Epithel 

untergelagerten Glandulae olfactoriae, Färbung Hämatoxylin-Eosin, d) dunkle 

Pigmentablagerungen unter dem olfaktorischen Epithel erkennbar, zahlreiche 

Sinneszellen mit aufsitzenden Riechhärchen, unterlagert von 

Riechnervenfasern, Färbung Hämatoxylin-Eosin 

Bei der immunhistochemischen Färbung der Präparate von Kongo-Graupapagei 

#38763, der mit PaBV-2 infiziert war, konnte eine intensive Färbung im gesamten 

Nervenstrang beobachtet werden. Sowohl die Zellkerne als auch das Zytoplasma 
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haben Antigen-positiv reagiert (Abb. 27a, b). Im olfaktorischen Epithel konnte in 

allen Zellarten eine N-Protein-spezifische Reaktion im Zellplasma nachgewiesen 

werden. Sowohl die Sinneszellen, als auch die Stütz- und Basalzellen waren 

ausnahmslos intensiv gefärbt. Allerdings waren nur vereinzelt auch Zellkerne 

betroffen, und zusätzlich waren die schon aus der Hämatoxylin-Eosin-Färbung 

bekannten dunkel schwarz-braun pigmentieren Strukturen vorhanden. Ob diese 

Bereiche eine positive immunhistochemische Färbung zeigen, war nicht zu 

differenzieren (Abb. 27c, d). 

 

 
 
 
  

 
 
  
 
 
  a               b 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
     c                d 
 
 

Abb. 27 a) Kongo-Graupapagei #38763 (mit nachgewiesener Bornavirus-

Infektion), Austritt Riechnerv, Übersicht, Axone des Riechnervs großflächig 

positiv angefärbt, Färbung IHC Bornavirus, b) eine diffuse positive 

Anfärbung ist im gesamten olfaktorischen Epithel zu erkennen, auch in der 

Lamina propria ist in zahlreiche Zellen (Zellkerne und auch Zellplasma) ein 

Nachweis von Bornavirus-Antigen erfolgt, Färbung IHC Bornavirus c) 

olfaktorisches Epithel, diffuse Anfärbung des kompletten Epithels, aber fast 

ausschließlich im Zellplasma, Zellkerne im untergelagerten Gewebe vereinzelt 

betroffen, Riechnervenfasern komplett positiv gefärbt, Abhebung vom 

Knochen, Färbung IHC Bornavirus, d) neben den aus der Hämatoxylin-Eosin-
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Färbung bekannten dunkel schwarz-braun pigmentierten Strukturen positive 

Befunde des Nervengewebes und positive Anfärbung des Zellplasmas der 

Riechzellen, Färbung IHC Bornavirus 

Zur differenzierten Darstellung der Sinneszellen im olfaktorischen Epithel wurde 

beispielhaft eine immunhistochemische Färbung mit ß-III -Tubulin-Antikörper 

durchgeführt. Mit dieser Färbung wurden Nervenzellfortsätze detektiert, die 

Gegenfärbung der Zellkerne erfolgte mit Hämalaun. So konnten bei dem PaBV-2-

positiv getesteten Kongo-Graupapagei #45040 die kolbenförmigen Riechzellen und 

die dem olfaktorischen Epithel untergelagerten Nervenfaserbündel identifiziert 

werden (Abb. 28a, b). Im Vergleich mit den zentralen Abschnitten des Riechnervs 

nahe am Austritt in die Nasenhöhle (Abb. 28c, d), war in den weiter peripher 

liegenden Bereichen eine deutlich geringere Anzahl an Nervenzellfortsätzen 

erkennbar (Abb. 28e). Eine Färbung des Großhirns wurde zur Evaluierung des 

Antikörpers durchgeführt, da dieser nicht für Papageien beschrieben war (Abb. 

28f). 
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Abb. 28 Kongo-Graupapagei #45040 (mit nachgewiesener Bornavirus-

Infektion) a) Übersichtsaufnahme der zentrale Austrittsstelle des Riechnerven 

in die Nasenhöhle, b)-d): Ausschnittvergrößerungen der zentralen 

Austritt sstelle des Riechnerven in die Nasenhöhle, Darstellung 

(Braunfärbung) einzelner birnenförmiger Riechzellen und deren Fortsätze, 

immunhistochemische Anfärbung ausschließlich von Zellplasma, Färbung 

IHC ß-III -Tubulin, Gegenfärbung mit Hämalaun, e) peripher der 

Austrittsstelle des Riechnervs, nur schwache Anfärbung des Zellplasmas 

einzelner Riechzellen, f) Großhirn,  IHC Färbung des ß-III -Tubul in, 

durchgeführt zur Evaluierung der Bindung des Antikörpers bei Kongo-

Graupapageien, gesamtes Neuropil angefärbt, besonders markant sind zwei 

Spitzendendriten (1) , Färbung IHC ß-III -Tubulin  

 

3.4. Tränendrüse (Glandula lacrimalis)  

 

Die Tränendrüse liegt beim Hausgeflügel im Bereich des temporalen 

Augenwinkels. Sie zeichnet sich wie alle serösen Drüsen durch das Absetzen von 

dünnflüssigem Sekret aus. Ihr Endstück ist eng, der Zellkern ist basal gelegen und 

kugelig geformt. Das Zytoplasma ist azidophil und granuliert.  

 

3.4.1. Wellensittich (Melopsittacus undulatus) 
 

In Abb. 29a ist eine Übersicht mit Darstellung der Tränendrüse und der 

Harderschen Drüse des Wellensittichs #30675 zu sehen. Die serösen Tränendrüsen 
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sind an ihren weiteren Lumenöffnungen mit flacher Epithelauskleidung erkennbar. 

Bei Wellensittich #27913 waren zwischen den Lumen auch Erythrozyten in den 

begleitenden Blutgefäßen zu sehen (Abb. 29b). Die Drüse bestand nahezu nur aus 

serösen Endstücken und Ausführungsgängen und hatte wenig Interstitium. Eine 

Sekretfüllung war nicht sichtbar. 

 

           1    2 

 

 

  a                 b 

Abb. 29 a) Wellensittich #30675, Tränendrüse (1), Hardersche Drüse (2), 

Übersicht, Färbung Hämatoxylin-Eosin, b) Wellensittich #27913, 

Tränendrüse, seröse Endstücke und Ausführungsgänge, dazwischen Gefäße 

mit Erythrozyten, Färbung Hämatoxylin -Eosin 

 

3.4.2. Nymphensittich (Nymphicus hollandicus) 
 

Bei Nymphensittich #36539 konnte im Präparat das sezernierende Gewebe von den 

großlumigen Ausführungsgängen unterschieden werden (Abb. 30a). Die 

Tränendrüse von Nymphensittich #32828 zeigte seröse Endstücke mit großen 

Kernen in den auskleidenden, flachen Epithelzellen und Reste von Sekret in den 

Lumen der Ausführungsgänge (Abb.30b). Die dazwischenliegenden Drüsenzellen 

waren bei diesem Vogel zellkernreich. 
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