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1 Einleitung 

Mit jedem Tag nimmt die Zahl der vom Aussterben bedrohten Tier- und Pflanzenarten zu. 

Davon ist auch die Klasse der Vögel (Aves) betroffen. Die letzte Auswertung der 

internationalen Schutzorganisation BirdLife International zeigt, dass aktuell 1227 Arten 

(12 %) vom Aussterben bedroht sind (BIRDLIFE INTERNATIONAL 2009). Darunter weisen 

die Papageienvögel (Psittaciformes) den weltweit größten Anteil an gefährdeten Arten auf. 

Die Hauptgründe hierfür sind die anhaltende Zerstörung ihrer ursprünglichen Lebensräume, 

wie etwa durch Brandrodung oder Besiedlung, aber auch der internationale Handel mit 

Wildfängen. Gegenwärtig sind ein Drittel aller bekannten Papageienarten vom Aussterben 

bedroht (BIRDLIFE INTERNATIONAL 2009). Ein in freier Wildbahn ausgestorbener Papagei 

– der Spixara (Cyanopsitta spixii) – ist zum Symbol für das weltweite Artensterben 

geworden. Noch besteht Hoffnung, denn es gibt etwa 70 Spixaras in Menschenobhut, einige 

Privathalter und Zoologische Gärten, die sich um die Zucht dieser einzigartigen Papageien 

bemühen (REINSCHMIDT und LAMBERT 2006). Damit bleibt eine Chance für die 

Wiederauswilderung in die ursprünglichen Lebensräume bestehen. Allerdings gelingt bei 

vielen bedrohten Papageienarten die Nachzucht in Gefangenschaft nur sporadisch. Die 

Gründe hierfür sind vielfältig, als Hauptgrund gilt die Zwangsverpaarung im Rahmen von 

Zuchtprogrammen (z.B. Europäisches Erhaltungszuchtprogramm, EEP), hier werden 

Brutpaare hauptsächlich nach genetischen Aspekten zusammengestellt. Daneben wird die 

Zucht in menschlicher Obhut durch Inzucht und auch Krankheiten erschwert, zum einen weil 

Populationen bedrohter Arten in Menschenobhut bereits auf relativ kleine Wildpopulationen 

zurückgehen, was zu einer Reduzierung der genetischen Diversität geführt haben kann 

(DANIELL und MURRAY 1986). Weitere Ursachen können auf die Haltung in 

Menschenobhut an sich zurückzuführen sein (MILLAM et al. 1988), die nur schwer den 

natürlichen Bedürfnissen anzupassen ist. Dies ist der Tatsache geschuldet, dass fundierte 

wissenschaftliche Untersuchungen zum Reproduktionsstatus nahezu fehlen und ein Transfer 

der Analytik vom Säugetier zum Vogel nicht so einfach möglich ist. Zudem zeichnet sich die 

Klasse der Aves durch eine hohe Variabilität aus. Durch besseres Verständnis, wie die 

Umwelt, soziale und hormonelle Faktoren das Reproduktionsgeschehen beeinflussen, kann 

die Erfolgsrate zielgerichtet verbessert werden. 

In der endokrinologischen Nutzgeflügelforschung wurde aufgrund wirtschaftlicher Aspekte 

(Eierproduktion) dem weiblichen Geschlecht besondere Aufwerksamkeit gewidmet. Dennoch 

treten auch in der männlichen Reproduktion regelmäßig Probleme auf. Oftmals werden in 

der tierärztlichen Praxis „Zuchtpaare“ zur Untersuchung vorgestellt, die nach dem Tretakt nur 

unbefruchtete Eier legen. 
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Vor diesem Hintergrund hat die vorliegende Arbeit folgende Zielsetzung: 

1. Etablierung von Methoden für die endokrine Analyse in verschiedenen Medien 

(Plasma, Speichel, Kot) von männlichen Papageien zur Erfassung des 

Reproduktionsstatus 

2. Bestimmung der Testosteronkonzentrationen in Plasma, Speichel und Kot 

verschiedener Papageienspezies und deren vergleichende Betrachtung 

3. Einfluss von Umwelt- und Haltungsbedingungen auf die Testosteronsekretion 

4. Bestimmung von Corticosteron im Plasma der männlichen Papageien als Indikator für 

Stress beim Vogel und deren Einfluss auf den Plasma-Testosteronspiegel 

Die endokrine Analyse soll der Diagnose und Einordnung des Reproduktionsstatus der Tiere 

dienen insbesondere im Hinblick auf mögliche Zuchtprogramme. Wünschenswert sind vor 

allem nicht-invasive Methoden zur Gewinnung von Untersuchungsmaterial, wie Kot oder 

Harn, die mit deutlich geringerem Stress für die Tiere verbunden sind. In der vorliegenden 

Arbeit werden Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittiche als Vertreter für die Gruppe der 

Papageienartigen eingesetzt. Die entwickelten Methoden und Erkenntnisse können 

möglicherweise auch auf andere Papageienspezies übertragen werden und so einen 

wichtigen Beitrag zum Erhalt bedrohter Arten leisten. 
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2 Literaturübersicht 

2.1 Beschreibung der untersuchten Papageienspezies 

In dieser Arbeit wurden drei Vertreter aus der Ordnung der Papageienvögel (Wellensittiche, 

Nymphensittiche, Halsbandsittiche) aus verschiedenen Herkunftsgebieten (Australien, Asien) 

endokrinologisch untersucht. Diese Vertreter wurden gewählt, weil sie aus Gattungen mit 

bedrohten Arten stammen, selbst aber nicht zu den gefährdeten Tierarten gehören (IUCN 

2009) und somit als endokrinologisches Modell für bedrohte Papageienspezies eingesetzt 

werden können. Das vorliegende Kapitel soll einen Überblick über die Biologie und 

Fortpflanzung der untersuchten Papageienspezies geben. 

2.1.1 Der Wellensittich ( Melopsittacus undulatus ) 

Der Wellensittich ist die einzige Art in dieser Gattung und gehört innerhalb der Ordnung der 

Papageien (Psittaciformes) zur Familie der eigentlichen Papageien (Psittacidae). Heute wird 

er in die Gattungsgruppe der Plattschweifsittiche (Platycercini) innerhalb der Unterfamilie der 

Psittacinae gestellt (COLLAR 1997). 

Der zierliche Vogel (26-29 g) erreicht nur eine Gesamtlänge von etwa 18 cm (Abb. 1). 

Zwischen beiden Geschlechtern besteht ein ausgeprägter Geschlechtsdimorphismus. Adulte 

Männchen weisen eine intensiv blaue, die Weibchen eine bräunliche Wachshautfärbung auf 

(LANTERMANN 1999). 

Wellensittiche sind im Inland Australiens weit verbreitet. Sie sind typische Bewohner der 

trockenen und halbtrockenen Gebiete und kommen nicht in Waldgebieten vor (ROBILLER 

1997). Die in großen Schwärmen lebenden Vögel führen eine nomadische Lebensweise und 

ernähren sich fast ausschließlich von Grassamen auf dem Boden. 

In Australien zeigen die Wellensittiche ein saisonales Muster der Fortpflanzung. Im Süden 

des Kontinents brüten sie meistens im Frühling (September – November) und im Norden 

hauptsächlich im Herbst (März – Mai) und Winter (Juni – August) (WYNDHAM 1982). Die 

Brut wird aber auch zu anderen Jahreszeiten nach größeren Regenfällen sehr schnell 

ausgelöst (ROBILLER 1997). Zur Jungenaufzucht benötigen sie halbreife Samen, die nur 

nach Regenperioden vorhanden sind. Als „opportunistische Brutvögel“ (POHL-APEL 1980) 

besitzen sie permanent reproduktionsfähige Gonaden, um bei günstigen Bedingungen sofort 

brutbereit zu sein (SERVENTY 1971). In Anpassung an die extremen Lebensbedingungen 

sind männliche Wellensittiche sexuell frühreif, sie können bereits im Alter von 105 Tagen 
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fortpflanzungsfähig sein. In diesem Alter sind viele Wellensittiche bereits verpaart (POHL-

APEL 1980). 

Inzwischen ist der Wellensittich wahrscheinlich die am leichtesten zu züchtende 

Papageienart überhaupt. Hohe Fruchtbarkeit mit schneller Generationsfolge machen den 

Wellensittich zum idealen Zuchttier (REINSCHMIDT und LAMBERT 2006). Unter optimalen 

Haltungsbedingungen brüten die Tiere während des ganzen Jahres (LANTERMANN 1999). 

A B C

 

Abb. 1: A) männlicher Wellensittich B) männlicher N ymphensittich C) weiblicher (links) und 

männlicher (rechts) Halsbandsittich 

2.1.2 Der Nymphensittich ( Nymphicus hollandicus ) 

Ein weiterer Vertreter der Papageien ist der Nymphensittich, der zur Familie der Kakadus 

(Cacatuidae) gehört. Kakadus unterscheiden sich in der Morphologie von anderen 

Psittacidae durch die Position ihrer Karotidarterien (Arteriae carotes communes), das 

Vorhandensein einer Gallenblase, das Fehlen von blauer und grüner Farbgebung im 

Gefieder, die Schädelform und die aufrichtbare Haube (ROWLEY 1997). 

Die 32 cm langen Vögel wiegen etwa 80 bis 120 g (siehe Abb. 1). Nymphensittiche weisen 

einen ausgeprägten Geschlechtsdimorphismus auf, die Geschlechter lassen sich anhand der 

Farbe des Gefieders unterscheiden. 

Nymphensittiche leben nomadisch in Schwärmen und bewohnen offene Wald- und Gras-

gebiete Australiens sowie aride Gebiete Zentralaustraliens. Ihre Nahrung besteht aus kleinen 

Sämereien (Hirse, Sonnenblumen), die sie vom Boden oder direkt von der Pflanze fressen 

(ROWLEY 1997). 

Der Nymphensittich führt eine lebenslange monogame Beziehung (REINSCHMIDT und 

LAMBERT 2006). Die Brutzeit ist vom Klima (Regenfällen) abhängig und liegt folglich sehr 
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unterschiedlich. Im Allgemeinen brüten die Vögel zwischen August und Dezember. Bei 

günstigen Bedingungen sind auch mehrere Bruten hintereinander möglich (ROBILLER 

2001). Im Alter von etwa neun Monaten werden Nymphensittiche geschlechtsreif 

(LANTERMANN 1999). 

Heutzutage wird der Nymphensittich nach dem Wellensittich von allen Papageienarten am 

häufigsten gezüchtet. In der Gefangenschaft sind vier Zuchten im Jahr möglich 

(LANTERMANN 1999). 

2.1.3 Der Halsbandsittich ( Psittacula krameri ) 

Der Halsbandsittich, auch kleiner Alexandersittich genannt, gehört innerhalb der Familie der 

Psittacidae zu den Edelpapageien (Psittaculini) (COLLAR 1997). Das Vorkommen 

beschränkt sich heute nicht mehr nur auf die ursprünglichen Verbreitungsgebiete in Afrika 

und Asien. Durch entflogene oder freigelassene Käfigvögel konnten sich inzwischen auch 

stabile Populationen an manchen Orten Europas etablieren (LANTERMANN 1999). Auch in 

Deutschland leben Halsbandsittiche in freier Wildbahn. Damit ist der Halsbandsittich die 

einzige Papageienart, die mittlerweile über drei Kontinente verbreitet ist. Es gibt vier 

allgemein anerkannte Unterarten: P. k. krameri, P. k. parvirostris, P. k. borealis und P. k. 

manillensis (FORSHAW 2006). 

Der leuchtend grüne Papagei mit rotem Schnabel erreicht eine Gesamtlänge von etwa 40 cm 

und wiegt zwischen 116 und 139 g. Es besteht ein ausgeprägter Geschlechtdimorphismus, 

die adulten Männchen unterscheiden sich durch ihr charakteristisches schwarzes „Halsband“ 

von den weiblichen Tieren (siehe Abb. 1). 

Als Halbnomaden wandern sie in kleinen Schwärmen auf der Suche nach neuen 

Futterquellen umher. Sie ernähren sich von Getreidesamen und Nektar, aber auch von 

Früchten und Beeren. Der ursprüngliche Lebensraum des Halsbandsittichs waren 

ausschließlich Waldlandschaften. Durch die Kultivierung heute hält er sich sowohl in 

landwirtschaftlich genutzten Gebieten als auch in Gärten und Städten auf (LANTERMANN 

1999). 

Halsbandsittiche sind monogam, freilebende Vögel brüten in Afrika von August bis 

November und in Indien von Dezember bis Mai. In Europa beginnt die Brutzeit zeitig im Jahr, 

häufig schon im Februar (ROBILLER 1997). Bemerkenswert ist das Balzverhalten des 

Halsbandsittichs. Bei den Edelpapageien findet man umgekehrte Dominanzverhältnisse, in 

aller Regel nimmt das Weibchen die dominante Position ein (LANTERMANN 1999). 

Allgemein sind Halsbandsittiche im dritten Lebensjahr fortpflanzungsfähig. Weibchen legen 
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häufiger schon im zweiten Lebensjahr, allerdings sind die Eier dann selten befruchtet 

(ROBILLER 1997). 

2.2 Der Reproduktionszyklus des Vogels 

2.2.1 Bestimmung des Zuchtzeitpunktes 

Die meisten Vogelarten brüten zu der Jahreszeit, die für die Aufzucht der Jungen die größten 

Erfolgsaussichten hat. Der Zeitpunkt der Zucht wird durch ultimative und unmittelbare 

Faktoren festgelegt. Der wichtigste ultimative Faktor ist bei den meisten Spezies das 

Vorhandensein von Futter, das für die Jungenaufzucht benötigt wird. Deshalb brüten 

Wellensittiche in Australien ausschließlich nach den Regenfällen, da nur daran anschließend 

genügend Aufzuchtfutter für die Jungtiere, nämlich halbreife Grassamen, vorhanden sind 

(POHL-APEL 1980). Aufgrund der Tatsache, dass das Nahrungsangebot vom jahreszeitlich 

schwankenden Ökosystem abhängig ist, sind die meisten Spezies saisonal. Auch 

Papageienarten, die nicht in den Tropen leben, haben eine mehr begrenzte Brutsaison 

(JUNIPER und PARR 1998). Tropenvögel brüten häufig in Bezug zum Niederschlag, wobei 

außerhalb der Tropen die Zucht unter dem Einfluss von Temperatur und Tageslänge 

meistens im Frühjahr oder Sommer erfolgt. Bei der Haltung in Menschenobhut setzt die 

Brutphase in der Regel nach absolvierter Mauser im Frühjahr ein, wenn die Temperaturen 

steigen und die Tage länger werden (LANTERMANN 1999). Aufgrund der Nutzung 

unterschiedlicher Futterquellen variiert die Brutsaison zwischen den Spezies. So ernähren 

sich Kreuzschnäbel (Loxia) von den Samen der Nadelbäume, die in unregelmäßigen 

Abständen vorhanden sind. Sie sind in der Lage in den meisten Monaten (Januar – August) 

des Jahres zu brüten und zählen somit zu den „opportunistischen Brutvögeln“. Aber auch 

diese Vögel zeigen eine klare Jahresperiodik der Gonadenfunktion (BERTHOLD und 

GWINNER 1978).  

Ein idealer unmittelbarer Faktor zur Kontrolle der Zuchtsaison außerhalb der Tropen ist der 

jährliche Zyklus der Tageslänge (Photoperiode), mit dessen Hilfe Vögel den Beginn ihrer 

Zucht voraussehen können. Die Photoperiode definiert den Zeitraum, in dem Vögel 

physiologisch in der Lage sind zu brüten. Die Feinabstimmung innerhalb dieser Periode 

erfolgt durch nicht photoperiodische Stimuli (DAWSON 1999), wie Futterangebot, 

Temperatur und Niederschlag. Das Wetter beeinflusst die aviäre Reproduktion vorwiegend 

auf zwei Wegen. Im frühen Stadium der Brutsaison kann es als zusätzliche Information 

dienen und die Gonadenreifung beschleunigen oder hemmen, wobei in späteren 

Zyklusphasen schlechtes Wetter zur Unterbrechung der Brut führt und so als modifizierender 



2 Literaturübersicht 

7 

Faktor agieren kann (WINGFIELD 1984c). In den Tropen hingegen hat die Photoperiodik nur 

wenig Einfluss, da hier die jährlichen Schwankungen der Tageslänge gering ausfallen. Hier 

treten extrinsische Faktoren, wie die Wetterlage, das Nahrungsangebot und der Zugang zu 

einem Nest als unmittelbare Faktoren in den Vordergrund. In Zentralaustralien, wo die 

Niederschläge selten und unregelmäßig auftreten, ist Regen der frühestmögliche Zeitgeber 

für eine Brutsaison (IMMELMANN 1963). Vor allem für Höhlenbrüter, zu denen auch die hier 

untersuchten Papageien gehören, ist die Bereitstellung einer Nestbox für eine erfolgreiche 

Zucht zwingend erforderlich. Ebenso spielen der Ernährungszustand sowie der Sozialstatus 

eines Individuums als intrinsische Faktoren eine Rolle bei der Bestimmung der Brutsaison 

(DAWSON 1999). Besonders bei den weiblichen Vögeln sind soziale Faktoren, wie die 

Anwesenheit eines Partners oder Nestes, erforderlich für die Eibildung. In Kombination mit 

Photostimulation wird so der Reproduktionserfolg beim Nymphensittich verbessert (MILLAM 

et al. 1988). Hörkontakt zu Artgenossen stimuliert die Gonadenentwicklung beim 

Wellensittich (FICKEN et al. 1960), insbesondere das Sanfte Trillern (soft warble) der 

Männchen fördert die Ovarentwicklung und Eiablage (BROCKWAY 1965). Vorraussetzung 

für die sexuelle Entwicklung bei monogamen Spezies ist oft die Paarbindung (MILLAM 

1997). 

2.2.2 Photoperiodische Kontrolle des Fortpflanzungs zyklus 

Fast alle freilebenden Vögel zeigen einen saisonalen Reproduktionszyklus. In Abhängigkeit 

von den Futterquellen kann die Zucht immer zur gleichen Zeit (vorhersehbar) oder zu 

verschiedenen Zeiten im Jahr (opportunistisch) erfolgen. Wie auch bei anderen Vertebraten 

kann die Jahresperiodik der Fortpflanzung zumindest teilweise in einer endogenen 

circannualen Rhythmik vorprogrammiert sein, die unter natürlichen Bedingungen von 

externen Umweltfaktoren, sogenannten Zeitgebern, auf genau 12 Monate synchronisiert wird 

(GWINNER 1981). In der gemäßigten Klimazone nutzen Vögel vorwiegend den Jahresgang 

der Tageslichtdauer (Photoperiode) als wichtigsten Zeitgeber, während in den Tropen und 

bei den „opportunistischen Brutvögeln" die endogene circannuale Rhythmik wichtiger 

erscheint und nicht photoperiodische Stimuli (Niederschlag, Futterangebot) als unmittelbare 

Faktoren der Zuchtplanung auftreten. Bei diesen Spezies bleibt das Reproduktionssystem für 

lange Zeit in einem Stadium der „Brutbereitschaft“ (DAWSON et al. 2001). Aber trotz des 

geringen photoperiodischen Signals in den Tropen zeigen afrikanische Schwarzkehlchen 

(Saxicola torquata axillaris) einen ähnlichen jährlichen Gonadenzyklus wie ihre Artgenossen 

in der gemäßigten Klimazone (S. t. rubicola) mit einer photorefraktären Periode nach der 

Brut (GWINNER und SCHEUERLEIN 1999). Auch die opportunistisch brütenden 

Kreuzschnäbel scheinen außerhalb ihrer Brutsaison im Herbst photorefraktär zu sein (HAHN 
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1998). Demnach sind alle Vogelspezies photoperiodisch, aber die Bedeutung der nicht 

photoperiodischen Signale bei der Feinabstimmung der Brutsaison variiert. 

2.2.2.1 Photostimulation 

Die zunehmende Tageslänge im Frühjahr liefert die initiale Information und führt durch 

Photostimulation zum Wachstum der Gonaden und damit zur vermehrten Bildung der 

Geschlechtshormone. Dieser Prozess wird durch Simulation der Gonadotropinsekretion in 

Folge erhöhter GnRH-Freisetzung aus dem Hypothalamus vermittelt. Beim Nymphensittich 

zeigt sich ein Zusammenhang zwischen mehreren Umweltstimuli (Tageslichtlänge, Kontakt 

zum Sozialpartner, Zugang zum Nest) und einer erhöhten LH-Produktion (SHIELDS et al. 

1989). Im Unterschied zu den Säugetieren werden beim Vogel die Lichtreize von 

extraretinalen Photorezeptoren im Hypothalamus erfasst (DAWSON 1999). Diese Neurone 

enthalten ein Opsin-like-Protein, das gleiche, das in den Photorezeptoren der Netzhaut 

vorkommt (MILLAM 1997), und sind an der GnRH-Stimulation der Gonadotropine beteiligt. 

Vögel benötigen demnach weder die Augen noch die Epiphyse, um Veränderungen der 

Tageslänge wahrzunehmen. So ist auch der Melatoninspiegel für die Regulation der 

Gonadenfunktion bedeutungslos. SENGUPTA und MAITRA (2006) untersuchten den 

Einfluss der Epiphyse auf den Reproduktionszyklus männlicher Halsbandsittiche und 

konnten zeigen, dass Melatonin den Aktivitätszustand des Hoden bei diesen Psittaziden 

nicht beeinflusst. Beim Vogel wird normalerweise die Gonadenaktivität durch zunehmende 

Beleuchtungsdauer stimuliert, wie auch beim Nymphensittich (MILLAM et al. 1988), während 

z.B. das Hodenwachstum der indischen Halsbandsittiche mit abnehmender Tageslichtlänge 

einsetzt (KRISHNAPRASADAN et al. 1988). 

2.2.2.2 Photorefraktäre Phase 

Bei Überschreitung der kritischen Tageslänge wird ein zweiter Prozess initiiert, der die 

GnRH-Freisetzung hemmt und die photorefraktäre Phase einleitet. Die zur Brutzeit 

reproduktionsfähigen (aktiven) Gonaden bilden sich zurück (Gonadenregression) und 

werden vorübergehend refraktär (POHL-APEL 1980). An der Entstehung der 

Photorefraktivität sind auch die Schilddrüsenhormone und Prolactin beteiligt. Bei den 

meisten Spezies setzt mit Beginn der photorefraktären Phase die Mauser ein, die durch die 

Sexualsteroide gehemmt wird (DAWSON 1999). Die Vögel bleiben solange unempfänglich 

gegenüber langen Lichteinflüssen bis das refraktäre Stadium durch die kurzen Tage im 

Herbst endet. Die Ausprägung der photorefraktären Phase ist speziesspezifisch. 

Nymphensittiche werden normalerweise nach dem zweiten Gelege photorefraktär (MARTIN 
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und MILLAM 1995) und Halsbandsittiche sind für mindestens 6 Monate lichtunempfindlich 

(MAITRA und DEY 1992). Bei einigen Arten (z.B. Tauben) fehlt dieses Stadium, während bei 

Wachteln die Gonaden auch unter Langtagbedingungen vollentwickelt und lichtempfindlich 

bleiben, sodass man hier von „relativer Photorefraktivität“ spricht (FOLLETT und NICHOLLS 

1985). Aber die meisten Vögel der mittleren und hohen Breitengrade sind „absolut 

photorefraktär“ (DAWSON et al. 2001). 

2.2.2.3 Photosensitive Phase 

Die abnehmende Tageslichtlänge im Herbst stimuliert die Synthese von GnRH im 

Hypothalamus, aber die GnRH-Ausschüttung muss gering sein, da der Gonadotropinspiegel 

nicht ansteigt. Das Reproduktionssystem wird für den neuen Zyklus vorbereitet und die 

Hoden erreichen den photosensitiven Zustand wieder. Dadurch sind sie in der Lage auf die 

zunehmende Tageslichtdauer im Frühjahr zu reagieren. Die Länge und die Phase der 

Photosensitivität sind speziesspezifisch. 

Die meisten Vögel zeigen alternierende Zyklen zwischen Photosensitivität 

(Spätherbst/Winter), Photostimulation (Frühling) und Photorefraktivität (Spätsommer/Herbst), 

die im Hypothalamus oder anderen neuralen Zentren gesteuert werden (WILLIAMS 1999).  

2.3 Endokrine Steuerung der aviären Reproduktion 

Die wenigen Erkenntnisse auf dem Gebiet der Vogelendokrinologie basieren hauptsächlich 

auf Arbeiten aus dem Bereich des Nutzgeflügels und der Forschung mit Sperlingsvögeln 

(Passeriformes). Die Endokrinologie der Papageien ist in der Literatur unzureichend 

beschrieben. 

2.3.1 Die Hypothalamus-Hypophysen-Gonaden-Achse 

Die hormonelle Steuerung der Reproduktion läuft auch beim Vogel im Wesentlichen über die 

Hypothalamus-Hypophysen-Gonaden-Achse (HPG-Achse). Durch externe oder interne 

Stimuli werden in den Nervenzellen des Hypothalamus Gonadotropin Releasing-Hormon 

(GnRH) und Vasoaktives Intestinales Peptid (VIP) ausgeschüttet, die über das 

Hypophysenpfortadersystem die Zielzellen der Adenohypophyse erreichen. Dort bewirkt 

GnRH die stoßweise Freisetzung der Gonadotropine LH und FSH (HATTORI et al. 1986), 

während VIP die Prolactinsynthese induziert. GnRH und VIP können über entsprechende 

Rezeptoren auch direkt an den Gonaden wirken (ASEM und NOVERO 1993). Die aviären 
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Gonadotropine LH und FSH sind Glykoproteindimere und bestehen wie beim Säuger aus 

einer α- und einer spezifischen β-Untereinheit, die für die biologische Aktivität essentiell sind 

(BURKE et al. 1979). Zielgewebe dieser Gonadotropine sind beim männlichen Vogel die 

Hoden. FSH induziert das Hodenwachstum und die Spermatogenese durch Stimulation der 

Sertolizellen. Diese in den Tubuli seminiferi lokalisierten Zellen sind für die Ernährung, 

Fortbewegung und Phagozytose der Spermien wichtig und können Östrogene aus 

Androgenen sowie Inhibin synthetisieren. Inhibin, ein Polypeptid, ist für die Hemmung der 

FSH-Sekretion verantwortlich (PETRIDES 1998). LH induziert in den Leydigzellen die 

Androgensynthese (SCANES 2000) in Form von Testosteron und dessen Vorstufen, den 

Androstendionen (NAKAMURA und TANABE 1972). Die Testosteronausschüttung in den 

Blutkreislauf erfolgt diskontinuierlich unmittelbar nach den LH-Spitzen (BACON et al. 1991). 

Testosteron beeinflusst die Spermiogenese, die Ausbildung der sekundären Geschlechts-

merkmale (Form und Farbe des Gefieders, Wachstum des Kammes) und das Sexual-

verhalten (KIRBY und FROMAN 2000). Darüber hinaus wirken Androgene über eine 

negative Rückkopplung auf den Hypothalamus und hemmen so die GnRH-Ausschüttung 

(WOODS und THOMMES 1999). Dadurch wird der Testosteronspiegel innerhalb sehr enger 

Grenzen konstant gehalten. Die Testosteronkonzentration im Plasma unterliegt einem 

circadianen Rhythmus, wobei die Testosteronproduktion bevorzugt nachts erfolgt 

(SCHANBACHER et al. 1974). 

2.3.2 Kontrolle der Gonadotropinsekretion 

Die Regulation der Gonadotropine LH und FSH erfolgt zum einen direkt über das GnRH aus 

dem Hypothalamus. Bis heute sind beim Vogel drei verschiedene Isomere dieses 

Neurohormons bekannt, die sich in ihrer Struktur, Verbreitung und Funktion voneinander 

unterscheiden. Im Hypothalamus des Haushuhnes wurden cGnRH-I (KING und MILLAR 

1982) und cGnRH-II (MIYAMOTO et al. 1984) isoliert und beschrieben, und beim Singvogel 

wurde eine dritte Form (ir-lamprey GnRH-III) nachgewiesen (BENTLEY et al. 2004). Im 

Hypothalamus und in der Hypophyse (Eminentia mediana) von adulten Wachteln isolierten 

TSUTSUI et al. (2000) ein weiteres Peptid, das die Gonadotropinfreisetzung hemmt und 

deshalb als GnIH (Gonadotropin Inhibiting-Hormon) bezeichnet wird. GnIH könnte eine 

Erklärung für das Phänomen der photoinduzierten Gonadenregression beim Vogel sein, da 

es im vollentwickelten Hoden Apoptose induziert (UBUKA et al. 2006). 

Langwirkende GnRH-Agonisten führen durch Herabregulierung (Down-Regulation) des 

hypophysären GnRH-Rezeptors zur reduzierten Gonadotropinausschüttung, Gonaden-

regression und Mauser (DICKERMAN und BAHR 1989). Sie sind geeignet, die Eiablage bei 

Papageien zu unterdrücken (MILLAM und FINNEY 1994). Beim Wellensittich wird durch die 
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Applikation eines GnRH-Analogons (Burserelinacetat) die Eibildung, der Anteil befruchteter 

Eier sowie die Ausscheidung von Steroidmetaboliten erhöht (COSTANTINI et al. 2009). 

Die entscheidende Kontrolle über die LH- und FSH-Sekretion üben auch beim Vogel die 

Steroidhormone aus. Dabei wird die GnRH induzierte LH-Freisetzung durch Testosteron und 

noch effektiver durch 5α-Dihydrotestosteron (5α-DHT) gehemmt, während 5β-Dihydro-

testosteron (5β-DHT) und 17β-Östradiol keinen Einfluss auf die Adenohypophyse haben 

(CONNOLLY und CALLARD 1987). Der hemmende Effekt von Corticosteron auf die LH-

Sekretion (CONNOLLY und CALLARD 1987) bestätigt den Einfluss der Glucocorticoide auf 

die Reproduktion (MARTIN et al. 1984). 

2.3.3 Aufbau und Hormone der Hypophyse ( Glandula pituitaria ) 

Die Hypophyse setzt sich aus zwei deutlich voneinander abgrenzbaren Anteilen, der Adeno-

hypophyse und der Neurohypophyse, zusammen, die nur durch lockeres Bindegewebe 

verbunden sind. Beim Vogel wird die Adenohypophyse in die Pars distalis und Pars tuberalis 

unterteilt, wobei sich die Pars distalis durch zwei unterschiedliche Zelltypen in einen 

zephalen und kaudalen Lappen gliedert (LUMEIJ 1994). Eine funktionelle Pars intermedia 

der Säugetiere fehlt beim Vogel. Die weitaus kleinere Neurohypophyse setzt sich aus der 

Eminentia mediana und dem Infundibulum sowie dem nach kaudal gerichteten Lobus 

nervosus s. Pars nervosa zusammen (GUTTE 1993). 

Die Neurohypophyse setzt zwei wichtige Hormone frei, entweder Mesotocin (MT) oder 

Arginin-Vasotocin (AVT). Diese aviären Neuropeptide werden von neurosekretorischen 

Zellen in den Kerngebieten des Hypothalamus gebildet, entlang der Axone zur Neuro-

hypophyse transportiert und in der Pars nervosa bis zu ihrer Freisetzung gespeichert. 

Die Adenohypophyse ist funktionell mit Hilfe von Venen mit dem Hypothalamus verbunden. 

Über dieses Hypophysenpfortadersystem wirken Substanzen, die in den Kernen des 

Hypothalamus gebildet werden, fördernd oder hemmend auf die Funktion der verschiedenen 

Drüsenzellen in der Adenohypophyse. Aufgrund ihres Färbeverhaltens unterscheidet man 

ähnlich wie bei den Säugetieren acidophile, basophile und chromophobe endokrine Zellen, 

die der Produktion bestimmter Hormone zuzuordnen sind (SINOWATZ und FREWEIN 2004). 

In der Adenohypophyse werden u.a. die Hormone ACTH, FSH und LH gebildet und in den 

peripheren Blutkreislauf freigesetzt. 
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2.3.4 Hoden ( Testis ) 

2.3.4.1 Anatomie 

Die paarigen Hoden des männlichen Vogels sind nach WAIBL und SINOWATZ (2004) oval-

eiförmig bis rund und zumeist von gelblich-weißer Farbe, sie können auch art- und rasse-

spezifisch pigmentiert sein, wie z.B. bei den Kakadus. Die Farbe verändert sich mit dem 

Aktivitätszustand des Hodens. 

Beim Vogel liegen die Hoden vollständig intraabdominal. Sie sind von Brust- und Bauch-

luftsäcken breitflächig umgeben, hierdurch wird ein kühlender Effekt erzielt. Darüber hinaus 

ermöglicht der den Hoden umspannende, stark verzweigte Venenplexus eine Kühlung der 

Keimdrüsen. 

Die Größe der Hoden ist abhängig von der Art, der Rasse, vom Alter und insbesondere vom 

Stadium des Fortpflanzungsgeschehens. Beim Haussperling (Passer domesticus) beispiels-

weise wächst der Hoden in der Fortpflanzungszeit auf das 300-fache seiner ursprünglichen 

Größe heran (WAIBL und SINOWATZ 2004). Den saisonalen Wildvögeln stehen die 

„opportunistischen Brutvögel“ gegenüber, beim Wellensittich z.B. nimmt der Hoden in der 

Brutzeit um das 30- bis 40-fache an Größe zu (POHL-APEL 1982). 

2.3.4.2 Hodenzyklus 

In Gebieten mit regelmäßig auftretenden guten Brutbedingungen (gemäßigte Klimazone) 

zeigen die männlichen Vögel nur zur Brutzeit reproduktionsfähige Gonaden. Da die Brutzeit 

rechtzeitig durch unmittelbare Faktoren angekündigt wird, bleibt genügend Zeit zur Reifung 

der inaktiven Hoden. Die Vögel in den gemäßigten Klimazonen nutzen initial die saisonalen 

Veränderungen der Photoperiode und zusätzliche Signale, wie Futterangebot, Temperatur 

und Niederschlag, zur Feinabstimmung der Reproduktion. Im Allgemeinen führt die 

zunehmende Tageslänge im Frühjahr durch Photostimulation zur Reifung der Gonaden. Das 

überaus rasche Wachstum der Hoden wird ermöglicht durch die selbstpotenzierende 

Wirkung von FSH und dem Synergismus zwischen FSH und Testosteron (TSUTSUI und 

ISHII 1978). Zwischen Vögeln und Säugetieren bestehen bedeutende Unterschiede 

hinsichtlich der Größe des Hodenwachstums. So zeigen viele Vogelspezies einen 100- bis 

500-fachen Zuwachs vor der Reproduktionssaison (DONHAM et al. 1982), wobei die Hoden 

der Spitzmaus und der Ratte nur um das 5-fache an Größe zunehmen. Zur Brutzeit sind die 

Hoden voll entwickelt (aktiv), anschließend degenerieren sie (Hodenregression) und werden 
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in der Regel vorübergehend refraktär (POHL-APEL 1980). Inaktive Gonaden treten 

außerhalb der Brut und während der Mauser auf. 

In Lebensräumen mit unregelmäßig auftretenden Brutbedingungen ist keine langfristige 

Ankündigung der Brutzeiten durch unmittelbare Faktoren möglich. Um bei günstigen 

Brutbedingungen sofort brutbereit zu sein, besitzen die Vögel in diesen Gebieten permanent 

reproduktionsfähige Gonaden (SERVENTY 1971). Als „opportunistische Brutvögel“ sind 

diese Vögel in der Lage zu jeder Jahreszeit zu brüten. Unter den Papageien zählen die 

Nymphen- und Wellensittiche zu den opportunistisch brütenden Arten (POHL-APEL 1980). 

Die freilebenden Wellensittiche zeigen charakteristische Zyklen der Gonadenaktivität und –

inaktivität. Die Hoden sind klein und inaktiv, wenn sie nicht brüten und vergrößern sich um 

das 30- bis 40-fache während der Brutsaison (POHL-APEL 1982). Die subtropischen, 

indischen Halsbandsittiche zeigen ebenfalls saisonale Veränderungen der Hodenaktivität. So 

sind zwischen Mai und Dezember die Hoden vollständig zurückgebildet, während sie zur 

Brut (Dezember – Februar) um das 50-fache an Gewicht zunehmen (KRISHNAPRASADAN 

et al. 1988). Der jährliche Zyklus der Hoden kann in 4 verschiedene Phasen eingeteilt 

werden. In dem Zeitraum April bis September („preparatory“ phase) enthalten die Gonaden 

nur ruhende Spermatogonien, die sich in der progressiven Phase („progressive“ phase) zu 

primären Spermatozyten umformen (Oktober – Dezember). Im Januar („prebreeding“ phase) 

beginnt die Spermatogenese, die Ende Februar bis März („breeding“ phase) ihren 

Höhepunkt erreicht (MAITRA und DEY 1992). 

Das saisonale Wachstum der Hoden beruht hauptsächlich auf einer Größenzunahme der 

Samenkanälchen in Verbindung mit der Spermaproduktion, zudem nimmt die Anzahl der 

Interstitialzellen, die für die Produktion der männlichen Geschlechtshormone verantwortlich 

sind, zu (BIRKHEAD 1999). Somit korreliert der Plasma-Testosteronspiegel mit der 

Hodengröße (GARAMSZEGI et al. 2005) und dem Hodengewicht (WINGFIELD und 

FARNER 1978). Dagegen behaupten TSUTSUI und ISHII (1978), dass die Zunahme der 

Hodenmasse hauptsächlich aufgrund der Hypertrophie der Sertolizellen zustande kommt. 

2.3.4.3 Hormone des Hodens 

Auch bei Vögeln ist Testosteron das bedeutendste männliche Sexualhormon. Jedoch ist bis 

heute nicht eindeutig geklärt, ob Testosteron auch funktionell das wichtigste Androgen beim 

Vogel darstellt. Bei Sperlingsvögeln beispielsweise wurden größere Konzentrationen von 

Testosteronvorstufen im Plasma gefunden (WINGFIELD et al. 1982). Durch Metabolisierung 

von Testosteron in den Hoden wird in geringerem Umfang auch Dihydrotestosteron (DHT) 

freigesetzt. Die LH-induzierte Testosteronausschüttung aus den Leydigzellen erfolgt 
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zunächst in die Samenkanälchen und einige Tage verzögert im peripheren Blutkreislauf 

(DONHAM et al. 1982). Das männliche Geschlechtshormon Testosteron übt mehrere 

Funktionen im Zusammenhang mit der Reproduktion aus, hat aber auch nachteilige 

biologische Effekte, wie z.B. Immunsuppression (BRAUDE et al. 1999) und verminderte 

Überlebenswahrscheinlichkeit (DUFTY, Jr. 1989). Die blaue Wachshaut, das typische 

Balzverhalten und Trillern („warbling“) der männlichen Wellensittiche ist auf den höheren 

Testosteronspiegel im Vergleich zu den Weibchen zurückzuführen (NESPOR et al. 1996). 

Neben ihrer Synthese in den Gonaden (Ovar, Testes) werden Androgene in geringen 

Mengen auch in der Nebenniere gebildet (SCHLINGER et al. 1999). Ein weiterer 

Produktionsort für Androgene liegt im Gangsystem des Nebenhodens, wo sie für die 

Ausreifung der Spermien mitverantwortlich sind (BUDRAS und SAUER 1975). 

2.3.4.3.1 Testosteronkonzentration beim Vogel 

Es ist bekannt, dass die Testosteronproduktion der Vögel von zahlreichen Umwelt- und 

Sozialfaktoren abhängig ist. Beim erwachsenen Hahn beispielsweise werden Plasma-

Testosteronspiegel bis zu 2,5 ng/ml erreicht, wobei auch hier starke Schwankungen zu 

beobachten sind, die im Wesentlichen auf Umwelteinflüssen beruhen (WITTMANN 1994). In 

den Tropen fällt die Testosteronkonzentration (1,3 ± 0,2 ng/ml) im Durchschnitt geringer aus 

als in der gemäßigten Klimazone (GOYMANN et al. 2004). Die merklich unterschiedlichen 

Testosteronprofile von gefangenen und freilebenden Vögeln zeigen, dass Verhaltensweisen 

im Feld einen entscheidenden Einfluss auf die Testosteronsekretion ausüben. So ist der 

Plasma-Testosteronspiegel von freilebenden Vögeln höher und weitaus komplexer im 

Verlauf des Reproduktionszyklus als bei den Männchen in Gefangenschaft. WINGFIELD et 

al. (1990) beschreiben drei Level der Testosteronsekretion. Level A ist der Basisspiegel 

außerhalb der Brut zur Erhaltung des negativen Feedbacks. Level B bezeichnet den 

Basisspiegel während der Brutsaison, der für die Spermatogenese, die Entwicklung der 

sekundären Geschlechtsmerkmale sowie das reproduktive Verhalten ausreichend ist und in 

Gefangenschaft unter Langtagbedingungen auftritt. Level C kennzeichnet den unter 

physiologischen Bedingungen maximal erreichbaren Testosteronspiegel, der bei 

freilebenden männlichen Vögeln durch Interaktionen zwischen den Männchen und die 

Anwesenheit von sexuell empfänglichen Weibchen vorkommt. Der Testosteronspiegel wird 

über aggressive Auseinandersetzungen mit anderen Männchen reguliert und korreliert nur in 

Zeiten sozialer Instabilität mit dem Aggressionsverhalten („challenge hypothesis“). Die 

Interaktionen erhöhen den Testosteronspiegel von Level B auf Level C und steigern 

wiederum die Frequenz und Intensität der Aggression (WINGFIELD et al. 1990). Dieses 

„positive“ Feedback bleibt solange bestehen bis der Rivale vertrieben oder das Weibchen 
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nicht mehr empfänglich ist und die Testosteronstimulation wegfällt. Der Testosteronspiegel 

korreliert auch mit dem Grad der elterlichen Fürsorge, die abnimmt, wenn die 

Testosteronkonzentration über Level B ansteigt (WINGFIELD et al. 1990). Außerdem ist die 

Testosteronsekretion vom Paarungssystem der Vögel abhängig. Polygyne Spezies haben 

höhere Testosteronkonzentrationen während der Brutsaison als monogame Vogelarten. 

Männliche Vögel mit hohen Testosteronkonzentrationen können sich gegenüber 

Konkurrenten durchsetzen, effizienter ihre Sexualpartner verteidigen und ihr Territorium 

vergrößern. Dies ermöglicht ihnen, sich mit zahlreichen Weibchen zu paaren und steigert die 

reproduktive Fitness. Demnach tendieren polygyne Vogelarten zu hohen Testosteronbasis-

spiegeln im Gegensatz zu monogamen Arten (WINGFIELD et al. 1990), wobei Spezies mit 

hohen Basisspiegeln relativ niedrige Testosteronhöchstwerte aufweisen (GARAMSZEGI et 

al. 2005). Von wenigen Ausnahmen abgesehen (Kea, Eulenpapagei) leben die meisten 

Papageien monogam (LANTERMANN 1999). WINGFIELD (1984a) zeigt, dass das 

Paarungssystem der Vögel durch die Testosteronsekretion reguliert wird, indem er in für 

gewöhnlich monogamen Spezies durch die Applikation von Testosteron-Implantaten 

Polygynie induziert. Nicht nur zwischen dem Paarungssystem bestehen Unterschiede in der 

Testosteronkonzentration, sondern auch innerhalb der monogamen Spezies schwankt der 

Testosteronspiegel stark mit dem Breitengrad und folglich mit der Länge der Brutperiode und 

dem Territorialverhalten. Die Brutsaison in der Arktis ist so kurz, dass Territorialbalz und 

hohe Testosterontiter nur maximal 1-4 Tage auftreten. Je weiter südlich die Vögel brüten, 

desto länger bestehen das Territorialverhalten und der erhöhte Testosteronspiegel 

(WINGFIELD und FARNER 1978). In den Tropen sind die Vögel oft das ganze Jahr hindurch 

territorial, dennoch bleibt die Plasma-Testosteronkonzentration niedrig (0,3 ng/ml, FEDY und 

STUTCHBURY (2006)), außer während kurzer Perioden sozialer Instabilität (WIKELSKI et 

al. 1999; HAU et al. 2000). Auch bei den subtropischen Halsbandsittichen in Indien korreliert 

der zwischen Mai und August („postbreeding“ Periode) ansteigende Testosteronspiegel mit 

der verstärkten Abwehr von Konkurrenten in dieser Zeit (KRISHNAPRASADAN et al. 1988). 

Selbst unter den Tropenvögeln schwankt der Testosteronspiegel und wird beeinflusst durch 

die Länge der Brutsaison, dem Territorialitätstyp und der Höhenlage. Je kürzer die 

Brutsaison, desto höher der maximale Testosterontiter (GOYMANN et al. 2004). Die 

männlichen Vogelspezies in den Tropen haben im Allgemeinen sehr niedrige Testosteron-

Plasmaspiegel (DITTAMI 1986; HAU et al. 2000; GOYMANN et al. 2004; FEDY und 

STUTCHBURY 2006) im Vergleich zu den Artverwandten in der gemäßigten Klimazone 

(SCHWABL et al. 2005; GOYMANN et al. 2006). So zeigen die Europäischen Schwarz-

kehlchen (Saxicola torquata rubicola) in allen Reproduktionsstadien höhere Testosteron-

Plasmaspiegel als ihre Artverwandten am Äquator (Afrikanische Schwarzkehlchen), außer 

während Nestbau und Eiablage. In diesen Stadien tendieren die Afrikanischen 
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Schwarzkehlchen zu größeren Testosteronkonzentrationen (GOYMANN et al. 2006). 

Dennoch können einige Tropenvögel ähnlich hohe Konzentrationen wie ihre Vertreter in den 

nördlichen Breiten erreichen (MOORE et al. 2002; GOYMANN et al. 2004). 

2.3.4.3.2 Testosteronspiegel während des Reproduktionszyklus 

Ein von der Jahreszeit abhängiger Zyklus lässt sich vor allem bei freilebenden Vögeln 

beobachten. Der Testosteronspiegel steigt mit zunehmender Tageslänge im Frühjahr an 

(FARNER und WINGFIELD 1980) und erreicht zur Zeit der Balz, beim Nestbau (DAWSON 

1983; SCHWABL et al. 2005; GOYMANN et al. 2006) und um die Zeit der Kopulation 

besonders hohe Werte. Stare (Sturnus vulgaris) beispielsweise zeigen maximale 

Testosteronkonzentrationen im April (Nestbau). Während der Eiablage und Inkubation im 

Mai sinkt der Plasma-Testosteronspiegel wieder ab und bleibt den Sommer über niedrig 

(DAWSON 1983). Zur Zeit der Mauser, die sich normalerweise an die Brutperiode 

anschließt, treten minimale Testosteronkonzentrationen auf (SCHWABL et al. 2005). Bei 

einigen Vögeln, die ein Winterterritorium für die Brut im nächstfolgenden Frühjahr 

verteidigen, kann ein zweiter Anstieg der Testosteronkonzentration im Herbst und Winter 

festgestellt werden, wie z.B. beim Star (DAWSON 1983). Die meisten anderen Spezies 

weisen basale oder niedrige Plasma-Testosteronspiegel außerhalb der Brutsaison auf, auch 

wenn die territoriale Aggression am intensivsten ist (LOGAN und WINGFIELD 1990; 

WINGFIELD und HAHN 1994; GWINNER et al. 1994). Kastration (WINGFIELD 1994) oder 

die Verabreichung von Testosteron (SILVERIN et al. 1989; LOGAN und CARLIN 1991) 

verändern das Aggressionsverhalten nicht. Demzufolge beeinflusst Testosteron die 

territoriale Aggression nur im Zusammenhang mit der Reproduktion, während das 

Territorialverhalten außerhalb der Brutsaison Testosteron-unabhängig vorkommt. Dadurch 

können die Gefährdungen durch dauerhaft erhöhte Testosteronspiegel vermieden werden. 

Zur Steuerung der Aggression außerhalb der Brut nutzen Vögel alternative Mechanismen, 

indem sie Dehydroepiandrosteron (DHEA) bilden (HAU et al. 2004) und im Gehirn in aktive 

Sexualhormone umwandeln (SOMA und WINGFIELD 2001). DHEA ist eine Vorstufe der 

Androgene (Androstendion, Testosteron), die in den Nebennieren oder zurückentwickelten 

Gonaden gebildet werden kann (SOMA und WINGFIELD 2001). Die Wirkung der 

Aromatasehemmer auf die Aggression zeigt, dass Östrogene an dem männlichen 

Aggressionsverhalten außerhalb der Brut beteiligt sind (SOMA et al. 2000). 

Bei monogamen Spezies steigt der Testosteronspiegel zu Beginn der Brutsaison an und 

nimmt nach der Eiablage und dem Schlupf der Küken ab (LOGAN und WINGFIELD 1995; 

VLECK und BROWN 1999). Bei polygamen Vögeln dagegen sinkt der Testosteronspiegel 

während der Brutzeit nicht ab, weil die polygamen Männchen einen zweiten Partner 
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anlocken und gegenseitig um ein neues Territorium konkurrieren. Die niedrigen 

Testosteronkonzentrationen während der Brut können adaptiv sein, um die negativen 

Auswirkungen von Testosteron auf die elterliche Fürsorge bei monogamen Spezies zu 

umgehen (WINGFIELD et al. 2001). Abweichungen in der Plasma-Steroidkonzentration 

stehen mit bestimmten Reproduktionsstadien bei Papageien im Zusammenhang (MILLAM 

1997). So erreicht der Testosteronspiegel während der Nestboxinspektion den Höchststand, 

wird dann während der Eiablage, Inkubation und Brut unterdrückt und erlangt wieder pro-

sexuelle Ausgangswerte nach dem Flüggewerden der Küken und Entfernen der Nestbox 

(KENTON und MILLAM 1994). Diese Ergebnisse unterstützen die Aussage, dass 

Testosteron für die Territoriums- und Nestabwehr wichtig ist. Ein hoher Testosteronspiegel 

ist auch inkompatibel mit der entscheidenden Aufgabe der Männchen, ihre weiblichen 

Partner während der Eiablage und Brut zu füttern (MILLAM 2000). 

2.4 Endokrine Steuerung der Nebenniere 

Die Beziehung zwischen Corticosteroiden im Zusammenhang mit Stress und Reproduktion 

ist bei den Säugetieren wohl bekannt, aber es gibt wenige eindeutige Erkenntnisse zu 

diesem Thema bei anderen Vertebraten (HANKE 1999). Im Plasma der Papageien ist 

hauptsächlich Corticosteron enthalten (HOCHLEITHNER und NOWOTNY 1992), welches 

als Indikator für Stress verwendet werden kann (HARVEY et al. 1984). So wurde im Blut der 

hier untersuchten Papageien das Stresshormon Corticosteron bestimmt, um weitere 

Erkenntnisse auf dem Gebiet der aviären Endokrinologie zu gewinnen und Beziehungen 

zwischen den Hormonen herauszuarbeiten. 

2.4.1 Die Hypothalamus-Hypophysen-Nebennieren-Achse  

Die Aktivierung der Nebennierenrindenfunktion durch die Hypothalamus-Hypophysen-

Nebennieren-Achse (HPA-Achse) wird primär durch Adrenocorticotropes Hormon (ACTH) 

vermittelt. Die Freisetzung von ACTH aus der Adenohypophyse erfolgt durch Corticotropin 

Releasing-Faktor (CRF), ein im Hypothalamus synthetisiertes Polypeptid. Es wird 

beschrieben, dass auch Katecholamine und Vasopressin an der ACTH-Freisetzung beteiligt 

sind (RIVIER und VALE 1983). Die Aktivität der hypothalamischen CRF-Neurone wird durch 

zwei Stimulusarten reguliert, von denen eine stressinduziert ist und die andere einem 

biologischen Rhythmus folgt, der für die circadiane ACTH- und Cortisolsekretion 

verantwortlich ist (PETRIDES 1998). Außerdem bewirken bei einigen Vogelspezies Arginin-

Vasotocin und scheinbar auch Mesotocin eine ACTH-Freisetzung (CASTRO et al. 1986). 
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Neuere Untersuchungen zeigen, dass endogenes Somatostatin (CHEUNG et al. 1988) und 

Opoide (PEEBLES et al. 1997) einen negativen Einfluss auf die ACTH-Sekretion ausüben. 

ACTH ähnelt in seinem Aufbau weitgehend dem des Säugers und entsteht wahrscheinlich 

ebenfalls durch Proteolyse aus dem Prohormon Pro-Opiomelanocortin (POMC). Demnach 

werden die opoiden Peptide β-Endorphin, β-Lipotropin und α-Melanozyten-stimulierendes 

Hormon (α-MSH) mit ACTH cosezerniert (PETRIDES 1998). Wie beim Säugetier stimuliert 

ACTH in den Interrenalzellen der Nebenniere die Corticoidbiosynthese. Aufgrund 

verschiedener ACTH-Sequenzen und ihrer Rezeptoren gibt es interspezifische Unterschiede 

hinsichtlich der Reaktion der Interrenalzellen. Corticosteron und andere Glucocorticoide üben 

einen negativen Einfluss auf allen Ebenen der HPA-Achse beim Vogel aus (CARSIA und 

HARVEY 2000). Der Plasma-Corticosteronspiegel unterliegt einem circadianen Rhythmus, 

der vorwiegend durch den Tag-Nacht Zyklus reguliert wird. Grundsätzlich zeigen viele 

Vogelspezies maximale Konzentrationen, wenn es hell wird (CARSIA und HARVEY 2000). 

Auch das Futterangebot als wichtiger Zeitgeber (HAU und GWINNER 1996) sowie der 

Melatonin-Plasmaspiegel haben einen modulierenden Einfluss auf die HPA-Achse. Die 

Nebenniere des Vogels verfügt über Melatonin-Rezeptoren (PANG et al. 1994; BROWN et 

al. 1994a) und exogen verabreichtes Melatonin bewirkt eine langandauernde Erhöhung des 

Corticosterongehalts in der Nebenniere von Passeriformes und Columbiformes (MAHATA 

und DE 1991). 

2.4.2 Nebenniere ( Glandula adrenalis ) 

2.4.2.1 Anatomie 

Die Nebenniere liegt als paariges Organ beidseits der Aorta abdominalis am medialen Rand 

des kranialen Nierenpols und wird beim männlichen Vogel ventral von den Hoden bedeckt. 

Manchmal treten Glandulae adrenales accessoriae auf, die bei Hähnen oft in der Epididymis 

zu finden sind. Bei einzelnen Arten kommt es oft zur Verwachsung von rechter und linker 

Nebenniere oder sie verwachsen mit den Hoden (GUTTE 1993). Bei den Vögeln ist die 

Nebenniere nicht wie beim Säuger in Mark und Rinde gegliedert, sondern die Adrenalzellen 

(Adrenalkörper, entsprechen funktionell dem Nebennierenmark) und die Interrenalzellen 

(Interrenalkörper, entsprechen der Nebennierenrinde) liegen nebeneinander. 

2.4.2.2 Hormone der Interrenalzellen 

Bei vielen Vogelarten lassen sich die Interrenalzellen in zwei Zonen gliedern. In der 

komplexen Innenzone wird vor allem Corticosteron und in der subkapsulären Region in 
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geringerem Maße Aldosteron gebildet (LUMEIJ 1994). Beim Vogel ist Corticosteron das 

vorherrschende Sekretionsprodukt der Nebenniere (DEROOS 1961). Auch bei den 

Psittaciformes ist vorwiegend Corticosteron im Plasma enthalten (HOCHLEITHNER und 

NOWOTNY 1992), wobei das Corticosteron-Cortisol-Verhältnis zwischen den Spezies 

variiert und z.B. beim Graupapagei 14,5 und beim Wellensittich 1,5 beträgt. Wie bei den 

Säugetieren spielen die Glucocorticoide eine wichtige Rolle im Kohlenhydrat-, Lipid- und 

Elektrolytstoffwechsel und sind für das Überleben in Stresssituationen essentiell. Stress 

erhöht die Aktivität der Nebenniere, sodass Corticosteron als Indikator für Stress verwendet 

werden kann (HARVEY et al. 1984). Andere Corticosteroide, wie Cortisol und Cortison, 

werden vor allem embryonal und perinatal synthetisiert (KALLIECHARAN und HALL 1974; 

NAKAMURA et al. 1978; CARSIA et al. 1987). Außerdem scheint die Nebenniere eine 

wichtige Funktion in der Produktion und Sekretion der Sexualhormone (Androstendion, 

Testosteron, Östradiol) während der embryonalen und perinatalen Periode zu haben 

(NAKAMURA et al. 1978; TANABE et al. 1979; TANABE et al. 1983). Daneben werden in 

geringem Umfang die adrenalen Androgene Androstendion, 11β-OH-Androstendion und 

Dehydroepiandrosteron (DHEA) gebildet. Sie haben nur ein geringe androgene Wirksamkeit, 

können aber von peripheren Geweben zu wirksamen Androgenen umgewandelt werden 

(KARLSON et al. 1994). 

2.4.2.2.1 Corticosteronkonzentration beim Vogel 

Bei vielen Spezies zeigt der Corticosteron-Plasmaspiegel deutliche tageszeitliche 

Schwankungen mit einem Maximum zu Beginn der Lichtperiode und minimalen 

Konzentrationen zu Beginn der Nacht (BEUVING und VONDER 1977; CARSIA und 

HARVEY 2000). Darüber hinaus existiert auch ein saisonaler Rhythmus. Bei sesshaften 

Spezies ist die Hormonbildung im Frühjahr, in der Zeit der sexuellen Aktivität, gering und 

erreicht im Sommer, in der sich die photorefraktäre Phase ausbildet, ihr Maximum 

(WITTMANN 1994). Andere Autoren berichten von hohen Corticosteroidkonzentrationen 

während der Brutsaison (DAWSON und HOWE 1983; ROMERO und WINGFIELD 1998; 

WADA et al. 2006) und Basal-Plasmaspiegel in der darauffolgenden Mauserperiode 

(WINGFIELD und FARNER 1978; WINGFIELD 1984b; ROMERO und WINGFIELD 1999). 

Zudem verändert sich die Corticosteronkonzentration mit dem Reproduktionsstadium und ist 

zur Zeit des Nestbaus und der Eiablage gegenüber allen anderen Stadien erhöht 

(GOYMANN et al. 2006; WILLIAMS et al. 2008). Bei Zugvögeln steigt Corticosteron in der 

Zeit der Frühjahrsmigration (WINGFIELD und FARNER 1978) und im Herbst an. In Bezug 

zum Energiestoffwechsel ist Corticosteron im Winter hoch (Aufrechterhaltung der 

Körpertemperatur) und im Sommer niedrig (DAWSON und HOWE 1983). Deutliche 
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Veränderungen sind beim Vogel unter Stresseinwirkung zu beobachten. Akuter Stress löst 

eine Zunahme der Corticoidfreisetzung aus. So kommt es bereits wenige Minuten nach dem 

Fangen des Vogels zum Anstieg der Corticosteronkonzentration im Blut (DAWSON und 

HOWE 1983; SILVERIN und WINGFIELD 1998). In Anpassung an extreme klimatische 

Bedingungen zeigen Vögel in trockenen, heißen sowie arktischen Regionen eine 

verminderte Reaktion der Nebennierenrinde in akuten Stresssituationen (WINGFIELD et al. 

1992b; SILVERIN et al. 1997). So vermeiden sie erhöhte Corticosteronspiegel und ihre 

hemmende Wirkung auf die Reproduktion und Immunität (HARVEY et al. 1984). In der 

Literatur werden von MCEWEN und WINGFIELD (2003) drei Phasen der Nebennieren-

rindenaktivität beschrieben. Level A kennzeichnet den basalen Corticosteroidspiegel, der für 

die Homöostase des Kohlenhydrat- und Elektrolytstoffwechsels essentiell ist, wobei Level B 

die täglichen und saisonalen Schwankungen der Corticosteronkonzentration darstellt. Hohe 

vorübergehende Corticosteronspitzen, die das ELHS („Emergency Life History Stage“) 

aktivieren und Stress auslösen, werden als Level C betrachtet. Bei freilebenden Vögeln ist 

der Corticosteron-Plasmaspiegel höher als bei Vögeln in Gefangenschaft (WINGFIELD und 

FARNER 1978; WINGFIELD 1984b). Außerdem scheinen die Vögel am Äquator höhere 

Corticosteronkonzentrationen als ihre Vertreter in höheren Breitengraden zu haben 

(GOYMANN et al. 2006). 

2.5 Einfluss der Glucocorticoide auf die Reproduktion 

Bei allen Nichtsäugetieren steigen im Allgemeinen die Corticosteroide während der 

Zuchtsaison an. Die Aktivierung der Interrenalzellen ist notwendig für die Endreifung der 

Oozyten. Beim Vogel treten maximale Corticosteron-Plasmaspiegel zum Zeitpunkt der 

Ovulation und Eiablage auf (BEUVING und VONDER 1977; WINGFIELD und FARNER 

1978; JOHNSON und TIENHOVEN 1981). Somit scheint der plötzliche Anstieg der 

Corticosteroide für die Induktion der Ovulation und/oder Eiablage erforderlich oder vielleicht 

eine Folge davon zu sein. Steigt der Corticosteroidspiegel in Folge von Stress an, so nimmt 

die Reproduktionsaktivität bei allen Vertebraten ab (HANKE 1999). Umweltbedingter und 

sozialer Stress führen zum Anstieg der Corticosteroidkonzentration im Plasma durch 

Aktivierung der HPA-Achse (BRAUDE et al. 1999). Kurzzeitige Corticosteronanstiege 

während der Zuchtsaison führen unmittelbar zur Suppression des Reproduktionsverhaltens, 

gesteigerten Futtersuche und Gluconeogenese sowie erhöhtem Fluchtverhalten. Ein 

Hauptfaktor, der sowohl die Reproduktion als auch die Corticosteronsekretion beeinflusst, ist 

das Wetter (WINGFIELD 1984c). So führt Unwetter während des Nistens scheinbar 

stressbedingt zum Anstieg der Corticosteronkonzentration sowie zum Rückgang des 
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Körpergewichts, während LH und die Sexualhormone im Blut unbeeinflusst bleiben. 

Demgegenüber wird raues Wetter zu Beginn der Brutsaison nicht als Stress empfunden 

(Plasma-Corticosteron unverändert), dennoch kommt es zur Verzögerung der Gonaden-

reifung und Senkung der LH- und Sexualsteroidkonzentration (WINGFIELD 1984c). Ist die 

Futterversorgung der Vögel gewährleistet, bleibt der Corticosteronspiegel auch bei niedrigen 

Temperaturen unverändert (WINGFIELD et al. 1982). Im Norden, wo die Zuchtsaison sehr 

kurz und das Wetter unvorhersehbar ist, müssen die Vögel geringe Temperaturen und 

kurzzeitigen Stress (z.B. Schneesturm) überstehen können. Vögel, die in arktischen 

Regionen brüten, sind in der Lage ihre Stressantwort zu unterdrücken, um ihre Reproduktion 

zu ermöglichen (SILVERIN und WINGFIELD 1998; WINGFIELD und HUNT 2002). So wie 

bei Makaken (Macaca) chronischer Stress zur Unterdrückung des ovariellen Zyklus führt 

(ADAMS et al. 1985), scheinen die Corticosteroide auch beim Vogel die Reproduktion zu 

beeinträchtigen. Corticosteron und synthetische Corticoide vermindern die LH-Plasma-

konzentration und das Hodenwachstum von Wachteln (MARTIN et al. 1984). Auch in vitro 

hemmt Corticosteron die LH-Freisetzung aus den Hypophysenzellen (CONNOLLY und 

CALLARD 1987). An Passeriformes zeigten WINGFIELD und SILVERIN (1986), dass 

Corticosteron den Testosteronspiegel ohne Auswirkungen auf die LH-Konzentration senkt, 

und bewiesen somit die Wirkung der Corticoide am Hoden. Ein erhöhter Corticosteronspiegel 

(60-70 ng/ml) während der Aufzucht reduziert den Reproduktionserfolg, weil die Nestlinge 

weniger häufig gefüttert werden und somit ein geringeres Körpergewicht zeigen (SILVERIN 

1986). Die Reproduktionshemmung durch dauerhaft erhöhte Corticosteronspiegel ist 

hinsichtlich des Überlebens zweckmäßig. Andererseits finden die Corticoide auch in der 

Reproduktion ihre Funktion, indem sie manchmal als Hilfsfortpflanzungshormon agieren 

(CARSIA und HARVEY 2000). So können pharmakologische Corticosterondosierungen 

einen präovulatorischen LH-Anstieg (SHARP und BEUVING 1978) und die Ovulation 

(ETCHES und CUNNINGHAM 1976) beim Huhn auslösen. Die Beziehung zwischen HPA- 

und HPG-Achse ist offensichtlich, aber die Art des Zusammenspiels ist noch unklar. Es ist 

nachweislich bekannt, dass eine Erhöhung von Corticosteron im Blut, wie z.B. während einer 

Stressreaktion, zum Anstieg des freien Testosteronspiegels führt, wenn beide 

Steroidhormone vom Corticosteroid-bindenden Globulin (CBG) im Plasma gebunden werden 

(DEVICHE et al. 2001). Corticosteron und Testosteron beeinflussen sich gegenseitig, wenn 

ein Sexualhormon-bindendes Protein (SBG) im Plasma fehlt. Obwohl es Beweise dafür gibt, 

dass Stress und Glucocorticoide die Testosteronsekretion hemmen (SAPOLSKY 1985), 

zeigen andere Studien, dass unter bestimmten Umständen die Plasmaspiegel von 

Testosteron und Corticosteron korrelieren (SILVERIN 1998b). SAPOLSKY (1986) behauptet, 

dass der Einfluss von Stress auf den Testosteronspiegel abhängig vom Sozialstatus des 
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Männchens in der Gruppe ist. Im Gegensatz zu hochrangigen Tieren nimmt die Testosteron-

konzentration bei untergeordneten Primaten sofort und kontinuierlich ab. 

2.6 Steroidhormone 

Die Steroidhormone werden in den Gonaden und Nebennieren synthetisiert. Die Keimdrüsen 

produzieren Androgene (C19), Östrogene (C18) und Gestagene (C21) und in der 

Nebenniere entstehen die Gluco- und Mineralocorticoide (C21). Die Nebennieren können 

auch in geringen Mengen Androgene sezernieren (SCHLINGER et al. 1999). 

Die Vorstufe aller Steroidhormone ist Cholesterol. Es wird entweder aus der Blutbahn, wo es 

als LDL (low-density lipoprotein) vorliegt, entnommen oder von den Drüsenzellen selbst 

synthetisiert. Durch Abspaltung der C6-Seitenkette vom Cholesterol durch die Desmolase 

entsteht Pregnenolon. Dieser Schritt findet in den Mitochondrien statt und wird durch ACTH 

bzw. LH stimuliert. Pregnenolon wird durch die 3β-Hydroxysteroiddehydrogenase (3β-HSD) 

und Isomerase in Progesteron umgewandelt (siehe Abb. 2). 

Pregnenolon Progesteron

Androstendion

Testosteron 17β-Östradiol

5β-DHT5α-DHT

Corticosteron

17α-OH-
Pregnenolon

17α-OH-
Progesteron

Dehydro-
epiandrosteron Östron

Androstendiol

∆5-Biosyntheseweg ∆4-Biosyntheseweg

Aromatase

17β-HSD

5α-Reduktase 5β-Reduktase

3β-HSD

3β-HSD

3β-HSD

17β-HSD

Aromatase

 

Abb. 2: Biosynthese der Steroidhormone aus Pregneno lon und Testosteron-Metabolismus. 

Zwischenschritte und beteiligte Enzyme (modifiziert nach KÖHRLE und PETRIDES 2007) 

Als Ort der Androgensynthese werden die Leydigzellen angesehen. Durch Hydroxylierung an 

C17 und Abspaltung der Seitenkette vom Progesteron entsteht Androstendion und durch 

Reduktion der 17-Ketogruppe Testosteron. Wie bei den Säugertieren erfolgt die Testosteron-
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synthese, ausgehend vom Pregnenolon, auf zwei Stoffwechselwegen (NAKAMURA und 

TANABE 1972). Androgene können durch die Aromatase in Östrogene umgewandelt 

werden. Die Synthese der Sexualhormone erfolgt hauptsächlich in den Gonaden und in 

geringen Mengen auch in der Nebenniere, insbesondere während der embryonalen und 

perinatalen Entwicklungsphase (NAKAMURA et al. 1978; TANABE et al. 1979; TANABE et 

al. 1983). Daneben werden Androgene auch im Gehirn von Vögeln synthetisiert, wo sie 

direkt durch die Aromatase zu Östradiol umgewandelt werden können (MATSUNAGA et al. 

2002). 

Die Synthese der Corticosteroide erfolgt in den Interrenalzellen der Nebenniere. Beim Vogel 

ist Corticosteron ist das dominierende Sekretionsprodukt der Nebenniere (DEROOS 1961). 

Die in den Drüsenzellen synthetisierten Steroidhormone werden in die Blutbahn sezerniert. 

In der peripheren Blutzirkulation werden die Steroidhormone aufgrund ihrer lipophilen 

Eigenschaften reversibel an Transportproteine gebunden. Im Plasma verschiedener 

Vogelarten ist Corticosteroid-bindendes Globulin (CBG) enthalten (WINGFIELD et al. 1984; 

SILVERIN 1986), welches Glucocorticoide und Progesteron mit hoher Affinität sowie 

Testosteron und Östradiol mit geringer Affinität bindet (WINGFIELD et al. 1984). Ein 

spezifisches Geschlechtshormon-bindendes Protein (SBG) ist im Plasma der Vögel 

scheinbar nicht vorhanden (WINGFIELD et al. 1984), aber CBG bindet auch Testosteron mit 

ausreichend hoher Affinität (DEVICHE et al. 2001). Der CBG-Gehalt im Plasma von 

freilebenden Vögeln wird durch Testosteron und die Tageslänge reguliert. Die 

Bindungskapazität von CBG ist zu Beginn der Brutsaison, wenn Testosteron erhöht ist, 

höher als zum Ende der Brutzeit und größer bei den männlichen Vögeln (SILVERIN 1986; 

DEVICHE et al. 2001). Als unspezifisches Transportprotein mit wesentlich geringerer Affinität 

steht Albumin zur Verfügung. Einige Steroidhormone konkurrieren um das gleiche 

Transportprotein (KARLSON et al. 1994). Die Bindung an Proteine erhöht die Halbwertszeit 

der Steroide im Blut. So kann auch bei geringer Sekretionsrate ein hoher Hormonspiegel 

aufrechterhalten werden. Aber proteingebundene Hormone sind biologisch inaktiv, weil sie 

nicht in die Zielzellen eindringen können (SLAUNWHITE et al. 1962). Physiologisch liegen 

nur 5-10 % in freier, d.h. biologisch aktiver Form vor. 

Der Abbau der Steroidhormone erfolgt vor allem in der Leber, aber auch in Niere, Lunge, 

Gonaden, anderen Geweben und im Blut (BAMBERG 1994). Dabei bestimmt die 

Geschwindigkeit der Abbaureaktionen die Halbwertszeit im Plasma. Die Halbwertszeit von 

Corticosteron beim Vogel beträgt etwa 15 min (CARSIA und HARVEY 2000). Dieser Prozess 

inaktiviert die Steroide und macht sie wasserlöslich für die Exkretion. Der Metabolismus von 

Testosteron führt nicht zwangsläufig zu seiner Inaktivierung. Testosteron kann durch 

Aromatisierung (Aromatase) des Ringes A in 17β-Östradiol (E2) und durch Reduktion der 
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Doppelbindung (5α-Reduktase) in das stoffwechselaktive 5α-Dihydrotestosteron (5α-DHT) 

umgewandelt werden (SCHMIDT und LITWACK 2006). Die 5β-Reduktase deaktiviert 

Testosteron durch Umwandlung zu 5β-DHT, ein inaktives Steroid. Das Gehirn ist für eine 

hohe Aromatase- und 5β-Reduktase-Aktivität bekannt (BALTHAZART 1997; SOMA et al. 

1999). Die inaktivierten Metabolite werden mit Schwefelsäure verestert oder mit 

Glucuronsäure glykosidisch verbunden und dadurch in wasserlösliche Konjugate 

umgewandelt (BAMBERG 1994), die über die Nieren mit dem Harn oder mit der 

Gallenflüssigkeit ausgeschieden werden. Eine Analyse dieser Steroide erlaubt Rückschlüsse 

auf die Biosynthese und den Stoffwechsel der Steroidhormone und kann zu diagnostischen 

Zwecken herangezogen werden (KARLSON et al. 1994). Wie bei den Säugetieren scheint 

auch bei den Vögeln die Galle der Hauptweg für die Steroidexkretion. Allerdings ist beim 

Vogel über den Metabolismus in der Leber und den enterohepatischen Kreislauf der 

Steroidhormone sehr wenig bekannt. Bei vielen Papageienarten fehlt die Gallenblase, 

sodass relativ kontinuierlich Galle in den Darm abfließt. 

Das Besondere beim Vogel ist das Fehlen der Harnblase, sodass die Kloake den 

gemeinsamen Endabschnitt des Verdauungs- und Urogenitaltraktes bildet. Durch Ringfalten 

wird die Kloake in drei abgegrenzte Abschnitte unterteilt, die von kranial nach kaudal als Kot- 

(Coprodeum), Harn- (Urodeum) und Endraum (Proctodeum) bezeichnet werden. Bei einigen 

Spezies wird der Urin infolge retrograder Peristaltik aus der Kloake (Urodeum) durch das 

Rektum und, wenn vorhanden, sogar in den Blinddarm zur nachträglichen Wasserresorption 

transportiert (GOLDSTEIN und SKADHAUGE 2000). Dies betrifft vor allem Vögel, die sich 

hauptsächlich von Samen ernähren und längere Perioden ohne Trinkwasser überstehen 

müssen. Folglich sind Harnbestandteile innerhalb der Fäzes verteilt, sodass die Hormone im 

Harn mit denen in der Galle vermischt sind. Bei anderen Spezies ist der retrograde Abfluss 

von Urin in das Rektum minimal und Schleimhautfalten verhindern den Transport von Kot in 

das Urodeum. Während der Ausscheidung wird zuerst Urin und dann der Kot abgesetzt 

(KLASING 2005). So kann bei einigen Vogelarten der Urin getrennt von dem Kot gesammelt 

und Hormonkonzentrationen in beiden Komponenten separat bestimmt werden (WASSER et 

al. 1997). 
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3 Tiere, Material und Methoden 

3.1 Untersuchte Tiere 

In dem Zeitraum Juli 2006 bis Januar 2008 wurden aus der Ordnung der Papageienvögel 

(Psittaciformes) 11 Wellensittiche (Melopsittacus undulatus), 9 Nymphensittiche (Nymphicus 

hollandicus) und 7 Halsbandsittiche (Psittacula krameri) endokrinologisch untersucht. Diese 

Vögel wurden vom Bundesverband für fachgerechten Natur- und Artenschutz e.V. (BNA) für 

die Durchführung dieser Studie zur Verfügung gestellt. Es handelte sich ausschließlich um 

adulte, gesunde Männchen, die während der Untersuchungen in der Klinik für Vögel und 

Reptilien gehalten wurden. Im Verlauf der Untersuchungen wurde die Körpermasse von 

jedem Tier erfasst, wobei zu Versuchsbeginn die Wellensittiche im Durchschnitt 45,5 ± 6,5 g, 

die Nymphensittiche 100,2 ± 12,3 g und die Halsbandsittiche 131,3 ± 14,2 g gewogen haben. 

Zur Kennzeichnung wurde jeder Vogel mit einer internen Nummer benannt, unter der die 

Tiere in dieser Arbeit geführt werden. 

Die Versuchsgruppen der Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittiche setzten sich aus den 

oben erwähnten männlichen Tieren und jeweils 2 weiblichen Tieren zusammen, die zur 

sexuellen Stimulation der Männchen dienen sollten. Die ebenfalls vom BNA bereitgestellten 

Weibchen wurden lediglich als Kontrolltiere in die Untersuchungen einbezogen, wobei ihre 

Daten in dieser Arbeit nicht gezeigt werden. Der Untersuchungszeitraum für jede Spezies 

umfasste ein Jahr, die Wellensittiche wurden vom 11.07.2006 bis 27.06.2007, die Nymphen-

sittiche vom 23.01.2007 bis 09.01.2008 und die Halsbandsittiche vom 22.01.2007 bis 

10.01.2008 untersucht. Die Datenerhebung erfolgte standardisiert in regelmäßigen 

Abständen (i.d.R. 14-tägig) und immer zur gleichen Tageszeit. 

Alle untersuchten Vögel waren während des Versuchszeitraumes klinisch gesund, was durch 

regelmäßige klinische Untersuchungen festgestellt wurde. Aufgrund von traumatisch 

bedingten Todesfällen in der Voliere musste die bestehende Wellensittichgruppe um vier 

männliche Wellensittiche (W15-18) ergänzt werden. Auch diese Vögel wurden vom BNA zur 

Verfügung gestellt und konnten nach sorgfältiger Gesundheitsprüfung im Januar 2007 in den 

Versuch integriert werden. 

Die Durchführung der Tierversuche wurde vom Regierungspräsidium Leipzig unter der TVV-

Nr.: 25/06 genehmigt. 
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3.2 Haltung und Fütterung der Vögel 

Die Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittiche wurden während des genannten Unter-

suchungszeitraumes in der Klinik für Vögel und Reptilien gehalten. 

Die Unterbringung erfolgte getrennt nach Spezies in drei Außenvolieren und während der 

kalten Monate in drei Innenvolieren mit Sicht- und Hörkontakt. In Abb. 3 ist die Haltung der 

Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittiche entsprechend veranschaulicht. 
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Abb. 3: Zeitliche Darstellung zur Unterbringung der  Vögel in Innen- und Außenvolieren sowie 

Zeitpunkt und -raum der Untersuchungen. Die Daten stehen für den Tag der 

Probennahme; VB=Versuchsbeginn, VE=Versuchsende 
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Die zwei Außenvolieren für die Wellen- und Nymphensittiche hatten die Maße 1 x 3 x 2 m, 

während die Außenvoliere der Halsbandsittiche die Maße 5,50 x 2,30 x 3 m aufwies und mit 

einem Schutzhaus der Größe 2,30 x 2,30 x 2 m ausgestattet war. Die Innenvoliere der 

Wellensittiche war 1 x 2 x 2 m groß und die zwei Innenvolieren für die Nymphen- und 

Halsbandsittiche hatten die Maße 1 x 3 x 2 m. Die Temperatur des Innenraums betrug im 

Durchschnitt 20°C und zusätzlich zum Tageslicht wur de künstliche Beleuchtung für 10 h (7–

17 Uhr) bereitgestellt. 

Die zweimal tägliche Fütterung bestand morgens aus einer Körnermischung 

(Sittichfuttermischung, für Halsbandsittiche zusätzlich Papageienfuttermischung), welche mit 

einer Vitamin-Mineralstoffmischung (Korvimin ZVT®; WDT, Garbsen) angereichert wurde und 

nachmittags frisches Obst und Gemüse. Wasser stand ad libitum zur Verfügung. Darüber 

hinaus stand Grit zur Aufnahme bereit. 

3.3 Probengewinnung und -aufarbeitung 

Von den drei untersuchten Papageienspezies wurden regelmäßig Speichel-, Kot- und 

Blutproben gewonnen und für die endokrinologische Analyse aufbereitet. Jede Tierart wurde 

über einen Zeitraum von einem Jahr untersucht. Da nachweislich die Ausscheidung von 

Steroidhormonen einem circadianen Rhythmus unterliegt, erfolgte die Beprobung regelmäßig 

am Vormittag (zwischen 9.00 und 12.00 Uhr), wobei der Ablauf der Probennahme immer 

identisch war. Somit konnten Tagesschwankungen in der Hormonsekretion weitestgehend 

vernachlässigt werden. In den Monaten November und Dezember 2006 wurden die 

Wellensittiche nicht beprobt, weil aufgrund der Eingliederung von vier Männchen in die 

bestehende Versuchstiergruppe zusätzliche Gesundheitschecks sowie eine angemessene 

Gewöhnungsphase notwendig waren. In Abb. 3 ist der Zeitraum sowie der Zeitpunkt der 

Probensammlung ersichtlich. Dabei steht jedes Datum für eine Beprobung. 

Am Tag der Probennahme wurden die Vögel in der Voliere gefangen und einzeln in 

entsprechende Käfige gesetzt. Anschließend wurden die Tiere entsprechend ihrer 

Kennzeichnung zugeordnet, damit war eine individuelle und standardisierte Beprobung aller 

Vögel gewährleistet. Die Durchführung der Probensammlung erfolgte für alle drei Spezies 

gleich. In Verbindung mit der Beprobung der einzelnen Tiere wurde die Körpermasse mit 

Hilfe einer Waage (TB Plattformwaage, Kern & Sohn GmbH) erfasst. 
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3.3.1 Blut 

Zur Blutentnahme wurden die Vögel von einem Helfer fixiert. Nach Desinfektion 

(Octenisept®, Schülke & Mayr GmbH, Norderstedt) der rechten Halsseite und Punktion der V. 

jugularis unter Verwendung von 1 ml Spritzen (Dispomed Witt oHG, Gelnhausen) und 

0,45 x 12 mm Kanülen (BD Drogheda, Ireland) wurde eine dem Körpergewicht des Vogels 

entsprechende Blutmenge (maximal 1⁄100 der Körpermasse) entnommen. Die Blutproben 

wurden unverzüglich in Heparinröhrchen gekühlt aufbewahrt und anschließend im Labor des 

Veterinär-Physiologisch-Chemischen Institutes zentrifugiert (5000 rpm, 10 min). Die Aufbe-

wahrung des aliquotierten Plasmas bis zu den Hormonbestimmungen erfolgte bei -80°C. 

3.3.2 Speichel 

Für die Gewinnung von Speichel wurde jeder Vogel aus seinem Käfig gefangen und von 

einem Helfer fixiert. Nach dem Öffnen des Schnabels wurde mit einem Wattestäbchen 

(APPLIMED SA, Schweiz) durch kreisende Bewegung in der Schnabelhöhle Probenmaterial 

entnommen. Nach Abtrennung des Metallstiels wurden die Wattestäbchen mit der Speichel-

probe zunächst in verschließbare Reaktionsgefäße (Eppendorf GmbH, Hamburg) aufbewahrt 

und anschließend im Veterinär-Physiologisch-Chemischen Institut aufbereitet. Die Watte-

stäbchen wurden 2 h bei Raumtemperatur in 70 µl Aqua bidest inkubiert und dann ab-

zentrifugiert (6000 rpm, 10 min). Das aufgefangene Zentrifugat wurde zum Probenvolumen 

hinzugefügt und die Probe bis zur Hormonanalyse bei -20°C gelagert. 

3.3.3 Kot/Harn 

Beim Vogel gibt es die Besonderheit, dass Kot und Harn zusammen durch die Kloake 

ausgeschieden werden. Eine separate Gewinnung von Kot und Harn ist schwierig, wenn 

nicht unmöglich. Es handelt sich demnach um Kot-Harn-Gemische, wobei in der 

vorliegenden Arbeit generell die Bezeichnung „Kot“ verwendet wird. Die Kotprobensammlung 

erfolgte von jedem Tier separat. Während der Probensammlung waren die Vögel einzeln in 

mit Zeitung ausgelegte Käfige untergebracht. Dadurch war eine individuelle Kotsammlung 

ohne ein Herausfangen der Vögel möglich. Die Proben wurden unverzüglich in Reaktions-

gefäßen gekühlt aufbewahrt und im Veterinär-Physiologisch-Chemischen Institut bis zur 

Analyse bei -80°C tiefgefroren. 
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3.4 Vorversuche 

3.4.1 Probenaufbereitung zur Androgenbestimmung 

Die Aufbereitung der verschiedenen Körperflüssigkeiten zur Testosteronbestimmung erfolgte 

unterschiedlich. Während für die Blut- und Kotproben der Vögel zuerst die optimale 

Extraktionsmethode erarbeitet werden musste, wurden die Speichelproben direkt ohne 

Extraktion im Testosteron-Enzymimmunoassay (T-EIA) eingesetzt. Als Vorversuche wurden 

die Parallelität sowie die Wiederfindung für Blut und Kot bestimmt. 

3.4.1.1 Extraktionsmethode für Blut 

Zur Etablierung der optimalen Extraktionsmethode für die Blutproben der Papageien, wurde 

Blut von einem euthanasierten Wellensittich aus der Klinik für Vögel und Reptilien 

verwendet. 

Die Extraktion von Testosteron aus dem Plasma wurde nach der von PARISOT et al. (2005) 

beschriebenen Methode durchgeführt. Nach dem Auftauen wurden 125 µl Plasma in einem 

Assayröhrchen (60 x 10 mm) mit 3 ml Diethylether versetzt und 30 min bei Raumtemperatur 

geschüttelt. Der Etherüberstand wurde nach dem Ausfrieren der wässrigen Phase 

abgegossen und im Rotations-Vakuum-Konzentrator (RVC 2-25, Martin Christ Gefrier-

trocknungsanlagen GmbH, Osterode) eingedampft (30°C , 20 min). Der Extrakt wurde mit 

125 µl Assaypuffer aufgenommen. Um die Parallelität zur Testosteronstandardkurve zu 

prüfen, wurde eine Verdünnungsreihe von dem Extrakt hergestellt. Die Ermittlung der 

Wiederfindung erfolgte durch Zugabe von 25 ng/ml Testosteronstammlösung zum Plasma 

und anschließender Extraktion. 

3.4.1.2 Extraktionsmethoden für Kot 

Um die optimale Extraktionsmethode für die Kotproben zu ermitteln, wurden 3 

unterschiedliche Methoden angewandt. Dafür wurde Kot von verschiedenen Papageien in 

der Klinik für Vögel und Reptilien gesammelt, gründlich durchmischt und anschließend im 

Rotations-Vakuum-Konzentrator (RVC 2-25, Martin Christ Gefriertrocknungsanlagen GmbH, 

Osterode) getrocknet. Nach deren Zerkleinerung im Mörser wurden 6 x 120 mg getrockneter 

Kot (TM) in Zentrifugenröhrchen eingewogen. Zur Ermittlung der Wiederfindung wurde zu 

jeweils 3 Proben Testosteronstandard (25 ng/ml) und parallel zu den 3 übrigen Proben PBS 

(Pufferkonzentrat ohne BSA, 1:5 verdünnt mit Aqua bidest) zugegeben. Anschließend 

erfolgte die Extraktion nach 3 unterschiedlichen Methoden. Die erste Methode (A) war eine 
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Ethanol/Aceton-Extraktion (1:1) modifiziert nach BÉLANGER et al. (2006), die zweite 

Methode (B) war eine 90 %ige Ethanol/dest.-Wasser Extraktion modifiziert nach BROWN et 

al. (1994b) und Methode C war eine reine Diethylether-Extraktion modifiziert nach PARISOT 

et al. (2005). Nach Zugabe der verschiedenen Extraktionsmittel (je 3 ml) zum Kotgemisch 

wurde dieses 30 min bei Raumtemperatur geschüttelt und anschließend 15 min bei 4°C und 

4000 rpm zentrifugiert. Der erhaltene Überstand wurde in ein Assayröhrchen abgegossen 

und unter Pressluft (Methode A und B) beziehungsweise im Rotations-Vakuum-Konzentrator 

bei 30°C (Methode C) eingedampft. Für den Einsatz d er Extrakte im Testosteron-

Enzymimmunoassay wurden diese mit 120 µl Assaypuffer wiederaufgenommen und 30 min 

auf dem Schüttler inkubiert. Um die Parallelität der verschiedenen Extraktionsmethoden zur 

Testosteronstandardkurve darzustellen, wurde jeweils eine Verdünnungsreihe der Extrakte 

hergestellt. 

3.4.1.3 Enzymatische Hydrolyse der Steroidkonjugate im Kot 

Das männliche Geschlechtshormon Testosteron gehört zu den Steroidhormonen. Diese 

werden im Körper metabolisiert und in wasserlösliche Konjugate umgewandelt, die mit dem 

Harn ausgeschieden werden können. Bei den hier untersuchten Kotproben handelt es sich 

ausschließlich um Kot-Harn-Gemische, weil eine separate Probengewinnung von Kot und 

Harn, wie bereits beschrieben, nicht möglich ist. Da im T-EIA nur freies Testosteron 

gemessen wird, wurde in einem weiteren Versuch getestet, ob sich durch enzymatische 

Hydrolyse der Anteil an ungebundenem (freien) Hormon in den Kotproben erhöht. Dafür 

wurde Kot von mehreren Wellensittichen gemischt, getrocknet und je 110 mg mit 

Diethylether extrahiert (PARISOT et al. 2005). Die enzymatische Hydrolyse erfolgte 

unmittelbar nach der Steroidextraktion (GOYMANN et al. 2002) mit Hilfe der β-

Glucuronidase/Arylsulfatase (1:100, Merck 4114, Darmstadt). Dieses Enzym spaltet die 

veresterten Steroide und erreicht optimale Aktivität bei 37°C und einem pH von 4,8. So 

wurden die Extrakte zur Hydrolyse mit 110 µl Citratpuffer (pH 4,8) wiederaufgenommen und 

nach Zugabe des Enzyms der Ansatz 21 h im Trockenschrank (Typ T6, Heraeus, Hanau) bei 

37°C inkubiert. Vor deren Einsatz im T-EIA wurde di e enzymatische Aktivität der β-

Glucuronidase/Arylsulfatase durch Gefrieren unterbunden. 

Nymphensittiche scheiden zu 79 % konjugierte Steroidmetabolite mit dem Kot aus (TELL 

1997) und die Hormonbestimmung im Kot sollte zusammen mit der Hydrolyse erfolgen. In 

einem weiteren Vorversuch wurden verschiedene Methoden hinsichtlich des Zeitpunktes der 

enzymatischen Hydrolyse getestet. Dafür wurde getrockneter Sammelkot von Papageien 

verwendet und sowohl vor der Extraktion (TELL 1997) sowieals auch nach der Extraktion 

(GOYMANN et al. 2002) hydrolysiert. Vergleichsweise wurde eine Probe ohne Hydrolyse 
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mitgeführt. Zur enzymatischen Hydrolyse wurde in Citratpuffer (pH 4,8) gelöste β-

Glucuronidase/Arylsulfatase (1:100, Merck 4114, Darmstadt) verwendet und der Ansatz für 

21 h im Trockenschrank (37°C) inkubiert. Zur Extrak tion von Testosteron aus dem Kot 

wurden jeweils 0,5 g Probe mit 5 ml Diethylether versetzt und das Gemisch 30 min bei 

Raumtemperatur geschüttelt, der Etherüberstand nach dem Ausfrieren der wässrigen Phase 

abgegossen und eingedampft. Zur Kontrolle der unspezifischen Bindung wurde in 

Citratpuffer gelöste β-Glucuronidase/Arylsulfatase (1:100) im T-EIA eingesetzt. In Tab. 1 sind 

die verschiedenen Schritte und Methoden der Kotaufbereitung bis zur Analyse im T-EIA 

erklärt. 

Tab. 1: Durchführung der enzymatischen Hydrolyse vo r/nach der Extraktion in Papageienkot. 

Probe 1: Hydrolyse vor der Extraktion, Probe 2: Hydrolyse nach der Extraktion, Probe 3: 

ohne Hydrolyse; AP=Assaypuffer, CP=Citratpuffer 

Probe TMKot (g) Vor der Extraktion Extraktion Nach der Extraktion 
1 0,5 Hydrolyse in 500 µl CP 500 µl AP 
2 0,5 500 µl AP 500 µl AP 
3 0,5 500 µl AP 

5 ml Diethylether 

Hydrolyse in 500 µl CP 

3.4.2 Stimulation der Testosteronsekretion durch ex ogene Gonado-

tropin-Applikation 

Als weiteren Versuch zur Validierung des Testosteron-Assays (T-EIA) auf die aviäre 

Situation wurde die Stimulation von Testosteron unter Gonadotropin-Applikation in Plasma 

und Speichel getestet. Dafür wurden 2 männliche Wellensittiche (W16 und W18) per 

Zufallsprinzip ausgewählt. Zum Zeitpunkt dieses Versuchs (November 2006) wurden die 

Wellensittiche nicht beprobt, sodass eine Beeinflussung der Ergebnisse ausgeschlossen 

werden konnte. Unmittelbar vor der Gabe des Gonadotropins wurde von beiden Tieren je 

eine Speichel- und Blutprobe als Basalwert entnommen. Anschließend wurde einem Tier 

(W16) das Gonadotropin PMSG (20 IU, Intergonan®) intramuskulär appliziert, während der 

andere Wellensittich (W18) als Kontrolltier eingesetzt wurde. Im Abstand von 1 h, 3,5 h und 

24 h nach der Gonadotropin-Applikation wurde von beiden Wellensittichen Speichel und Blut 

gewonnen, deren weitere Aufbereitung und Lagerung entsprechend der bereits 

beschriebenen Methoden erfolgte. 
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3.5 Hauptversuche 

3.5.1 Methodik der Androgenbestimmung 

In dieser Arbeit soll der Reproduktionsstatus von männlichen Papageien untersucht und 

beurteilt werden. Das dominierende männliche Geschlechtshormon ist Testosteron, welches 

in den Leydigzellen der Hoden sezerniert und im Blut zu den Zielorganen transportiert wird. 

Die Hodenaktivität spiegelt sich im Testosteronspiegel wider. Die Messung der Testosteron-

konzentration in verschiedenen Körperflüssigkeiten liefert wichtige Informationen zum 

Reproduktionsstatus des Tieres. 

Die Testosteronbestimmung in den Blut-, Kot- und Speichelproben der Wellen-, Nymphen- 

und Halsbandsittiche erfolgte mit einem Testosteron-Enzymimmunoassay (T-EIA) nach 

vorheriger Extraktion der Blut- und Kotproben. In den Kotproben wurden die 

Testosteronkonjugate mittels enzymatischer Hydrolyse gespalten. Die Speichelproben 

wurden direkt ohne Extraktion in den T-EIA eingesetzt.  

3.5.1.1 Extraktion der Blutproben 

Die Extraktion der Blutproben erfolgte nach der von PARISOT et al. (2005) beschriebenen 

Methode. Nach dem Auftauen der Proben wurden 125 µl Plasma in einem Assayröhrchen 

(60 x 10 mm) mit 3 ml Diethylether extrahiert. Anschließend wurden die Assayröhrchen für 

etwa 2 h tiefgefroren, damit die Etherphase vom Plasma getrennt werden kann. Nach dem 

Eindampfen der Extrakte im Rotations-Vakuum-Konzentrator (30°C, 20 min) wurden diese in 

125 µl Assaypuffer aufgenommen und im T-EIA eingesetzt. 

3.5.1.2 Extraktion und Hydrolyse der Kotproben 

Die regelmäßig gesammelten Kotproben der Papageien wurden mit Diethylether extrahiert. 

Nach dem Auftauen wurden diese im Rotations-Vakuum-Konzentrator (RVC 2-25, Martin 

Christ Gefriertrocknungsanlagen GmbH, Osterode) getrocknet, anschließend in 

Zentrifugenröhrchen eingewogen und zerkleinert. Nach Zugabe von 1 ml Diethylether (Carl 

Roth GmbH & Co.KG, Karlsruhe) und anschließender Inkubation (30 min) auf dem Schüttler 

wurde der Überstand abpipettiert und im Rotations-Vakuum-Konzentrator bei 30°C 

eingedampft. Zur enzymatischen Hydrolyse wurden die Extrakte in 110 µl Citratpuffer 

(pH 4,8) aufgenommen und mit dem Enzym β-Glucuronidase/Arylsulfatase (1:100, Merck 

4114) behandelt. Nach Inkubation des Ansatzes (21 h bei 37°C) im Trockenschrank (Typ T6, 

Heraeus, Hanau) wurden die Kotextrakte bis zur Testosteronanalyse bei –20°C aufbewahrt. 
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So wurden die Kotproben der Wellensittiche aufbereitet (Hydrolyse nach der Extraktion). Bei 

den Nymphen- und Halsbandsittichen erfolgte die Kotaufbereitung analog, jedoch mit dem 

Unterschied, dass die enzymatische Hydrolyse vor der Etherextraktion durchgeführt wurde. 

Dies hatte den Vorteil, dass die Extrakte mit Assaypuffer (110 µl) aufgenommen werden 

konnten, bevor sie im T-EIA eingesetzt wurden. 

3.5.1.3 Durchführung des Testosteron-Enzymimmunoassays (EIA) 

Zur Ermittlung des Hormongehalts in den gewonnenen Speichel-, Kot- und Blutproben diente 

ein kompetitiver Doppelantikörper-Enzymimmunoassay (EIA). 

Dabei wurden die Vertiefungen der verwendeten Mikrotiterplatten (Nunc A/S, Denmark) mit 

einem unspezifischen Antikörper, der gegen das hormonspezifische Antiserum gerichtet ist, 

beschichtet und bis zur Verwendung bei -20°C eingef roren. 

Zunächst wurden durch Verdünnen des Testosteron-Standards (10 µg/ml) mit Assaypuffer 

die Lösungen für die Eichreihe (0,1-50 ng/ml) sowie anschließend die Enzym- und 

Antikörperlösung hergestellt. Nach dem Waschen der aufgetauten Platten mit Tween-

Waschlösung und anschließendem Ausklopfen wurden die Standardlösungen sowie die 

aufgearbeiteten Proben in die Vertiefungen pipettiert (je 50 µl). Nach Zugabe von 100 µl des 

hormonspezifischen Antikörpers erfolgte zunächst eine Vorinkubation des Versuchsansatzes 

über 4 h bei 4°C. Danach wurden 100 µl Enzymlösung (Fitzgerald Industries International, 

USA) zugegeben, die Platten mit Folie verschlossen und über Nacht bei 4°C auf dem 

Schüttler inkubiert. Am folgenden Tag wurde die Platte 4 x gewaschen, ausgeklopft und die 

Vertiefungen mit je 150 µl Substratlösung gefüllt. Nach 50-minütiger Inkubation im Dunkeln 

wurde die Reaktion mit je 50 µl einer 2M Schwefelsäurelösung gestoppt. Anschließend 

erfolgte die Messung der optischen Dichte bei einer Wellenlänge von 450 nm mit dem 

Photometer (1420 Multilabel Counter VICTOR²™ Perkin Elmer™, Finnland), mit Hilfe der 

Auswertungssoftware („Workout“, gleiche Fa.) wurden die Hormonkonzentrationen in den 

Proben ermittelt. 

In jedem Assay wurden Qualitätskontrollproben (QC) zur Ermittlung der Intra- und 

Interassayvarianz mitgeführt. Hierbei handelte es sich um eine bekannte Konzentration des 

zu untersuchenden Hormons, die im mittleren Messbereich der Assays liegt. 

Die verwendeten AK, die Kreuzreaktionen der in den EIA verwendeten Antiseren, die Intra- 

und Interassayvarianzen sowie die Zusammensetzung der Lösungen sind im Kapitel 9.1 des 

Anhangs zu finden. 
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3.5.2 Methodik der Corticoidbestimmung 

Um den Einfluss von Stress auf die Testosteronsekretion zu zeigen, wurde in den 

verbliebenen Blutproben der Papageien das Stresshormon Corticosteron bestimmt. Wie 

auch bei anderen Vogelarten ist vorwiegend Corticosteron im Plasma von Psittaciformes 

enthalten (HOCHLEITHNER und NOWOTNY 1992). 

Nach HOCHLEITHNER und NOWOTNY (1992) ist eine Vorreinigung des Plasmas unbedingt 

erforderlich, da die Corticoide im Blut an „Corticosteroid Binding Globulins“ gebunden sind. In 

dieser Studie wurde zunächst mittels Hitzebehandlung des Plasmas getestet, ob die Proben 

zur Corticosteronbestimmung vorher gereinigt werden müssen. Dazu wurde Plasma von 

einer Taube und einem Wellensittich nach dem Auftauen für 20 min bei 50°C im 

Trockenschrank behandelt. Die Bestimmung der Corticosteronkonzentration in den 

Blutproben erfolgte in 2 Schritten. Zuerst wurden die Plasmaproteine mit Alkohol denaturiert, 

anschließend erfolgte die Corticosteronbestimmung im Plasma mittels Radioimmunoassay. 

3.5.2.1 Denaturierung der Blutproteine 

Nach dem Auftauen der Plasmaproben wurden 50 µl mit 450 µl absoluten Ethanol (Fisher 

Scientific GmbH, Schwerte) gefällt und anschließend 5 min bei Raumtemperatur und 

4000 rpm zentrifugiert. Zur Doppelbestimmung wurden jeweils 2 x 100 µl vom erhaltenen 

Überstand abpipettiert und bei 40°C im Rotations-Va kuum-Konzentrator eingedampft. Die 

Extrakte wurden bis zur Analyse bei –20°C gelagert.  

3.5.2.2 Durchführung des Corticosteron-Radioimmunoassays (RIA) 

Zunächst wurden alle Extrakte mit 100 µl Phosphatpuffer II aufgenommen und 30 min bei 

Raumtemperatur geschüttelt. Parallel dazu wurde aus der Corticosteron-Stammlösung 

(SERVA Electrophoresis GmbH, Heidelberg) mit unmarkiertem Corticosteron als 

Referenzsubstanz die Eichreihe (0,16-10 ng/ml) angesetzt. Nach Zugabe von 100 µl Tracer-

Arbeitslösung (GE Healthcare, München) und 100 µl des hormonspezifischen Antikörpers 

erfolgte eine Inkubation des Versuchsansatzes über 4 h im Eisbad. Die Trennung von freiem 

und antikörpergebundenen Hormon erfolgte mit Hilfe einer Dextran-Aktivkohle-Suspension, 

welche freie Steroide bindet. Nach weiteren 15 min im Eisbad und anschließender 

Zentrifugation (10 min bei 4°C und 4000 rpm) wurde der Überstand in Messröhrchen 

(Minivials) abgegossen und mit 3 ml Szintillationsflüssigkeit (Carl Roth GmbH & Co., 

Karlsruhe) versetzt. Anschließend erfolgten die Messung im Flüssigszintillationszähler 
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(Wallac 1409, Perkin Elmer™, Finnland) und die Ermittlung der Hormonkonzentrationen in 

den Proben durch die Auswertungssoftware „Multicalc“. 

Zur Bestimmung der Gesamtaktivität wurden jeweils 3 Messröhrchen eingesetzt, die nur die 

Tracerlösung enthielten. Außerdem wurden in jedem Versuchsansatz 3 Röhrchen ohne Eich- 

und Antikörperlösung zur Beurteilung der unspezifischen Bindung des Tracers mitgeführt. 

Die verwendeten AK, die Kreuzreaktionen der in den RIA verwendeten Antiseren, die Intra- 

und Interassayvarianzen sowie die Zusammensetzung der Lösungen sind dem Kapitel 9.1 

des Anhangs zu entnehmen. 

3.6 Statistische Auswertung 

Die statistische Auswertung und Graphikerstellung wurde mit den Computerprogrammen 

SigmaPlot 10.0 und SigmaStat 3.5 (Systat Software GmbH, Erkrath) durchgeführt. Dabei 

wurden der Median und die Quartile (75 % und 25 %) der Hormonkonzentrationen bzw. der 

Mittelwert und die Standardfehler der Körpermassen von gesunden Papageien bestimmt. 

Der Wilcoxon-Test diente zur Untersuchung auf eine Signifikanz durch den Vergleich der 

Konzentrationen und Körpermassen innerhalb einer Gruppe. Zudem wurde der Pearsonsche 

Maßkorrelationskoeffizient r berechnet, um den Zusammenhang zwischen den Testosteron- 

und Corticosteronkonzentrationen darzustellen. Dieser Wert kann zwischen -1 und +1 

schwanken, je größer er ist, desto größer ist die Korrelation. Durch das Vorzeichen des 

Koeffizienten wird die Richtung des Zusammenhangs angezeigt. Bei allen statistischen 

Berechnungen wurde eine Irrtumswahrscheinlichkeit (Signifikanzniveau) von α=5 % 

zugrunde gelegt. Statistisch signifikante Anstiege sind in den Graphiken mit * 

gekennzeichnet und im Text mit p angegeben. Die Signifikanzen basieren auf * p<0,05; ** 

p<0,01; *** p<0,001. 
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4 Ergebnisse 

4.1 Methodenetablierung zur Testosteronbestimmung beim Vogel 

4.1.1 Extraktionsmethode für Blut 

Für die Testosteronbestimmung im Plasma der Papageien wurde die Extraktionsmethode 

modifiziert nach PARISOT et al. (2005) genutzt. 

Dabei zeigte die Verdünnungsreihe des mit Diethylether extrahierten Plasmas eine gute 

Parallelität zur Testosteron-Standardkurve (siehe Abb. 1). Die Wiederfindung dieser Methode 

lag bei 75 %. 
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Abb. 4: Parallelität der Extraktionsmethode für Pla sma zur Testosteron-Standardkurve. 

Extraktion von Wellensittichplasma mit Diethylether und Verdünnung des Extraktes 

4.1.2 Enzymatische Hydrolyse der Steroidkonjugate i m Kot 

Beim Vogel erfolgt der Harn- und Kotabsatz durch die Kloake, deshalb handelt es sich bei 

den gesammelten Kotproben ausschließlich um Kot-Harn-Gemische. Da im Harn 

hauptsächlich konjugierte Steroide enthalten sind, die im T-EIA nicht erfasst werden, wurden 

die Steroidkonjugate in den Kotproben mittels enzymatischer Hydrolyse gespalten. 
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Laut Literatur wird einerseits eine Hydrolyse vor (TELL 1997) und andererseits nach der 

Steroidextraktion (GOYMANN et al. 2002) empfohlen. Die erste Methode wird beim 

Nymphensittich und die zweite Methode bei den Schwarzkehlchen angewandt. Beide 

Methoden wurden getestet und der Extraktionsmethode ohne enzymatische Hydrolyse 

gegenübergestellt. 

In einem ersten Vorversuch wurde getrockneter Wellensittichkot verwendet und nach 

GOYMANN et al. (2002) durch Zugabe des Enzyms β-Glucuronidase/Arylsulfatase (1:100) 

zum Kotextrakt hydrolysiert. Im Vergleich zu nicht hydrolysiertem Kot erhöhte sich die 

Testosteronkonzentration um 42 % (von 0,76 auf 1,08 ng/g TMKot). Jedoch ist zu 

berücksichtigen, dass der mit Enzym versetzte Citratpuffer (pH 4,8) einen Basiswert von 

0,2 ng/ml Testosteron im Assay (unspezifische Bindung) erzeugte, während der reine 

Citratpuffer keine messbaren Werte ergab. Nach Berücksichtigung des Fehlers verringerte 

sich die Konzentrationserhöhung von 0,32 ng/ml auf 0,11 ng/g. Im Anschluss an diesen 

Vorversuch wurden die gesammelten Kotproben der Wellensittiche analysiert. Dabei wurde 

für die Hydrolyse der Steroidkonjugate im Kot die Methode nach GOYMANN et al. (2002) 

angewandt, um die ungebundene Testosteronfraktion im Kot zu erhöhen. 

In einem zweiten Vorversuch wurden die Methoden der enzymatischen Hydrolyse nach 

GOYMANN et al. (2002) und TELL (1997) in getrocknetem Arakot getestet. Dabei zeigte 

sich, dass die höchste Testosteronkonzentration (8,31 ng/g TMKot) im Kot erzielt wird, wenn 

die Hydrolyse vor der Extraktion (TELL 1997) erfolgt. Wird Papageienkot nicht hydrolysiert, 

sind sehr geringe Testosteronkonzentrationen (1,28 ng/g TMKot) zu erwarten. Bei Hydrolyse 

nach erfolgter Extraktion (GOYMANN et al. 2002) erhöhte sich die Konzentration um 50 % 

(auf 1,92 ng/g TMKot) gegenüber nicht hydrolysierten Proben, aber das in Citratpuffer 

(pH 4,8) gelöste Enzym (1:100) erzeugte einen Basiswert von 0,2 ng/ml Testosteron 

(unspezifische Bindung), sodass die Konzentrationen um diesen Wert korrigiert werden 

müssten. Aufgrund der Tatsache, dass die enzymatische Hydrolyse vor der Extraktion die 

optimale Ausbeute erzielt und die unspezifische Bindung im T-EIA nicht beeinträchtigt, 

erfolgte die Kotaufbereitung der Nymphen- und Halsbandsittiche nach TELL (1997), der beim 

Nymphensittich die enzymatische Hydrolyse vor der Kotextraktion durchführte. 

Zusammenfassend zeigte sich, dass Papageien hauptsächlich primär konjugierte 

Testosteronmetabolite (85 %) mit dem Kot ausscheiden und der Anteil freier Steroide (15 %) 

sehr gering ist, demzufolge ist die enzymatische Hydrolyse der Kotproben angebracht. Um 

den gesamten Testosterongehalt im Kot zu erfassen, war es sinnvoll die konjugierten 

Steroide vor deren Extraktion mit Hilfe der β-Glucuronidase/Arylsulfatase zu spalten. 
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4.1.3 Extraktionsmethode für Kot 

Zur Testosteronbestimmung in den Kotproben der Papageien wurden 3 Extraktions-

methoden getestet. Dabei war Methode A eine Ethanol/Aceton-Extraktion (1:1) modifiziert 

nach BÉLANGER et al. (2006), Methode B eine 90 %ige Ethanol/dest. Wasser-Extraktion 

modifiziert nach BROWN et al. (1994) und Methode C eine reine Diethylether-Extraktion 

modifiziert nach PARISOT et al. (2005). 

Für alle 3 Extraktionsmethoden, dargestellt in Abb. 5, zeigte sich im Kot eine gute Parallelität 

zur Testosteron-Standardkurve. 
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Abb. 5: Parallelität der verschiedenen Extraktionsm ethoden für Kot zur Testosteron-

Standardkurve. Extraktion von Papageienkot (Sammelkot) mit Ethanol/Aceton (Methode 

A), 90 % Ethanol (Methode B) und Diethylether (Methode C) und Verdünnung der Extrakte 

Die Wiederfindung ergab für Methode A 64 %, für Methode B 74 % und für Methode C 78 %. 

Die Kotextraktion mit Ethanol/Aceton (1:1) sowie 90 %igem Ethanol führte zu einer deutlich 

sichtbaren Grünfärbung der Extrakte, die vermutlich durch den grünen Pflanzenfarbstoff 

Chlorophyll hervorgerufen wurde. Durch die Aufnahme von grünen Pflanzen mit der Nahrung 

sind Chlorophylle auch im Kot von Herbivores zu finden. Die Grünfärbung der Extrakte 

kommt durch die gute Löslichkeit der Chlorophylle in Ethanol und Aceton zustande und 

könnte den Enzymimmunoassay beeinträchtigen, weil die Konzentrationsbestimmung in den 

Proben photometrisch, d.h. in einem bestimmten Wellenlängenbereich des Lichtes, erfolgte. 

In dieser Arbeit wurden die Kotproben der Papageien mit Diethylether (Methode C) 
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extrahiert, da eine nur geringfügige Färbung der Extrakte und die beste Wiederfindung mit 

dieser Methode erzielt wurden. 

4.1.4 Ermittlung der Mindestkottrockenmasse  

Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittiche scheiden aufgrund ihrer Körpermasse nur sehr 

geringe Kotmengen aus. Wie bereits beschrieben, handelt es sich um Kot-Harn-Gemische, 

wobei der Harnanteil in den Kotproben individuell variiert. Wenn die Tiere auf Stress mit 

Polyurie reagieren, wird der Wassergehalt im Kot zusätzlich erhöht. Vorraussetzung für die 

Hormonanalyse ist ein einheitliches Probenvolumen, deshalb wurde der Vogelkot bis zur 

Gewichtskonstanz getrocknet und als Trockenmasse (TM) eingewogen. Um die geringste 

Kottrockenmasse, die gerade noch eine aussagekräftige Testosteronbestimmung zulässt, zu 

ermitteln, wurde in getrockneten Sammelkot (TMKot in mg) von Wellen- und Nymphen-

sittichen die Testosteronkonzentration in ng/g TMKot bestimmt. 

In Tab. 2 sind die Testosteronkonzentrationen (ng/g) in jeweils 20, 10 und 5 mg getrockneten 

Wellen- und Nymphensittichkot aufgeführt. Dabei zeigt sich, dass bei Reduzierung der 

Kottrockenmasse um das 4-fache die Testosteronkonzentration um das 4,6-fache (116 ng/g) 

in Wellensittichkot anstieg, während sie beim Nymphensittich gleich blieb (53,2 ng/g). 

Tab. 2: Testosteronkonzentration (ng/g) in getrockn eten Sammelkot von Wellen- und 

Nymphensittichen in 20, 10 und 5 mg TM Kot  

TMKot  (mg) T (ng/g Kot) in Wellensittichkot T (ng/g Kot) in Nymphensittichkot 

20 25,5 55,7 

10 38,8 77,4 

5 116 53,2 

 

Daraus kann geschlussfolgert werden, dass beim Wellensittich mindestens 10 mg TMKot und 

beim Nymphensittich 5 mg für die Testosteronanalyse erforderlich sind. 

4.1.5 Stimulation der Testosteronsekretion durch ex ogene Gonado-

tropin-Applikation 

Zur Validierung des Testosteron-Enzymimmunoassays auf die aviäre Situation wurde die 

Stimulation von Testosteron unter Gonadotropin-Applikation in Plasma und Speichel 

getestet. Der Test wurde an zwei männlichen Wellensittichen (W16 und W18) durchgeführt, 

von denen ein Tier (W16) mit dem Gonadotropin PMSG (Pregnant Mare’s Serum 
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Gonadotropin, 20 IU pro Tier) behandelt wurde, während das andere Tier (W18) zur 

Kontrolle das Placebo bekam. 

In Abb. 6 ist die Testosteronkonzentration vor sowie 1 h, 3,5 h und 24 h nach Applikation des 

Gonadotropins bzw. des Placebos in Plasma und Speichel dargestellt. Dabei zeigte sich, 

dass schon 1 h nach Gonadotropin-Gabe in beiden Medien ein Anstieg von Testosteron 

erfolgte. Die Konzentration erhöhte sich innerhalb von 24 h von 0,10 auf 0,35 ng/ml im 

Plasma und von 0,49 auf 0,83 ng/ml im Speichel. 
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Abb. 6: Testosteronkonzentration in Plasma und Spei chel vor (0), 1 h, 3,5 h und 24 h nach 

Applikation des Gonadotropins PMSG bzw. des Placebo s 

Demgegenüber zeigte das Kontrolltier 1 h nach der Placebo-Gabe keine Konzentrations-

änderung in beiden Medien und innerhalb der nächsten 24 h eine geringfügige Erhöhung von 

0,10 auf 0,14 ng/ml im Plasma und einen minimalen Abfall von 0,22 auf 0,17 ng/ml im 

Speichel. 

Vor der Behandlung lag der Testosteronspiegel im Plasma bei beiden Wellensittichen 

unterhalb der Nachweisgrenze (<0,10 ng/ml), während der Gehalt im Speichel 

unterschiedlich war (W16: 0,49 ng/ml; W18: 0,22 ng/ml). 
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4.2 Körpermasse der untersuchten Papageien 

Die untersuchten Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittiche wurden jeweils am Unter-

suchungstag einzeln gewogen. In den folgenden Abbildungen sind die mittleren Körper-

massen (Mittelwerte ± Standardfehler) der untersuchten Spezies graphisch dargestellt. 

Dabei zeigten die Wellensittiche Maximalgewichte von 49,1 g zu Beginn des Versuchs im 

Juli 2006 und Minimalwerte von 40,4 g am letzten Versuchstag im Juni 2007 (siehe Abb. 7). 

Zwischenzeitlich kam es zu einer Gewichtsabnahme Anfang September (45,4 g) und 

Oktober 2006 (44,3 g) sowie im Januar 2007 (41,5 g). Im weiteren Verlauf nahmen die 

Wellensittiche von Januar bis März 2007 signifikant (p<0,01) zu (48,9 g). Bis zum Ende der 

Untersuchungen (Juni 2007) zeigten sich geringe Abweichungen mit tendenziell langsamer 

Gewichtsreduktion auf 40,4 g. 
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Abb. 7: Körpermasse der Wellensittiche (MW ± SE) im  Untersuchungszeitraum 

Die mittlere Körpermasse der Nymphensittiche war im April 2007 (112 g) am größten und im 

Juli 2007 (93,1 g) minimal (siehe Abb. 8). Von Januar 2007 (106 g) bis April 2007 

(KMmax:112 g) nahmen die Vögel langsam zu. Danach variierte die mittlere Körpermasse 

zwischen 101 g und 104 g und erreichte im Juli 2007 (93,1 g) ihr Minimum. Anschließend 

stieg das mittlere Gewicht bis Mitte August 2007 signifikant (p<0,01) auf 110 g an und nahm 

im September 2007 (98,7 g) wieder ab. Im weiteren Verlauf blieb die Körpermasse bis Ende 

November 2007 relativ konstant (etwa 100 g). Nach einer geringfügigen Gewichtzunahme 

von ca. 7 g im Dezember 2007 wogen die Nymphensittiche am Ende der Untersuchungen 

(Januar 2008) 103 g. 
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Abb. 8: Körpermasse der Nymphensittiche (MW ± SE) i m Untersuchungszeitraum 

Die Halsbandsittiche zeigten zu Versuchsbeginn (Januar 2007) die höchste (131 g) und im 

Juli und September 2007 die geringste mittlere Körpermasse (123 g, siehe Abb. 9). 

Nachdem sie Ende März 2007 an Gewicht verloren hatten (125 g), traten nur geringfügige 

Abweichungen der Körpermasse auf. Lediglich Mitte Mai (128 g) und im Dezember 2007 

(127 g) waren Gewichtzunahmen zu verzeichnen. 
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Abb. 9: Körpermasse der Halsbandsittiche (MW ± SE) im Untersuchungszeitraum 
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4.3 Testosterongehalt in Plasma, Speichel und Kot 

In diesem Kapitel sind die Testosteronmedianwerte in Plasma, Speichel und Kot der drei 

untersuchten Papageienspezies vergleichend dargestellt. Dabei werden die Testosteron-

verläufe in den drei Medien während des genannten Untersuchungszeitraums 

(unterschiedlich für Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittiche) beschrieben, wobei der 

Testosteronverlauf im Plasma zuerst interpretiert wird. Anschließend wird jeweils der 

Testosteronverlauf in Speichel und Kot in Bezug zum Plasma-Testosteronspiegel betrachtet, 

um gleichläufige Zusammenhänge zwischen den nicht-invasiven (Speichel, Kot) und 

invasiven (Blut) Methoden herauszuarbeiten. Dabei sei zu erwähnen, dass im Blut die 

Steroidhormone nur in niedrigen Konzentrationen vorhanden sind und mit einer 

Halbwertszeit von wenigen Minuten (5-10 min) ausgeschieden werden (BAMBERG 1994). 

Die Konzentration im Blut stellt sozusagen nur eine Momentaufnahme dar, die in den nicht-

invasiven Medien Speichel und Kot bedingt durch die Biotransformation verzögert erscheint. 

4.3.1 Wellensittiche 

Der Testosterongehalt im Plasma der männlichen Wellensittiche wurde während des 

gesamten Versuchszeitraumes vom 11.07.2006 bis 27.06.2007 erfasst, während der 

Speichel vom 05.09.2006 bis 27.06.2007 analysiert wurde. 

Die mittleren Testosteronkonzentrationen der Vögel lagen zwischen 0,10 (untere 

Nachweisgrenze des T-EIA) und 0,36 ng/ml im Plasma sowie 0,10 und 0,52 ng/ml im 

Speichel, während der mittlere Testosterongehalt im Kot zwischen 1,09 ng/g Kot und 

8,23 ng/g Kot schwankte. In Abb. 10 sind die Testosteronverläufe in allen Medien als 

Medianwerte dargestellt. 

Der Plasma-Testosteronspiegel zeigte innerhalb der Versuchsperiode folgenden Verlauf: Zu 

Beginn der Untersuchungen im Juli 2006 betrug der Plasma-Testosterongehalt 0,19 ng/ml. 

Dann sank die Konzentration im August 2006 unter die Nachweisgrenze (<0,10 ng/ml) und 

stieg Anfang September 2006 deutlich auf 0,29 ng/ml an. Kurzfristig fiel der Plasma-

Testosteronspiegel auf 0,12 ng/ml ab, stieg aber im Oktober 2006 wieder auf 0,23 ng/ml an. 

Nach der versuchsfreien Zeit (18.10.2006 – 23.01.2007) nahm der Testosterongehalt von 

Januar 2007 (0,15 ng/ml) bis März 2007 (0,36 ng/ml) signifikant (p<0,001) zu, wobei im März 

2007 der Maximalwert von 0,36 ng/ml Testosteron im Plasma erreicht wurde. Sogleich sank 

die Testosteronkonzentration auf 0,19 ng/ml im April 2007 ab und stieg erst Ende Mai 2007 

wieder an (0,23 ng/ml). Zum Versuchsende (Juni 2007) lag der Plasma-Testosteronspiegel 

bei 0,20 ng/ml. 
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Abb. 10: Testosteronkonzentrationen (Median, 25. un d 75. Perzentil) in Plasma, Speichel und 

Kot der männlichen Wellensittiche (n=11) 

Bei Betrachtung der Testosteronkonzentrationen in Plasma und Speichel zeigten sich 

parallele Verläufe, besonders im Oktober 2006 und zum Ende der Untersuchungen (April − 

Juni 2007). Analog zum Plasma stieg im Oktober 2006 der Testosterongehalt im Speichel 

signifikant (p<0,05) von 0,19 auf 0,36 ng/ml an. Andererseits verliefen von Januar bis April 

2007 (Innenhaltung) die Testosteronkonzentrationen in beiden Medien gegenläufig. Während 

im Speichel der Testosteronhöchstwert von 0,52 ng/ml bereits im Januar 2007 erreicht war, 

erschien der Maximalwert im Plasma (0,36 ng/ml) erst im März 2007. Zu dieser Zeit sank die 

Konzentration im Speichel bereits wieder ab (April 2007: 0,15 ng/ml) und schwankte bis zum 

Ende der Versuche zwischen 0,10 ng/ml und 0,27 ng/ml. Im Vergleich zum Plasma waren 

die Testosteronwerte im Speichel der Wellensittiche (0,10 − 0,52 ng/ml) geringfügig höher, 

während im Kot die höchsten Testosteronkonzentrationen (1,09 − 8,23 ng/g) zu finden 

waren. 

Der Testosterongehalt im Kot verlief über den gesamten Versuchszeitraum parallel zum 

Plasma-Testosteronspiegel, aber in beiden Medien wurden unterschiedliche Konzentrationen 

erreicht. Zu Versuchsbeginn (Juli 2006) betrug die mittlere Testosteronkonzentration im Kot 

6,88 ng/g. Im weiteren Verlauf nahm die Testosteronausscheidung im Kot ab (23.08.2006: 

4,08 ng/g). Der deutliche Anstieg des Plasma-Testosteronspiegels Anfang September 2006 
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zeigte sich im Kot nur mäßig (4,51 ng/g), aber im Oktober 2006 stieg die 

Testosteronausscheidung im Kot (4,93 ng/g) parallel zum Plasma an. Im Anschluss an die 

untersuchungsfreie Zeit (18.10.2006 – 23.01.2007) zeigte sich im Kot ein signifikanter 

(p<0,05) Testosteronanstieg von 4,27 ng/g (Januar 2007) auf 8,23 ng/g (Februar 2007). 

Zeitgleich stieg auch der Testosteronspiegel im Blut an und erreichte im März 2007 

Höchstwerte (0,36 ng/ml). Der höchste Testosterongehalt im Kot (8,23 ng/g) zeigte sich im 

Februar 2007, wobei im März 2007 geringe Testosteronmengen (2,45 ng/g) ausgeschieden 

wurden. Parallel zum Plasma nahm der Testosterongehalt im Kot bis Mitte Mai (1,16 ng/g) 

weiter ab. Nach einem kurzen Anstieg Ende Mai 2007 (2,40 ng/g) fiel die Kot-

Testosteronkonzentration bis zum Ende des Versuchs (27.06.2007) auf Minimalwerte 

(1,09 ng/g) ab. 

Der Testosteronverlauf im Plasma in Bezug zu den Haltungs- und Umweltbedingungen wird 

in Kapitel 4.4.1 dargelegt. 

4.3.2 Nymphensittiche 

Die männlichen Nymphensittiche zeigten während des Versuchszeitraumes (23.01.2007 – 

09.01.2008) mittlere Testosteronkonzentrationen zwischen 0,10 ng/ml und 0,34 ng/ml im 

Plasma, 0,19 ng/ml und 2,66 ng/ml im Speichel sowie 14,5 ng/g und 39,2 ng/g im Kot. Die 

Testosteronverläufe in allen Medien sind in Abb. 11 dargestellt. 

Der mittlere Plasma-Testosterongehalt von 0,22 ng/ml zu Versuchsbeginn (Januar 2007) 

stieg signifikant (p<0,01) auf den Höchstwert von 0,34 ng/ml im Februar 2007 an. 

Anschließend sank der Testosteronspiegel unter 0,10 ng/ml im April 2007 ab. Der folgende 

Verlauf zeigte weitere Testosteronanstiege im Mai (0,19 ng/ml), Juni (0,20 ng/ml) und 

November 2007 (0,18 ng/ml), wobei die Differenz im Juni 2007 statistisch signifikant (p<0,01) 

war. In der Zwischenzeit fiel der Plasma-Testosteronspiegel unter 0,10 ng/ml ab. 

Der Testosterongehalt im Speichel verlief überwiegend parallel zum Plasmaspiegel, jedoch 

waren im Speichel höhere Konzentrationen zu finden. Zu Beginn der Untersuchungen 

(Januar 2007 – Februar 2007) stieg in beiden Medien die Testosteronkonzentration an, 

sodass zum Zeitpunkt des höchsten Plasmaspiegels (0,34 ng/ml) im Februar 2007 auch die 

Speichelkonzentration erhöht (1,48 ng/ml) war. Dann nahm von März bis April 2007 der 

Androgengehalt im Speichel signifikant (p<0,01) zu und erreichte Mitte April 2007 seinen 

Höchstwert (2,66 ng/ml). Anschließend fiel der Testosterongehalt im Speichel Anfang Mai 

drastisch ab (0,46 ng/ml), wobei der Plasmaspiegel anstieg. Die Testosteronanstiege im 

Plasma Mitte Juni und November 2007 zeigten sich gleichzeitig auch im Speichel (0,71 − 

0,73 ng/ml). 
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Abb. 11: Testosteronkonzentrationen (Median, 25. un d 75. Perzentil) in Plasma, Speichel und 

Kot der männlichen Nymphensittiche (n=9) 

Ebenso traten bei nicht nachweisbaren Plasma-Testosteronspiegeln (<0,10 ng/ml) 

verminderte Speichelwerte (0,27 – 0,35 ng/ml) auf, wobei im April und September 2007 die 

Testosteronkonzentrationen in beiden Medien unterschiedlich verliefen. Während die 

Speichel-Testosteronkonzentrationen im April (Tmax: 2,66 ng/ml) und September 2007 

(1,21 ng/ml) signifikant (p<0,01) anstiegen, blieb der Plasma-Testosteronspiegel niedrig 

(<0,10 ng/ml). 

Im Kot der Nymphensittiche waren sehr hohe Testosteronkonzentrationen zu finden (14,5 – 

39,2 ng/g Kot). Im Vergleich zum Testosteronverlauf im Plasma zeigten sich parallele 

Verläufe im Mai, Juli, September und November 2007, wobei von Januar bis April 2007 

sowie zu Versuchsende (Dezember 2007 – Januar 2008) die Testosteronkonzentrationen in 

beiden Medien unterschiedlich verliefen. Während im Februar der Testosterongehalt im Kot 

abnahm (23,6 ng/g), stieg er in Plasma und Speichel an. Dann erhöhte sich Anfang April 

2007 die Testosteronausscheidung im Kot (37,5 ng/g) und der Plasma-Testosteronspiegel 

fiel stetig ab. Im weiteren Verlauf sank der Testosterongehalt im Kot auf 32,1 ng/g 

(17.04.2007) ab und nahm 14 Tage später (03.05.2007) wieder zu (36,4 ng/g), während-

dessen der Plasma-Testosteronspiegel stetig anstieg. Der darauffolgende Testosteronabfall 

im Kot (19,4 ng/g) Mitte Mai 2007 war auch im Plasma zu finden. Während im Blut kein 

Testosteron nachweisbar war (<0,10 ng/ml), erhöhte sich Ende Mai 2007 der 
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Testosterongehalt im Kot auf 23,6 ng/g und fiel 2 Wochen später auf den Minimalwert von 

14,5 ng/g ab, gleichzeitig zeigte sich im Plasma ein signifikanter Anstieg von Testosteron. 

Dann nahm die Testosteronausscheidung im Kot zu (Juli 2007: 27,7 ng/g) und Mitte August 

parallel zum Plasma wieder ab (16,5 ng/g). In den nachfolgenden 2 Wochen war die 

Testosteronkonzentration in allen Medien gleichbleibend. Anschließend (12.09.2007) zeigte 

sich in Plasma und Kot (21,2 ng/g) ein Testosteronanstieg. Nachdem Ende September 2007 

nur geringe Testosteronkonzentrationen im Kot (15,5 ng/g) ermittelt wurden, stieg die 

Testosteronausscheidung wieder an und erreichte Mitte November 2007 den Höchstwert 

(39,2 ng/g). Dann nahm der Androgengehalt in allen Medien ab (28.11.2007: 20,7 ng/g Kot). 

Nach einem kurzen Testosteronanstieg im Kot (30,0 ng/g) wurden am Ende der 

Untersuchungsperiode (09.01.2008) mittlere Konzentrationen von 20,0 ng/g Kot ermittelt. 

In Kapitel 4.4.2 wird der Plasma-Testosteronverlauf der Nymphensittiche bezüglich der 

Haltungs- und Umweltbedingungen betrachtet. 

4.3.3 Halsbandsittiche 

Der Testosteronspiegel der männlichen Halsbandsittiche lag im Durchschnitt zwischen 0,10 

und 0,26 ng/ml im Plasma, 0,10 und 0,44 ng/ml im Speichel sowie 14,7 und 40,6 ng/g im 

Kot. In Abb. 12 sind die Testosteronmedianwerte in allen Medien von Januar 2007 bis 

Januar 2008 abgebildet. 

Der Plasma-Testosteronspiegel der Halsbandsittiche blieb während des ersten Halbjahres 

(Januar – Juni 2007) bis auf den kleinen Anstieg (0,13 ng/ml) im März 2007 unter 0,10 ng/ml. 

Nachdem im Juli 2007 der Testosterongehalt kurzfristig zunahm (0,13 ng/ml), kam es folglich 

im August 2007 zu einem signifikanten (p<0,05) Anstieg des Testosteronspiegels auf 

0,20 ng/ml Plasma. Bis zum Ende der Versuche (Januar 2008) blieb der gegenüber dem 

ersten Halbjahr erhöhte Plasma-Testosteronspiegel erhalten, wobei Mitte November 2007 

der Höchstwert von 0,26 ng/ml erreicht wurde. Anschließend fiel im Dezember 2007 der 

Testosterongehalt auf 0,13 ng/ml ab und stieg zum Ende der Untersuchungen (Januar 2008) 

wieder auf 0,21 ng/ml Plasma an. 

Demgegenüber zeigte der Testosteronverlauf im Speichel starke Schwankungen. In der 

ersten Hälfte der Untersuchungsperiode (Januar – Juni 2007) traten Testosteronmaxima im 

März (0,37 ng/ml), April (0,40 ng/ml) und Mai 2007 (0,38 ng/ml) auf, während der 

Plasmaspiegel in diesem Zeitraum lediglich im März die untere Nachweisgrenze überschritt. 

Parallel zum Plasma stieg von Juli bis Ende August 2007 die Testosteronkonzentration im 

Speichel signifikant (p<0,05) an (0,30 ng/ml). 
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Abb. 12: Testosteronkonzentrationen (Median, 25. un d 75. Perzentil) in Plasma, Speichel und 

Kot der männlichen Halsbandsittiche (n=7) 

Zum Zeitpunkt der maximalen Plasma-Testosteronkonzentration im November 2007 

(0,26 ng/ml) war auch der Speichelgehalt erhöht (0,28 ng/ml). Während im Oktober 2007 der 

Plasma-Testosteronspiegel vermindert war (0,13 ng/ml), stieg der Testosterongehalt im 

Speichel von September (0,10 ng/ml) bis Oktober 2007 signifikant (p<0,05) auf den 

Höchstwert (0,44 ng/ml) an. 

Zum Zeitpunkt erhöhter Plasma-Testosteronspiegel war auch die Konzentration im Kot 

erhöht, wobei sich der erhöhte Plasma-Testosteronspiegel im Juli 2007 erst 2 Wochen 

später im Kot zeigte. Im Januar 2007 lag die mittlere Testosteronkonzentration im Kot bei 

22,4 ng/g und stieg Anfang März 2007 parallel zum Plasma maximal (40,6 ng/g) an. Dann 

nahm der Testosterongehalt im Kot Ende März 2007 wieder ab (23,7 ng/g), blieb bis Anfang 

Mai 2007 konstant und fiel dann weiter (16,8 ng/g) ab. Dann stieg die Testosteron-

konzentration im Kot langsam bis Ende Juni 2007 an (25,8 ng/g). Der Plasma-

Testosteronspiegel lag während dieser Zeit (April – Ende Juni 2007) unter 0,10 ng/ml und 

stieg im Juli 2007 kurzfristig an. Gleichzeitig nahm der Testosterongehalt im Kot (17,8 ng/g) 

ab und nach 14 Tagen wieder zu (25,2 ng/g). Im August 2007 lag die Testosteron-

konzentration im Kot zwischen 22,1 und 24,5 ng/g und Mitte September 2007 fiel sie parallel 

zum Plasma auf das Minimum (14,7 ng/g) ab. Dann nahm der Testosterongehalt im Kot 

kontinuierlich zu (29.10.2007: 30,0 ng/g), wobei der Plasmaspiegel weitgehend konstant 
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blieb (0,14 ng/ml). Während die Testosteronkonzentration im Kot abnahm (26,0 ng/ml), 

erreichte sie im Blut Mitte November 2007 den Höchstwert (0,26 ng/ml). Bis zum Ende der 

Untersuchungen (Januar 2008) verliefen die Testosteronkonzentrationen in Plasma und Kot 

parallel, im Dezember 2007 waren niedrige Werte (15,6 ng/g) und im Januar 2008 erhöhte 

Testosteronwerte (32,0 ng/g) im Kot zu finden. 

Auf Zusammenhänge zwischen dem Plasma-Testosteronspiegel und exogener Einflüsse 

wird in Kapitel 4.4.3 eingegangen. 

4.4 Plasma-Testosteronspiegel in Bezug zu exogenen Faktoren 

Der Untersuchungszeitraum für jede Tierart umfasste ein Jahr, dabei war es aus 

organisatorischen Gründen nicht möglich, alle Tiere zum gleichen Untersuchungszeitraum zu 

betrachten, sodass die Versuchsperioden zwischen den Spezies nicht übereinstimmen. 

Zudem wurden die Haltungsbedingungen im Laufe des Versuchsjahres der Jahreszeit 

angepasst, indem die Unterbringung während der kalten Monate (November bis April, unter 

10°C Außentemperatur) in der Innenvoliere und den R est des Jahres in der Außenvoliere 

erfolgte. 

Die Ergebnisse werden im Folgenden unter Berücksichtigung der Haltungs- und 

Umweltbedingungen (Klima, Jahreszeit, Photoperiode) betrachtet. Dabei wird nur der 

Plasma-Testosteronverlauf berücksichtigt, weil Blut den aktuellen Hormonstatus wider-

spiegelt, welcher weniger durch Biotransformationsvorgänge beeinflusst wird. 

4.4.1 Wellensittiche 

Betrachtet man den Testosteronverlauf der Wellensittiche in Bezug zur mittleren 

Niederschlagsmenge in den untersuchten Monaten (siehe Abb. 13), so zeigt sich, dass sich 

die Vögel in der Außenvoliere anders verhielten als in der Innenvoliere. Bei Außenhaltung 

blieb der Hormonspiegel während der regenreichen Monate (Juli, August, Oktober 2006 und 

Mai, Juni 2007: mittlere Niederschlagsmenge >50 mm) niedrig und stieg spontan an 

(05.09.2006: 0,29 ng/ml), sobald die Niederschlagsmenge abnahm (September 2006: 

mittlere Niederschlagsmenge <20 mm). In der Innenvoliere stieg der Testosteronspiegel im 

März 2007 auf das Maximum (0,36 ng/ml) an, zur selben Zeit war die mittlere Niederschlags-

menge erhöht (55 mm) und die Außentemperatur niedrig (7,3°C). Jedoch ist zu beachten, 

dass im Innenraum konstante Licht- (TLL 10/24h) und Temperaturverhältnisse (20°C) 

vorlagen. 
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Abb. 13: Plasma-Testosteronverlauf der männlichen W ellensittiche (n=11) in Bezug zur 

mittleren Niederschlagsmenge, Außentemperatur (Quel le: wetteronline.de) und 

Haltungsbedingungen (Innen- oder Außenvoliere) 

In Bezug zur Jahreszeit zeigte sich, dass bei sommerlichen Außentemperaturen in 

Außenhaltung die Testosteronkonzentration erniedrigt war (Juli − August 2006: <0,20 ng/ml). 

Im September 2006 (Spätsommer; mittlere Außentemperatur: 18°C) kam es jedoch zu einem 

deutlichen Anstieg des Testosteronspiegels (0,29 ng/ml), der 2 Wochen später bereits 

wieder auf 0,12 ng/ml abfiel. Im Herbst (Oktober 2006) bei geringen Außentemperaturen 

nahm die Testosteronkonzentration zu (17.10.2006: 0,23 ng/ml). In den Wintermonaten 

Januar bis März 2007 stieg der Testosteronspiegel hochsignifikant an (Tmax: 0,36 ng/ml), 

aber die Vögel waren zu dieser Zeit in der Innenvoliere mit Lichtregime untergebracht, 

sodass klimatische Einflüsse wahrscheinlich eine untergeordnete Rolle spielten. Inwieweit 

sich Umweltfaktoren (Klima, Photoperiode) trotzdem auf den Organismus auswirken, kann 

zum jetzigen Zeitpunkt nicht gesagt werden. Im Frühjahr (April und Mai 2007), wenn die 

meisten einheimischen Vögel reproduktiv sind, nahm der Testosterongehalt im Blut der 

Wellensittiche ab (Mitte Mai 2007: 0,14 ng/ml), unabhängig von den Haltungsbedingungen. 

Nach dem Umsetzen der Vögel in die Außenvoliere (27.04.2007) stieg Ende Mai 2007 der 

Plasma-Testosteronspiegel (0,23 ng/ml) an und blieb bis zum Ende der Untersuchungen 

(27.06.2007) bei 0,20 ng/ml erhalten. 
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In den Monaten November und Dezember 2006 wurden keine Hormonuntersuchungen 

durchgeführt, weil die Vögel in die Innenvoliere umgesetzt und 4 männliche Wellensittiche in 

die bestehende Gruppe integriert wurden. Darauffolgend kam es im Januar 2007 zunächst 

zu einem Einbruch der Testosteronsekretion (0,15 ng/ml), nach Akklimatisation stieg der 

Plasmaspiegel wieder an. Der Umsetzstress und die damit verbundenen klimatischen 

Veränderungen waren möglicherweise dafür verantwortlich. Durch Bestimmung des 

Stresshormons Corticosteron in den Blutproben wird dieser Hypothese in Kapitel 4.5.1 

nachgegangen. Ferner sind auch soziale Faktoren zu berücksichtigen. Der erhöhte 

Konkurrenzdruck durch die Aufnahme von fremden Artgenossen (n=4) könnte für den 

Testosteronanstieg von 0,15 ng/ml (Januar 2007) auf 0,36 ng/ml (März 2007) bei allen 

Tieren verantwortlich sein. 

Zusammenfassend zeigt sich, dass es in der Außenvoliere offenbar keinen Zusammenhang 

mit dem Klima gab, die Wellensittiche reagierten nicht auf erhöhte Temperaturen und 

Niederschlagsmengen. In ihrem Heimatland Australien entspricht der Wellensittich dem Typ 

des „opportunistischen Brutvogels“ (POHL-APEL 1980), d.h. sie brüten nach regen-

abhängigen Vegetationsperioden. Dies konnte bei den hier beheimateten Wellensittichen 

nicht bestätigt werden. In der Innenvoliere verlief die Testosteronkonzentration parallel zur 

Niederschlagsmenge, jedoch müssen beeinflussende Faktoren (Innenhaltung, soziale 

Faktoren) berücksichtigt werden, sodass nicht gesagt werden kann, ob zwischen 

Testosteronspiegel und Klima ein Zusammenhang besteht. 

4.4.2 Nymphensittiche 

Bei Betrachtung der in Abb. 14 dargestellten Beziehung zwischen der Testosteron-

konzentration und der mittleren Niederschlagsmenge, fällt auf, dass es bei den Nymphen-

sittichen abhängig von den Haltungsbedingungen (Innen- oder Außenvoliere) offenbar einen 

Zusammenhang gibt. In der Innenvoliere stieg der Testosteronspiegel im Februar 2007 auf 

das Maximum (0,34 ng/ml) an und fiel mit der Niederschlagsmenge im April 2007 wieder ab 

(<0,10 ng/ml). Auch nach dem Umsetzen der Vögel von der Außen- in die Innenvoliere im 

Oktober 2007 nahm der Testosterongehalt (13.11.2007: 0,18 ng/ml) mit der Niederschlags-

menge (77 mm) zu. Umgekehrt verhielt es sich dagegen in der Außenvoliere, wo die Tiere 

unter natürlichen Umweltbedingungen gehalten wurden. Hier stieg anfangs der 

Testosteronspiegel (03.05.2007: 0,19 ng/ml), sank aber 2 Wochen später wieder auf 

0,10 ng/ml ab, während die Niederschlagsmenge anstieg (104 mm). Sobald der Nieder-

schlag nachließ (68 mm), erhöhte sich die Testosteronkonzentration im Blut (14.06.2007: 

0,20 ng/ml). Zum Zeitpunkt der maximalen Niederschlagsmenge (Juli 2007: 142 mm) fiel der 

Testosteronspiegel ab und blieb bis zum Umsetzen der Tiere in die Innenvoliere niedrig 
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(<0,10 ng/ml). Der Temperaturanstieg und die zunehmende Tageslichtlänge im Frühjahr 

hatten offenbar positive Effekte auf die Testosteronsekretion, aber die stark erhöhte 

Niederschlagsmenge im Mai (104 mm) und Juli 2007 (142 mm) wirkte sich eher negativ aus, 

sodass die Plasma-Testosteronkonzentration abnahm. 
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Abb. 14: Plasma-Testosteronverlauf der männlichen N ymphensittiche (n=9) in Bezug zur 

mittleren Niederschlagsmenge, Außentemperatur (Quel le: wetteronline.de) und 

Haltungsbedingungen (Innen- oder Außenvoliere) 

In Bezug zur Jahreszeit zeigten die Nymphensittiche maximale Testosteronspiegel 

(0,34 ng/ml) im Winter (Februar 2007) in der Innenvoliere (TLL 10/14h; Innentemperatur: 

20°C), während zu Beginn des Frühjahrs (März, April  2007) die Konzentration rasch abfiel 

(April 2007: 0,10 ng/ml). Da sich die Haltungsbedingungen nicht verändert hatten 

(Innenvoliere), spielten wahrscheinlich externe Faktoren, wie zunehmende Außentemperatur 

und Tageslichtlänge sowie abnehmende Niederschlagsmenge, verstärkt eine Rolle. Nach 

dem Umsetzen der Vögel in die Außenvoliere, wo sie Umwelteinflüssen direkt ausgesetzt 

waren, zeigten die Nymphensittiche erhöhte Testosteronspiegel Anfang Mai (0,19 ng/ml) und 

Mitte Juni 2007 (0,20 ng/ml), während zwischenzeitlich geringere Konzentrationen vorlagen. 

Erst im November 2007 (Winteranfang), als die Vögel in der Innenvoliere waren, stieg der 

Testosteronspiegel wieder an (0,18 ng/ml). 
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Interessanterweise erhöhte sich nach dem Umsetzen der Nymphensittiche von der Innen- in 

die Außenvoliere (27.04.2007) der Plasma-Testosteronspiegel von 0,11 ng/ml auf 

0,19 ng/ml. Zu dieser Zeit war der Stresshormonspiegel nur geringfügig erhöht (um 

1,66 ng/ml), während nach dem Umsetzen der Tiere in die Winterquartiere (15.10.2007) der 

Corticosterongehalt im Blut bei konstanten Testosteronspiegel (0,10 ng/ml) sogar vermindert 

war (siehe Kapitel 4.5.2). 

Zusammenfassend ist zu sagen, dass sich die hier untersuchten Nymphensittiche anders 

verhielten als in ihrem Heimatland Australien, wo sie abhängig vom Nahrungsangebot und 

somit indirekt in Korrelation zum Niederschlag brüten. Bei den hier beheimateten Papageien 

zeigten sich Unterschiede hinsichtlich der Haltung in der Innen- und Außenvoliere. Während 

bei Innenhaltung mit konstanten Temperatur- und Lichtbedingungen die Tiere positiv auf 

erhöhten Niederschlag reagierten, wirkte bei Außenhaltung starker Regen als limitierender 

Faktor. 

4.4.3 Halsbandsittiche 

Abb. 15 zeigt den mittleren Testosteronverlauf im Plasma der männlichen Halsbandsittiche 

im Zusammenhang mit der mittleren Niederschlagsmenge und der Außentemperatur in den 

untersuchten Monaten (Januar 2007 – Januar 2008) sowie der Haltung in Innen- oder 

Außenvoliere. Bei Betrachtung des Testosteronverlaufs und der Niederschlagsmenge fällt 

auf, dass in der Innenvoliere der Testosteronspiegel zeitgleich mit der Niederschlagsmenge 

und in der Außenvoliere verzögert ansteigt. Nach der Umsetzung der Vögel in die 

Außenvoliere blieb der Testosteronspiegel in den untersuchten Monaten April bis Juni 2007 

zunächst niedrig (<0,10 ng/ml), auch bei viel Regen (mittlere Niederschlagsmenge >50 mm) 

und steigenden Außentemperaturen. Testosteronanstiege traten im Juli 2007 (0,13 ng/ml) 

zum Zeitpunkt der höchsten Niederschlagsmenge (142 mm) und Ende August 2007 

(0,20 ng/ml) auf. Mit sinkender Außentemperatur nahm der Testosterongehalt im Blut ab 

(September, Oktober 2007: ~0,14 ng/ml), wobei in der Innenvoliere die Plasma-Testosteron-

konzentration mit zunehmender Niederschlagsmenge anstieg (01.03.2007: 0,15 ng/ml, 

15.11.2007: 0,26 ng/ml, 10.01.2008: 0,21 ng/ml). Im Gegensatz zu den Wellen- und 

Nymphensittichen traten maximale Testosteronspiegel zu Beginn der Winterzeit im 

November 2007 (0,26 ng/ml) auf, unmittelbar nach dem Verbringen der Tiere in die 

Winterquartiere. 
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Abb. 15: Plasma-Testosteronverlauf der männlichen H alsbandsittiche (n=7) in Bezug zur 

mittleren Niederschlagsmenge, Außentemperatur (Quel le: wetteronline.de) und 

Haltungsbedingungen (Innen- oder Außenvoliere) 

In ihrem Heimatland Indien treten die höchsten Plasma-Testosteronkonzentrationen 

zwischen Mai und August auf, wenn zur Verteidigung der Nachzucht die Aggression 

gegenüber anderen Spezies steigt (KRISHNAPRASADAN et al. 1988). Dies konnte bei den 

hier gehaltenen Halsbandsittichen nicht nachgewiesen werden, denn die maximale 

Testosteronkonzentration (0,26 ng/ml) zeigte sich bereits im November 2007 unmittelbar 

nach dem Verbringen der Vögel in die Innenvoliere. Die damit verbundenen klimatischen 

Änderungen, wie zunehmende Temperatur (20°C) und Be leuchtung, wirkten sich offenbar 

positiv auf die Testosteronsekretion aus. Der Umsetzstress führte zum Anstieg des 

Corticosteronspiegels, der in Kapitel 4.5.3 näher betrachtet wird. 

4.5 Plasma-Corticosterongehalt im Vergleich zum Testosteronspiegel 

In den noch verfügbaren Blutproben der untersuchten Papageienspezies wurde das 

Stresshormon Corticosteron bestimmt. Aufgrund der Empfehlung von HOCHLEITHNER und 

NOWOTNY (1992) wurde zunächst getestet, ob eine Vorreinigung des Plasmas zur 

Corticosteronbestimmung notwendig ist. Beim Vergleich der Ergebnisse von jeweils 3 
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Corticosteronmessungen im Tauben- und Wellensittichplasma ohne Hitzedenaturierung mit 

den jeweiligen hitzebehandelten Proben wurde festgestellt, dass die Resultate identisch sind. 

Daher war eine Hitzebehandlung der Blutproben nicht erforderlich. Die Corticosteron-

konzentrationen im Plasma der Papageien werden im Folgenden zusammen mit dem 

Plasma-Testosteronspiegel gezeigt. 

4.5.1 Wellensittiche 

Der mittlere Corticosterongehalt im Plasma der männlichen Wellensittiche lag zwischen 1,76 

und 17,1 ng/ml. Für die Corticosteronbestimmung am 11.07.2006 war kein Plasma mehr 

verfügbar. 
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Abb. 16: Corticosteronkonzentrationen (Median, 25. und 75. Perzentil) im Vergleich zum 

Plasma-Testosteronverlauf der männlichen Wellensitt iche (n=11) 

Bei Betrachtung der in Abb. 16 dargestellten Corticosteronkonzentrationen fällt auf, dass die 

Corticosteronmedianwerte im untersuchten Halbjahr 2006 gegenüber 2007 deutlich niedriger 

waren (<10 ng/ml). Die niedrigsten Hormonspiegel traten im September (1,76 ng/ml) und 

Oktober 2006 (2,59 ng/ml) auf. Demgegenüber wurden im Untersuchungszeitraum 2007 

höhere Corticosteronwerte (>10 ng/ml) ermittelt. Im Januar 2007 war der Corticoidspiegel 

deutlich erhöht (12,0 ng/ml), fiel im März auf 9,78 ng/ml ab und erreichte Anfang April den 

Maximalwert von 17,1 ng/ml (p<0,001). Im weiteren Verlauf lag der Stresshormonspiegel 
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zwischen 12,0 und 13,3 ng/ml und sank im Juni 2007 auf 5,84 ng/ml ab. Zum Ende des 

Versuchs (27.06.2007) stieg der Corticosterongehalt im Plasma signifikant (p<0,01) auf 

13,6 ng/ml an. In dem untersuchungsfreien Zeitraum (November, Dezember 2006) wurden 4 

männliche Wellensittiche in die bestehende Versuchstiergruppe integriert. Der dadurch 

erhöhte soziale Stress könnte für den drastisch erhöhten Corticosteronspiegel im Januar 

2007 verantwortlich gewesen sein. Zum Zeitpunkt der Untersuchung im Januar 2007 waren 

die Vögel in der Innenvoliere mit Lichtregime untergebracht. Sie wurden Ende Oktober 2006 

in die Winterquartiere eingestallt und bis 23.01.2007 nicht untersucht, sodass sie 

ausreichend Zeit hatten, sich an die neue Umgebung zu gewöhnen. 

Betrachtet man in Abb. 16 den Testosteronverlauf im Vergleich zum Corticosteronspiegel, so 

zeigt sich offenbar eine gegenläufige Beziehung. Zum Zeitpunkt der Testosteronmaxima war 

der Corticoidspiegel gegenüber dem vorherigen Untersuchungszeitpunkt erniedrigt, während 

ein Testosteronabfall fast ausnahmslos mit einem erhöhten Corticoidspiegel auftrat. Im 

September 2006 sowie im April 2007 verliefen die Testosteron- und Corticosteronwerte 

parallel. 
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Abb. 17: Gegenläufiger linearer Zusammenhang der Co rticosteron- und Testosteron-

konzentration im Plasma des Wellensittichs W9 

Das Stress- und Testosteronprofil des Wellensittichs W9, dargestellt in Abb. 17, zeigt 

beispielhaft die Korrelation (r=-0,66; p<0,01) zwischen den beiden Hormonen. Der erhöhte 

Corticoidspiegel hatte Auswirkungen auf die Plasma-Testosteronkonzentration, höchstwahr-
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scheinlich durch Hemmung der GnRH-Freisetzung im Hypothalamus (CALOGERO et al. 

1999). 

4.5.2 Nymphensittiche 

Der Corticosterongehalt im Plasma der männlichen Nymphensittiche schwankte im 

Durchschnitt zwischen 4,06 und 12,1 ng/ml. 
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Abb. 18: Corticosteronkonzentrationen (Median, 25. und 75. Perzentil) im Vergleich zum 

Plasma-Testosteronverlauf der männlichen Nymphensit tiche (n=9) 

Der in Abb. 18 dargestellte Stresshormonspiegel zeigt innerhalb der Untersuchungsperiode 

einen annähernd gleichmäßigen Verlauf. Zu Beginn der Untersuchungen im Januar 2007 

betrug die mittlere Corticosteronkonzentration 8,41 ng/ml. Im Februar 2007 kam es zu einem 

signifikanten (p<0,05) Anstieg des Corticoidspiegels (12,1 ng/ml), der im April 2007 wieder 

auf das Anfangsniveau abfiel. Nach dem folgenden kurzen Anstieg auf 10,8 ng/ml im Mai 

2007 (p<0,01), sank der Corticoidgehalt langsam ab und erreichte Mitte Juni 2007 den 

Minimalwert von 4,06 ng/ml. Im Juli 2007 stieg der Corticosteronspiegel auf 10,5 ng/ml 

(p<0,01) an, fiel aber sofort wieder um 50 % ab (25.07.2007: 5,50 ng/ml). Der anschließende 

Verlauf der Plasma-Corticoidkonzentration zeigt signifikante Anstiege Ende August 

(8,96 ng/ml) sowie Mitte Oktober (9,61 ng/ml) und November 2007 (8,44 ng/ml), während 

zwischenzeitlich verminderte Hormonwerte auftraten. Am Ende der Versuchsperiode 
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(November 2007 bis Januar 2008) blieb der Corticosteronspiegel relativ stabil (8,55 – 

7,10 ng/ml). 

In Bezug zum Plasma-Testosteronspiegel bestand ein positiver linearer Zusammenhang 

(r=0,43, p<0,05), d.h der Corticoidspiegel stieg tendenziell mit dem Testosteronspiegel an. In 

Abb. 19 ist beispielhaft der Corticoid- und Androgenverlauf im Plasma des Nymphensittich 

N8 dargestellt, welcher sehr gut die Korrelation (r=0,47; p<0,05) der beiden Hormone 

veranschaulicht. 
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Abb. 19: Gleichläufiger linearer Zusammenhang der C orticosteron- und Testosteron-

konzentration im Plasma des Nymphensittichs N8 

4.5.3 Halsbandsittiche 

Der Corticosterongehalt im Plasma der männlichen Halsbandsittiche lag im Durchschnitt 

zwischen 15,9 und 35,6 ng/ml und somit deutlich höher als bei den bisher untersuchten 

Spezies. 

Bei Betrachtung der in Abb. 20 dargestellten Corticosteronverlaufs fällt auf, dass die 

Halsbandsittiche im ersten Drittel der Untersuchungsperiode (März − Mai 2007) sehr hohe 

Plasma-Corticosteronspiegel (32,1 − 35,6 ng/ml) zeigten, während von Juni 2007 bis zum 

Ende der Untersuchungen (Januar 2008) die Corticosteronkonzentrationen deutlich geringer 

(15,9 − 26,5 ng/ml) waren. Am ersten Untersuchungstag (22.01.2007) betrug die mittlere 
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Corticosteronkonzentration 19,2 ng/ml. Im März 2007 kam es zu einem deutlichen Anstieg 

des Corticoidspiegels auf 32,1 ng/ml (p<0,05). Nachdem Anfang April 2007 die 

Corticosteronkonzentration kurzzeitig abfiel (23,2 ng/ml), stieg sie 2 Wochen später 

signifikant (p<0,05) auf 34,7 ng/ml an und erreichte im Mai 2007 den Maximalwert 

(35,6 ng/ml). Bis Mitte Juni 2007 fiel der Stresshormonspiegel auf 19,9 ng/ml ab und blieb bis 

zum Ende der Versuche erniedrigt, wobei signifikante Anstiege (p<0,05) Ende Juni 

(25,7 ng/ml) und Anfang Oktober 2007 (26,0 ng/ml) ermittelt wurden. Nachdem sich Ende 

Oktober 2007 minimale Plasma-Corticosteronkonzentrationen (15,9 ng/ml) ergaben, stieg 

der Corticosteronspiegel kurzfristig (November 2007) auf 27,4 ng/ml an und erreichte im 

Januar 2008 eine Konzentration von 22,7 ng/ml. 
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Abb. 20: Corticosteronkonzentrationen (Median, 25. und 75. Perzentil) im Vergleich zum 

Plasma-Testosteronverlauf der männlichen Halsbandsi ttiche (n=7) 

Zum Plasma-Testosteronspiegel bestand keine Korrelation, aber bei Betrachtung der Abb. 

20 fällt auf, dass im ersten Drittel der Versuchsperiode der Corticosteronspiegel erhöht und 

gleichzeitig der Testosteronspiegel vermindert war (<0,10 ng/ml). Erst nachdem die 

Corticoidkonzentration im Blut abgesunken war, stieg der Plasma-Testosteronspiegel 

allmählich an. Nachfolgend ist in Abb. 21 der Corticosteron- und Testosteronverlauf im 

Plasma des Halsbandsittichs H6 aufgeführt. Hier zeigt sich, dass zwischen den beiden 

Hormonen ein gegenläufiger linearer Zusammenhang (r=-0,61; p<0,01) bestand. 
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Abb. 21: Gegenläufiger linearer Zusammenhang der Co rticosteron- und Testosteron-

konzentration im Plasma des Halsbandsittichs H6 

4.6 Interspezifischer Vergleich der Plasma-Hormonspiegel 

Im Folgenden werden die Plasma-Hormonspiegel von Testosteron und Corticosteron der 

drei untersuchten Spezies vergleichend betrachtet. Der Untersuchungszeitraum für alle 

Spezies umfasste ein Jahr, jedoch ist zu beachten, dass die Versuchsperioden 

unterschiedlich lagen. Während die Wellensittiche vom Juli 2006 bis Juni 2007 untersucht 

wurden, begann die Probensammlung der Nymphen- und Halsbandsittiche im Januar 2007. 

4.6.1 Testosteron 

Die drei untersuchten Papageienspezies wiesen sehr niedrige Testosteronspiegel auf, wobei 

die Wellensittiche mit 0,36 ng/ml die höchsten Konzentrationen erreichten, gefolgt von den 

Nymphensittichen mit 0,34 ng/ml und Halsbandsittichen mit 0,26 ng/ml. Zudem lagen die 

Hormonkonzentrationen der zuletzt genannten Spezies häufiger unterhalb der unteren 

Nachweisgrenze des Testosteronassays (<0,10 ng/ml), während die Wellensittiche fast 

durchgehend Werte im Messbereich des T-EIA zeigten. 
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Abb. 22: Plasma-Testosteronverlauf (Medianwerte) de r Wellensittiche (n=11), Nymphensittiche 

(n=9) und Halsbandsittiche (n=7) und Tageslichtläng e 

Bei Vergleich der in der Abb. 22 dargestellten Testosteronverläufe sind Ähnlichkeiten 

untereinander feststellbar, die darauf beruhen, dass alle Tiere im Februar 2007 einen 

Testosteronanstieg zeigten, der bei den Wellensittichen bis März 2007 anhielt, während er 

bei den Nymphen- und Halsbandsittichen sofort wieder abfiel. Die Wellen- und 

Nymphensittiche erreichten im Februar 2007 und die Halsbandsittiche erst im November 

2007 maximale Plasma-Testosteronkonzentrationen. Die Vögel waren zum Zeitpunkt ihrer 

höchsten Testosteronspiegel in der Innenvoliere untergebracht. Im weiteren Verlauf traten 

Gemeinsamkeiten zwischen den Nymphen- und Halsbandsittichen dahingehend auf, dass im 

April, Mitte bis Ende Mai sowie Ende Juli bis Mitte August 2007 der mittlere 

Testosteronspiegel unterhalb der Nachweisgrenze des T-EIA lag (<0,10 g/ml) und im 

November 2007 kurzzeitig anstieg. 

Zusammenfassend zeigt sich, dass die untersuchten Papageien unterschiedliche 

Testosteronprofile aufweisen und sich jahreszeitlich speziesspezifisch verhalten haben. 

Während die Wellen- und Nymphensittiche vorwiegend zu Beginn des Jahres erhöhte 

Testosteronspiegel zeigten, kam es bei den Halsbandsittichen erst im zweiten Halbjahr zur 

vermehrten Testosteronsekretion. Maximale Testosteronspiegel traten bei allen Spezies 
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vorwiegend in den Wintermonaten auf. Die Wellen- und Nymphensittiche verhielten sich hier 

ähnlich (Tmax im Februar/März 2007), wobei der Halsbandsittich, der sich auch in seinem 

Ursprungsland von den anderen beiden Spezies unterscheidet, im November 2007 

maximale Testosteronkonzentrationen aufwies. Demnach wurde die Testosteronsekretion 

der Halsbandsittiche durch kurze Lichttage und bei den Wellen- und Nymphensittichen durch 

die zunehmende Tageslänge stimuliert. Die Vögel waren zu dieser Jahreszeit (Winter) in der 

Innenvoliere untergebracht, sodass nicht gesagt werden kann, ob die hormonelle Steuerung 

der Hodenfunktion durch exogene Faktoren (Photoperiode) beeinflusst wurde. 

4.6.2 Corticosteron 

Bei Vergleich der Corticosteronprofile zwischen den Spezies treten quantitative und 

qualitative Unterschiede auf. Betrachtet man die in Abb. 23 dargestellten Corticosteron-

medianwerte der untersuchten Papageien, so fällt auf, dass die Halsbandsittiche die 

höchsten Stresshormonspiegel (35,6 ng/ml) zeigten, während die Nymphensittiche mit den 

geringsten Konzentrationen (12,1 ng/ml), den Wellensittichen (17,1 ng/ml) ähnlich waren. 

Weiterhin zeigt sich, dass der Corticosterongehalt im Plasma der verschiedenen Spezies 

über den Versuchszeitraum unterschiedlich stark schwankte, die größte Spannweite zeigten 

die Halsbandsittiche (19,8 ng/ml) gegenüber den Wellensittichen (15,4 ng/ml)) und 

Nymphensittichen (8,02 ng/ml). Auffällig ist der hohe Stresshormonspiegel der Halsband-

sittiche zu Versuchsbeginn (Januar bis Mai 2007). Die Wellensittiche zeigten zur gleichen 

Zeit erhöhte Corticosteronkonzentrationen, die aber in der zweiten Hälfte der 

Untersuchungsperiode (Januar − Juni 2007) erfasst wurden. Bei den Nymphensittichen 

traten über den gesamten Zeitraum nur geringe Schwankungen im Hormonverlauf auf. 

In Bezug zur Haltung zeigt sich, dass die Corticosteronsekretion der Papageien offenbar 

nicht durch die veränderten Haltungsbedingungen beeinflusst wurde oder sie konnten sich 

schnell an die neue Situation anpassen. Die Untersuchungen erfolgten jeweils nach einer 

gewissen Gewöhnungszeit. Die Umsetzung von der Innen- in die Außenvoliere hatte keinen 

Einfluss auf den Plasma-Corticosteronspiegel, nach dem Verbringen der Vögel in die 

Innenvoliere (Oktober 2007) war bei allen Spezies der Stresshormonspiegel sogar 

vermindert. Bei Betrachtung der Abb. 23 fällt auf, dass die Halsbandsittiche ab Ende Mai 

2007 ihren Corticosteronspiegel dauerhaft senken konnten, vermutlich durch günstige 

Klimabedingungen, wie z.B. steigende Außentemperaturen, und Gewöhnung an das 

regelmäßige Handling bei der Probennahme. Ein Bezug zur Tageslichtlänge (TLL) ließ sich 

nicht ableiten. 
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Abb. 23: Plasma-Corticosteronverlauf (Medianwerte) der Wellensittiche(n=11), Nymphen-

sittiche (n=9) und Halsbandsittiche (n=7) und Tages lichtlänge 
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5 Diskussion 

Fast ein Drittel der Papageienvögel sind vom Aussterben bedroht und ihre Zucht in 

Menschenobhut bleibt meistens erfolglos. Für eine erfolgreiche Nachzucht sind Kenntnisse 

über den Reproduktionsstatus und das Geschlecht des einzelnen Vogels wichtig. Viele 

Vogelarten sind monomorph und adspektorisch zwischen den Geschlechtern nicht zu 

unterscheiden. Zudem liegen die Reproduktionsorgane beim Vogel intraabdominal, dadurch 

ist es häufig sehr schwer, den Fortpflanzungsstatus und das Geschlecht nicht-invasiv zu 

bestimmen. Eine direkte Untersuchung der Gonaden in der Bauchhöhle durch chirurgische 

Laparotomie ist möglich, erfordert jedoch das Fangen und die Anästhesie des Vogels. 

Alternativ können das Geschlecht und der Reproduktionsstatus durch Hormon-

untersuchungen im Blut bestimmt werden. Diese Methode hat den Nachteil, dass der Vogel 

zur Blutentnahme gefangen werden muss, was mit Stress verbunden ist und möglicherweise 

den endokrinen Status des Vogels verändert. Daher sind nicht-invasive Techniken 

erwünscht, die ein Handling des Vogels ausschließen, wie z.B. Hormonbestimmungen im 

Kot. Das Ziel dieser Arbeit war, zuverlässige Methoden für die endokrine Analyse in 

verschiedenen Medien beim Papagei zu etablieren, mit deren Hilfe eine Einordnung des 

Reproduktionsstatus möglich ist. Als Vertreter für die Gruppe der Papageienartigen wurden 

gesunde, geschlechtsreife Wellensittiche (n=11), Nymphensittiche (n=9) und 

Halsbandsittiche (n=7) endokrinologisch untersucht. Diese Vögel wurden vom BNA für die 

Durchführung dieser Studie zur Verfügung gestellt, weil Vögel nicht für Versuchszwecke 

gezüchtet werden. In den Blut-, Speichel- und Kotproben der männlichen Psittaziden erfolgte 

die Bestimmung des Sexualhormons Testosteron. Daneben wurde das Stresshormon 

Corticosteron analysiert, um einerseits den jahreszeitlichen Verlauf und andererseits den 

Einfluss von Stress auf die Testosteronausschüttung zu untersuchen. In dem vorliegenden 

Kapitel werden zunächst die zur Testosteronbestimmung unterschiedlich genutzten Medien 

vergleichend diskutiert, um anschließend eine Einordnung des endokrinen Reproduktions-

status bei den verschiedenen Spezies vorzunehmen. Diese erfolgt unter Berücksichtigung 

der Umwelt- und Haltungsbedingungen. Danach wird mit Hilfe des Corticosterons der 

Einfluss von Stress auf die Testosteronsekretion beurteilt. 

5.1 Vergleichende Betrachtung der unterschiedlich genutzten Medien 

Die Reproduktion der Psittaciformes ist kaum untersucht und Routinemethoden, wie sie bei 

Säugetieren lange schon etabliert sind, können nicht ohne weiteres übertragen werden. Aus 
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diesem Grund wurden in der vorliegenden Arbeit zunächst geeignete Methoden zur 

Testosteronbestimmung in Blut, Speichel und Kot von Papageien entwickelt. Im Gegensatz 

zu den Se- und Exkreten spiegeln die im Blut messbaren Hormone den endokrinen Status 

zurzeit der Probennahme wider (WHITTEN et al. 1998). Der Nachteil der invasiven 

Blutgewinnung ist, dass die Tiere gefangen und fixiert werden müssen. Das Einfangen und 

Handling sowohl domestizierter als auch wildlebender Vögel ist mit Stress verbunden und 

führt zum Anstieg der Corticosteronkonzentration im Blut (WINGFIELD et al. 1982; 

WINGFIELD et al. 1992b; SILVERIN et al. 1997). Dabei wird über den Zeitpunkt der 

endokrinen Beeinflussung in der Literatur heterogen diskutiert (siehe Kapitel 5.3). Der Effekt 

der Manipulation auf die Testosteronkonzentration wird unterschiedlich bewertet. Während 

bei der Dachsammer (Zonotrichia leucophrys) der Testosteronspiegel nach 5-10 min 

abnimmt (WINGFIELD et al. 1982), wird er beim Trauerschnäpper (Ficedula hypoleuca) und 

Schwarzkehlchen (Saxicola torquata) nicht durch das Fangen oder Handling beeinträchtigt 

(SILVERIN 1998a; GOYMANN et al. 2006). Neben der Beeinflussung der zirkulierenden 

Hormone stellen Blutuntersuchungen besonders in Hinsicht auf die vom Aussterben 

bedrohten Arten ein potentielles Risiko dar. Vor allem bei kleinen Vögeln ist oft die 

Durchführbarkeit von Hormonstudien aufgrund von Frequenz und Volumen der Blutproben 

limitiert. Häufige Blutentnahmen können zum Venenkollaps und letztlich zum Tod des Tieres 

führen. Die hier untersuchten Papageien wurden im Allgemeinen im 14-tägigen Abstand über 

einen Zeitraum von einem Jahr beprobt. Das Blutprobenvolumen war entsprechend dem 

Körpergewicht des Vogels, v.a. bei den Wellensittichen (<0,5 ml), sehr gering, sodass 

Wiederholungsmessungen nur eingeschränkt möglich waren. Die gewonnenen Blutproben 

wurden unmittelbar nach der Probensammlung zentrifugiert und bis zu den Hormonanalysen 

als Plasma bei -80°C eingefroren. Serumsteroide sin d bis zu 72 h bei Raumtemperatur 

beständig und können viele Jahre bei –20°C gelagert  werden. Anderes gilt für unpolare 

Steroide, wie Progesteron und Androgene, die sehr instabil sind, wenn sie nicht in 

proteingebundener Form vorliegen (WHITTEN et al. 1998). Bei langfristiger 

Kryokonservierung (>3 Jahre) können die lipophilen Steroide mit der Zeit an die 

Gefäßinnenwand absorbieren (Progesteron) oder sich aus ihrer Globulinbindung lösen 

(Testosteron), was die freie Fraktion im Blut erhöht (BOLELLI et al. 1995). In der 

vorliegenden Arbeit wurden die Steroidhormonanalysen zeitnah zu den Probensammlungen 

durchgeführt, sodass lagerungsbedingte Einflüsse nicht berücksichtigt werden mussten. Für 

die Steroidbestimmungen im Blut der Psittaciformes wurde heparinisiertes Plasma 

verwendet; diese Form ist dem Serum vorzuziehen, wenn eine Metabolisierung von 

Steroiden im Blut stattfindet (BAMBERG 1994). Die Testosteronbestimmung in den 

verschiedenen Medien der Papageien erfolgte mit einem Enzymimmunoassay (EIA) nach 
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vorheriger Extraktion der Plasmaproben mit Diethylether. Diese Extraktionsmethode wird in 

der Literatur häufig beschrieben. 

Die Nachteile der invasiven Blutgewinnung können durch nicht-invasive Techniken, wie z.B. 

Kotuntersuchungen, umgangen werden. Die Steroidhormonbestimmung im Kot ist somit eine 

nützliche nicht-invasive Alternative zur Beurteilung von Reproduktion, Umweltstress und 

Aggression bei freilebenden und in Gefangenschaft gehaltenen Säugetieren (WHITTEN et 

al. 1998) und Vögeln (BISHOP und HALL 1991; COCKREM und ROUNCE 1994; WASSER 

et al. 1997; GOYMANN et al. 2002). Sie ist zugleich ein erfolgversprechendes Hilfsmittel der 

endokrinen Kontrolle von Gonaden und Nebennieren bei seltenen und bedrohten Greifvögeln 

(Falconiformes) (STALEY et al. 2007). Die Sammelmethode beeinflusst weder das Verhalten 

noch den endokrinen Status und erlaubt eine mehrfache Beprobung der Tiere ohne 

speziellen Aufwand. Dennoch zeigen die Ergebnisse von STALEY et al. (2007), dass für 

einige Spezies (in diesem Fall der Wanderfalke (Falco peregrinus)) sogar die gelegentliche 

menschliche Anwesenheit bei der Kotsammlung scheinbar als Stress empfunden wird. Ein 

Problem stellt die individuelle Kotsammlung im Feld, aber auch in Gefangenschaft dar, wenn 

die Tiere in Gruppen gehalten werden. Deshalb wurden in dieser Studie die Vögel aus der 

Voliere gefangen, identifiziert und bis zum Abschluss der Probensammlung einzeln in 

Käfigen untergebracht. Fallweise ist demnach auch diese Sammelmethode mit dem 

Einfangen des Vogels verbunden. Im Vergleich zu Feldstudien stellt die angemessene 

Lagerung der Proben in Gefangenschaftshaltung keine Herausforderung dar, es sei denn die 

Lagerungskapazitäten sind begrenzt. Kotproben sind, wie die meisten biologischen Proben, 

äußerst beständig, wenn sie gefroren gelagert werden (WHITTEN et al. 1998). In der 

vorliegenden Arbeit wurden die Kotproben während der Probensammlung für maximal 3 h im 

Kühlschrank gelagert (4°C) und anschließend sofort bei –80 °C eingefroren, um die 

Auswirkungen der Lagerung auf die Steroide zu minimieren. Natürlich vorkommende 

Bakterien und bakterielle Enzyme (Glucuronidasen) in den Fäzes spalten die 

Steroidmetabolite und beeinflussen somit die Stabilität der im Kot ausgeschiedenen 

Hormone. In Abhängigkeit von der untersuchten Tierart steigt der Steroidgehalt im Kot 

verschiedener Säugetiere innerhalb von 1 bis 24 h nach der Defäkation an (WASSER et al. 

1988; MOESTL et al. 1999). Alternativ kann Ethanol als Konservierungsmittel für die 

kurzzeitige (bis 30 Tage) Lagerung der Kotproben bei Umgebungstemperatur (WASSER et 

al. 1988) oder langfristig vorzugsweise bei –20°C ( KHAN et al. 2002) eingesetzt werden. Die 

Steroidkonzentration im Kot wird somit durch die Lagerungsdauer und –technik beeinflusst 

und sollte bei der Hormonanalyse berücksichtigt werden. In nicht konservierten Kotproben 

kann einerseits die Hormonkonzentration paradoxerweise ansteigen (KHAN et al. 2002) oder 

absinken (WASSER et al. 1988). Im ersten Fall handelt es sich anscheinend um ein Artefakt 
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durch die Verwendung eines gruppenspezifischen Antikörpers, der mit den verschiedenen 

Metaboliten des Haupthormons kreuzreagiert (WASSER et al. 1988; KHAN et al. 2002). Der 

zweite Fall kann durch Oxidation oder Dekonjugation (bakterielle Glucuronidase) der 

Steroide in Verbindung mit einem spezifischen Antikörper, der die neuen Verbindungen nicht 

erkennt, auftreten (WASSER et al. 1988). Das Problem der bakteriellen Metabolisierung 

existiert insbesondere in Kotproben, in denen reichlich gastrointestinale Bakterien vorhanden 

sind (WHITTEN et al. 1998). Die Zusammensetzung der Darmflora ist abhängig von der 

Ernährungsstrategie des Vogels, diese umfasst seine Nahrungspräferenzen, die Anatomie 

und Physiologie des Verdauungstraktes, das biochemisches Potential und die symbiotische 

Mikroflora (KLASING 2005). Eine besonders intensive Mikroflora befindet sich in Blindarm 

und Rektum herbivorer Spezies. Durch ihre zahlreichen enzymatischen Aktivitäten (u.a. 

Dekonjugation) können Gallensäuren und Steroidhormone verändert werden. Viele 

Vogelarten, wie auch die Papageienvögel, haben keinen Blinddarm und somit eine geringere 

Mikroflora als z.B. Hühnervögel. Zudem gehören die hier untersuchten Papageienspezies zu 

den Körnerfressern (Granivores). Nach KLASING (2005) weisen Granivores eine sehr 

geringe mikrobielle Aktivität im Verdauungstrakt auf. Somit scheint die Modifikation der 

Hormone bei Papageien äußerst gering zu sein. In eigenen Untersuchungen wurde bestätigt, 

dass Papageien hauptsächlich Steroidkonjugate im Kot ausscheiden. Während die 

Steroidhormone im Blut den aktuellen Hormonstatus zum Zeitpunkt der Probennahme 

widerspiegeln, repräsentieren die ausgeschiedenen Hormonmetabolite im Kot eine 

zurückliegende Zeitperiode (GOYMANN et al. 2002). Daraus ergeben sich auch Nachteile für 

nicht-invasive Techniken, da insbesondere in Kot- und Federproben nur durchschnittliche 

Hormonspiegel über eine beachtliche und möglicherweise unbekannte Periode angezeigt 

werden (BUCHANAN und GOLDSMITH 2004). Kurzfristige Veränderungen des 

Hormonspiegels können in den Fäzes nicht immer festgestellt werden, vor allem wenn die 

Ausscheidungsrate gering ist. Steroide gelangen aus dem Blut und über die Galle in den 

Magen-Darm Trakt und können in Abhängigkeit von der Darmpassagezeit ins Blut 

reabsorbiert werden. Die sehr variable Darmpassagerate ist abhängig von der 

Ernährungsstrategie des Tieres und schwankt beim Vogel zwischen weniger als 30 min bis 

ein paar Tage (KLASING 2005). So weisen Vögel, die sich vorwiegend von Früchten 

(Frugivores), Insekten (Insectivores) oder Körnern (Granivores) ernähren, eine geringere 

Verweildauer im Darm (15−100 min) auf als Vögel, die zu den Fleisch-, Fisch- oder 

Pflanzenfressern gehören. Beim Nymphensittich treten radiomarkierte Steroide 4 h nach 

ihrer intramuskulären Injektion erstmalig im Kot auf (TELL 1997). Wie bei den Säugetieren 

dauert die Ausscheidung im Kot länger als die Exkretion über die Nieren. Im Urin werden 

lösliche (konjugierte) Steroide ausgeschieden und in den Fäzes sind in Abhängigkeit von der 

Tierart sowohl konjugierte als auch unkonjugierte Steroide enthalten (WHITTEN et al. 1998). 
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So konnte mit dieser Arbeit gezeigt werden, dass Papageien hauptsächlich konjugierte 

Testosteronmetabolite (85 %) ausscheiden, was mit den von TELL (1997) für 

Nymphensittiche und LEE et al. (1999) für Wellensittiche und Amazonen veröffentlichten 

Daten übereinstimmt. Für die Messung der freien Steroide ist eine enzymatische Hydrolyse 

der ausgeschiedenen Steroidmetabolite notwendig. In der Literatur wird einerseits die 

Hydrolyse vor (TELL 1997) und andererseits nach der Steroidextraktion 

(HIRSCHENHAUSER et al. 1999; GOYMANN et al. 2002) beschrieben. Beide Methoden 

wurden in dieser Arbeit getestet, mit dem Ergebnis, dass die Hydrolyse vor der Extraktion 

effektiver und zuverlässiger ist (siehe Kapitel 4.1.2). Die Durchführung der enzymatischen 

Hydrolyse nach der Extraktion ist wenig effektiv, da nichtkonjugierte (freie) Steroide mit 

Diethylether herausgelöst werden (BAMBERG 1994). Die Hydrolyse erfolgte in Citratpuffer 

(pH 4,8), um eine optimale Aktivität der β-Glucuronidase/Arylsulfatase zu erzielen. Bei der 

Hydrolyse nach der Extraktion wurde demnach Citratpuffer statt Assaypuffer im T-EIA 

eingesetzt. Dadurch zeigte sich im EIA eine erhöhte unspezifische Bindung (0,2 ng/ml), 

sodass die gemessenen Konzentrationen um diesen Fehlerwert korrigiert werden mussten. 

Daraus ergibt sich für die Hormonanalyse in Papageienkot folgende Schlussfolgerung. Die 

überwiegend konjugierten Steroide (85 %) in den Fäzes sollten mittels enzymatischer 

Hydrolyse gespalten werden. Bei Anwendung eines Enzymimmunoassays ist die Hydrolyse 

vor der Extraktion zu empfehlen. Bei den hier untersuchten Wellensittichen erfolgte die 

enzymatische Hydrolyse der Kotproben nach der Steroidextraktion, so wie es für 

Schwarzkehlchen beschrieben wurde (GOYMANN et al. 2002). Aus diesem Grund waren die 

gemessenen Testosteronkonzentrationen im Kot der Wellensittiche deutlich niedriger (1,09 –

 8,23 ng/g Kot) als bei den Nymphen- (14,5 – 39,2 ng/g Kot) und Halsbandsittichen (14,7 –

 40,6 ng/g Kot). Bei den letztgenannten Spezies wurden die Steroidmetabolite im Kot vor der 

Etherextraktion hydrolysiert. Diese Methode nutzten auch COSTANTINI et al. (2008) und 

ermittelten deutlich höhere Kotkonzentrationen (29,2 ± 4,5 ng/g) für männliche Wellensittiche 

unter natürlichen Bedingungen (TLL 10/24 h). Im Unterschied zu den in dieser Arbeit 

verwendeten Analysemethoden (Kottrockenmasse, EIA) wurde von COSTANTINI et al. 

(2008) die Testosteronkonzentration in Frischkot mit dem RIA bestimmt. 

Beim Vogel erfolgt der Kot- und Harnabsatz durch die Kloake. Eine separate 

Probengewinnung ist sehr schwierig, sodass Kot-Harn-Gemische zur Hormonanalyse 

verwendet wurden, wobei das Harnvolumen in den Proben individuell abweicht. Zudem 

scheiden einige Vögel in Stresssituationen erhöhte Harnmengen aus (Polyurie), die den 

Wassergehalt der Fäzes zusätzlich vergrößern. Aufgrund des sehr variablen Wassergehalts 

wurden die Exkremente der hier untersuchten Papageien getrocknet, um das 

Probenvolumen zu standardisieren, was die Probengröße zusätzlich vermindert hat. 
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Aufgrund der geringen Kotabsatzmenge stellt die Hormonanalyse in den Fäzes von kleinen 

Vögeln eine Herausforderung an den Untersucher dar. Sehr kleine Proben (<0,02 g TMKot) 

ergeben proportional höhere Hormonkonzentrationen als größere Proben (MILLSPAUGH 

und WASHBURN 2004; GOYMANN 2005). In dieser Studie wurden ähnliche Effekte bei den 

Wellensittichen gefunden. Bei Verwendung von weniger als 10 mg Trockenkot stieg die 

Testosteronkonzentration drastisch an. Als eine mögliche Erklärung für diese Tendenz 

geben MILLSPAUGH und WASHBURN (2004) an, dass die Extraktionseffizienz zwischen 

kleinen und großen Proben abweichen kann. GOYMANN (2005) behauptet, dass durch 

statistische Fehler bei der Datenauswertung die Korrelation zwischen Probengewicht und 

Hormonkonzentration falsch sein kann. Deshalb wurden in der vorliegenden Arbeit für die 

Wellen- und Nymphensittiche die Mindestkottrockenmassen bestimmt. Die Testosteron-

analysen erfolgten auf der Grundlage der ermittelten Mindestkottrockenmasse von 10 mg für 

den Wellensittich und 5 mg für den Nymphensittich (siehe Kapitel 4.1.4). Eine mögliche 

Alternative, um das Problem der zu geringen Probenmenge zu vermeiden, wäre die von 

COSTANTINI et al. (2008) praktizierte Sammelmethode. Dabei wurden zur Testosteron-

bestimmung im Kot der Wellensittiche die in einem bestimmten Zeitraum (2 h) abgesetzten 

Kothaufen zu einem „Kotpool“ vermischt. 

Zudem ließen sich Steroidhormone im Speichel der untersuchten Vögel, ebenfalls eine nicht-

invasive Methode, messen. Die Steroide gelangen durch passive Diffusion in den Speichel. 

Nur die freien (nicht proteingebundenen) oder schwach gebundenen (geringe Affinität) 

Steroide im Blut dissoziieren während der Speichelbildung durch die Membran. Der Speichel 

reflektiert somit die freie Hormonkonzentration im Plasma (QUISSELL 1993). Die Bedeutung 

von Hormonbestimmungen im Speichel als alternative Methode hat in den letzten Jahren 

zugenommen. Die Beprobung erweist sich bei Tieren in Gefangenschaft als einfach und 

kann häufig durchgeführt werden. Dagegen stellt die Speichelsammlung im Feld bei 

Wildtieren ein Problem dar (WHITTEN et al. 1998). Ähnlich wie bei der Blutentnahme 

müssen die Tiere gefangen und fixiert werden. Bei kleinen Tieren ist außerdem die 

Hormonanalyse im Speichel aufgrund der geringen Probenmenge schwierig. In der 

vorliegenden Arbeit konnten die minimalen Speichelmengen der untersuchten Papageien 

mengenmäßig nicht erfasst werden. Die Probenentnahme und -aufbereitung zur 

Hormonanalyse erfolgten standardisiert. Dennoch könnten Abweichungen hinsichtlich der 

variablen Speichelmenge auftreten, die in der Datenauswertung als Fehlerquelle 

berücksichtigt werden sollten. Die Literaturangaben diesbezüglich sind begrenzt und 

basieren vorwiegend auf Untersuchungen an Säugetieren. So sind beispielsweise Cortisol, 

Östrogene und Androgene im Speichel des Menschen und einiger Säugetiere messbar. 

Beim Meerschwein (Cavia aperea) z.B. eignet sich Speichel anscheinend nicht zur 
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endokrinen Kontrolle der Hodenaktivität, weil der Testosterongehalt im Speichel nicht den 

Plasmaspiegel reflektiert. Dagegen ist Cortisol im Speichel des Meerschweins als nicht-

invasive Methode gut geeignet (FENSKE 1996). Bei anderen Säugetieren (Mensch, Schaf, 

Rind) korrelieren Cortisol und auch die Sexualsteroide im Speichel gut mit denen im Blut 

(READ 1993; COOK 2002; NEGRAO et al. 2004). Ähnliche Ergebnisse wurden in der 

vorliegenden Studie für Testosteron bei Papageien gefunden. Nach Gonadotropin-

Applikation stieg die Konzentration im Plasma und Speichel an, wobei der Testosteron-

anstieg im Speichel verzögert erschien. Um eine hohe Korrelation zwischen den Speichel- 

und Blutwerten zu erzielen, sollten aufgrund der zeitlich verzögerten Steroidausscheidung im 

Speichel die Blutproben 20-30 min vor den Speichelproben entnommen werden (COOK 

2002). In dieser Arbeit erfolgte die Speichel-, Kot- und Blutsammlung etwa zeitgleich, weil 

jeder Vogel zur Stressminimierung nur einmal aus seinem Käfig gefangen wurde. 

Abgesehen von den Problemen beim Probenmanagement können auch Komplikationen bei 

der Speichelanalyse auftreten. Das Steroid kann während der transzellulären Passage, z.B. 

durch Oxygenasen in den Drüsenzellen, metabolisiert werden, oder es wird durch orale 

Bakterien im Speichel zum Zeitpunkt der Sammlung abgebaut. Dadurch wird der Nachweis 

der Speichelhormone in Abhängigkeit von der Methode verändert oder unmöglich 

(QUISSELL 1993). Daraus ergibt sich, dass orale Bakterien und Enzyme im Speichel 

durchaus auch Auswirkungen auf die Stabilität der Hormone haben. So ist Testosteron im 

Speichel des Delphins (Tursiops truncatus) bei Raumtemperatur (21°C) nicht beständig und 

steigt nach 3 h an (HOGG et al. 2005). Im Speichel der hier untersuchten Papageienspezies 

wurden zum Teil höhere Testosteronkonzentrationen als im Blut gemessen. Besonders 

deutlich ist dieser Unterschied bei den Nymphensittichen. Die Ergebnisse von HOGG et al. 

(2005) könnten hierfür eine Erklärung sein. Die Speicheltupfer wurden nach der 

Probenentnahme in Aqua bidest 2 h bei Raumtemperatur inkubiert, sodass es zumindest 

teilweise zum Abbau der Steroide durch Bakterien und/oder Enzyme kam. Durch 

Verwendung eines gruppenspezifischen Antikörpers, der mit den verschiedenen 

Steroidmetaboliten kreuzreagiert, steigt die Hormonkonzentration paradoxerweise an (KHAN 

et al. 2002). Zum Vorkommen bestimmter Enzyme in der Schnabelhöhle ist bisher wenig 

beschrieben. Es ist bekannt, dass die Speicheldrüsen beim Vogel vorwiegend muköses 

Sekret und je nach Spezies Amylase absondern. Während Hühner (Gallus) und Puten 

(Meleagris) keine Amylaseaktivität aufweisen, wurde im Speichel des Haussperlings 

(JERRETT und GOODGE 1973) und anderen Spezies (BHATTACHARYA und GHOSE 

1971) Amylase nachgewiesen. Für die Klasse Aves fehlen in der Literatur bisher Angaben 

zur Hormonanalyse im Speichel, sodass weitere Untersuchungen auf diesem Gebiet 

erwünscht sind. So kann beispielsweise die Stabilität von Testosteron im Speichel durch die 

Zugabe eines Hemmstoffes, wie beispielsweise Antibiotika oder MnCl2, verbessert werden 
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(HOGG et al. 2005). Dies wurde in den hier durchgeführten Untersuchungen nicht 

eingesetzt. 

Jede neue Methode zur Messung von Hormonen sollte für die entsprechende Tierart validiert 

sein. Eine offensichtliche und scheinbar unkomplizierte Möglichkeit der Validierung einer 

nicht-invasiven Methode ist die einfache Korrelation mit den Blutwerten. Aber die Variabilität 

der Hormone und ihrer Metabolite sowie die zeitliche Verzögerung zwischen Sekretion und 

Exkretion können solche Korrelationen erschweren. Kurzfristige hormonelle Abweichungen 

im Blut sind im Kot nicht immer nachweisbar (GOYMANN 2005). Das Fehlen einer guten 

Korrelation zwischen Plasma und Fäzes widerlegt somit nicht die Gültigkeit der nicht-

invasiven Methode. Obwohl der Testosterongehalt in Plasma und Kot der Hausgans nach 

GnRH-Behandlung parallel anstieg, konnte keine kurzfristige Beziehung zwischen der 

Androgenkonzentration im Plasma und den Fäzes festgestellt werden (HIRSCHENHAUSER 

et al. 2000). Aufgrund dessen wurde in dieser Arbeit auf den Korrelationsversuch verzichtet 

und zur Validierung des Testosteronassays für die Papageienspezies die Stimulation der 

Testosteronsekretion unter Gonadotropin-Applikation in Plasma und Speichel getestet. 

Daraufhin kam es in beiden Medien zu einem Testosteronanstieg gegenüber dem Basiswert, 

der sich deutlicher im Plasma (3,5-fach) als im Speichel (1,7-fach) zeigte (siehe Kapitel 

4.1.5). Gewöhnlich ist die pharmakologische Stimulation oder Hemmung der Hormon-

freisetzung, besonders für Androgene und Corticosteroide, aussagekräftiger (GOYMANN 

2005). HIRSCHENHAUSER et al. (2000) untersuchten bei der Hausgans auch die 

Testosteronausscheidung im Kot nach GnRH-Applikation. Dabei zeigte sich der 

Testosteronanstieg im Blut mit 2 bis 6 h Verzögerung auch im Kot, bedingt durch die 

Biotransformation. Dieser Test wurde in der vorliegenden Arbeit nicht durchgeführt, aber 

COSTANTINI et al. (2008) fanden heraus, dass die Verabreichung eines GnRH-Analogons 

beim Wellensittich zu einer erhöhten Ausscheidung von Testosteronmetaboliten im Kot führt. 

Aufgrund der positiven Korrelation zwischen Plasma und Kot sind Testosteronbestimmungen 

in den Fäzes von Hühnern (COCKREM und ROUNCE 1994) und Wachteln (BISHOP und 

HALL 1991) so zuverlässig und aussagefähig wie Testosteronmessungen im Blut. 

Demzufolge sind Plasmaspiegel für die Validierung nicht erforderlich. 

Zusammenfassend ist zu sagen, dass der Hormonstatus im Blut nur eine Momentaufnahme 

darstellt und der durch die Blutentnahme verursachte Stress den Hormonstatus beeinflussen 

kann. Dies ist insbesondere in Hinsicht auf bedrohte Vogelarten sowie in Stresshormon-

studien problematisch. Die Hormonanalyse im Speichel stellt eine nicht-invasive Alternative 

dar, jedoch setzt die Probennahme das Fangen und Handling des Vogels voraus, was 

insbesonders bei Wildvögeln eine Herausforderung ist. Zur Entwicklung einer zuverlässigen 

Methode für die Speichelanalyse beim Vogel bedarf es weiterer Untersuchungen auf diesem 
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Gebiet, wie z.B. Verbesserung der Sammelmethode und Probenaufbereitung. Zur endokrino-

logischen Untersuchung der Vögel, insbesondere der Nebennierenaktivität, scheinen 

Kot/Harn am besten geeignet, da die Probensammlung ohne Beeinträchtigung der Tiere 

erfolgen kann und der Hormongehalt im Kot eine zurückliegende Zeitperiode anzeigt. Die 

Kot-/Urinsammlung ist eine praktische und effiziente Methode zur Kontrolle der Reproduktion 

beim Nymphensittich (TELL 1997) und weiteren Papageienspezies. 

5.2 Bestimmung des Reproduktionsstatus 

In der vorliegenden Arbeit wurden drei Vertreter der Papageienvögel aus verschiedenen 

Herkunftsgebieten (Asien, Australien) ausgewählt und endokrinologisch untersucht. Die 

australischen Wellen- und Nymphensittiche gehören zu den tropischen Papageien, während 

die Halsbandsittiche ursprünglich aus den Subtropen kommen, mittlerweile aber auf drei 

Kontinenten verbreitet sind und auch europäische Gebiete bewohnen. Bei den hier 

untersuchten Papageien handelte es sich um domestizierte Vögel (Wellen- und Nymphen-

sittiche) und nicht domestizierte Vögel (Halsbandsittich), die in der gemäßigten Klimazone 

(Leipzig: 51°20’ N) gehalten wurden. Dies ist insof ern von Bedeutung, weil sich das 

Reproduktionsverhalten (z.B. Bedeutung der Photoperiode) zwischen den Vögeln in der 

gemäßigten Zone und den Tropen bzw. Subtropen unterscheidet. In den ariden Gebieten 

Australiens, wo die hier untersuchten Wellen- und Nymphensittiche beheimatet sind, dient 

der Niederschlag ersatzweise für die Tageslänge als der oberste Zeitgeber (SERVENTY 

1971). Insbesondere in West- und Zentralaustralien stehen die Regenfälle in keinem 

Zusammenhang mit den Jahreszeiten, sodass hier die Reproduktion unregelmäßig zu jeder 

Jahreszeit auftreten kann. Die Ermittlung von saisonalen Testosteronanstiegen bei Tropen-

vögeln stellt eine Herausforderung dar, weil die Wahrscheinlichkeit, dass man die Männchen 

gerade zum Zeitpunkt ihrer maximalen Testosteronsekretion beprobt, gering ist (HAU et al. 

2008). Die Vögel in der gemäßigten Zone nutzen zur Vorhersage der Brutsaison initial 

langfristige Signale, wie die Photoperiode, und zusätzlich kurzfristige Zeichen, wie z.B. 

Temperatur, Futter- und Nistplatzverfügbarkeit, zur Feinabstimmung der Brut mit der lokalen 

Umwelt (WINGFIELD et al. 1992a). Licht kann für Vögel, die in Äquatornähe leben, als 

Zeitgeber kaum in Frage kommen, da die jahreszeitlichen Schwankungen der Tageslänge 

sehr gering sind und nur selten eine Kopplung mit mittelbaren Faktoren gegeben ist. 

Dennoch besitzen einige Tropenvögel die Fähigkeit auf experimentelle Tagesverlängerung 

mit Gonadenwachstum zu reagieren (MILLER 1965; EPPLE et al. 1972). Dieser photo-

stimulierende Effekt zeigt sich beim Fleckenbrust-Waldwächter (Hylophylax n. naevioides) 

bereits bei einem 13 h Tag (HAU et al. 1998), was für eine hohe Sensitivität der tropischen 
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Vögel gegenüber minimalen Lichtveränderungen spricht. Jedoch scheinen die photo-

periodischen Signale in den Tropen nicht so nützlich wie in höheren Breiten zu sein, da 

selten eine Verbindung mit dem zukünftigen Futterangebot gegeben ist (MOORE 2005). 

Versetzt man am Äquator lebende Vögel in höhere Breitengrade mit einer saisonalen 

Photoperiodik, so verlängert sich unter natürlichen Langtagbedingungen (TLL 15/24h) ihre 

Reproduktionsperiode (MILLER 1965). Diese Vögel zeigen im Gegensatz zu den 

einheimischen Vögeln der gemäßigten Klimazone keine Hodenregression durch die 

anhaltende Lichtexposition. Auch eine Verkürzung des Lichttages auf 10-11 h kann den 

Reproduktionszyklus nicht unterdrücken (MILLER 1965). Das Wachstum der Hoden unter 

diesen Bedingungen erfolgt als eine Reflexion des endogenen circannualen Rhythmus, der 

nachweislich in den Populationen am Äquator sowie unter konstanten Haltungsbedingungen 

(Lichttag, Temperatur) besteht (GWINNER und DITTAMI 1990) und durch photoperiodische 

Zyklen synchronisiert werden kann (GWINNER und SCHEUERLEIN 1999). Es ist bekannt, 

dass die Eulenpapageien (Strigops) in Neuseeland jährlich brüten und zur Stimulation des 

Gonadenwachstums im Frühjahr (September – November) hauptsächlich die Tageslänge 

nutzen (COCKREM und ROUNCE 1995). Somit scheinen alle Vogelspezies unabhängig von 

ihrem Ursprung in der Lage zu sein, auf Veränderungen der Tageslichtlänge zu reagieren. 

Auch bei den opportunistisch brütenden Zebrafinken (Taeniopygia g. guttata) wird unter 

Langtagbedingungen (TLL 20/24 h) das Hodenwachstum angeregt, aber bei gleichzeitig 

restriktiver Fütterung bleibt die Gonadenentwicklung stehen (PERFITO et al. 2008). 

Die mittleren Testosteronkonzentrationen im Plasma der hier untersuchten Papageien fielen 

generell sehr gering aus. Die höchsten Plasmaspiegel zeigten die Wellensittiche mit 

0,36 ng/ml, gefolgt von den Nymphensittichen mit 0,34 ng/ml und den Halsbandsittichen mit 

0,26 ng/ml. Eine Erklärung hierfür ergibt sich aus der tageszeitlichen Rhythmik der 

Testosteronsekretion, die überwiegend nachts erfolgt (SCHANBACHER et al. 1974). In der 

vorliegenden Studie erfolgte die Probensammlung für die Testosteronanalyse am Vormittag 

(9-12 Uhr). Die publizierten Daten zum Plasma-Testosteronspiegel bei Vögeln beruhen 

hauptsächlich auf Untersuchungen an Sperlings- und Hühnervögeln. Daneben existieren 

Veröffentlichungen zu einigen Papageienspezies, wie z.B. Amazonen (Amazona amazonica) 

und freilebenden Halsbandsittichen, die ähnlich niedrige Testosteronkonzentrationen 

aufweisen. So zeigen Amazonen in Gefangenschaft maximale Testosteronspiegel von etwa 

0,6 ng/ml im Plasma unmittelbar (1 Tag) nach der Nestboxinspektion. Danach nimmt die 

Testosteronkonzentration ab (<0,10 ng/ml) und steigt erst wieder an (0,25 ng/ml), wenn die 

Küken flügge werden (KENTON und MILLAM 1994; MILLAM 1997). Die freilebenden 

Halsbandsittiche in Indien erreichen maximale Testosteronspiegel von zirka 0,9 ng/ml 

Plasma zwischen Mai und August („postbreeding stage“) und etwa 0,5 ng/ml Plasma 
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während der Brutphase (KRISHNAPRASADAN et al. 1988). Dabei kann nicht gesagt 

werden, zu welcher Tageszeit die Amazonen und Halsbandsittiche untersucht worden sind. 

Maximale Testosteronspiegel werden nur unter physiologischen Bedingungen, d.h. in freier 

Wildbahn, erreicht. Für die Vögel in Gefangenschaft sind die maximal erreichbaren 

Testosteronkonzentrationen deutlich niedriger (WINGFIELD et al. 1990). Es ist 

unwahrscheinlich, dass der geringere Testosteronspiegel der Vögel in Gefangenschaft durch 

Stress verursacht wird, weil auch der Corticosteronspiegel freilebender Vögel höher ist. In 

Gefangenschaft wird die Hormonantwort scheinbar unterdrückt, weil entsprechende 

Verhaltensweisen (z.B. Territorialverhalten), welche im Feld die Testosteronsekretion 

beeinflussen (WINGFIELD et al. 2001), verdrängt werden. So zeigen männliche Vögel, die 

ein Territorium etablieren, höhere Testosteronkonzentrationen als jene, die bereits ihre 

Reviergrenzen festgelegt haben. Diese Komponente entfiel in dieser Studie, da die Vögel in 

Gemeinschaftsvolieren getrennt nach Spezies gehalten wurden. Die geringen Testosteron-

konzentrationen im Plasma der hier untersuchten männlichen Papageien könnten auch 

durch die monogame Lebensweise begründet werden, weil monogame Spezies im Vergleich 

zu polygynen Arten niedrigere Testosteronspiegel während der Brutsaison aufweisen 

(WINGFIELD et al. 1990). Die Männchen monogamer Vogelarten, zu denen auch die 

Papageien gehören, sind aktiver an der Jungenaufzucht beteiligt als die Männchen von 

polygynen Spezies. So sind beispielsweise männliche Nymphensittiche direkt am Brut-

geschäft beteiligt, indem sie tagsüber die Eier bebrüten, während die Wellensittich-

Männchen indirekt mitwirken und die brütenden Weibchen füttern. Weil Testosteron die 

elterliche Fürsorge beeinflusst, zeigen die Männchen monogamer Spezies, die sich intensiv 

an der Jungenaufzucht beteiligen, niedrige Plasma-Testosteronkonzentrationen. Die 

Empfindlichkeit auf soziale Reize (Herausforderung von einem männlichen Eindringling) 

steigt mit der väterlichen Fürsorge. Männchen, die sich gar nicht oder nur gering an der Brut 

beteiligen (typisch für polygyne Spezies) scheinen weniger auf soziale Herausforderungen 

zu reagieren (WINGFIELD et al. 1990). Der Sozialstatus korreliert ebenso mit der 

Testosteronsekretion. Dominante Männchen weisen höhere Testosteronkonzentrationen als 

untergeordnete Artgenossen auf (PETERS et al. 2001). Meist ist das Männchen der 

dominierende Partner, beim Halsbandsittich nehmen die Weibchen die dominante Position 

ein (LANTERMANN 1999). Dies könnte eine Erklärung für die sehr niedrigen Plasma-

Testosteronkonzentrationen der hier untersuchten männlichen Halsbandsittiche sein. Auch 

soziale Faktoren, wie die Anwesenheit eines Partners, sind wichtig für die Gonadenreifung 

und Hormonsekretion. Die Paarung der männlichen Trauerschnäpper (Ficedula hypoleuca) 

ist mit einem Testosteronanstieg im Plasma verbunden, der wahrscheinlich durch den Reiz 

des Weibchens ausgelöst wird (SILVERIN 1984). Der Testosteronspiegel von nicht 

verpaarten Männchen bleibt dagegen niedrig. In der vorliegenden Arbeit konnten maximal 
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zwei Männchen eine Paarbindung mit einem Weibchen eingehen, weil in jeder Gruppe nur 

zwei weibliche Tiere verfügbar waren. Hörkontakt zu Artgenossen stimuliert die Gonaden-

entwicklung beim Wellensittich (FICKEN et al. 1960), aber Vorraussetzung für die sexuelle 

Entwicklung bei monogamen Spezies ist oft die Paarbindung (MILLAM 1997). Das 

Vorhandensein eines Nestes ist sowohl für die Eibildung als auch für die männliche 

Hormonsekretion wichtig. So weisen männliche Amazonen während der Nestboxinspektion 

maximale Testosteronspiegel auf (KENTON und MILLAM 1994). Zudem wird die 

Testosteronsekretion der Männchen in Anwesenheit sexuell empfänglicher Weibchen 

stimuliert (WINGFIELD et al. 1990). Die Papageien dieser Studie hatten keine Nist-

gelegenheit, so wurde bei den weiblichen Tieren auch keine Brut ausgelöst. Insbesondere 

für Höhlenbrüter ist das Vorhandensein einer Nestbox vielleicht der wichtigste Stimulus für 

die Entwicklung der Geschlechtsorgane (MARTIN und MILLAM 1995). Wenn ein oder 

mehrere Umweltfaktoren fehlen oder mangelhaft sind, so wie es häufig in Gefangenschaft 

ist, führt dies letztlich zu einem verminderten Reproduktionserfolg. Auffällig in dieser Arbeit 

waren die jahreszeitlich sehr variablen Testosteronkonzentrationen bei den verschiedenen 

Papageienspezies. Insbesondere bei den Nymphensittichen gab es mehrere Testosteron-

maxima zu verschiedenen Zeitpunkten. GOYMANN et al. (2004) fanden heraus, dass in den 

Tropen die Länge der Brutsaison der Hauptbestimmungsfaktor für die Testosteron-

höchstwerte ist. Beim Schwarzkehlchen ist eine stark saisonale Zucht mit hohen 

Testosteronmaxima in niedrigen und hohen Breitengraden assoziiert (GOYMANN et al. 

2006). Da in Gefangenschaft die Zucht unter optimalen Bedingungen zu fast jeder Jahreszeit 

möglich ist, zeigten die hier untersuchten Papageien niedrige Testosteronmaxima. 

Andererseits könnten ausgeprägte Testosteronhöchstwerte in dieser Studie nicht erfasst 

worden sein, weil die Vögel in Abständen von 2 Wochen untersucht worden sind, oder 

maximale Testosteronkonzentrationen wurden in Gefangenschaft nicht erreicht, weil z.B. 

fertile Weibchen, ein Nest und der Partner fehlten. Zusammenfassend ist zu sagen, dass der 

absolute Testosteronspiegel im Blut nicht prinzipiell den Reproduktionsstatus des Vogels 

anzeigt, sondern vielmehr dazu dient Voraussagen über die endokrine Basis von 

Paarungssystemen und Brutstrategien zu treffen (WINGFIELD et al. 1990). Maximale 

Testosteronspiegel treten größtenteils mit der Revierverteidigung, Balz und Nestaktivität auf. 

Weiterhin haben domestizierte Spezies im unterschiedlichen Maße die Fähigkeit verloren, 

auf Veränderungen in der Umwelt zu reagieren. Die meisten Wildvögel werden in 

Gefangenschaft für gewöhnlich nicht brüten, einerseits aufgrund von Stress und Unruhe und 

andererseits weil die breite Palette von Umweltfaktoren, wie z.B. ein Partner oder 

Territorium, fehlt (DAWSON 1983). 
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Während im Blut die Steroidhormone nur in niedrigen Konzentrationen vorhanden sind 

(BAMBERG 1994), wurden im Kot der hier untersuchten Papageien deutlich höhere 

Testosteronwerte ermittelt. Die im Kot gemessenen Steroidmetabolite stellen die kumulative 

Fraktion der ausgeschiedenen Hormone über einen längeren Zeitraum dar (GOYMANN 

2005). Somit können stark abweichende Plasma-Testosteronkonzentrationen durch 

Kotuntersuchungen vermieden werden (WHITTEN et al. 1998). Daher bietet die Steroid-

hormonbestimmung im Kot von Vögeln eine praktische Alternative zur Blutsammlung und 

damit auch weniger Stress für die Tiere. Die bisherigen Untersuchungen im Kot von Vögeln 

beschränken sich hauptsächlich auf Hühnervögel (BISHOP und HALL 1991; COCKREM und 

ROUNCE 1994; HIRSCHENHAUSER et al. 1999) und Sperlingsvögel (GOYMANN 2005), 

während für die Ordnung der Psittaciformes nur begrenzt Daten vorliegen. Eine Studie von 

COCKREM und ROUNCE (1995) beschreibt saisonale Veränderungen der Gonadenaktivität 

beim Kakapo (Strigops habroptilus) mittels nicht-invasiver Steroidhormonanalyse im Kot. 

Dieser in Neuseeland beheimatete Vogel ist akut vom Aussterben bedroht und der einzige 

bekannte flugunfähige Papagei. Die nachtaktiven Kakapos zeigen einen jährlichen Zyklus 

der Testosteronausscheidung im Kot mit maximalen Konzentrationen im Februar 

(309,5 ± 57,5 ng/g TMKot) und Dezember (441,1 ± 163,4 ng/g TMKot). Die erhöhte Androgen-

ausscheidung deckt sich somit mit dem Zeitraum der sexuellen Aktivität der männlichen 

Kakapos im späten Frühling und Sommer (COCKREM und ROUNCE 1995). Kurz zu 

erwähnen sei hier, dass in Neuseeland (gemäßigtes und subtropisches Klima) die 

Jahreszeiten umgekehrt auftreten. Für die hier untersuchten Papageienspezies wurden 

maximale Kotkonzentrationen im Februar (Wellensittiche), November (Nymphensittiche) und 

März 2007 (Halsbandsittiche) ermittelt. In unseren Breiten scheiden die Papageien demnach 

in den Wintermonaten (November bis März) erhöhte Testosteronmengen im Kot aus. 

Während dieser Zeit wurden die Vögel in der Innenvoliere unter konstanten Temperatur- 

(20°C) und Lichtbedingungen gehalten, sodass der ja hreszeitliche Einfluss scheinbar 

weniger von Bedeutung ist. Bei den Eulenpapageien (Strigops) in Neuseeland bleibt der 

mittlere Testosterongehalt im Kot von April bis Oktober niedrig (<60 ng/g TMKot). Zu dieser 

Zeit stellen die Männchen ihr Sexualverhalten ein und mausern (COCKREM und ROUNCE 

1995). Die Wellensittiche dieser Studie verhielten sich hier ähnlich wie die Kakapos, denn 

von April bis Juni 2007 (Versuchsende) war die Testosteronausscheidung im Kot gering, 

nachdem sich im Februar 2007 maximale Testosteronkonzentrationen im Kot zeigten. Im 

Vergleich zu den Kakapos scheiden die hier untersuchten Papageien deutlich weniger 

Testosteron im Kot aus. Die von COCKREM und ROUNCE (1995) veröffentlichten Kot-

konzentrationen stimmen jedoch mit den Ergebnissen von COCKREM und ROUNCE (1994) 

für das Haushuhn sowie von BISHOP und HALL (1991) für die Wachtel überein. Die 

unterschiedlichen Konzentrationen sind wahrscheinlich durch die abweichende Körpermasse 
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zwischen den Spezies zu erklären. Adulte, männliche Kakapos wiegen 3 bis 4 kg und sind 

diesbezüglich dem Hausgeflügel ähnlich. Von den hier untersuchten Papageien sind die 

Halsbandsittiche mit 131 ± 14,2 g (Mittelwert am 1. Untersuchungstag) am schwersten. 

Aufgrund ihrer geringen Körpermasse/-größe scheiden sie häufiger kleine Kotmengen aus. 

Des Weiteren gibt es Unterschiede in der Testosteronsekretion zwischen freilebenden und in 

Gefangenschaft gehaltenen Vögeln. Maximale Testosteronspiegel werden in Gefangenschaft 

nicht erreicht (WINGFIELD et al. 1990). Ein weiteres wichtiges Argument für die 

abweichenden Testosteronkonzentrationen zwischen den hier untersuchten Papageien und 

dem Kakapo liefert das unterschiedliche Paarungssystem. So wie fast alle Psittaziden sind 

auch die Papageien der vorliegenden Studie monogam. Kakapos dagegen haben ein sehr 

kompliziertes Paarungssystem mit einem Arena-Balzverhalten („lekking behaviour“), bei dem 

die Männchen sich an einer sog. Balzarena versammeln und um die Gunst der Weibchen 

konkurrieren. Außerdem sind männliche Kakapos nicht am Brutgeschäft oder der 

Jungenaufzucht beteiligt, was eine Erklärung für die deutlich erhöhten Testosteron-

konzentrationen ist. Monogame Männchen, die sich aktiv an der Brut und Aufzucht 

beteiligen, weisen die geringsten Testosteronspiegel auf (WINGFIELD et al. 1990). Davon 

abgesehen scheiden die freilebenden Kakapos in Neuseeland zwischen den sexuell aktiven 

Phasen (April bis Oktober 1990) weniger als 60 ng/g Testosteron im Kot aus (COCKREM 

und ROUNCE 1995). In der vorliegenden Arbeit wurden vergleichbare Testosteronmengen in 

den Fäzes der Halsbandsittiche (Tmax: 40,6 ng/g TMKot) und Nymphensittiche (Tmax: 

39,2 ng/g TMKot) gefunden. Daraus kann geschlussfolgert werden, dass die hier untersuchten 

Papageien anscheinend sexuell inaktiv waren und, dass unter physiologischen 

Bedingungen, d.h. in Freiland, weitaus höhere Testosteronspiegel erreicht werden können 

(WINGFIELD et al. 1990). 

Zudem war Testosteron auch im Speichel der Psittaciformes nachweisbar. Bei den Wellen- 

(0,10 – 0,52 ng/ml) und Halsbandsittichen (0,10 – 0,44 ng/ml) wurden vergleichbare 

Konzentrationen ermittelt, die etwa in dem Konzentrationsbereich des Blutes lagen. 

Steroidhormone gelangen durch passive Diffusion aus dem Blut in den Speichel (QUISSELL 

1993), sodass ähnliche Konzentrationen in beiden Medien auftreten. Im Vergleich zu den 

Wellen- und Halsbandsittichen wurden bei den Nymphensittichen im Mittel 8-fach höhere 

Konzentrationen gemessen. Zudem traten bei allen Spezies im Speichel zeitweise höhere 

Testosteronwerte als im Plasma auf. Diese Differenzen sind wahrscheinlich durch die 

Probenaufbereitung des Speichels bedingt (siehe Kapitel 3.3.2). Dabei wurden die 

Speicheltupfer 2 h bei Raumtemperatur in Aqua bidest inkubiert. Aufgrund der geringen 

Stabilität von Testosteron steigt bei Raumtemperatur (21°C) die Konzentration im Speichel 

nach 3 h an (HOGG et al. 2005). Als weitere Ursache für die erhöhten Testosteronwerte im 
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Speichel sind diverse Laborfehler und/oder Probenverunreinigungen zu nennen. Einerseits 

korrelierte im Verlauf der Untersuchungen der Testosterongehalt im Speichel mit den 

Plasmawerten, andererseits traten, v.a. bei den Wellen- und Halsbandsittichen, auch 

gegenläufige Zyklen auf. Die Testosteronausscheidung im Speichel erfolgt zeitlich verzögert 

im Vergleich zum Blut. Nach COOK (2002) sollten die Speichelproben 20-30 min nach den 

Blutproben entnommen werden, um eine hohe Korrelation zwischen den Speichel- und 

Blutwerten zu erzielen. In dieser Studie erfolgte die Speichelsammlung zeitnah mit der 

Blutentnahme, sodass teilweise abweichende Testosteronkonzentrationen in beiden Medien 

ermittelt wurden. Abschließend ist zu sagen, dass die endokrine Speichelanalyse bei 

Papageien prinzipiell möglich ist, jedoch stellt Speichel zum jetzigen Zeitpunkt nicht das 

Mittel der Wahl dar. Dafür sind weitere Untersuchungen, wie z.B. Verbesserung der Proben-

sammlung und Analysemethoden, auf diesem Gebiet erwünscht, um zukünftig Hormon-

bestimmungen im Speichel von Papageien als geeignete Alternative zum Blut anzubieten. 

5.2.1 Wellensittiche 

Nach der allgemeinen Diskussion wird nun auf die Besonderheiten der Reproduktion beim 

Wellensittich eingegangen. In der Forschung wird der Wellensittich gern als 

wissenschaftliches Modelltier genutzt, jedoch sind endokrinologische Parameter zu dieser 

Spezies in der Literatur unzureichend beschrieben. Zum Reproduktionszyklus domestizierter 

Wellensittiche gibt es unterschiedliche Meinungen. BROCKWAY (1964b) behauptet, dass 

domestizierte männliche Wellensittiche keine saisonalen Zyklen der Gonadenreifung oder –

regression aufweisen. Die Hoden sind das ganze Jahr aktiv und produzieren Spermien und 

Androgene, vorausgesetzt die Vögel werden paarweise (getrenntgeschlechtlich) mit Sicht- 

und Hörkontakt zu Artgenossen und ad libitum Fütterung gehalten (FICKEN et al. 1960; 

BROCKWAY 1964a). Dagegen zeigte HUMPHREYS (1975), dass die Photoperiode Einfluss 

auf die Hodenfunktion nimmt und demnach aktive (TLL 14-16/24 h) und inaktive (TLL 8/24 h) 

Stadien auftreten. Auch SAMOUR et al. (1987) beschrieben einem jährlichen Hodenzyklus 

domestizierter Wellensittiche mit vier Perioden der Spermienproduktion im Jahr und 

dazwischen liegender Hodeninaktivität. Die Hodenregression ist in den inaktiven Zyklus-

phasen am größten, dennoch nicht so ausgeprägt wie bei nicht brütenden Wellensittichen im 

Freiland. Ähnliche Beobachtungen machten FICKEN et al. (1960) sowie BROCKWAY 

(1964a) für männliche Wellensittiche, die visuell oder auditiv von ihren Artgenossen isoliert 

wurden. Hat ein Männchen einmal die Geschlechtsreife erreicht, scheinen die Hoden auf 

einer relativ hohen Entwicklungsstufe zu bleiben. Dies kann als Artefakt der Domestikation 

gedeutet werden (BROCKWAY 1964b). Vielleicht sind gefangen gehaltene Wellensittiche 

nicht so empfindlich gegenüber jenen Umweltfaktoren, welche die Brut bei Wildvögeln 
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kontrollieren, und brüten deshalb während des ganzen Jahres (SAMOUR et al. 1987). Schon 

in den 70er Jahren berichtete SERVENTY (1971), dass Wellensittiche fortwährend brüten 

solange geeignete Bedingungen vorherrschen. 

Ob die Entwicklung der Hoden beim Wellensittich unter dem Einfluss der Tageslänge steht, 

wird in der Literatur heterogen diskutiert. Einerseits wird behauptet, dass keine prinzipielle 

photoperiodische Steuerung der Gonadenentwicklung vorliegt (POHL-APEL und SOSSINKA 

1975) und andererseits wird beschrieben, dass Wellensittiche in Gefangenschaft auf 

photoperiodische Stimulation ansprechen (PUTMAN und HINDE 1973). Die Hoden können 

in Abhängigkeit von der Tageslänge in fünf verschiedene Stadien eingeteilt werden 

(HUMPHREYS 1975). Dabei führen kurze Lichttage (TLL 8/24 h) zur Hodenregression mit 

Abbruch der Spermatogenese. COSTANTINI et al. (2008) fanden heraus, dass es infolge 

verlängerter Lichtperioden (TLL 16/24 h) zur vermehrten Ausscheidung von Testosteron-

metaboliten im Kot männlicher Wellensittiche kommt. Die bisher genannten Autoren 

beschäftigten sich hauptsächlich mit der Hodenstruktur des Wellensittichs unter dem Einfluss 

der Photoperiode. In dieser Arbeit wurde vordergründig der endokrine Reproduktionsstatus 

der männlichen Papageien in der gemäßigten Klimazone untersucht. Ob die Androgen-

sekretion der männlichen Wellensittiche unter dem Einfluss der Tageslänge steht, wird in 

diesem Kapitel erörtert. Der Androgenspiegel der Wellensittiche ist im Verlauf der 

Untersuchungsperiode z.B. vergleichbar mit dem der freilebenden Stare (Sturnus vulgaris). 

Stare weisen maximale Plasma-Testosteronkonzentrationen in Verbindung mit dem größten 

Hodengewicht im April, der Periode des Nestbaus, auf (DAWSON 1983). Die Wellensittiche 

dieser Studie zeigten im März (Tmax: 0,36 ng/ml) die höchste Testosteronkonzentration im 

Plasma. In diesem Zeitraum waren sie in der Innenvoliere mit konstanten Licht- 

(TLL 10/24 h) und Temperaturbedingungen (20°C) unte rgebracht, jedoch konnten die Vögel 

durch das im Innenraum vorhandene Fenster Tageslicht wahrnehmen. Anschließend fiel im 

April 2007 der Testosteronspiegel (0,19 ng/ml) ab und blieb auch nach dem Umsetzen in die 

Außenvoliere (Ende April) niedrig (14.05.2007: 0,14 ng/ml). Auch bei den Vögeln der 

gemäßigten Zone, wie z.B. dem Star, nimmt die Testosteronsekretion im Mai ab und bleibt 

den Sommer über niedrig. Stare zeigen im September und Oktober die sogenannte 

„Herbstsexualität“ im Zusammenhang mit einem leichten Anstieg des Androgenspiegels 

(DAWSON 1983). Bei den hier untersuchten Wellensittichen war im September 2006 ebenso 

ein kurzfristiger Testosteronanstieg im Blut zu verzeichnen, während in den Sommer-

monaten die Plasma-Testosteronsekretion erniedrigt war. Obwohl sich die beiden Vogelarten 

Star (Sperlingsvogel) und Wellensittich (Papagei) hinsichtlich der Systematik und natürlichen 

Verbreitung unterscheiden, zeigen sie dennoch vergleichbare Testosteronprofile. Offenbar 

hat sich der Wellensittich im Rahmen der Domestikation bezüglich seiner Fortpflanzung den 
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Wildvögeln der gemäßigten Klimazone angenähert. Andererseits wurden die Papageien 

dieser Arbeit teilweise in der Innenvoliere (von Oktober bis April) unter konstanten 

Bedingungen gehalten, sodass Umwelteinflüsse (Photoperiode, Klima) nur indirekt Einfluss 

auf die Hormonsekretion ausüben konnten. Für den maximalen Testosteronanstieg im März 

2007 können weitere Gründe in Betracht kommen. Neben dem bereits beschriebenen 

Aspekt der photoperiodischen Stimulation spielen auch soziale Faktoren in der Testosteron-

sekretion eine Rolle, wie z.B. Populationsdichte und -struktur. So wurden während der 

untersuchungsfreien Zeit (18.10 2006 – 23.01.2007) 4 männliche Wellensittiche in die 

bestehende Versuchsgruppe integriert. Darauffolgende Testosteronbestimmungen im Blut 

zeigten zunächst einen Testosteronabfall im Januar 2007 (0,15 ng/ml) und anschließend 

einen maximalen Anstieg im März 2007 (Tmax: 0,36 ng/ml). Einerseits reguliert das männliche 

Sexualhormon Testosteron die Reproduktion und andererseits auch das Aggressions-

verhalten unter den Vögeln. Obwohl viele Tropenvögel saisonal brüten, ist der Testosteron-

spiegel oft das ganze Jahr niedrig, während in Zeiten sozialer Instabilität die Testosteron-

konzentration ansteigt, auch wenn die Männchen vollständig zurückgebildete Gonaden 

haben (WIKELSKI et al. 1999). Die veränderte Sozialstruktur und erhöhte Populationsdichte 

durch die Aufnahme von fremden Artgenossen (n=4) und die damit verbundene zunehmende 

Konkurrenz zwischen den Männchen um weibliche Partner und Futter könnten für diesen 

Testosteronanstieg bei den Wellensittichen verantwortlich sein. Auch bei verschiedenen 

Sperlingsvögeln verändert sich die Plasma-Testosteronkonzentration mit der Populations-

dichte (BELETSKY et al. 1990; DUFTY, Jr. 1993). Dabei steigt der Testosteronspiegel 

sowohl bei dem männlichen Eindringling als auch bei den Nachbarn in dem Territorium an 

(WINGFIELD 1985). Werden domestizierte männliche und weibliche Kanarienvögel (Serinus 

canaria) zusammen in einer Voliere gehalten, ergibt sich aufgrund der hohen Konkurrenz-

situation ein polygames Testosteronprofil. Bei Paarhaltung erhält man ein klares monogames 

Hormonprofil. Damit bestätigen PARISOT et al. (2005) die Hypothese von WINGFIELD et al. 

(1990), dass Testosteron mit zunehmender Konkurrenz ansteigt („challenge hypothesis“). 

Weiterhin könnte indirekt die erhöhte Niederschlagsmenge in diesem Zeitraum (März 2007) 

in Verbindung mit der ansteigenden Luftfeuchtigkeit im Innenraum die Testosteron-

ausschüttung der hier untersuchten Wellensittiche positiv beeinflusst haben. Denn in ihrem 

natürlichen Habitat in Australien beginnen die Wellensittiche nach den Regenfällen sofort mit 

der Brut (POHL-APEL 1980). Demgegenüber lässt sich während der Außenhaltung kein 

Bezug zum Klima ableiten, da in den regenreichen Monaten Juli, August, Oktober 2006 

sowie Mai, Juni 2007 der Testosteronspiegel der Wellensittiche dieser Studie vermindert 

war. 
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Das mittlere Körpergewicht der männlichen Wellensittiche schwankte im Verlauf der hier 

vorgestellten Untersuchungsperiode. Auch SAMOUR et al. (1987) fanden heraus, dass die 

Körpermasse von Wellensittichen zyklische Veränderungen zeigt. Es fällt auf, dass von 

Januar bis März 2007 die Körpermasse und der Testosteronspiegel parallel ansteigen und 

Höchstwerte erreichen (Tmax: 0,36 ng/ml). Die Fortpflanzungsperiode freilebender Vögel wird 

durch das Vorhandensein von Futter festgelegt, da Aktivitäten im Zusammenhang mit der 

Reproduktion (Inkubation, territoriale Abwehr, Aufzucht der Jungtiere) mit erheblichem 

Energieaufwand verbunden sind. Das saisonale Wachstum der Vogelhoden ist relativ 

aufwendig im Vergleich zu anderen Vertebraten (BLEM 2000). So nehmen die Hoden beim 

Wellensittich während der Brut um das 30- bis 40-fache an Masse zu (POHL-APEL 1982). 

Aufgrund der ähnlichen Verläufe scheint Testosteron die Körpermasse positiv zu 

beeinflussen, obwohl KETTERSON et al. (1991) herausfanden, dass eine Erhöhung von 

Testosteron mit einem Verlust von Körpermasse und Fettreserven einhergeht. 

Die gemessenen Testosteronkonzentrationen im Kot (1,09 – 8,23 ng/g) der hier untersuchten 

Wellensittiche waren erwartungsgemäß höher als im Blut, jedoch deutlich niedriger als die 

von COSTANTINI et al. (2008) ermittelten Werte (29,2 ± 4,5 ng/g) für männliche 

Wellensittiche unter natürlichen Lichtbedingungen (TLL 10/24 h). Die Gründe hierfür liegen 

vermutlich in der unterschiedlichen Methodik der Testosteronmessung. COSTANTINI et al. 

(2008) haben die Testosteronkonzentration in Frischkot (nicht getrocknet) mit dem RIA 

bestimmt und die konjugierten Steroide im Kot vor der Extraktion mit Diethylether 

hydrolysiert. In dieser Arbeit erfolgte die enzymatische Hydrolyse der Testosteronmetabolite 

im Kot der Wellensittiche nach der Extraktion, so wie es HIRSCHENHAUSER et al. (1999) 

und GOYMANN et al. (2002) beschrieben haben. Einerseits korrelierten die Testosteron-

konzentrationen im Kot der hier untersuchten Wellensittiche mit denen im Plasma, 

andererseits zeigte sich die höchste Plasmakonzentration (März 2007: 0,36 ng/ml) nicht im 

Kot. Für die Variabilität zwischen Plasma-Hormonspiegel und der fäkalen Hormon-

konzentration gibt es zahlreiche Gründe. Die Untersuchungsmethode selbst scheint nicht der 

wichtigste Aspekt zu sein, aber mit jedem Schritt der Probenaufbereitung bis zur Analyse im 

EIA kommen Abweichungen hinzu, die sich am Ende summieren. Eine weitere Erklärung für 

die Streuung zwischen Kot- und Plasmakonzentrationen liefern der Steroidmetabolismus in 

der Leber und die Ausscheidung über Niere und Darm. Wesentliche interspezifische 

Unterschiede bestehen im zeitlichen Verlauf der Exkretion durch Urin oder Kot (WHITTEN et 

al. 1998). Sogar zwischen den Vogelarten variiert die Ausscheidung der Steroidhormone. So 

treten maximale Testosteronkonzentrationen im Kot nach intramuskulärer Applikation beim 

Wanderfalken (STALEY et al. 2007) nach 12 h und bei den Nymphensittichen (TELL 1997), 

Wellensittichen und Amazonen (LEE et al. 1999) bereits nach 4 h auf. Demnach sollten die 
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Kotproben 4 h nach den Blutproben gesammelt werden. Dies war in dieser Arbeit aus 

logistischen Gründen nicht möglich, sodass die gemessenen Testosteronkonzentrationen im 

Kot teilweise nicht mit denen im Blut korrelieren. Speziell beim Vogel kommt hinzu, dass 

Harn und Kot nicht getrennt untersucht werden können und der Urinanteil in den 

gesammelten Kotproben individuell abweicht. Die Messung der ausgeschiedenen Steroid-

metabolite berücksichtigt demnach immer beide Ausscheidungswege (HIRSCHENHAUSER 

et al. 2000). COSTANTINI et al (2008) stellten fest, dass photostimulierte (TLL 16/24 h) 

männliche Wellensittiche erhöhte Testosteronkonzentrationen (50,1 ± 6,4 ng/g) ausscheiden. 

Dies kann für die hier untersuchten Wellensittiche nicht eindeutig gesagt werden, da sie zum 

Zeitpunkt der höchsten Androgenausscheidung im Kot (Februar 2007) in der Innenvoliere mit 

konstantem Lichtregime untergebracht waren, wobei sie durch das vorhandene Fenster im 

Innenraum Tageslicht wahrnehmen konnten. 

5.2.2 Nymphensittiche 

In diesem Kapitel soll die Reproduktion der Nymphensittiche genauer betrachten werden. 

Ebenso wie die Wellensittiche gehören die Nymphensittiche zu den opportunistisch 

brütenden Vögeln mit einer Brutsaison, die im Wesentlichen von den Klimabedingungen 

(Niederschlag) abhängig ist. Die Reproduktion in Gefangenschaft wird durch vorhandene 

Nestboxen sowie günstige Umweltbedingungen (erhöhte Umgebungstemperatur, 

Luftfeuchtigkeit und Tageslänge) angeregt (MILLAM et al. 1988). Aufgrund ihres 

monogamen Paarungssystems und der Beteiligung beider Geschlechter am Brutgeschäft 

kann der Plasma-Testosteronspiegel der hier untersuchten Nymphensittiche mit dem des 

Japanischen Mövchens (Lonchura striata var. domestica) verglichen werden. Es hat seinen 

Ursprung in Südostasien. Bei der domestizierten Prachtfinkenart ist der Testosteronspiegel 

der Männchen während des Nestbaus (Median: 1536 pg/ml Plasma) gegenüber allen 

folgenden Brutstadien erhöht. In diesen Stadien des Brutzyklus sind die Werte nicht größer 

als 200 pg/ml (SEILER et al. 1992) und liegen somit innerhalb der hier ermittelten 

Testosteronkonzentrationen der männlichen Nymphensittiche (100 – 340 pg/ml Plasma). Der 

Testosteronspiegel zur Zeit des Nestbaus wurde in dieser Arbeit nicht erfasst, weil in der 

Voliere keine Nistgelegenheit zur Verfügung stand. Die Reproduktionsaktivität beim 

Nymphensittich kann durch Licht stimuliert werden, wobei der LH-Spiegel der Weibchen 

ansteigt, wenn ihnen gleichzeitig Kontakt zum Partner und Zugang zu einem Nest gewährt 

wird (SHIELDS et al. 1989). Gerade für Nymphensittiche, die eine lebenslange feste 

Paarbindung eingehen, ist ein Partner Vorraussetzung für eine erfolgreiche Reproduktion. 

Diese Bedingungen (Partner, Nest) konnten in dieser Studie nicht erfüllt werden, was 

möglicherweise eine Erklärung für die geringen Plasma-Testosteronspiegel der männlichen 
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Nymphensittiche ist. Auch Amazonen zeigen bei fehlender Nestbox minimale 

Testosteronkonzentrationen und während der Nestboxinspektion hohe Plasmaspiegel 

(KENTON und MILLAM 1994). Beim Nymphensittich treten maximale LH-Plasmaspiegel 

während der Nestboxinspektion auf (MYERS et al. 1989). Da LH in den Leydigzellen der 

Hoden die Androgensynthese induziert (SCANES 2000), treten demnach hohe 

Testosteronkonzentrationen nur in Anwesenheit eines Nestes auf. Die männlichen 

Nymphensittiche dieser Arbeit wurden mit zwei weiblichen Tieren in der Voliere gehalten. 

Somit konnten zwei Männchen eine Paarbindung mit einem Weibchen eingehen. Bei einem 

männlichen Nymphensittich (N6) wurde eine Verpaarung mit einem der Weibchen 

beobachtet. Der Plasma-Testosteronspiegel von diesem Männchen lag im Durchschnitt unter 

0,10 ng/ml, während die anderen männlichen Nymphensittiche höhere Plasma-

Testosteronkonzentrationen aufwiesen. Die Resultate widersprechen der Aussage von 

SILVERIN (1984), dass bei nicht verpaarten männlichen Vögeln der Testosteronspiegel 

niedrig bleibt. Nach der Hypothese von WINGFIELD et al. (1990) wird der 

Testosteronspiegel von männlichen Vögeln über das Aggressionsverhalten reguliert. Durch 

die Paarbindung konnte das Nymphensittich-Männchen (N6) scheinbar sein Aggressions-

verhalten und die Testosteronsekretion senken. Denn das männliche Sexualhormon 

Testosteron beeinträchtigt die Paarbindung und elterliche Fürsorge (WINGFIELD et al. 

2001). Bei einem weiteren Nymphensittich-Hahn (N12) wurde während der hier durchge-

führten Studie intensives Balzverhalten beobachtet. Bei diesem Männchen wurden maximale 

Plasma-Testosteronkonzentrationen ermittelt. 

Im Gegensatz zu den Wildformen zeigten die hier gehaltenen Nymphensittiche in der 

Außenvoliere offensichtlich keinen Bezug zum Niederschlag, da zum Zeitpunkt erhöhter 

Niederschlagsmengen (Mai, Juli, September 2007) der Testosteronspiegel erniedrigt war. 

Starke Regenfälle hatten anscheinend eher nachteilige Effekte auf den Hormonspiegel. Es 

ist bekannt, dass die Witterung Einfluss auf die aviäre Reproduktion nimmt und die Sekretion 

der Reproduktionshormone unterdrückt (WINGFIELD 1984c). Im Allgemeinen zeigten die 

hier untersuchten Nymphensittiche während der Außenhaltung mit Ausnahme von zwei 

Anstiegen Anfang Mai und Juni 2007 verminderte Testosterongehalte. Einerseits könnten 

größere Klimaschwankungen (Temperatur, Niederschlag) und andererseits der Standort der 

Voliere (disponierte Lage bezüglich Personenverkehr) dafür verantwortlich sein. Vor allem 

die sinkenden Temperaturen im September/Oktober 2007 scheinen die Testosteronsekretion 

negativ beeinflusst zu haben. Schlechtes Wetter (z.B. niedrige Temperaturen) zu Beginn der 

Brutsaison führt zur Verzögerung der Gonadenreifung und senkt den zirkulierenden LH- und 

Sexualhormonspiegel (WINGFIELD 1984c). Ist dagegen ausreichend Futter vorhanden, so 

haben niedrige Temperaturen nur geringe Auswirkungen auf das Hodenwachstum und der 
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LH- und Testosteronspiegel bleiben unverändert (WINGFIELD et al. 1982). Nachdem im Mai 

und Juni 2007 die Androgenkonzentration im Plasma der hier untersuchten Nymphensittiche 

kurzzeitig anstieg, fiel sie bereits ab Ende Juni 2007 kontinuierlich ab und blieb bis zur 

Umstallung in die Innenvoliere (Oktober 2007) niedrig. Die abnehmende Tageslichtdauer 

und/oder die heißen Außentemperaturen Mitte Juli 2007 (>30°C) wirkten anscheinend 

hemmend auf die Testosteronsekretion. WINGFIELD et al. (1982) fanden heraus, dass der 

Testosteronspiegel der Dachsammer bei einer Haltungstemperatur von 32°C gegenüber 

Raumtemperatur (23°C) verringert ist. Nach dem Umse tzen der Nymphensittiche in die 

Innenvoliere im Oktober 2007 stieg die Plasma-Testosteronkonzentration an. In der 

Innenvoliere zeigten die Nymphensittiche generell höhere Testosteronspiegel, 

wahrscheinlich durch die günstigen, konstanten Temperatur- und Lichtbedingungen (20°C, 

TLL 10/24 h) im Innenraum in Verbindung mit der minimalen Störung der Vögel (z.B. durch 

Personen). In der Innenvoliere hatten die Papageien offenbar weniger Stress, was die 

Hormonsekretion begünstigt hat. Nach LANTERMANN (1999) brüten Nymphensittiche in 

Abhängigkeit von der Haltungstemperatur, i.d.R. aber im Frühjahr. Im Vergleich zur 

Außenhaltung wirkte sich die Niederschlagsmenge, anscheinend indirekt über die 

Luftfeuchtigkeit im Innenraum, positiv auf die Testosteronsekretion der Nymphensittiche aus. 

Obwohl die Temperatur- und Lichtverhältnisse im Innenraum konstant waren, stieg der 

Androgenspiegel während der Innenhaltung kontinuierlich an und erreichte im Februar 2007 

den Maximalwert (0,34 ng/ml). Neben der erhöhten Luftfeuchtigkeit kann auch die 

zunehmende Tageslichtlänge dafür verantwortlich gewesen sein. Auch in der Innenvoliere 

waren die Papageien in der Lage durch natürlichen Tageslichteinfall (Fenster) die 

Photoperiode wahrzunehmen. Durch Photostimulation wird die Reproduktionsaktivität beim 

Nymphensittich angeregt (MILLAM et al. 1988; SHIELDS et al. 1989) und auch Temperatur 

und Luftfeuchtigkeit wirken sich positiv auf die Fortpflanzung aus (MILLAM et al. 1988). 

Wie die Wellensittiche in dieser Studie hatten auch die Nymphensittiche im Verlauf der 

Versuchsperiode unterschiedliche mittlere Körpermassen. Zu Beginn der Untersuchungen 

nahmen die Vögel kontinuierlich zu, bis sie im April 2007 Maximalgewichte (112 g) erreicht 

hatten. In diesem Zeitraum stiegen auch die Testosteronwerte im Plasma maximal (Februar 

2007) an. Bis April 2007 fiel der Testosteronspiegel jedoch wieder ab, sodass zum Zeitpunkt 

der höchsten Gewichtszunahmen die Testosteronausschüttung gering war. Den größten 

Gewichtsverlust zeigten die Nymphensittiche im Juli 2007 (93,1 g), zeitgleich fiel auch der 

Plasma-Testosteronspiegel ab. Anschließend nahm die mittlere Körpermasse der Nymphen-

sittiche bis August 2007 signifikant zu, während der Testosteronspiegel vermindert war und 

erst nach dem Verbringen der Tiere in die Innenvoliere wieder anstieg (November 2007). Im 

Vergleich zu den Wellensittichen dieser Studie zeigten die Nymphensittiche zum Zeitpunkt 
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erhöhter Gewichtszunahme (August 2007) niedrige Testosteronspiegel, während 

Testosteronanstiege keinen Einfluss auf die Gewichtsentwicklung hatten. Somit ließ sich 

keine direkte Beziehung der Körpermasse zum Hormonstatus ableiten. 

Die Ausscheidung von Testosteron im Kot der Nymphensittiche war im Vergleich zum 

Plasma und zu den fäkalen Hormonkonzentrationen der Wellensittiche deutlich höher (14,5 –

 39,2 ng/ml). Im Gegensatz zu den untersuchten Kotproben der Wellensittiche wurden die 

Testosteronanalysen im Kot der Nymphensittiche modifiziert nach der Methode von TELL 

(1997) durchgeführt. Demnach erfolgte die Hydrolyse vor der Etherextraktion, was die 

Effizienz der Hormonmessung verbesserte. In den Monaten Mai, Juli, September und 

November 2007 gaben die Testosteronkonzentrationen im Kot den Plasmaspiegel wieder, 

während in der restlichen Zeit der Untersuchungsperiode keine Beziehung zum Plasma-

Hormonspiegel bestand. Dieser unterschiedliche Verlauf in beiden Medien war zu erwarten, 

da die Steroidausscheidung über Darm und Nieren durch Biotransformationsvorgänge 

zeitlich verzögert erfolgt. Beim Nymphensittich erscheinen maximale Plasma-Testosteron-

spiegel 4 h später im Kot (TELL 1997). Da die Sammlung der verschiedenen Proben 

annähernd gleichzeitig erfolgte, konnten kurzfristig erhöhte Plasmaspiegel nicht im Kot 

erfasst werden. Im Mai und November 2007 wiesen die hier untersuchten Nymphensittiche 

erhöhte Testosteronkonzentrationen sowohl im Plasma als auch im Kot auf, sodass in diesen 

Monaten vermutlich über einen längeren Zeitraum vermehrt Testosteron sezerniert wurde. 

Da der Plasma-Testosteronspiegel mit der Hodengröße korreliert (GARAMSZEGI et al. 

2005), könnten die Nymphensittiche zu dieser Zeit im Stadium des Gonadenwachstums 

gewesen sein, welches jedoch abgebrochen wurde, weil die zur Brut erforderlichen 

Bedingungen (Nest, Partner) fehlten. Folglich wurde die GnRH-stimulierte Testosteron-

freisetzung und somit der Reproduktionszyklus beendet. 

5.2.3 Halsbandsittiche 

Des Weiteren wurden in dieser Arbeit männliche Halsbandsittiche endokrinologisch 

untersucht. Im Unterschied zu den bereits besprochenen australischen Papageien kommen 

die Halsbandsittiche ursprünglich aus Indien. Mittlerweile sind sie auf mehreren Kontinenten 

verbreitet. Der freilebende indische Halsbandsittich ist saisonal und brütet im Winter. Die 

höchsten Plasma-Testosteronkonzentrationen treten zwischen Mai und August auf, wenn zur 

Verteidigung der Nachzucht die Aggression gegenüber anderen Spezies steigt 

(KRISHNAPRASADAN et al. 1988). Dies konnte für die hier gehaltenen Halsbandsittiche 

nicht gezeigt werden, da in diesem Zeitraum der Testosteronspiegel erniedrigt war. Die von 

KRISHNAPRASADAN et al. (1988) publizierten Testosteronkonzentrationen für freilebende 

Halsbandsittiche sind höher als die in der vorliegenden Arbeit ermittelten Testosteronwerte. 
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Somit bestätigen unsere Ergebnisse, dass maximale Testosteronspiegel in Gefangenschaft 

nicht erreicht werden können (WINGFIELD et al. 1990). Bei den freilebenden 

Halsbandsittichen korreliert die Gonadenaktivität nicht mit dem Testosteronspiegel, da zum 

Zeitpunkt der maximalen Plasma-Testosteronkonzentration die Gonaden vollständig 

zurückgebildet sind (KRISHNAPRASADAN et al. 1988). Wie bei den meisten Wildvögeln 

wird der Testosteronspiegel über aggressive Auseinandersetzungen mit anderen Spezies 

reguliert (WINGFIELD et al. 1990). In Gefangenschaft spielt dieser Aspekt eher eine 

untergeordnete Rolle und auch territoriales Verhalten ist selten ausgeprägt. Es können 

lediglich innerartliche Konkurrenzkämpfe um Futter oder Weibchen in der Voliere auftreten. 

Das Hodenwachstum der freilebenden indischen Halsbandsittiche beginnt zwischen 

Dezember und Januar, wenn die Tage kurz (10-12 h) und die Temperaturen niedrig (8-20°C) 

sind (KRISHNAPRASADAN et al. 1988). Auch die Halsbandsittiche dieser Arbeit reagierten 

besonders auf abnehmende Lichttage und sinkende Temperaturen, genauso wie ihre 

freilebenden Artgenossen. So war in der Außenvoliere der Testosteronspiegel von April bis 

Ende Juni 2007 minimal (<0,10 ng/ml) und stieg im Juli und August 2007 mit abnehmender 

Tageslänge und Außentemperatur an. MAITRA und DEY (1992) vermuten, dass Halsband-

sittiche irgendwann während der Brutphase (März) photorefraktär werden und bis September 

(„preparatory phase“) in diesem Status verbleiben. Wahrscheinlich waren die Hoden der hier 

untersuchten Halsbandsittiche von April bis Juni 2007 refraktär und zurückgebildet, da keine 

messbaren Testosteronkonzentrationen (<0,10 ng/ml) ermittelt werden konnten. Diese 

Resultate bestätigen die Korrelation der Plasma-Testosteronkonzentration mit der Hoden-

größe (GARAMSZEGI et al. 2005) bzw. der Hodenmasse (WINGFIELD und FARNER 1978). 

In freier Wildbahn hingegen steht der hohe Testosteronspiegel in direkter Beziehung zur 

Intensität des aggressiven Verhaltens (KRISHNAPRASADAN et al. 1988), dabei spielt der 

Aktivitätszustand des Hoden keine Rolle. Das männliche Aggressionsverhalten wird durch 

Testosteron und 17β-Östradiol reguliert (SCHLINGER und CALLARD 1990; SOMA et al. 

2000). Neben ihrer Synthese in den Gonaden werden Androgene in geringen Mengen auch 

in den Nebennieren (SCHLINGER et al. 1999) und im Gehirn (MATSUNAGA et al. 2002) 

gebildet, wo sie durch die Aromatase direkt in Östradiol umgewandelt werden können. Im 

Gegensatz zur Außenhaltung der Halsbandsittiche hatten die zusätzliche Beleuchtung und 

warmen Temperaturen in der Innenvoliere anscheinend positive Effekte auf die Testosteron-

sekretion, denn die Halsbandsittiche erreichten maximale Testosteronspiegel (0,26 ng/ml) im 

November 2007 unmittelbar nach dem Umsetzen in die Innenvoliere. Andererseits könnte 

indirekt auch die erhöhte Niederschlagsmenge zu dem Anstieg des Testosteronspiegels 

geführt haben. Die indischen Halsbandsittiche befinden sich zu dieser Zeit in der 

photosensitiven Phase („progressive phase“), in der die Hoden unter Langtagbedingungen 

(TLL 16/24 h) nach 45 Tagen frühreif werden (MAITRA und DEY 1992). Nach weiteren 
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45 Tagen bilden sich die Gonaden durch die anhaltende Lichtexposition zurück und werden 

photorefraktär. Die von MAITRA und DEY (1992) gezeigten Resultate könnten den 

Testosteronverlauf der hier untersuchten Halsbandsittiche in der Innenvoliere erklären. Der 

künstlich verlängerte Lichttag führte durch Photostimulation zum maximalen Testosteron-

anstieg. Durch die andauernde Bestrahlung kam es folglich im Dezember 2007 zum Abbruch 

der Testosteronsekretion mit Erniedrigung des Testosteronspiegels (photorefraktäre Phase). 

Im Januar 2008 nahm der Testosterongehalt im Plasma wieder zu, wahrscheinlich hat zu 

dieser Zeit die Spermienbildung und das Hodenwachstum eingesetzt, so wie bei den 

freilebenden Halsbandsittichen (MAITRA und DEY 1992). Zusammenfassend ist zu sagen, 

dass die endokrine Gonadenaktivität der Halsbandsittiche in Gefangenschaft offenbar 

hauptsächlich durch die Tageslichtlänge reguliert wird, während in freier Wildbahn der 

Testosteronspiegel über das Aggressionsverhalten gesteuert wird. Die Vögel der 

gemäßigten Klimazone fangen im Frühjahr an zu brüten, wenn die Tage länger werden. Bei 

den Halsbandsittichen dieser Studie hatte die zunehmende Tageslichtlänge im Frühjahr 

keinen Einfluss auf den Testosteronspiegel, vermutlich weil die Hoden photorefraktär waren. 

Im Vergleich zu den Wellen- und Nymphensittichen zeigten die Halsbandsittiche nur mäßige 

Abweichungen der mittleren Körpermasse (123 g – 131 g). In ihrer Studie zur Licht-

empfindlichkeit der Gonaden während verschiedener Phasen des Reproduktionszyklus 

konnten MAITRA und DEY (1992) ebenfalls keine Gewichtsveränderungen bei den Hals-

bandsittichen feststellen. Auch zwischen der Gewichtsentwicklung und dem Testosteron-

spiegel war kein Zusammenhang erkennbar. 

Die Testosteronkonzentrationen im Kot der hier untersuchten Halsbandsittiche sind 

vergleichbar mit den Ergebnissen der Nymphensittiche dieser Arbeit. Für beide Spezies 

wurden die gleichen Methoden der Testosteronanalyse angewandt und sie sind sich 

bezüglich ihres Körpergewichts und ihrer –größe ähnlich. Jedoch zeigten sich Unterschiede 

im Verlauf der Testosteronausscheidung im Kot, beim Halsbandsittich war diese sehr 

variabel. Obwohl zu Beginn der Studie minimale Testosteronkonzentrationen im Blut 

(<0,10 ng/ml) gemessen wurden, waren erhebliche Mengen im Kot zu finden. Eine mögliche 

Erklärung dafür ist die erhöhte Stressanfälligkeit der Halsbandsittiche gegenüber den hier 

untersuchten Wellen- und Nymphensittichen. Der vermehrte Harnabsatz (Polyurie) während 

der Beprobung und die erhöhten Corticosteronkonzentrationen im Blut der Halsbandsittiche 

bestätigen diese Feststellung (siehe Kapitel 4.5.3). Der Stress während der Proben-

sammlung hatte offensichtlich direkt Auswirkungen auf die Plasma-Testosteron-

konzentration. Die Ausscheidung der Steroidhormone im Kot erfolgt kumulativ über eine 

zurückliegende Zeitperiode, sodass kurzfristige hormonelle Störungen im Blut in den 

Exkrementen nicht immer nachweisbar sind (GOYMANN 2005). In der zweiten Hälfte der 
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Untersuchungsperiode (Juli 2007 – Januar 2008) wiesen die Halsbandsittiche im Allge-

meinen höhere Plasma-Testosteronspiegel auf. Während dieser Zeit wurden auch geringere 

Corticosteronkonzentrationen im Plasma gemessen (siehe Kapitel 4.5.3). Anscheinend 

hatten sich die Halsbandsittiche an das regelmäßige Handling bei der Probennahme 

gewöhnt und waren in der Lage ihre Stressantwort und Corticosteronsekretion zu reduzieren. 

5.3 Corticosteron in Bezug zur aviären Reproduktion 

Stress erhöht die Aktivität der Nebenniere und führt beim Vogel zum Anstieg der 

Corticosteronsekretion. So kann Corticosteron als Indikator für Stress verwendet werden 

(HARVEY et al. 1984). In dieser Arbeit mussten die untersuchten Vögel zur Proben-

gewinnung, insbesondere von Speichel und Blut, gefangen und fixiert werden, was mit 

erheblichem Stress für die Tiere verbunden war. Der Effekt der Manipulation auf die 

Corticosteronkonzentration wird unterschiedlich bewertet. Die Immobilisierung mit der Hand 

führt bereits nach 45 s (BEUVING und VONDER 1978) oder 1 min (DAWSON und HOWE 

1983) zum Anstieg von Corticosteron im Blut. Andere Autoren behaupten, dass der 

Corticosteronspiegel erst 10 min nach dem Fangen mit der Zeit ansteigt (WINGFIELD und 

FARNER 1976; WINGFIELD et al. 1982). Unter Umständen, z.B. im Winter, erhöht sich 

bereits zwischen 3 und 10 min nach dem Fangen die Corticosteronkonzentration im Blut 

(WINGFIELD et al. 1982). Auch beim Trauerschnäpper (Ficedula hypoleuca) war innerhalb 

von 5 min ein deutlicher Corticosteronanstieg zu verzeichnen (SILVERIN und WINGFIELD 

1998). SILVERIN et al. (1997) zeigten den Einfluss von Geschlecht und geografischer Breite 

auf die Corticosteronsekretion. Bei den Männchen und in höheren Breitengraden steigt der 

Corticosteron-Plasmaspiegel nach dem Fangen langsamer an (20 min) als bei den 

weiblichen Vögeln in südlicheren Regionen (5 min). Um Basalwerte zu erzielen, sollten die 

Blutproben sofort nach dem Fangen des Vogels entnommen werden. Dies konnte in dieser 

Studie nicht realisiert werden, weil die Papageien für eine individuelle Beprobung zunächst in 

Einzelkäfige verbracht wurden, d.h. die hier aufgeführten Corticosteronkonzentrationen sind 

unter Stressbedingungen zu erwarten, wobei ihre physiologischen Werte in Ruhe 

wahrscheinlich deutlich niedriger liegen. Beim Kormoran (Phalacrocorax carbo) führt das 

herkömmliche Einfangen zu einer 30-fach höheren Corticosteronkonzentration 

(37,6 ± 17,8 ng/ml) im Vergleich zum Basal-Plasmaspiegel des Huhnes (DEHNHARD et al. 

2003). Bei Anwendung eines Injektionssystems zum Einfangen der Kormorane treten 

deutlich geringere Corticosteronkonzentrationen (10,7 ± 10,5 ng/ml) auf. Neben der 

stressinduzierten Veränderung des Corticosteron-Plasmaspiegels sollte die circadiane 

Corticosteronsekretion berücksichtigt werden, wobei Vögel im Allgemeinen zu Beginn der 
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Lichtperiode (dunkel-hell Übergang) maximale Konzentrationen aufweisen (CARSIA und 

HARVEY 2000). Beim Haushuhn wurden 4 h nach Anbruch der Lichtperiode maximale 

Konzentrationen ermittelt (JOHNSON und TIENHOVEN 1981). In dieser Arbeit erfolgte die 

Beprobung der Papageien standardisiert und regelmäßig am Vormittag (9-12 Uhr), sodass 

tagesrhythmische Abweichungen in der Steroidhormonsekretion bei der Auswertung der 

Daten nicht berücksichtigt werden mussten. 

Nach HOCHLEITHNER und NOWOTNY (1992) ist eine Vorreinigung der Proben zur 

Corticosteronmessung unbedingt notwendig, da Corticosteron im Blut an CBG gebunden ist. 

In dieser Studie war eine Vorbehandlung des Plasmas nicht erforderlich, denn beim 

Vergleich der Ergebnisse der Corticosteronbestimmungen mit und ohne Hitzebehandlung 

zeigten sich übereinstimmende Resultate. Vermutlich wurde die Proteinbindung von 

Corticosteron durch die Extraktion der Blutproben mit absoluten Ethanol aufgelöst, sodass 

eine Vorbehandlung des Plasmas überflüssig war. 

Die ermittelten Corticosteronkonzentrationen der hier untersuchten Papageien lagen 

insgesamt im ng/ml Bereich, wobei die Halsbandsittiche mit 35,6 ng/ml die höchsten und die 

Wellensittiche mit 1,76 ng/ml die geringsten Plasmaspiegel zeigten. Die angegebenen 

Corticosteronkonzentrationen in der Literatur weisen bei den verschiedenen Autoren 

erhebliche Schwankungen auf. So werden z.B. bei Hühnern als Konzentrationen 0,4 –

 0,8 ng/ml (JOHNSON und TIENHOVEN 1981), 0,5 – 2,3 ng/ml (BEUVING und VONDER 

1977), 17 – 23 ng/ml (SALEH und JAKSCH 1977) und 1,24 ± 0,78 ng/ml (DEHNHARD et al. 

2003) im Plasma angegeben. Für andere Vogelarten, wie z.B die Singammer (Melospiza 

melodia), ein Vertreter der Sperlingsvögel, wurden von (WINGFIELD 1984a) Corticosteron-

konzentrationen von 6,24 ng/ml im April und 13,17 ng/ml im Mai ermittelt. HOCHLEITHNER 

und NOWOTNY (1992) untersuchten verschiedene Papageienspezies und beschrieben 

mittlere Corticosteronkonzentrationen von 2,48 ng/ml für Aras, 6,53 ng/ml für Amazonen, 

5,54 ng/ml für Graupapageien und 1,68 ng/ml für Wellensittiche, wobei die Blutentnahmen im 

Februar jeweils zwischen 18.00 und 18.30 Uhr erfolgten. In der vorliegenden Arbeit wurden 

die Corticosteronspiegel der Papageien am Vormittag (9-12 Uhr) erfasst und im Vergleich zu 

den von HOCHLEITHNER und NOWOTNY (1992) publizierten Daten deutlich höhere 

Konzentrationen ermittelt. Eine Erklärung hierfür ist durch die tageszeitliche Rhythmik der 

Hormonsekretion gegeben, die zu Beginn des Lichttages am höchsten ist. Daneben stellten 

HOCHLEITHNER und NOWOTNY (1992) fest, dass bei den verschiedenen Papageienarten 

die weiblichen Tiere höhere Corticosteronkonzentrationen aufweisen, was wahrscheinlich auf 

die Bedeutung von Corticosteron bei der Ovulation zurückzuführen ist. Andere Resultate 

wurden in dieser Arbeit erzielt, denn im Vergleich zu den Männchen zeigten die weiblichen 

Tiere geringere (Wellen- und Halsbandsittiche) oder vergleichbare (Nymphensittiche) 
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Corticosteron-Plasmaspiegel (Daten werden hier nicht gezeigt), vermutlich weil 

ovulationsauslösende Stimuli, wie z.B. ein Nest, fehlten. Es ist bekannt, dass der 

Corticosteronspiegel bei vielen freilebenden Vögeln auch saisonal schwankt und während 

der Brutzeit am höchsten ist (DAWSON und HOWE 1983; ROMERO und WINGFIELD 

1998), speziell in der Zeit des Nestbaus und der Eiablage (GOYMANN et al. 2006; 

WILLIAMS et al. 2008). In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass auch bei 

verschiedenen Papageienspezies der Corticosteronspiegel jahreszeitlich variiert, jedoch 

kann nicht eindeutig gesagt werden, ob diese mit dem Reproduktionszyklus 

zusammenhängen. Beim Nymphensittich korrelierte der Corticosteron- mit dem 

Testosteronspiegel, sodass die Vermutung nahe liegt, dass in den sexuell aktiven 

Zyklusphasen erhöhte Stresshormonkonzentrationen auftreten. Bei den hier untersuchten 

Papageien wurden im Vergleich zu den Literaturangaben sehr hohe Plasma-

Corticosteronkonzentrationen ermittelt, obwohl freilebende Vögel höhere Corticosteron-

spiegel aufweisen (WINGFIELD und FARNER 1978; WINGFIELD 1984a). Daten zum 

Corticosterongehalt von freilebenden Psittaziden liegen jedoch nicht vor. ROMERO und 

WINGFIELD (1999) ermittelten für Dachsammern nach 2 Wochen in Gefangenschaft höhere 

Corticosteronwerte (40,98 ± 4,13 ng/ml) als in freier Wildbahn (ROMERO und WINGFIELD 

1998). Nach 2 bis 3 Monaten in Gefangenschaft zeigten die Vögel gleiche Corticosteron-

konzentrationen wie ihre freilebenden Verwandten (ROMERO und WINGFIELD 1999). 

Ähnliche Resultate wurden in der vorliegenden Arbeit für die Halsbandsittiche erzielt. Zu 

Beginn dieser Studie waren die Corticosteronspiegel sehr hoch (max. 35,6 ng/ml), nach 5 

Monaten wurden geringere Konzentrationen ermittelt. 

Zwischen den Plasma-Corticosteronverlauf und der mittleren Körpermasse der hier 

untersuchten Papageienmännchen konnte in Übereinstimmung mit DAWSON und HOWE 

(1983) sowie SILVERIN et al. (1997) keine Beziehung festgestellt werden. 

5.3.1 Wellensittiche 

Der Corticosteron-Plasmaspiegel der hier untersuchten männlichen Wellensittiche lag 

zwischen 1,76 ng/ml und 17,1 ng/ml und war größtenteils deutlich höher als in der Literatur 

angegeben. HOCHLEITHNER und NOWOTNY (1992) beschrieben für Wellensittiche im 

Februar 2007 mittlere Corticosteronkonzentrationen von 1,68 ng/ml Plasma. Zur gleichen 

Jahreszeit zeigten die Wellensittiche dieser Studie ungefähr 7-fach höhere Konzentrationen 

(12,3 ng/ml). Jedoch sind die hier ermittelten Ergebnisse und die von HOCHLEITHNER und 

NOWOTNY (1992) nicht vergleichbar, weil die Untersuchungen zu verschiedenen 

Tageszeiten erfolgten und die Methodik der Corticoidbestimmung nicht übereinstimmt. Bei 

den hier untersuchten Wellensittichen fällt außerdem auf, dass der Corticosteronspiegel im 
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Januar 2007 drastisch anstieg und bis zum Ende der Untersuchungsperiode (Juni 2007) 

insgesamt höher war als zu Beginn der Untersuchungen (Juli 2006). Dafür können mehrere 

Ursachen genannt werden. Bei vielen Spezies schwankt der Corticosteronspiegel im Verlauf 

des Jahres und ist während der Brut erhöht (WINGFIELD und FARNER 1978; DAWSON und 

HOWE 1983; ROMERO und WINGFIELD 1998). Dabei wird vermutet, dass insbesondere 

bei photosensitiven Spezies die Steroidsekretion durch verlängerte Lichttage erhöht wird. 

Der mit der Umsetzung der Wellensittiche in die Innenvoliere (Ende Oktober 2006) 

verbundene Anstieg der Tageslichtlänge könnte für die Erhöhung des Corticosteronspiegels 

im Januar 2007 verantwortlich sein, obwohl man erwartet hätte, dass durch die günstigen 

Bedingungen im Innenraum (20°C, minimale Störung de r Vögel) die Corticosteronsekretion 

abnimmt. Offensichtlich hatten sowohl die fremde Umgebung als auch die veränderte 

Populationsdichte und- struktur einen größeren Einfluss auf die HPA-Achse. Denn mit der 

Umsetzung wurde die bestehende Wellensittichgruppe um 4 männliche Tiere ergänzt, 

sodass vermutlich der dadurch erhöhte Konkurrenzdruck innerhalb der Gruppe stressbedingt 

zum Anstieg des Corticosteron-Plasmaspiegels führte. SILVERIN (1998b) fand heraus, dass 

männliche Trauerschnäpper (Ficedula hypoleuca) im Laubwald größere Testosteron- und 

Corticosteronspiegel haben als die Männchen in suboptimalen Habitaten (Nadelwald), 

höchstwahrscheinlich aufgrund der höheren Populationsdichte im Laubwald. Im Unterschied 

zu den Halsbandsittichen, die sich vermutlich an das regelmäßige Handling gewöhnt hatten, 

wurde bei den Wellensittichen anscheinend die Stressbelastung zunehmend größer. Beim 

Haushuhn zeigte sich ebenfalls keine Adaptation an das wiederholte Handling, die 

Corticosteronkonzentrationen blieben gleich (BEUVING und VONDER 1978). Der drastisch 

erhöhte Corticosteronspiegel der hier untersuchten Wellensittiche am 03. April 2007 kann 

nicht eindeutig begründet werden. Die Papageien waren zu dieser Zeit noch in der 

Innenvoliere untergebracht und wurden erst Ende April in die Außenvoliere umgesetzt. 

Vielleicht ist der zur gleichen Zeit erniedrigte Plasma-Testosteronspiegel dafür 

verantwortlich. Der Corticosteronanstieg am 27.06.2007 kann z.B. durch die heißen Außen-

temperaturen bedingt sein, doch die Dachsammer zeigte bei einer Umgebungstemperatur 

von 32°C keine signifikante Corticosteronerhöhung i m Blut (WINGFIELD et al. 1982). 

Beim Vergleich des Corticosteron- mit dem Testosteron-Plasmaspiegel der Wellensittiche 

zeigt sich offenbar eine gegenläufige Beziehung, die bei dem männlichen Wellensittich W9 

auch statistisch belegt ist. Diese Ergebnisse sprechen dafür, dass eine stressinduzierte 

Erhöhung des Corticosteronspiegels die Reproduktion beeinträchtigt oder unterdrückt 

(HANKE 1999), um in Belastungssituationen (z.B. Unwetter) primär das eigene Überleben zu 

sichern. Auch bei Primaten ist bekannt, dass Stress die LH-induzierte Testosteronsekretion 

hemmt (SAPOLSKY 1985). Zudem scheint im Plasma der Wellensittiche ein Geschlechts-
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hormon-bindendes Protein (SBG) vorhanden zu sein. Wenn nämlich ein SBG im Plasma 

fehlt, so wie es bei vielen Vogelarten der Fall ist (WINGFIELD et al. 1984), steigt infolge der 

Corticosteronerhöhung im Plasma auch der freie Testosteronspiegel an (DEVICHE et al. 

2001), weil beide Steroidhormone von CBG gebunden werden und um die Bindungsstellen 

am Transportprotein konkurrieren. 

5.3.2 Nymphensittiche 

Die mittleren Corticosteronkonzentrationen der männlichen Nymphensittiche dieser Studie 

(4,06 – 12,1 ng/ml) sind mit dem Corticosterongehalt der Wellensittiche vergleichbar. Sie 

weisen auch hinsichtlich ihres Ursprungs und ihrer Lebensweise viele Gemeinsamkeiten auf 

und zählen zu den domestizierten Vogelarten. Im Unterschied zu den Wellensittichen zeigten 

die Nymphensittiche ein ganz anderes Sekretionsmuster mit deutlichen Schwankungen im 

Verlauf des Jahres. Wie bei den meisten freilebenden Vögeln treten auch bei den hier 

untersuchten Papageien saisonale Veränderungen des Corticosteronspiegels auf. Die in 

Südamerika heimische Rotschwanzamazone (Amazona brasiliensis) zeigt ein saisonales 

Muster der Corticoidausscheidung mit maximalen Konzentrationen im September (Winter), 

wenn normalerweise ihre Brutperiode beginnt (POPP et al. 2008). Somit kann Corticosteron 

nicht nur zur Kontrolle der Nebennierenaktivität (Stress) herangezogen werden, sondern 

auch über den Zeitpunkt der Zucht Auskunft geben. Nymphensittiche gehören zu den 

„opportunistischen Brutvögeln“, d.h. die Brutzeit ist vom Klima abhängig und liegt somit sehr 

unterschiedlich. In dieser Arbeit wurden erhöhte Corticosteron-Plasmaspiegel zu 

verschiedenen Jahreszeiten (Februar, Mai, Juli, August, Oktober und November 2007) 

ermittelt. Zudem korrelierte die Corticosteronkonzentration mit dem Plasma-

Testosteronspiegel, sodass vermutlich auch beim Nymphensittich maximale 

Stresshormonspiegel während der Brutperiode auftreten, so wie für Sperlingsvögel 

beschrieben wurde (WINGFIELD und FARNER 1978; DAWSON und HOWE 1983; 

ROMERO und WINGFIELD 1998). Somit kann Corticosteron zur Bestimmung des 

Reproduktionsstatus von männlichen Nymphensittichen eingesetzt werden. Dabei sollte eine 

stressbedingte Corticosteronerhöhung ausgeschlossen werden, z.B. durch Corticoid-

bestimmungen im Kot. In aktuellen Untersuchungen haben POPP et al. (2008) gezeigt, dass 

Corticosteronmessungen im Kot eine einfache und effiziente Methode zur Kontrolle der 

Nebennierenaktivität von Papageien in Gefangenschaft sind. 

Die hier gezeigten Ergebnisse bestätigen, dass unter Umständen der Testosteron- mit dem 

Corticosteron-Plasmaspiegel korreliert (SILVERIN 1998b; GOYMANN et al. 2006). Aufgrund 

des gleichläufigen Zusammenhangs zwischen den Steroidhormonen fehlt im Plasma der 

Nymphensittiche, wie bei vielen Vogelarten (WINGFIELD et al. 1984), vermutlich ein SBG. 
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Somit wird Testosteron im Plasma von CBG gebunden und im Falle einer stressinduzierten 

Corticosteronerhöhung aus der Proteinbindung verdrängt (DEVICHE et al. 2001). 

5.3.3 Halsbandsittiche 

Von den hier untersuchten Papageienspezies zeigten die Halsbandsittiche die größten 

Corticosteronkonzentrationen im Plasma (15,9 – 35,6 ng/ml). Für Kormorane wurden von 

DEHNHARD et al. (2003) ähnlich hohe Plasmaspiegel (37,6 ± 17,8 ng/ml) nach der 

herkömmlichen Einfangmethode ermittelt. Deutliche Corticosteronanstiege sind bei den 

männlichen Halsbandsittichen dieser Arbeit im März, April, Juni und Oktober 2007 zu finden. 

In Indien brüten die Halsbandsittiche im Winter zwischen Januar und März 

(KRISHNAPRASADAN et al. 1988), und in Europa beginnt die Brutzeit häufig schon im 

Februar (ROBILLER 1997). Bei den hier untersuchten Halsbandsittichen lag der Plasma-

Testosteronspiegel von Januar bis Juni 2007 unter 0,10 ng/ml, währenddessen der 

Corticosteronspiegel mit Werten zwischen 32,1 und 35,6 ng/ml sehr hoch war. Bei 

freilebenden Halsbandsittichen treten maximale Testosteronkonzentrationen während der 

Nestabwehr („postbreeding stage“) auf, wenn die Hoden vollständig zurückentwickelt sind 

(KRISHNAPRASADAN et al. 1988). So scheint Testosteron bei diesen Psittaziden nicht zur 

Bestimmung des Reproduktionsstatus geeignet zu sein. Die Halsbandsittiche der 

vorliegenden Arbeit zeigten erhöhte Stresshormonspiegel im März 2007, wenn normaler-

weise ihre Brutperiode beginnt, so wie für Amazonen (POPP et al. 2008) und Sperlingsvögel 

berichtet wurde (WINGFIELD und FARNER 1978; DAWSON und HOWE 1983; ROMERO 

und WINGFIELD 1998). Daraus kann geschlussfolgert werden, dass beim Halsbandsittich 

Corticosteron zur Bestimmung des Reproduktionsstatus besser geeignet ist als Testosteron. 

In weiterführenden Untersuchungen sollte eine stressinduzierte Corticosteronerhöhung 

ausgeschlossen werden, wie z.B. durch Corticosteroidbestimmungen im Kot von Papageien 

(POPP et al. 2008). Steigt der Corticoidspiegel in Folge von Stress an, so nimmt die 

Reproduktionsaktivität ab (HANKE 1999). Dies kann für die Halsbandsittiche bestätigt 

werden, denn bei der Beprobung fiel auf, dass sie deutlich stressanfälliger (Polyurie, 

Kreischen) waren als die Wellen- und Nymphensittiche. Die ermittelten Corticosteron-

konzentrationen im Blut der Halsbandsittiche bestätigen diese Hypothese. Der zwischen den 

Spezies abweichende Corticosteron-Plasmaspiegel könnte als eine Folge der Domestikation 

der Vögel angesehen werden. Anscheinend konnten die Wellen- und Nymphensittiche im 

Laufe der Domestikation ihre Stressempfindlichkeit und Corticosteronkonzentration 

reduzieren, um in Gefangenschaft zu überleben. Zudem zeigen Spezies, die in extremen 

Habitaten (Arktis, Wüste) brüten, eine geringere Sensitivität gegenüber Stress (WINGFIELD 

et al. 1992b; SILVERIN et al. 1997). Die in Australien heimischen Wellen- und Nymphen-
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sittiche müssen häufig sehr lange Dürreperioden überstehen und sind offenbar in der Lage 

ihre Stressanfälligkeit zu unterdrücken, so wie einige Vögel in der Wüste (WINGFIELD et al. 

1992b). Vermutlich sind Halsbandsittiche stressanfälliger, weil sie nicht domestiziert sind. Im 

Verlauf der Untersuchungen fällt auf, dass der Corticosteron-Plasmaspiegel der 

Halsbandsittiche in den ersten 5 Monaten der Studie (Januar bis Mai 2007) sehr hoch war, 

dann drastisch abfiel (Juni 2007) und bis zum Ende der Versuche vermindert blieb. 

Wahrscheinlich haben sich die Vögel an das regelmäßige Handling bei der Probennahme 

gewöhnt, obwohl BEUVING und VONDER (1978) beim Haushuhn keine Adaptation an das 

wiederholte Handling zeigen konnten. Aber CYR et al. (2007) fanden heraus, dass die 

Corticosteronkonzentration beim Star (Sturnus vulgaris) unter chronischen Stress nach 9 bis 

12 Tagen erheblich abnimmt, und behaupten, dass Stare die HPA-Achse dämpfen, um 

chronisch erhöhte Corticosteronspiegel zu vermeiden. So kann auch die abnehmende 

Corticosteronkonzentration der Halsbandsittiche 5 Monate nach Versuchsbeginn erklärt 

werden. Die Adaptation dauerte entsprechend länger, weil die Beprobung (Stress) nicht 

täglich, sondern nur alle 2 Wochen erfolgte. 

Abschließend ist zu sagen, dass die nicht domestizierten Halsbandsittiche eine deutlich 

größere Nebennierenaktivität und somit höhere Plasma-Corticosteronspiegel aufwiesen als 

die domestizierten Wellen- und Nymphensittiche. Weiterhin konnte mit dieser Arbeit gezeigt 

werden, dass eine stressinduzierte Corticosteronerhöhung, wie z.B. bei den Halsband-

sittichen, die Testosteronsekretion beeinträchtigt, was letztlich zu einem verminderten 

Reproduktionserfolg führen könnte. Andererseits wurde auch ein positiver Zusammenhang 

zwischen dem Sexualhormon Testosteron und dem Stresshormon Corticosteron bei den 

Nymphensittichen festgestellt, d.h. die Steroidhormone der Gonaden und der Nebennieren 

stehen offensichtlich zueinander in Beziehung. Demnach könnte auch Corticosteron als 

diagnostisches Hilfsmittel zur Einordnung des Reproduktionsstatus von männlichen 

Papageien herangezogen werden. 
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Weltweit ist eine rasante Zunahme des Artensterbens auch bei der Klasse Aves zu 

verzeichnen. Durch Umweltveränderungen und unzählige andere menschliche Einflüsse 

(z.B. illegaler Handel) ist fast ein Drittel der Papageienpopulation (Psittaciformes) vom 

Aussterben bedroht. Eine Möglichkeit, diesen Trend aufzuhalten, besteht in der gezielten 

und effektiven Nachzucht bedrohter Arten in der Obhut von Menschen mit dem Ziel der 

späteren Wiederauswilderung. Leider waren bisher solche Bemühungen oft erfolglos. Dies 

ist der Tatsache geschuldet, dass fundierte wissenschaftliche Untersuchungen zum 

Reproduktionsstatus nahezu fehlen und ein Transfer der hormonanalytischen Methoden vom 

Säugetier zum Vogel nicht so einfach möglich ist.  

Ziel der vorliegenden Arbeit war die Etablierung von Methoden zur Hormonbestimmung in 

verschiedenen Medien beim männlichen Papagei, mit deren Hilfe eine Einordnung des 

Reproduktionsstatus möglich ist. Im Vordergrund standen dabei vor allem nicht-invasive 

Techniken, die mit deutlich geringerem Stress für die Tiere verbunden sind. Als Vertreter für 

die Gruppe der Papageienartigen wurden Wellensittiche (Melopsittacus undulatus, n=11), 

Nymphensittiche (Nymphicus hollandicus, n=9) und Halsbandsittiche (Psittacula krameri, 

n=7) ausgewählt und endokrinologisch untersucht. Diese Vögel wurden vom Bundesverband 

für fachgerechten Natur- und Artenschutz e.V. (BNA) zur Verfügung gestellt. Die Hormon-

analyse erfolgte in den regelmäßig gesammelten Blut-, Speichel- und Kotproben der 

männlichen Psittaziden. Neben dem Sexualhormon Testosteron wurden die Blutspiegel des 

Stresshormons Corticosteron bestimmt, da eine mögliche Beziehung zwischen Stress und 

Testosteronsekretion besteht.  

In den Vorversuchen wurden zunächst geeignete Methoden für die Hormonanalyse in den 

verschiedenen Medien beim Papagei entwickelt. Zur Extraktion von Testosteron aus den 
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Blut- und Kotproben erwies sich Diethylether als gut geeignet, während Speichel direkt ohne 

Extraktion im Testosteron-Enzymimmunoassay eingesetzt wurde. Da Papageien 

hauptsächlich primär konjugierte Testosteronmetabolite (85 %) ausscheiden, wurden die 

Kotproben nach dem Trocknen und Einwiegen mit Hilfe der β-Glucuronidase/Arylsulfatase 

hydrolysiert und dann mit Diethyether extrahiert. Die Corticosteronanalyse im Plasma der 

Papageien erfolgte durch Fällung der Proteine mittels absolutem Alkohol und Einsatz der 

Plasmaextrakte in den Radioimmunoassay. 

Bei den verschiedenen Papageienspezies traten während der Untersuchungsperiode 

vergleichbare Plasma-Testosteronkonzentrationen auf. Die höchsten Plasmaspiegel 

(0,36 ng/ml) wiesen die Wellensittiche im März 2007 auf, ähnliche Konzentrationen 

(0,34 ng/ml) erreichten die Nymphensittiche im Februar 2007. Demgegenüber zeigten die 

Halsbandsittiche geringere maximale Konzentrationen (0,26 ng/ml) im November 2007. Im 

Kot der Papageien wurden erwartungsgemäß deutlich höhere Testosteronwerte gemessen, 

weil die Steroidausscheidung im Kot kumulativ eine zurückliegende Zeitperiode und Blut den 

aktuellen Hormonstatus zum Zeitpunkt der Probennahme widerspiegelt. Bezüglich der 

Haltungs- und Umweltbedingungen zeigten die Papageien maximale Testosteronspiegel 

während der kalten Jahreszeit, bei kurzer (Halsbandsittich) bzw. zunehmender 

Tageslichtlänge (Wellen- und Nymphensittich) und Haltung in der Innenvoliere. Dabei spielte 

die Niederschlagsmenge in der gemäßigten Klimazone offenbar weniger eine Rolle in der 

aviären Reproduktion. Die Verlaufsuntersuchungen des Stresshormons Corticosteron im Blut 

der Papageien ergaben speziesspezifische Unterschiede hinsichtlich der Konzentrationen, 

zeitlichen Verläufe und in Bezug zum Testosteronspiegel. Auffällig hohe Corticosteron-

konzentrationen zeigten die nicht domestizierten Halsbandsittiche (15,9 – 35,6 ng/ml) im 

Vergleich zu den Wellensittichen (1,76 – 17,1 ng/ml) und Nymphensittichen (4,06 –

 12,1 ng/ml), bei denen sich vermutlich im Laufe der Domestikation eine verminderte 

Sensibilität der HPA-Achse ausgebildet hat. In Bezug zum Plasma-Testosteronspiegel war 

bei den Wellen- und Halsbandsittichen ein gegenläufiger Zusammenhang erkennbar, wobei 

beim Nymphensittich eine positive Korrelation zwischen der Testosteron- und Corticosteron-

konzentration im Plasma bestand. 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass durch die Testosteronanalyse in Kot und Plasma 

eine Einordnung des Reproduktionsstatus beim Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittich 

möglich ist. Es ist jedoch sinnvoll, Proben zu verschiedenen Zeitpunkten vergleichend zu 

betrachten, um die tierindividuellen Unterschiede zu berücksichtigen. Offensichtlich stehen 

die Steroidhormone der Gonaden und der Nebenniere zueinander in Beziehung, sodass 

auch Corticosteron in der Reproduktionsdiagnostik von männlichen Psittaziden Anwendung 

finden sollte. 
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A rapid loss of species can be globally observed, especially in the class of Aves. Changes in 

their environment and action by humans, such as illegal trading, induced extinction of nearly 

a third of the world wide population of parrots (Psittaciformes). One way would be the 

selective and effective breeding in captivity with the purpose to release the animals into the 

wild. Unfortunately most of these breeding efforts have been unsuccessful until now, which is 

mostly due to the lack of scientific research about the reproductive status of birds. 

The aim of the present study was to establish endocrine methods in different specimens of 

male parrots to assess their reproductive status. The main focus was in the use of non-

invasive techniques, which cause less stress in the animals. As representatives for the 

psittacines, budgerigars (Melopsittacus undulates, n=11), cockatiels (Nymphicus hollandicus, 

n=9) and rose-ringed parakeets (Psittacula krameri, n=7) were chosen and their endocrine 

profiles were examined. These birds were provided by „Bundesverband für fachgerechten 

Natur- und Artenschutz e.V.“ (BNA). Hormone analysis was carried out on regularly collected 

samples of blood, saliva and faeces of the male parrots. Beside the sexual hormone 

testosterone the levels of the stress hormone corticosterone were also determined due to the 

fact that, there is a possible relationship between stress and the secretion of testosterone. 

In pre-experiments, reliable techniques were established to determine hormones in the 

different specimens of parrots. For the extraction of testosterone from blood and faeces, 

diethyl ether was suitable, whereas saliva could be used without any extraction in the 

testosterone enzyme immunoassay. While parrots mostly secrete primary conjugated 

metabolites of testosterone (85 %), the faecal samples were hydrolysed with β-

glucuronidase/arylsulfatase after drying and weighing, and then extracted with diethyl ether. 
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The determination of corticosterone in plasma was achieved by precipitating the proteins with 

absolute alcohol and analysis of the extracts by radioimmunoassay. 

The different species used in this study showed similar concentrations of testosterone in 

plasma. Whereas, the budgerigars had the highest levels in plasma (0.36 ng/ml) in March 

2007, the cockatiels reached the highest concentrations (0.34 ng/ml) in February 2007. In 

contrast, the rose-ringed parakeets showed the maximal concentration of 0.26 ng/ml in 

November 2007. As expected, much higher levels of testosterone were measured in faeces, 

because faecal steroid metabolites from a longer period are stored in these samples 

whereas plasma hormone levels reflect the hormonal status at a certain time point. 

Concerning environmental and housing conditions maximal levels of testosterone occurred 

during the cold season, when the lengths of daylight were short (rose-ringed parakeets) 

respectively with increasing hours of daylight, as observed in budgerigars and cockatiels, 

and when the birds were kept in inside enclosures. In this study, rainfall did not appear to 

play an important role in avian reproduction in our temperate zone. Process analysis of the 

stress hormone corticosterone in the blood showed differences between the species 

concerning concentrations, changes over time and in relation to the level of testosterone. In 

the non-domestic rose-ringed parakeets, the levels of corticosterone in plasma were 

exceptionally high (15.9 – 35.6 ng/ml) compared to the budgerigars (1.76 – 17.1 ng/ml) and 

cockatiels (4.06 – 12.1 ng/ml). This is likely due to the fact, that these two species developed 

a lower sensitivity of the HPA-Axis during domestication. Budgerigars and rose-ringed 

parakeets showed a reversed relation between testosterone and corticosterone in plasma 

while the correlation was positive in cockatiels. 

In conclusion, the analysis of testosterone in faeces and plasma is a useful as well as 

reliable technique to assess the reproductive status of budgerigars, cockatiels and rose-

ringed parakeets. To account for individual variations, samples should be taken at different 

times and the results compared. A relationship between the steroid hormones of the gonads 

and the adrenals is obvious, therefore, corticosterone should be used as well to asses the 

reproductive status of male psittacines. 
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9 Anhang 

9.1 Material und Methoden 

9.1.1 Lösungen des Testosteron-EIA 

Beschichtungspuffer: 

4,29 g Na2CO3 x 10 H2O (Natriumcarbonat, Merck 6391) 

2,93 g NaHCO3 (Natriumhydrogencarbonat, Merck 6329) 

ad 1000 ml Aqua bidest, pH 9,6 

Assaypuffer: 

7,12 g NaHPO4 x 2 H2O (Natriumhydrogenphosphat, Merck 6580) 

8,5 g NaCl (Natriumchlorid, Merck 6404) 

1,0 g BSA (Bovines Serumalbumin, Serva 11930) 

ad 1000 ml Aqua bidest., pH 7,2 

Citratpuffer: 

2,10 g Citronensäure (wasserfrei, Baker) 

12,5 ml 2N NaOH 

ad 1000 ml Aqua bidest, pH 4,8 

Waschlösung: 

0,5 g Tween 80 (Polyoxyethylensorbitanmonooleat, Merck 822187) 

ad 1000 ml Aqua bidest. 

Substratlösung A: 

1,0 g Wasserstoffperoxid-Harnstoff (Merck 818356) 

18,0 g Na2HPO4 x 2H2O (Natriumhydrogenphosphat, Merck 6580) 

10,3 g Citronensäure x 1 H2O (Merck 244) 

ad 1000 ml Aqua bidest., pH 5,0 
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Substratlösung B: 

0,5 g TMB (Tetramethylbenzidin, Boehringer 784974) 

40 ml DMSO (Dimethylsulfoxid, Serva 20385) 

10,3 g Citronensäure x 1 H2O (Merck 244) 

ad 1000 ml Aqua bidest., pH 2,4 

2M H2SO4 als Stopplösung: 

889 ml Aqua dest. 

111 ml H2SO4 (Schwefelsäure, 95-98 %) 

9.1.2 Lösungen des Corticosteron-RIA 

Phosphatpuffer I: 

13,8 g NaH2PO4 x H2O (Natriumhydrogenphosphat, Merck 6346) 

2,0 g NaN3 (Natriumazid, Sprengstoffwerk Schönebeck/Elbe) 

ad 1000 ml Aqua bidest., pH 7,4 

Phosphatpuffer II: 

500 ml Phosphatpuffer I 

1,0 g Gelatine (DAB 7, Laborchemie Apolda) 

ad 1000 ml Aqua bidest. 

Aktivkohlesuspension: 

600 mg Norit A (Serva 30890) 

60 mg Dextran T70 (Pharmacia Fine Chemicals AB, Schweden) 

ad 100 ml Phosphatpuffer I 

9.1.3 Antikörper (AK) der Immunoassays 

Beschichtungs-AK: 

Testosteron: Sheep-Anti-Rabbit IgG (Sigma R 3631, Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 

Taufkirchen, Germany) 
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Spezifischer AK: 

Testosteron: laboreigene Immunisierung (Kaninchen), Endverdünnung 1:300000 

Corticosteron: laboreigene Immunisierung (Kaninchen), Endverdünnung 1:900 

9.1.4 Enzym des Testosteron-EIA 

Testosterone-3-CMO-HRP (65-IT07, Fitzgerald Industries International, USA) 

Endverdünnung: 1:30000 

9.1.5 Tracer des Corticosteron-RIA 

[1,2,6,7-3H]-Corticosterone (TRK406, Amersham GE Healthcare, UK) 

Endverdünnung: 1:7500 

9.1.6 Kreuzreaktivitäten der in den Immunoassays ve rwendeten AK 

Testosteron-AK: 

 % 

Testosteron 100 

Androstendion (A4) 0,58 

Progesteron (P4) 0,09 

Östradiol (E2) <0,01 

Corticosteron-AK (nach KRATZSCH 1984): 

 % 

Corticosteron 100 

Cortisol 0,04 

Cortison 0,04 

11-Desoxycortisol 0,01 

11-Desoxycorticosteron 4,0 

Progesteron 0,08 

17α-Hydroxyprogesteron 0,04 

Aldosteron 0,02 

Dexamethason <0,01 
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9.1.7 Intra- und Interassayvarianzen der Immunoassa ys 

Tab. 3: Intra- und Interassayvarianz des Testostero n-EIA und Corticosteron-RIA 

 Testosteron-EIA Corticosteron-RIA 

Intraassayvarianz (%) 4,42 6,12 

Interassayvarianz (%) 6,71 7,42 

 

9.2 Ergebnisse 

9.2.1 Wellensittiche 

Tab. 4: Körpermasse (KM, Mittelwerte in g), Testost eronkonzentrationen (T) in Plasma, 

Speichel (Medianwerte in ng/ml) und Kot (Medianwert e in ng/g TM) und Plasma-

Corticosteronkonzentrationen (Medianwerte in ng/ml) , n.u.=nicht untersucht 

Datum KM T-Plasma T-Speichel T-Kot Corticosteron 
11.07.2006 49,1 0,19 n.u. 6,88 n.u. 
26.07.2006 49,1 0,14 n.u. 5,21 6,07 
08.08.2006 48,0 0,14 n.u. 6,52 5,90 
23.08.2006 47,7 <0,10 n.u. 4,08 9,41 
05.09.2006 45,4 0,29 0,14 4,51 7,54 
20.09.2006 47,7 0,12 0,28 3,85 1,76 
04.10.2006 44,3 0,13 0,19 3,33 5,67 
17.10.2006 45,6 0,23 0,36 4,93 2,59 
24.01.2007 41,5 0,15 0,52 4,27 12,0 
27.02.2007 46,6 0,30 0,26 8,23 12,3 
21.03.2007 48,9 0,36 0,18 2,45 9,78 
03.04.2007 45,6 0,24 0,16 1,65 17,1 
16.04.2007 45,2 0,19 0,28 1,63 12,0 
02.05.2007 44,4 0,17 0,16 1,14 12,7 
14.05.2007 42,8 0,14 <0,10 1,16 13,3 
29.05.2007 43,6 0,23 0,19 2,40 9,58 
13.06.2007 42,6 0,22 0,12 1,31 5,84 
27.06.2007 40,4 0,20 0,15 1,09 13,6 
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9.2.2 Nymphensittiche 

Tab. 5: Körpermasse (KM, Mittelwerte in g), Testost eronkonzentrationen (T) in Plasma, 

Speichel (Medianwerte in ng/ml) und Kot (Medianwert e in ng/g TM) und Plasma-

Corticosteronkonzentrationen (Medianwerte in ng/ml)  

Datum KM T-Plasma T-Speichel T-Kot Corticosteron 
23.01.2007 106,2 0,22 0,66 31,6 8,41 
28.02.2007 107,1 0,34 1,43 23,6 12,1 
22.03.2007 110,0 0,15 0,70 31,0 12,1 
04.04.2007 111,3 <0,10 1,48 37,5 8,60 
17.04.2007 111,8 0,11 2,66 32,1 9,16 
03.05.2007 103,8 0,19 0,46 36,4 10,8 
15.05.2007 101,3 <0,10 0,27 19,4 7,53 
30.05.2007 102,2 <0,10 0,48 23,6 6,63 
14.06.2007 104,0 0,20 0,71 14,5 4,06 
28.06.2007 102,4 0,16 0,28 21,2 7,97 
11.07.2007 93,1 0,12 0,30 27,7 10,5 
25.07.2007 103,6 <0,10 0,36 21,8 5,50 
15.08.2007 110,0 <0,10 0,26 16,5 5,91 
29.08.2007 100,0 <0,10 0,28 16,1 8,96 
12.09.2007 98,7 <0,10 0,30 21,2 7,76 
26.09.2007 100,0 <0,10 1,21 15,5 6,17 
12.10.2007 100,4 0,10 0,85 19,5 9,61 
30.10.2007 100,7 <0,10 0,35 25,3 4,53 
13.11.2007 100,4 0,18 0,73 39,2 8,44 
28.11.2007 101,6 0,12 0,62 20,7 8,55 
10.12.2007 107,6 <0,10 0,19 30,0 7,10 
09.01.2008 103,1 0,10 0,32 20,0 7,78 
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9.2.3 Halsbandsittiche 

Tab. 6: Körpermasse (KM, Mittelwerte in g), Testost eronkonzentrationen (T) in Plasma, 

Speichel (Medianwerte in ng/ml) und Kot (Medianwert e in ng/g TM) und Plasma-

Corticosteronkonzentrationen (Medianwerte in ng/ml)  

Datum KM T-Plasma T-Speichel T-Kot Corticosteron 
22.01.2007 131,3 <0,10 0,18 22,4 19,2 
01.03.2007 130,4 0,13 0,13 40,6 32,1 
23.03.2007 124,9 0,11 0,37 23,7 34,9 
05.04.2007 124,6 <0,10 0,10 23,0 23,2 
18.04.2007 123,4 <0,10 0,40 25,2 34,7 
04.05.2007 124,6 <0,10 0,19 23,3 34,6 
16.05.2007 128,0 <0,10 0,24 16,8 35,6 
31.05.2007 125,4 <0,10 0,38 20,0 26,5 
15.06.2007 126,6 <0,10 0,19 18,3 19,9 
29.06.2007 125,7 <0,10 0,19 25,8 25,7 
10.07.2007 124,0 0,13 <0,10 17,8 21,1 
26.07.2007 122,9 <0,10 0,11 25,2 25,4 
16.08.2007 124,9 <0,10 0,20 22,1 26,4 
30.08.2007 124,9 0,20 0,30 24,5 25,4 
13.09.2007 122,9 0,14 <0,10 14,7 22,8 
27.09.2007 123,9 0,15 0,19 20,0 19,0 
11.10.2007 124,6 0,13 0,44 26,0 26,0 
29.10.2007 124,9 0,15 0,17 30,0 15,9 
15.11.2007 123,7 0,26 0,28 26,0 27,4 
29.11.2007 127,7 0,17 0,17 16,8 23,3 
11.12.2007 127,0 0,13 0,12 15,6 23,3 
10.01.2008 125,0 0,21 <0,10 32,0 22,7 
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