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Reptilien werden zunehmend auch in der tierärztlichen Praxis vorgestellt. Eine Aufklärung von 
TierärztInnen bezüglich des Risikos von Reptilien-assoziierten Salmonellosen ist im Hinblick auf die 
fachkundige Information von Pflegepersonal, aber auch von Kunden von Bedeutung. Mit folgenden 
Maßnahmen lassen sich Reptilien-assoziierte Salmonellosen verhindern: 
 

• Hände nach Kontakt mit Reptilien waschen (Seife oder Alkohol). 
• Personen mit erhöhtem Infektionsrisiko (z. B. Kinder <5 Jahren, immunsupprimierte Personen) 

sollen Kontakt mit Reptilien meiden. 
• Reptilien sollen nicht in Kinder-Krippen oder Haushaltungen mit Kindern <5 Jahren gehalten 

werden. 
• Reptilien sollen im Haus nicht frei gehalten werden. 
• Reptilien sind außerhalb von Küchen oder anderen Orten, wo Esswaren zubereitet werden, zu 

halten. 
 
Die Diskussion um die prophylaktische Behandlung von Reptilien gegen Salmonellen gewinnt zur Zeit an 
Bedeutung (Mitchell et al. 2007). Die Verbreitung solcher Behandlungen wird aber wegen der 
Befürchtung von Resistenzbildung gegen Antibiotika eingeschränkt. 
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Aktuelles zur Boid Inclusion Body Disease 
 
Jean-Michel Hatt* 
Klinik für Zoo-, Heim- und Wildtiere, Departement für Kleintiere, Vetsuisse-Fakultät, Universität Zürich 
(Schweiz) 
 
 
Zusammenfassung 
Obschon die Boid Inclusion Body Disease (BIBD, Einschlusskörperchen-Krankheit der Boiden) seit rund 
25 Jahren bekannt ist, wirft sie immer noch viele Fragen auf. Die Krankheit weist eine hohe Morbidität 
und Mortalität auf und ist weltweit verbreitet. Betroffen sind von BIBD vor allem Boa und Python, 
insbesondere der Tigerpython (Python molurus bivittatus). Klinisch manifestiert sich BIBD durch 
chronisches Regurgitieren (Aufwürgen) von Futter, v. a. bei Boa sowie zentralnervösen 
Verhaltensänderungen v. a. bei Python, wie Kopfzittern, Inkoordination und Lähmungen. Auffallend 
häufig sind auch Begleit-Erkrankungen z. B. Lungenentzündungen. Mikroskopisch lassen sich v. a. in 
Epithelzellen z. B. Nierentubuli, Neuronen aber auch in der Leber, eosinophile intrazytoplasmatische 
Einschlusskörperchen nachweisen. Als Ursache wird ein Retrovirus vermutet, wobei ein eindeutiger 
Nachweis dafür noch aussteht. Eine Behandlung ist nicht möglich und die Prophylaxe (Quarantäne, 
Hygiene, prophylaktische Untersuchungen) ist von besonderer Wichtigkeit, um eine unkontrollierte 
Weiterverbreitung zu verhindern. 

 
Ein Review der in den letzten 5 Jahren in begutachteten Zeitschriften publizierten Arbeiten mit 
Bedeutung für BIBD hat folgende neue Erkenntnisse hervorgebracht: 
 

• Endogenes Retrovirus bei Tigerpython und Blutpython (Huder et al. 2002) 
Die Retrovirenhypothese wurde mit hochsensitiven Tests (PERT assay) in 33 Boiden 
untersucht. Retrovirale Erkrankungen gehen meist mit einer Plasmavirämie einher und es lässt 
sich mit einem am Nationalen Zentrum für Retroviren der Universität Zürich die Partikel-
assoziierte reverse Transkriptase (RT) nachweisen. Bei sämtlichen Tigerpython (Python 
molurus) und Blutpython (P. curtus) ließ sich ein Retrovirus nachweisen. Sämtliche Proben von 
P. regius, P. reticulatus, Boa constrictor, Morelia spilota und Eunectes notaeus waren dagegen 
negativ. Das nachgewiesene Virus weist eine phylogenetische Verwandtschaft mit B- und D-
Retroviren und den Typ-C-Säugerretroviren auf, konnte jedoch nicht eindeutig klassifiziert 
werden. Es konnte gezeigt werden, dass es sich um ein endogenes Virus handelt und für 
mononukleäre Zellen von Boa constrictor und Königspython (P. regius) nicht infektiös ist. Es 
wurde die Bezeichnung Python-endogenes Retrovirus (PyERV) vorgeschlagen.  

 
• ELISA in Boa constrictor (Lock et al. 2003) 

Monoklonale (Maus) und polyklonale (Kaninchen) Antikörper erkannten Boa constrictor 
Immunglobuline. Die polyklonalen Antikörper kreuzreagierten mit 13 von 14 untersuchten 
weiteren Spezies, insbesondere Anakonda und Baumpython. Damit wurde eine Grundlage 
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geschaffen, um mittels ELISA infektiöse Krankheiten, evtl. auch BIBD; intra vitam zuverlässig 
nachzuweisen.  

 
• Typ-A-ähnliches Retrovirus und Adenokarzinom bei einem Hundskopfschlinger (Corallus 

caninus) (Oros et al. 2004) 
Ein Adenokarzinom im Dickdarm mit Metastasierung in verschiedene Organe wird erstmals bei 
einer Schlange beschrieben. Viruspartikel mit Ähnlichkeit zu Typ-A-Retroviren wurden in der 
Neoplasie mittels Transmissions-Elektronenmikroskopie nachgewiesen. Bei den bisher mit 
Retroviren in Verbindung gebrachten Neoplasien bei Schlangen handelte es sich um Typ-C-
Viren.  

 
• BIBD in Belgien (Vancraeynest et al. 2006) 

Es werden drei Fälle von BIBD bei Boa constrictor beschrieben. Klinisch zeigten die Tiere 
zentralnervöse Störungen und histopathologisch wurden in Leber und Pankreas 
charakteristische eosinophile, intrazytoplasmatische Einschlusskörper nachgewiesen. Mittels 
Transmissions-Elektronenmikroskopie konnten in verschiedenen Geweben keine Retroviren 
nachgewiesen werden. 
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Häufige Viruserkrankungen bei Reptilien (exklusive IBD) 
 
Rachel E. Marschang* 
Institut für Umwelt- und Tierhygiene, Universität Hohenheim 
 
 
Die Reptilienvirologie ist eine sich ständig weiterentwickelnde Wissenschaft. Durch Verbesserung der 
diagnostischen Möglichkeiten und einem gesteigerten Bewusstsein von der Bedeutung viraler 
Infektionen bei Reptilien werden immer mehr Viren bei Reptilien nachgewiesen bzw. die 
nachgewiesenen Viren immer besser charakterisiert. In vielen Fällen wurden die Koch’schen Postulate 
für virale Erkrankungen der Reptilien jedoch noch nicht erfüllt, so dass eine Verbindung zwischen Virus 
und Krankheit aus klinischen, pathologischen und histologischen Befunden hergeleitet wird. Es gibt 
jedoch mehrere Viren, die als wichtige Krankheitserreger bei Reptilien angesehen werden und mit denen 
sich der Praktiker, der sich mit diesen Tieren beschäftigt, auskennen sollte. Wie in anderen Bereichen 
der Tiermedizin spielen auch bei der Reptilienvirologie molekularbiologische Nachweismethoden eine 
immer größer werdende Rolle. Dabei wird der Nachweis kleinster Mengen Viruspartikel möglich. 
Dadurch wird es allerdings z. T. noch schwieriger, einen Zusammenhang zwischen Infektion und 
Krankheit herzuleiten. Solche Verfahren sind auch mit gewissen Gefahren verbunden. In vielen Fällen 
sind die bei Reptilien nachgewiesenen Viren noch unzureichend charakterisiert. Dadurch können 
beschriebene molekulare Verfahren u. U. nur einen Bruchteil der möglichen Viren nachweisen. Es ist 
also bei der Interpretation virologischer Befunde wichtig, sich bewusst zu sein, wie viel man über 
Reptilienviren noch lernen muss. Andererseits gibt es bisher in den meisten Fällen keine Möglichkeit, 
infizierte Tiere zu behandeln. Eine Impfung gegen eine Virusinfektion ist bei Reptilien ebenfalls noch 
nicht erfolgreich durchgeführt worden. Aus diesem Grund ist eine Erkennung infizierter Tiere von 
besonderer Bedeutung. In diesem Beitrag werden Beispiele wichtiger und häufig vorkommender Viren 
von häufig in Gefangenschaft gehaltenen Reptilien, sowie ihrer Diagnose erläutert.  
 
Die folgenden, bei Reptilien nachgewiesenen Viren, werden diskutiert: 
 

• Paramyxovirusinfektionen bei Schlangen 
• Herpesvirusinfektionen bei Landschildkröten 
• Adenovirusinfektionen bei Echsen und Schlangen 
• Iridovirusinfektionen bei Reptilien 

 
 
Paramyxovirusinfektionen bei Schlangen 
Die Paramyxoviren (PMV) der Schlangen oder ophidian PMV (oPMV) verursachen v. a. bei Vipern 
(Viperidae) Erkrankungen. Daneben wurden oPMV-Infektionen bei Nattern (Colubridae), Giftnattern 
(Elapidae), und Riesenschlangen (Boidae) beschrieben. OPMV-Infektionen zeigen sich klinisch in Form 
von respiratorischen Symptomen wie offenes Maul, blutige bis eitrige Exsudate in der Mundhöhle und 
abnorme Atemgeräusche. ZNS-Störungen kommen bei betroffenen Schlangen ebenfalls häufig vor. 
Inapparente Infektionen scheinen möglich zu sein und sind u. U. für die Einschleppung in neue Bestände 

                                                           
* rachel.marschang@googlemail.com 



Heimtiere – Reptilien und Fische                                                                                Marschang 
 

 435 

von Bedeutung. Die Koch’schen Postulate sind für oPMV-Infektionen im Zusammenhang mit einer 
respiratorischen Erkrankung bei Klapperschlangen erfüllt worden (Jacobson et al. 1997). Das Virus wird 
wahrscheinlich als Tröpfcheninfektion übertragen, wird aber ebenfalls über den Kot ausgeschieden. Die 
Diagnose der oPMV wird immer häufiger durch RT-PCR durchgeführt. Es sind dabei verschiedene 
Methoden beschrieben worden (Ahne et al. 1999; Franke et al. 2001). Eine Virusisolierung in Zellkultur 
ist ebenfalls möglich. Als Proben sind bei toten Tieren die Lunge, gefolgt von Niere, Darm und Leber 
geeignet (Blahak 1995). Bei lebenden Tieren kann Virus u. U. sowohl in oralen als auch in Kloakentupfer 
nachgewiesen werden. Serologische Untersuchungen mittels Hämagglutinations-Inhibitions-Test (HAH) 
sind möglich. 

 
 

Herpesvirusinfektionen bei Landschildkröten 
Herpesviren wurden bei verschiedenen Landschildkrötenspezies in verschiedenen Ländern 
nachgewiesen. Es wird davon ausgegangen, dass alle Landschildkröten infiziert werden können. Dabei 
scheinen verschiedene Spezies verschieden empfindlich zu sein. Bei den häufig in Deutschland 
gehaltenen Spezies sind Griechische (Testudo hermanni) und Russische Landschildkröten (T. 
horsfieldii) hochempfindlich. Bei maurischen- (T. graeca) und Breitrandschildkröten (T. marginata) 
scheinen Herpesvirusinfektionen mit geringerer Mortalität einherzugehen. Typische klinische Symptome 
einer Herpesvirusinfektion sind ulzerative bis diphtheroid-nekrotisierende Stomatitis und Glossitis, 
Lethargie, Anorexie und Rhinitis. Dabei ist aber auch von Bedeutung, dass Herpesviren latente 
Infektionen verursachen können. Das heißt, dass klinisch inapparente Tiere Träger und auch 
Ausscheider sein können. Histologisch verursachen Herpesviren eosinophile, intranukleäre 
Einschlusskörper v. a. im Epithel der Zunge, der Trachea, und der Lunge sowie im Gehirn, Magen, Darm 
und der Leber. Die Diagnose der Herpesvirusinfektion bei Landschildkröten erfolgt zunehmend durch 
PCR (Marschang et al. 2006), aber auch mittels Histologie sowie Virusisolierung. Bei toten Tieren eignet 
sich v. a. die Zunge als Untersuchungsmaterial. Bei lebenden Tieren kann man Rachenabstriche 
untersuchen lassen. Serologische Untersuchungen sind auch möglich. 
 
 
Adenovirusinfektionen bei Echsen und Schlangen 
Adenoviren werden häufig bei Schlangen und vor allem bei Echsen nachgewiesen. Bei den Echsen sind 
sie besonders häufig bei Agamen beschrieben worden. Adenoviren können auch bei verschiedenen 
wildlebenden Reptilien nachgewiesen werden. Es ist in vielen Fällen dabei unklar, ob sie direkt eine 
Krankheit auslösen. Klinisch kann eine solche Infektion mit Anorexie oder zentralnervösen Störungen 
assoziiert sein. Pathologisch und histologisch werden Veränderungen v. a. in der Leber betroffener Tiere 
nachgewiesen. Die Diagnose der Adenovirusinfektionen erfolgt bei toten Tieren durch den Nachweis 
basophiler intranukleärer Einschlüsse in betroffenen Geweben (v. a. Leber und Darm). Ein PCR kann mit 
DNA, dass von solchen Geweben präpariert wird, durchgeführt werden (Wellehan et al. 2004). Diese 
PCR kann bei lebenden Tieren auch bei oralen- und Kloakentupfer eingesetzt werden. Eine Isolierung 
von Reptilienadenoviren ist bisher nur bei Schlangen gelungen, bei Echsen konnte bisher kein Virus 
isoliert werden. Aus diesem Grund ist eine serologische Untersuchung auf Antikörper gegen Adenoviren 
bei Echsen nicht möglich, da bisherige Untersuchungen gezeigt haben, dass die Adenoviren relativ 
speziesspezifisch sind.  
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Iridovirusinfektionen bei Reptilien 
Die Familie Iridoviridae enthält Viren, die wechselwarme Vertebraten oder Invertebraten infizieren 
können. Zu dieser Familie gehören auch die Ranaviren, die bei Fischen, Amphibien und Reptilien 
beschrieben wurden. Bei Reptilien sind sie am häufigsten bei Schildkröten beschrieben worden, wo sie 
v. a. im Zusammenhang mit Leberveränderungen sowie mit herpesvirusartigen Veränderungen 
(Stomatitis, Halsödem) vorkommen. In einzelnen Fällen sind sie auch bei Echsen und Schlangen 
nachgewiesen worden. Ranaviren können basophile intrazytoplasmatische Einschlüsse in infizierten 
Zellen (v. a. Hepatozyten) verursachen. Die Diagnose kann durch Virusisolierung oder PCR erfolgen 
(Marschang et al. 1999). In den letzten Jahren wurden in Deutschland immer wieder Invertebraten-
Iridoviren (IIV) bei Reptilien nachgewiesen (Just et al. 2001). Diese Viren infizieren v. a. Insekten. Bei 
den Reptilien, bei denen solche Viren nachgewiesen wurden, gab es unterschiedliche Befunde, am 
häufigsten wird eine Kachexie beobachtet, in manchen Fällen wurden aber auch Hautveränderungen 
gesehen. Die Bedeutung dieser Viren bei Reptilien wird noch untersucht. Es wird postuliert, dass die 
Reptilien sich durch den Verzehr infizierter Futterinsekten infizieren könnten. Der Nachweis der IIV bei 
Reptilien erfolgt entweder durch Isolierung in Zellkultur oder PCR (Weinmann et al. 2007). 
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Bildgebende Verfahren bei Reptilien 
 
Michael Pees*1, Ingmar Kiefer2, M.-E. Krautwald-Junghanns1 
1Klinik für Vögel und Reptilien, 2Klinik für Kleintiere, Universität Leipzig 
 
 
Einleitung 
Die bildgebende Diagnostik hat bei Reptilien eine herausragende Bedeutung und steht neben der 
Infektionsdiagnostik sicher an erster Stelle der weiterführenden Untersuchungen. Hierbei ist die 
Röntgenuntersuchung aufgrund der einfachen Durchführung das am häufigsten eingesetzte Verfahren. 
Aber auch die Ultraschalluntersuchung wird zunehmend häufiger eingesetzt. Sie kann mit den üblichen 
Ultraschallgeräten bis auf wenige Einschränkungen auch bei Reptilien eingesetzt werden und liefert 
insbesondere bei nicht röntgendichten Veränderungen wertvolle Zusatzinformationen. Die neueren 
bildgebenden Diagnostika, die Computertomographie (CT) und die Magnetresonanztomographie (MRT), 
sind zwar ausgesprochen wertvolle diagnostische Hilfsmittel insbesondere bei Schildkröten, aber derzeit 
für die Praxis wenig relevant. Erste Erfahrungen zeigen das hohe Potential dieser Techniken und eine 
entsprechende Untersuchung sollte bei unklaren Fällen zumindest mit in Betracht gezogen werden 
(Überweisung an spezialisierte Einrichtungen). 

Als je nach Einsatz invasives oder nicht invasives Verfahren ist die Endoskopie bei Reptilien seit 
vielen Jahren etabliert. 

Für die Interpretation der Ergebnisse sind Kenntnisse der Anatomie absolute Voraussetzung. Hier 
gibt es zwischen den einzelnen Reptilienarten erhebliche Unterschiede. Insbesondere bei Schlangen ist 
die Kenntnis der Lage der Organe wichtig, um eine Veränderung in einem bestimmten Körpersegment 
zuordnen zu können.  
 
 
Röntgenuntersuchung 
Die Röntgenuntersuchung ist die am weitesten etablierte bildgebende Diagnostik bei Reptilien. Die 
Ebenen und die Lagerung unterscheiden sich nur teilweise vom Säuger. Allerdings ist dem Schutz vor 
Verletzungen besondere Bedeutung zuzuschreiben. Dies betrifft einerseits den Schutz des Tieres vor 
Verletzungen, andererseits natürlich auch den Schutz der haltenden Person. Eine gute und sichere 
Fixierung ist deshalb besonders wichtig. Bei den meisten Echsen und Schildkröten werden 
Ganzkörperaufnahmen angefertigt. Bei Schlangen kann allerdings eine segmentale Untersuchung 
notwendig sein. 

Die Anforderungen an die Technik entsprechen weitgehend denen bei Kleintieren. Wichtig ist aber, 
dass die Röntgenröhre schwenkbar ist und der senkrechte Strahlengang auch horizontal ausgerichtet 
werden kann. Bei kleinen Reptilien (unter 200g) hat sich zur besseren Darstellung der einzelnen 
Strukturen die Verwendung von Mammographiefolien sehr bewährt, bei größeren Tieren kann auf 
gängige Film-Folien-Kombinationen zurückgegriffen werden. 

Echsen werden meist in zwei Ebenen geröntgt (dorsoventral und laterolateral). Hierzu wird das Tier 
meist mit einer Hand im Hals-/Hinterkopfbereich fixiert, die andere Hand presst beide Hinterbeine an die 
Schwanzwurzel und fixiert diese mit. Die zweite Möglichkeit besteht darin, die Tiere in einer Box/ Wanne 
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auf die Röntgenkassette zu stellen oder eventuell bei stark geschwächten Echsen diese direkt auf die 
Röntgenkassette zu legen. Schließlich kann es bei kleinen Echsen sinnvoll sein, die Extremitäten mit 
Bindeseilen so zu halten, dass das gesamte Reptil geröntgt werden kann, ohne durch die Fixation große 
Bereiche ausblenden zu müssen: 

Schildkröten werden meist in drei Ebenen geröntgt. Die beiden Standardebenen sind die 
dorsoventrale (nicht ventrodorsale!) und die laterolaterale Projektion. Zusätzlich ist die kraniokaudale 
Projektion insbesondere für die vergleichende Untersuchung der Lungenfelder von Bedeutung. In der 
Regel bereitet die Fixation der Schildkröte wenig Schwierigkeiten, es wird meist keine haltende Person 
am Tier benötigt. Für die dorsoventrale Projektion wird das Tier direkt auf die Röntgenkassette gesetzt 
und bei Bedarf mit Klebeband fixiert. Die beiden anderen Projektionen sollten bei gleicher Lage der 
Schildkröte durchgeführt werden! Es ist nicht sinnvoll, die Schildkröte für die Untersuchung auf die Seite 
zu kippen. Die inneren Organe sind nur locker aufgehängt und es kann zu Verlagerungen kommen mit 
der Folge, dass die Organsysteme nicht beurteilt werden können. Deshalb sollte der Strahlengang des 
Röntgengerätes in die horizontale Ebene verlagert werden. Um die Projektion zu erleichtern und das Tier 
zu fixieren, können die Tiere „aufgebockt“ auf einem Holzblock oder einem Plastikgefäß gelagert 
werden. Die Röntgenkassette steht möglichst senkrecht hinter der Schildkröte. 

Die Röntgenuntersuchung bei Schlangen bereitet aufgrund der Länge der Tiere oft Schwierigkeiten. 
Eine Möglichkeit ist es, die Schlange in einem Gefäß auf der Röntgenkassette zu Röntgen. Allerdings ist 
so nur die meist weniger aussagekräftige dorsoventrale Projektion möglich. Außerdem ist die Beurteilung 
der Aufnahme einer eingerollten Schlange durch mehrfache Überlagerungen und Organverschiebungen 
schwieriger und weniger aussagekräftig. Deshalb ist die segmentale Untersuchung sinnvoller. Wichtig ist 
es hierbei, die einzelnen Abschnitte auf der Schlange mit röntgendichten Markern/Klammern kenntlich zu 
machen. So lassen sich Veränderungen auf dem Röntgenbild leicht der entsprechenden Körperregion 
zuordnen. 

Die Beurteilung der Röntgenaufnahmen folgt den gleichen Kriterien wie bei Säugetieren, allerdings 
sind reptilientypische Erkrankungen (beispielsweise Knochenveränderungen infolge inadäquater Haltung 
und Fütterung) mit zu berücksichtigen. 

 
 

Folgende Punkte sind von besonderer Bedeutung: 
 

Knochen 
 

• Ausprägung 
• Kalzifizierung 
• Schildkröten: Lochfraßmuster 
• Verbiegungen/ alte Frakturen 

 
Weichteile 
 

• intracoelomaler Fettkörper (dadurch oft reduzierte Detailerkennbarkeit) 
• Größe, Homogenität, Umriss der Organe 
• Lage der Organe (Verlagerungen) 
• Füllung des Magen-Darm-Traktes (Sand, Fremdkörper) 
• Größe des Lungenbereiches/Luftsacks 
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Ultraschalluntersuchung 
Auch wenn die Ultraschalluntersuchung bei Reptilien in der Praxis bisher vergleichsweise selten 
Verwendung findet, ist der Einsatz als Diagnostikum ausdrücklich zu empfehlen. Verschiedene 
Veränderungen, wie beispielsweise Follikelretentionen, Aszites und einige Organvergrößerungen 
können mittels Ultraschall schnell und einfach dargestellt werden. Die Anforderungen an die Technik 
sind vergleichsweise gering, die üblichen Schallköpfe können außer bei Schildkröten und kleinen 
Reptilien meist eingesetzt werden. Die Ankopplung ist ebenfalls unproblematisch. Bei Schlangen und 
Echsen erfolgt der Zugang meist von ventral mit Sektoren- oder Parallelscannern. Um die Luft zwischen 
den Schuppen zu verdrängen, sollte reichlich Gel aufgetragen werden. Vorheriges Baden in warmem 
Wasser kann die Ankopplung erleichtern. Da es sich um poikilotherme Tiere handelt, kann die 
Verflüssigung des Ultraschallgels Probleme bereiten, es ist sinnvoll, angewärmtes Gel zu verwenden. 
Bei Schlangen kurz vor der Häutung ist die Darstellungsqualität meist sehr schlecht, da sich bereits 
Luftkammern zwischen alter und neuer Haut gebildet haben und damit die Penetration der 
Ultraschallwellen verhindert wird. Bei Schildkröten eignet sich meist nur der Bereich der Kniebucht und 
der Halsbucht zur Ankopplung, dementsprechend müssen kleine Schallköpfe verwendet werden. Nur bei 
Weichschildkröten können die Organe auch direkt durch den Panzer angeschallt werden. Die Buchten 
sollten ebenfalls reichlich mit Ultraschallgel gefüllt werden. 
 
 
Computertomographie und Magnetresonanztomographie 
Der Einsatz der Magnetresonanztomographie und der Computertomographie ist mittlerweile bei 
Schildkröten, Schlangen und Echsen beschrieben. Dennoch fehlen für viele Befunde Referenzwerte 
beziehungsweise Untersuchungsprotokolle zur Standardisierung. 

Insbesondere bei Schildkröten, bei denen die sonstige Diagnostik aufgrund des Panzers schwierig 
ist, ist die Magnetresonanztomographie eine wichtige Bereicherung, die bei entsprechenden 
Problemfällen berücksichtigt werden sollte. 

Um Bewegungsartefakte zu minimieren, ist meist eine Immobilisation des Reptils notwendig. Bei 
Schildkröten reicht häufig das Einbinden der Gliedmaßen in den Panzer. Bei sehr aktiven Schildkröten, 
bei Echsen und bei Schlangen ist in der Regel eine Anästhesie erforderlich, um Bewegungsartefakte zu 
vermeiden. Kleinere, stark geschwächte, apathische Echsen können auch ohne Sedation untersucht 
werden, indem sie auf eine Platte oder in einem Plexiglaskäfig fixiert werden. 

Aus Gründen des Strahlenschutzes (CT) wie auch der Verarbeitung der erhaltenen Datenmengen ist 
eine Eingrenzung des Untersuchungsfeldes auf die entsprechende Lokalisation gefordert. Schildkröten 
werden durch ihre kompakte Form meist komplett gescannt. Bei Schlangen dagegen ist eine 
Eingrenzung (ggf. auch durch vorherige Röntgen-, Ultraschalldiagnostik und Markierung) meist 
erforderlich. Die Untersuchung erfolgt in Bauchlage entlang der Längsachse des Tieres, wobei sich bei 
der CT eine Schnittdicke zwischen 0,7 und 2 mm als sinnvoll erwiesen hat.  
 
 
Literatur 
beim Verfasser erhältlich 
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Hauterkrankungen bei Koi: Ursachen, Diagnostik, Therapie 
 
Kathrin Pees* 
Klinik für Vögel und Reptilien, Universität Leipzig 
 
 
Die faszinierende Welt der Koikarpfen findet immer mehr Anhänger und damit spielen diese Fische auch 
eine zunehmende Rolle in der tierärztlichen Praxis. Spezialisierungen auf dieses Fachgebiet sind aber in 
Deutschland immer noch nicht flächendeckend gegeben. 

Ein wichtiges Gesundheitskriterium bei Koi sind kräftige Farben und eine makellose Haut. Da 
Veränderungen der Haut von den Tierhaltern in der Regel schnell bemerkt werden, sind sie auch ein 
häufiger Grund für die Konsultation bei einem Tierarzt. 
 
Anatomische und physiologische Gegebenheiten 
Die Fischhaut besteht aus drei Schichten: der Oberhaut (Epidermis), der Lederhaut (Dermis) und der 
Unterhaut (Subcutis). Die Epidermis ist beim Karpfen ein mehrschichtiges Epithel. Eingelagerte 
Schleimzellen produzieren den Schleim, welcher schützend den gesamten Fisch bedeckt. Die Lederhaut 
besteht aus einer gefäß- und nervenführenden oberen und einer straffen unteren Schicht. Sie bildet die 
Schuppen. Die Subcutis besteht aus netzartig angeordneten Bindegewebsfasern mit eingelagerten 
Fettzellen. 

Die Haut eines Fisches erfüllt mehrere Funktionen: Zum Einen dient sie wie auch die Säugerhaut als 
Barriere vor Infektionen und schützt vor mechanischen Verletzungen. Darüber hinaus ist sie aber auch 
für die Aufrechterhaltung des osmotischen Drucks verantwortlich. 
 
Diagnostische Möglichkeiten in der Praxis 
Hautveränderungen können durch eine direkte Schädigung der Haut entstehen, können aber auch durch 
systemische Erkrankungen hervorgerufen werden. Dementsprechend sind eine ausführliche Anamnese 
wie auch eine klinische Untersuchung selbst bei sehr augenfälligen Veränderungen wichtig. 
 
1. Überprüfung der Wasserqualität 
Die Qualität des Wassers ist entscheidend für die Fischgesundheit. Abweichungen der einzelnen 
Parameter führen entweder direkt zu Erkrankungen oder begünstigen diese. 

Die Werte der wichtigsten Wasserparameter wie Ammoniak, Nitrit, Nitrat, pH-Wert und 
Wassertemperatur sind von Bedeutung. Hat der Besitzer zuhause keine Möglichkeit zur Wasserkontrolle 
und -untersuchung, ist es hilfreich, diese Parameter bei einer mitgebrachten Wasserprobe in der Praxis 
zu untersuchen. 

Ammoniak und Nitrit sollten nicht nachweisbar sein. Übersteigt einer der Werte die Norm, sind Stress 
und Hautirritationen die Folge. Die Schleimproduktion ist erhöht, was wiederum zu einem vermehrten 
Ektoparasitenbefall führen kann. Da es sich bei vielen Hauterkrankungen um Faktorenkrankheiten 
handelt, sollten auch bei nachgewiesenen Wasserveränderungen weitere mögliche Krankheitsursachen 
abgeklärt werden. 
 

                                                           
* kpees@fische.uni-leipzig.de 
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2. Klinische Untersuchung 
Bei der Adspektion wird insbesondere auf verändertes Verhalten, eine veränderte Gestalt sowie 
klinische Veränderungen geachtet. Flossenklemmen, Scheuern und Springen ist oft ein Hinweis auf 
Ektoparasiten. Bei fortgeschrittenem Befall sind die Fische apathisch und magern ab. Auch wenn eine 
geringe Anzahl von Ektoparasiten auf der Fischhaut als normal betrachtet werden kann und von den 
Fischen toleriert wird, ist bei Auftreten von Hautveränderungen und dem damit verbundenen Verlust der 
Schutzfunktion der Haut meist eine Therapie erforderlich.  
 
3. Probenentnahme und -untersuchung 
Für eine stressfreie Probenentnahme ist es günstig, eine Sedierung des Fisches vorzunehmen. Dafür 
sind MS 222 (Tricain® 50 - 200 mg/l) oder auch Ether (Ethylenglycolmonophenylether 3 – 4 ml/10 l) 
geeignet.  

Abstriche der Fischhaut und deren mikroskopische Untersuchung sind Bestandteil der 
Routineuntersuchung. Hierzu wird ein Deckgläschen über die Hautläsion oder auch über Bereiche mit 
vermehrter Schleimbildung gezogen. Die Probe wird unmittelbar im Anschluss untersucht. Die meisten 
Ektoparasiten sind dann noch beweglich und lassen sich daher unter dem Mikroskop gut erkennen. 
Zusätzlich kann das Probenmaterial auch auf einen Objektträger ausgestrichen, getrocknet und mit einer 
Schnellfärbung (z. B. DiffQuik®) angefärbt werden. In der 1000-fachen Vergrößerung lassen sich auch 
Protozoen, Bakterien und Pilzhyphen erkennen.  

Ein Kiemenabstrich gehört ebenfalls zur allgemeinen Untersuchung. Hierzu wird der Kiemendeckel 
angehoben und mit einem Deckgläschen über die Kiemenblättchen gestreift. Die Untersuchung 
entspricht der des Hautabstriches.  

Tupferproben für die mikrobiologische Untersuchung sind bei Fischen sehr sinnvoll. Am günstigsten 
entnimmt man Tupferproben am Rand der veränderten Areale oder unter einer veränderten Schuppe. 
Abnorme Schuppen können auch direkt auf ein Anzuchtagar gelegt und bebrütet werden (die 
Bebrütungstemperatur entspricht der Umgebungstemperatur des Fisches, also meist um die 20°C). Die 
Laboruntersuchungen müssen einen Resistenztest mit einschließen. 

Als häufig an Hauterkrankungen beteiligte Keime werden insbesondere gramnegative Erreger wie 
Citrobacter, Aeromonaden und Pseudomonaden angesehen. 
 
Therapeutischen Möglichkeiten bei Hauterkrankungen 
Wurde eine Hauterkrankung bei einem Fisch festgestellt, bietet sich eine Behandlung in einem 
Krankenbecken an. Das hat zum einen den Vorteil, dass die übrigen Fische nicht angesteckt werden, 
zum anderen kann der Patient gezielt therapiert werden. Allerdings hat es den Nachteil, dass der Fisch 
allein ist. Da sich Koi im Verband wohler fühlen, kann die Einzelhaltung auch Stress auslösen. In einem 
Quarantänebecken sollten täglich 70% des Wassers gewechselt werden. Es benötigt keinen Filter (in 
dem bleiben nur die Erreger haften) und kein Bodensubstrat. Die Temperatur sollte bei ca. 20°C 
konstant sein. Ein abgedeckter Teil des Aquariums bietet Versteck und mindert den Stress. 

Die wunden Hautareale werden gesäubert und desinfiziert. Geschädigte oder mit Algen besetzte 
Schuppen müssen gezogen werden. Die Injektion eines Antibiotikums kann in den Brustflossenmuskel 
erfolgen. 
 
Häufige Hauterkrankungen 
Im Folgenden sind häufig auftretende Hauterkrankungen bei Koi kurz zusammengefasst beschrieben 
und die Therapiemöglichkeiten werden kurz angesprochen: 
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Parasiten 
Parasiten schädigen die Haut der Fische. Dies führt zu vermehrter Schleimbildung, zu Mikroläsionen und 
zu Verhaltensänderungen (Scheuern, Springen, …) 
 

a) Karpfenläuse (Argulus spp.) 
Therapie: Lufenuron 88 mg/1000 l, über 2 - 3 Wochen, bei Wasserwechseln Nachdosierung, wirkt 
gegen die Entwicklungsstadien durch Hemmung der Chitinsynthese (Cave: Naturteich, auch andere 
Spezies betroffen). Alternativ Argulol® 24 Stunden als Teichbehandlung, nach 3 Wochen wieder-
holen 
 

b) Ankerwürmer (Lernea spp.) 
Therapie: manuelles Entfernen, Desinfektion der infizierten Stelle 
 

c) Fischegel (Piscicola geometra) 
Therapie: manuelles Entfernen 

 
d) Ichthyophthirius multifiliis / Weißpünktchenkrankheit 

Therapie: FMC, Stammlösung 1 l Formaldehyd (37%), 3,7 g Malachitgrünoxalat, 3,7 g 
Methylenblau, davon 1 ml/100 l, 3 - 4 Tage, danach Teilwasserwechsel, mind. 2-mal wiederholen; 
Malachitgrünoxalat, 0,1 mg/l für 24 h, viermal im Abstand von 3 Tagen, dazwischen Teilwasser-
wechsel 
 

e) Trichodina spp. 
Therapie: Bei mittelgradigem bis hochgradigem Befall: Malachitgrünoxalat 0,1 mg/l für 24 h, 
zweimal im Abstand von 3 Tagen 
 

f) Ichtyobodo necator / Costia necatrix, Chilodonella spp. 
Therapie:   - Formaldehyd (37%), 20 ml auf 1000 l, 48 h, danach Teilwasserwechsel 
     - Malachitgrünoxalat 0,05 - 0,1 mg/ l zweimal im Abstand von 3 Tagen 

 
g) Hauthakensaugwürmer (Gyrodactylus spp.) 

Therapie: Praziquantel 3 mg/l, 3 - 4 Tage, danach Teilwasserwechsel; Flubendazol 1 g/1000 l, nach 
24 h Teilwasserwechsel, Behandlung nach 7 Tagen wiederholen, nicht für Aquariumfische und 
Goldfische! 

 
Die Parasiten Costia, Trichodina, Chilodonella und Gyrodactylus werden auch unter der Bezeichnung 
Hauttrüber zusammengefasst, da sie die Fischhaut milchig-trüb erscheinen lassen. 
 
Pilze 
Pilze sind Sekundärbesiedler einer Hautwunde. Sie sind also meist auf geschwächten Fischen 
anzutreffen, die gerade eine Infektion mit Bakterien und/oder Parasiten durchlaufen. Auf der Haut zeigt 
sich ein Befall als wattebauschartiger Belag, der auch grünlich gefärbt sein kann, wenn sich darin die 
Teichalgen ansiedeln.  

Vor Beginn einer Therapie sollten mögliche Ursachen abgeklärt werden. Es kann Kochsalz (ohne 
Fluor und Iod) als Kurzbad (7 bis 15 g NaCl/l, ca. 20 - 45 min, Fisch unter Aufsicht, da geschwächte 
Tiere höhere Konzentrationen nicht gut verkraften) oder als Dauerbad (1 g NaCl/l) eingesetzt werden. 
Eine lokale Wundreinigung und Desinfektion ist sinnvoll. 
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Bakterien 
Bakterien sind immer im Teichwasser vorhanden. Einige von ihnen sind nützlich und sorgen für eine 
gute Wasserqualität. Andere sind pathogen oder können im Zusammenhang mit Stress oder einem 
geschwächten Immunsystem (z. B. im Frühjahr) krankheitsverursachend sein. Bei „Löchern“ 
(Ulzerationen) und geröteten Haut- und Flossenarealen liegt der Verdacht einer Beteiligung von 
Bakterien nahe. Tupfer müssen genommen und eine mikrobiologische Untersuchung inklusive 
Resistenztest eingeleitet werden. Liegt schon eine ernsthafte Erkrankung des Fisches vor, kann man mit 
einem Breitbandantibiotikum antherapieren. Die bakteriologische Untersuchung sollte in jedem Fall 
durchgeführt werden, da die Resistenzlage zum Teil sehr ungünstig ist. 

Therapiemaßnahmen können, abhängig vom Antibiotikum, über das Futter, über ein Bad oder über 
Injektionen erfolgen. Ein zusätzliches lokales Wundmanagement ist empfehlenswert. 
 
Viren 
 

a) Cyprines Herpesvirus I / Karpfenpocken: 
knotige Hautveränderungen, weißlich-glasige Plaques, besonders an Maul und Kopf, der seitlichen 
Bauchwand und den Flossen 
Therapie: keine Therapie möglich, Wucherungen verschwinden meist mit zunehmender 
Wassertemperatur. Da der Ausbruch der Erkrankung durch Stress, minderwertiges Futter und 
niedrige Temperaturen begünstigt wird, sollte die Haltung optimiert werden. 
 

b) Cyprines Herpesvirus III / Koi-Herpesvirus (KHV): 
eine Infektion mit KHV führt zu hochgradiger Schleimhautablösung und den damit verbundenen 
Läsionen, welche die Haut fleckig erscheinen lassen und schnell sekundär infiziert werden; typisch 
sind die Kiemennekrosen. Es kommt zu hohen Verlusten. Es ist keine Therapie möglich. Nachweis 
mittels PCR. Anzeigepflichtig. 

 
Mechanische Ursachen 
Durch scharfkantige Gegenstände, unsachgemäße Fangversuche, Katzen und Fischreiher können Koi 
Verletzungen davontragen, die sich dann sekundär infizieren können. 
Therapie: mögliche Gefahrenquellen (scharfe Kanten, …) entfernen, Antibiose, wenn die Wunde keine 
Heilungstendenz zeigt. 
 
Sonnenbrand 
UV-Strahlung schädigt die Fischhaut vor, Parasiten, Bakterien und Pilze manifestieren sich, es entsteht 
eine Entzündung, die sich über den gesamten Rücken ausbreiten kann. 
Die Therapie besteht in einer Beschattung des Teichs, sowie ggf. einer Antibiose (nach Resistenztest) 
sowie einer antiseptischen Behandlung der entzündeten Areale 
 
Neoplasien 
Tumore der Haut können chirurgisch entfernt werden. Der Operationserfolg ist abhängig von der Art, 
Invasivität und Größe des Tumors. Begleitend ist meist eine antibiotische Versorgung nötig. 
 
Literatur 
bei der Verfasserin erhältlich 
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Bildgebende Verfahren bei Fischen 
 
Werner Hoedt* 
Rosenheim  
 
 
Da viele Fische, insbesondere Koi, einen nicht unbeträchtlichen materiellen Wert darstellen und oft 
ebenso wie ein Hund, ein Kaninchen oder eine Katze als Gefährte angesehen werden, erwarten die 
Besitzer auch einen vergleichbaren diagnostischen Aufwand. Das Individuum spielt auch in der 
Zierfischpraxis eine immer größere Rolle. Die Opferung beispielsweise eines Koi und die anschließende 
Sektion, wie in teichwirtschaftlichen Speisekarpfenbeständen üblich, ist hier vom Besitzer normalerweise 
nicht erwünscht und wäre bei Fischen im Werte von einigen hundert oder tausend Euro zudem 
wirtschaftlich ein Unfug. 

In den letzten Jahren wurden bildgebende Verfahren immer wieder einmal im Nutzfisch- und 
Zierfischbereich erprobt oder auch schon routinemäßig angewandt: beispielsweise zur Feststellung der 
Laichreife von Lachsen, zur Diagnose von Umfangsvergrößerungen an Niere, Milz oder Leber von 
Zierfischen oder vor operativen Eingriffen an Zierkarpfen. 

Soweit bisher Erfahrungen vorliegen, wird der Einsatz bildgebender Verfahren als diagnostisches 
Hilfsmittel in der Zierfischpraxis als vielversprechend bezeichnet. 

 
 
 

 

 
Abb. 1 
Ultraschall-
untersuchung 
beim Fisch 

                                                           
* Hoedtw@aol.com 
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Auch in der „normalen“ Kleintierpraxis kann es vorkommen, dass ein Zierfisch vorgestellt wird und 
man durch Nutzung der in der Praxis vorhandenen Technik, also Ultraschall- und Röntgengerät, 
Erkenntnisse über das Innere des Fisches erhalten möchte. Über weitergehende Ausrüstungen wie CT 
oder Kernspintomograf verfügen nur wenige. Dieser kurze Beitrag soll deshalb vorrangig die häufiger 
angewandten bildgebenden Verfahren betreffen.  

Um an Patienten pathologische Veränderungen ansprechen und beurteilen zu können oder Züchtern 
oder Haltern vielleicht Hinweise auf Art und Reifezustand der Gonaden ihres Fisches geben zu können, 
ist es nötig, die normalen anatomischen Strukturen der betreffenden Fischart zu kennen. Diese Arbeit 
beschränkt sich auf die anatomischen Strukturen des Koikarpfen (Cyprinus carpio), die bei der 
Sonographie und bei Röntgenaufnahmen in einer durchschnittlich ausgestatteten Kleintierpraxis genauer 
untersucht werden sollen. 
 
 
Möglichkeiten der Sonographie 
Mit Hilfe der Sonographie lassen sich beim Fisch sowohl physiologische als auch pathologische 
Gewebestrukturen bildlich darstellen (Abb. 1). 
 
Verdauungstrakt 
Aufgrund der anatomischen Gleichförmigkeit des Mitteldarms lassen sich die im Ultraschallbild 
dargestellten Darmanteile, gerade Darmschenkel wie auch die einzelnen Darmflexuren, mittels 
Ultraschall nicht eindeutig identifizieren. Sie verlaufen in enger Nachbarschaft zueinander. Dagegen 
kann der Pseudogaster aufgrund seiner Lage und des deutlich größeren Lumens eindeutig bestimmt 
werden. Ebenso kann eine sichere Aussage über den Füllungszustand des Darms getroffen werden. Die 
Sonographie gibt Anhaltspunkte über die Qualität des Darminhaltes (Ingesta, Gas, Flüssigkeit). Das 
Vorhandensein von Fremdkörpern im Verdauungskanal kann in Einzelfällen abgeklärt werden.  
 
Leber und Gallenblase 
Im Gegensatz zur Leber beispielsweise der Säugetiere, stellt sich die Leber bei den Cypriniden eher als 
länglicher, zungenförmiger Ausguss mit einzelnen Unterteilungen zwischen den Darmschlingen dar. 
Daher lassen sich die einzelnen Organteile anhand des Ultraschallbildes auch nicht genau lokalisieren. 
Änderungen in der Echodichte weisen auf pathologische Organveränderungen hin, lassen sich aber nur 
mit sehr viel Routine und Erfahrung erkennen. Die Gallenblase lässt sich beim Koi eindeutig darstellen. 
Eine Vermessung ihrer räumlichen Ausdehnung ist möglich, ebenso die Berechnung des Volumens. 
Eine vergrößerte Gallenblase lässt in Verbindung mit dem Vorbericht des Patientenbesitzers bezüglich 
der Fütterung (Futtermenge, Futteraufnahme und Fütterungshäufigkeit), Rückschlüsse auf eine 
Hungerphase zu. Anhand dieser Informationen können Vorberichte von Patientenbesitzern bezüglich der 
Nahrungsaufnahme ergänzt und überprüft werden. 
 
Schwimmblase 
Im Ultraschall lassen sich beide Anteile der zweigeteilten Schwimmblase der Cypriniden gut darstellen 
und hinsichtlich ihrer Lage und Beschaffenheit beurteilen. Durch eine longitudinale Positionierung des 
Schallkopfs an der Flanke des zu untersuchenden Koi in Höhe der Seitenlinie, können die 
Schwimmblasenkammern einzeln wie auch zusammen dargestellt werden. Die Darstellung der 
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Schwimmblase ist nötig für das Auffinden des mittleren Teils der Rumpfniere (Mesonephros, 
Opistonephros). 
 
Nieren 
Die Darstellung und sonographische Beurteilung der Niere ist beim Cypriniden nur ausschnittsweise 
möglich. Dieser betreffende Nierenteil befindet sich im Bereich des, die Schwimmblasenkammern 
verbindenden Isthmus. Er stellt sich im Ultraschallbild als Fläche zwischen einem tief und schmal nach 
unten ausgezogenes V dar. Dieser Anteil der Rumpfniere (Mesonephros) kann sicher aufgefunden und 
dargestellt werden. Eine Beurteilung hinsichtlich der Echogenität ist nur mit viel Erfahrung möglich. Für 
die Darstellung von Pronephros und des unter der Wirbelsäule befindlichen Teils des Mesonephros kann 
aufgrund der Abschirmung durch Wirbelsäule und Tractus pneumaticus kein geeignetes Schallfenster 
gefunden werden. 
 
Gonaden 
Vollreife Gonaden sind beim Koi (Cyprinus carpio) sonographisch aufgrund ihrer Lage und Begrenzung 
als eigenständige Strukturen eindeutig vom umliegenden Gewebe zu unterscheiden. Der Rogen wird 
beim Koi im Sonogramm als relativ homogene, echoarme (hypoechoisch) Struktur von mittlerer Dichte 
dunkelgrau dargestellt. 

Für eine Einzeldarstellung sind die Eier des Karpfens mit einem Durchmesser ca. 1,0 bis 1,5 mm zu 
klein. Das Ovar stellt sich hier lediglich als graue, homogen körnig strukturierte Masse dar, ebenso wie 
der Hoden des männlichen Koi. 
 
Herz-Kreislaufsystem 
Das Herz des Karpfens lässt sich mit all seinen Anteilen in longitudinaler wie auch in transversaler 
Sondenposition gut darstellen. Das Herz kann anhand der bewegten Ultraschallbilder hinsichtlich seiner 
Größe, Wandstärke, Kontraktilität und Schlagfrequenz beurteilt werden, wobei letztere von 
verschiedenen Faktoren (Wassertemperatur, Stress, Handling, Anästhesiemethode) abhängig ist. Durch 
Anwendung des kontinuierlichen (CW-), des gepulsten (PW-) und des farbkodierten Dopplerverfahrens 
können Blutströmungen im Bereich des Koiherzens und in größeren Gefäßen optisch und akustisch 
dargestellt und beurteilt werden. Größere Gefäße können im Ultraschallbild sichtbar gemacht und 
identifiziert werden. Im Herzsonogramm eines lebenden Karpfens kann eine bestehende starke 
Verfettung durch helle Areale rings um die dunkleren Vorhof- und Ventrikellumina am Bildschirm sichtbar 
gemacht werden. 
 
Augen 
Es können die folgenden Strukturen am Auge im Sonogramm dargestellt werden: Kornea, Linse und 
Glaskörper, die Retina und das retrobulbäre Fett. 
 
Knöcherne Strukturen 
Es lassen sich beim Koi alle Wirbelkörper und Rippen darstellen. Es kann so auf gleichmäßige 
Ausbildung und Anordnung dieser Knochenteile hin untersucht werden. Fleischgräten sind aufgrund 
ihres sehr geringen Durchmessers nicht erkennbar. 
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Rumpfmuskulatur 
Die Abfolge der Myomere im Rumpf und die sie trennenden Myosepten können am Bildschirm sichtbar 
gemacht werden und beurteilt werden hinsichtlich der symmetrischen Anordnung der einzelnen 
Muskelsegmente. Asymmetrien im Zusammenbau einzelner Segmente können durch Vergleich mit der 
Gegenseite befundet werden. 
 
Fettgewebe 
Fettgewebe im Abdomen der Koi kann im Ultraschall dargestellt und identifiziert werden, wobei eine 
gründliche Anamnese (Fütterungsangewohnheiten) zur Absicherung der Diagnose hilfreich sein kann. 
Schwerer ist die Beurteilung des Herzkranzfettes.  
 
Pathologische Veränderungen 
Pathologische Veränderungen können in großer Zahl festgestellt werden. Solche sind zum Beispiel: ein 
vergrößertes Herz, eine Schwimmblasenkammermissbildung, eine gekammerte Gallenblase, 
Verfettungen (Körperfettdepots und Herzverfettung), Flüssigkeitsansammlungen im Abdomen (zum Teil 
mit assoziiertem Tumor), Flüssigkeitsansammlung(en) im Ovar sowie im Darm, Asymmetrie der 
Rumpfmuskulatur und Zysten bzw. andere Neubildungen. 
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Common infectious diseases of small Passeriformes /  
Häufige Infektionserkrankungen bei kleinen Singvögeln 
 
Volker Schmidt* 
Klinik für Vögel und Reptilen, Universität Leipzig 
 
 
The small passerines, canaries and finches, are social birds often bred and housed in flock aviaries. The 
aviary may be a mixed aviary housing different species or a breeding aviary concentrating on a single 
species. Multiple birds in contact with each other provide the means by which infectious disease can 
spread. Stress factors, including nutrition, husbandry (overcrowding, aviary maintenance), breeding, and 
the introduction of new birds, may play a significant role in disease outbreaks. An overview of common 
viral, bacterial, fungal and parasitic issues affecting passerines housed in aviaries in Germany is 
presented in this review. 
 
 
Viral Diseases 
Paramyxovirus (PMV) may cause high morbidity and mortality in a flock situation. Serotypes 1, 2 and 3 
have been associated with disease in passerines, but most common is PMV-3. Clinical signs of PMV-3 
include conjunctivitis, anorexia, yellow diarrhoea, voluminous stools with undigested starch and fat (as a 
result of pancreatic insufficiency), dyspnoea, and occasionally neurological signs. Passerines may be 
carriers for months before the onset of clinical signs. Gross post-mortem lesions may include pulmonary 
oedema, pancreatic atrophy, or pale myocardium. Serology to diagnose PMV-3 may be used for an ante 
mortem diagnosis; this test may cross react with PMV-1. Virus isolation with inoculation of chick embryos 
or cell cultures and identification by haemagglutination inhibition with antisera specific for PMV-3 is 
necessary to confirm the diagnosis. Pancreatitis in combination with the clinical signs is highly 
suggestive of this infection in passerines. 

Avipoxvirus is a common problem in canaries. Three forms of the avipoxvirus are seen and may 
occur simultaneously. The cutaneous form may first present as conjunctivitis and blepharitis. These 
symptoms give way to development of yellow-to-brown papules which progress to vesicles that open, 
dry, and form a wart-like lesion. These lesions are found on the unfeathered portions of the skin (head, 
eyes, beak, nares, and feet). The diphtheric form results in the formation of a necrotic membrane 
covering the mouth and larynx. The respiratory form presents with acute onset of dyspnoea, cyanosis, 
and ruffled feathers. Mortality may reach 100% within 3 days of the onset of clinical signs. A 
desquamative pneumonia resulting in airsacculitis, necrotizing bronchitis, and haemorrhagic lungs is 
usually present. In all 3 forms, Bollinger bodies (intracytoplasmic lipophilic inclusion bodies) are 
characteristic of the avipoxvirus and are usually present in the affected tissues. They may be visualized 
on histopathology. Mosquitoes, mites, and contact through traumatized epithelial surfaces transmit 
avipoxvirus from bird to bird. An attenuated live vaccine for avipoxvirus (Nobilis Canary Pox, Intervet, 
Unterschleißheim) is available and should be used in high-risk situations as a preventative measure 
1 month before the onset of mosquito season. High-risk birds are those living in outdoor aviaries with a 
dense mosquito population. The vaccination should be repeated annually. Caution must be applied when 
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vaccinating during an outbreak to prevent the transmission of the virus during the handling and 
vaccination procedures. Canaries will develop immunity for 3 to 6 months following vaccination.  

Polyomavirus infections may cause high morbidity and mortality in finches. Adult finches may be 
asymptomatic carriers and exhibit intermittent shedding and production of infected young. Early 
embryonic death and acute mortality have been reported in 2- to 3-day-old nestling finches, as well as in 
fledgling and young adult finches. A chronic form of polyomavirus infection is seen with those fledglings 
that have survived the original infection. They often present with poor feather development and tubular-
shaped mandibles. Gross necropsy and histopathologic findings are similar to those in psittacines and 
include perirenal haemorrhage, serosal or subserosal intestinal haemorrhage, liver haemorrhage, 
myocarditis, and splenomegaly. Affected tissues may exhibit basophilic intranuclear inclusion bodies 
containing polyomavirus antigen. Viral-specific DNA probe analysis of cloacal swabs or of whole blood 
may provide an ante mortem diagnosis of polyomavirus infection.  

Papillomavirus is common in finches. This virus causes a slow-growing, epithelial wart-like 
proliferation on the skin of the feet and legs. The dorsal and plantar surfaces of the unfeathered legs may 
have smooth hard projections. Severe infections may result in the loss of digits. Often termed "tassel 
foot," this condition is frequently confused with Knemidocoptes mite infections. 

Canary Circovirus and Finch Circovirus cause a disease with high morbidity and mortality in nestling 
canaries and finches. Affected birds have a distended abdomen and an enlarged gall bladder. The 
disease has been referred to as "black spot" by canary fanciers because the enlarged gall bladder can 
be observed through the nestlings' skin. Lesions characteristic of circovirus infections in other birds are 
present in these canaries, as are the characteristic cytoplasmic inclusion bodies in the bursa of 
Fabricius. Diagnosis is most readily made pathohistologically or via PCR in birds 10 to 20 days old. 

 
  

Bacterial Infections 
Passerines generally do not have large numbers of organisms in their gastrointestinal tract. Individual 
passerines may be subject to a variety of bacterial infections. Escherichia coli, Enterobacter spp., 
Klebsiella spp., and Salmonella spp. - all members of the family Enterobacteriaceae - may cause primary 
or secondary infections in passerines. Concurrent infections with viral, parasitic, or fungal agents may be 
present and should be ruled out as inciting factors for bacterial disease. Clinical signs will vary 
depending on the organism present and may include diarrhoea, septicaemia, metritis, conjunctivitis, or 
rhinitis. Passerine nestlings with diarrhoea ("sweating disease") are usually infected with an 
Enterobacteriaceae organism. Salmonella spp. (paratyphoid) can cause granuloma formation in the liver, 
spleen, as well as ocular lesions and osteomyelitis in the finch and canary. This infection resembles 
Yersinia pseudotuberculosis both clinically and at necropsy. Yersiniosis (Yersinia pseudotuberculosis) is 
seen in passerines during the winter months. Transmission may occur via food and water contaminated 
with faeces.  

Campylobacter fetus var. jejuni may affect both the canary and finch. The Bengalese or Society 
Finch (Lonchura domestica) is often a carrier without clinical signs. Tropical finches, especially nestlings 
and juveniles of the family Estrildidae, are often susceptible to these bacteria. Pale, voluminous faeces 
due to the presence of undigested starch are a common clinical sign. Diagnosis is confirmed by 
demonstrating the curved rods in stained smears from droppings.  

Avian mycobacteriosis (Mycobacterium avium-intracellulare complex, M. genavense) can affect 
passerines. The classic formation of granulomas in the organs is seldom seen in these birds. The typical 
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clinical presentation is sudden death; however, most birds examined have a bad nutritional status, which 
suggests chronic disease. Histopathology may demonstrate acid-fast bacilli within macrophages in the 
liver, spleen, lung, myocardium, proventriculus, ventriculus, and intestine. Mycobacterium spp. is shed 
via faeces, thus increasing the chance for exposure in the aviary situation.  
 
 
Fungal Infections 
Most fungal infections are a result of poor husbandry, including improper ventilation that permits 
accumulation of fungal spores, or of immunosuppression caused by many factors, including malnutrition 
and concurrent disease. Candida albicans may be present in low numbers in healthy birds. Overgrowth 
may cause regurgitation, anorexia, crop stasis, and diarrhoea. The organism has been demonstrated to 
invade the upper digestive tract mucosal lining and the koilin lining of the ventriculus.  

Macrorhabdus ornithogaster is a filamentous yeast and can be found on the mucosal surface of the 
ventriculus at the junction with the proventriculus within the koilin layers. Clinical signs include chronic 
weight loss, dysphagia, vomiting, regurgitation, diarrhoea, and death. Treatment protocols have been 
attempted with varying results. Currently, amphotericin B (Ampho-Moronal, Dermapharm, Grünwald) in a 
dose of 100 mg/kg orally every 12 hours is the most commonly used drug to treat this condition.  
 
 
Parasites 
Protozoal infections in passerines are varied and include coccidiosis, atoxoplasmosis, cryptosporidiosis, 
toxoplasmosis, trichomoniasis, giardiasis, and cochlosomiasis. 

Canaries may become infected with coccidia in the first few days of life but do not exhibit clinical 
signs until 2 months of age. Isospora serini and Isospora canaria both have been isolated from the 
canary. A disseminated infection may result from invasion of I. serini, whereas I. canaria usually results 
in the typical coccidian infection restricted to the intestinal epithelium. The duodenum may become 
oedematous and haemorrhagic with trophozoites present in the affected duodenum. Wet mounts of the 
droppings may reveal large numbers of the oocysts. Control of coccidiosis includes strict hygiene and 
treatment with coccidiostatical drugs. Toltrazuril (Baycox, Bayer, Leverkusen) at 75 mg/L drinking water 
for 2 days each week for 4 treatment cycles in canaries has been used in attempts to affect the systemic 
stages of coccidial infection.  

Atoxoplasma parasites are most likely related to the coccidial genus Isospora. Atoxoplasma spp. 
undergo an asexual life cycle in mononuclear blood cells and can spread haematogenously to the liver, 
lung, or spleen. Asexual and sexual cycles are also present in the intestinal mucosa. In canaries, I. serini 
is the coccidial parasite responsible for this disease. Because Isospora spp. are often very species-
specific, it is possible that other species of Isospora may be involved in this disease syndrome in 
different passerine species. Canaries aged 2 to 9 months are usually clinically affected. Mortality rates 
may approach 80%. Acute infections are the typical manifestation of this disease, and clinical signs may 
include huddling, ruffled feathers, diarrhoea, coelomic distension due to hepatomegaly, neurologic signs, 
and death. Coccidial oocysts are rarely found in the faeces or intestinal contents of dying birds because 
of the acute nature of the disease. Necropsy may reveal an enlarged thick liver with necrotic foci, an 
enlarged dark-red spleen, and an oedematous duodenum with vascularization. Impression smears from 
the lung, liver, and spleen may reveal the parasite in the cytoplasm of the monocytes and lymphocytes. 
Adult carriers that are healthy in appearance may shed the oocysts in the faeces for up to 8 months. 
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Transmission is usually by ingestion of oocysts from the environment. These oocysts are hardy, can 
remain infective in the environment for months to years, and are not routinely susceptible to 
disinfectants. Clinical outbreaks may be related to the stress of overcrowded aviaries, hygiene practices, 
and nutritional inadequacies. 

Trichomonas infections are commonly seen in the Australian finches but are only sporadically 
reported in canaries. The crop and oesophagus become thickened and opaque, and lined with a 
caseous material. These birds may present with sinusitis and respiratory signs. Cochlosoma infections 
have been reported in a variety of finches, most often in the Gouldian Finch and the Bengalese Finch. It 
is suggested that the Bengalese Finch, when used as a foster parent for the nestling Gouldian Finch, 
may pass the organism to the nestlings and cause a high mortality in these birds at ages between 6 and 
12 weeks. Diagnosis may be achieved by a wet-mount of warm faeces or histopathology of the affected 
tissues. Treatment regimens for these organisms have included carnidazole (Spartrix, Röhnfried, 
Hohenlockstedt) 0.25 mg to 0.5 mg per bird as a single oral dose, or ronidazole (Ridzol 10%, Röhnfried, 
Hohenlockstedt) at 40 mg/L drinking water daily for 7 days. 

Cestode infections are commonly seen in the insectivorous finches fed live insects as a food source. 
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The use of ultrasonography for the examination of the gastrointestinal 
tract and the liver in birds 
 
Michael Pees*1, Ingmar Kiefer2, M.-E. Krautwald-Junghanns1 
1Clinic for Birds and Reptiles; 2Department of Small Animal Medicine, University of Leipzig (Germany) 
 
 
Introduction 
The use of ultrasound is documented for the heart (Krautwald-Junghanns et al. 1995; Straub et al. 2001; 
Pees et al. 2004), the liver (Zebisch et al. 2004) and the urogenital system (Krautwald-Junghanns et al. 
1997, Hofbauer et al. 1999). Regarding the use of ultrasound for the avian gastrointestinal tract, a 
systematic study in pigeons has been published, demonstrating the diagnostic potential of 
ultrasonography for diagnosis of liver and gastrointestinal disease in pet birds (Pees et al. 2006). 
 
 
Examination of the liver and the gastrointestinal tract in birds 
Birds should be fasted prior to ultrasonography for a period between 1 hour and 48 hours. For 
psittacines, fasting periods of 3 - 5 hours are recommended, whereas pigeons should be fasted for 
approximately 24 hours, and raptors for up to 48 hours. 

Birds should be restrained in an upright position by an assistant and the transducer is placed directly 
behind the sternum using the ventromedian approach (Krautwald-Junghanns & Enders 1997). The liver 
is normally the first organ identified and examined with the transducer directed craniodorsally. Colour 
Doppler can be used to visualize blood flow within the liver. The ventriculus is then visualized by turning 
the transducer slightly caudal and to the left side of the bird. The intestine and cloaca are located caudal 
to the ventriculus with the duodenum ventrally on the right side of the coelomic cavity. The liver and the 
ventriculus can be examined in transverse and sagittal directions, the intestine can be demonstrated in 
sagittal and transverse images. 

The most frequent indication for the ultrasonographic examination of the liver is an enlargement of 
the hepatic silhouette in the radiographic examination. The ultrasonographic appearance of the liver 
parenchyma is of average echogenicity and coarsely granular, but with a uniform texture throughout. 
Intrahepatic vessels are sometimes visible as anechoic channels. In birds with liver disease, common 
alterations found in the ultrasonographic examination include 
 

• enlarged (or reduced) size 
• irregular, swollen edges 
• decreased or increased echogenicity of the parenchyma or focal parenchymal lesions 
• dilated and/or congested liver vessels 
• liver cysts (sharply defined, anechoic mass with marked posterior acoustic enhancement) 
• fluid (e.g., ascites) in the coelomic cavity 

 
The gizzard is easy to identify due to its large muscles and its large content of grit in granivorous birds. 
Due to the total reflexion, a typical acoustic shadowing can be seen behind the gizzard. The 
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proventriculus can be demonstrated when enlarged, whereas the identification of the normal-sized organ 
is difficult. The intestines are assessable only with probes having a frequency of at least 10 MHz. In birds 
with gastrointestinal disease, common alterations found in the ultrasonographic examination include 
 

• an enlarged or reduced size of the organs 
• an increased or decreased peristalsis 
• an increased wall thickness, e.g., due to inflammation  

 
A systematic study was conducted on twelve racing pigeons (Pees et al. 2006). Group 1 was formed by 
healthy pigeons in excellent body condition, with normal clinical findings, and no abnormalities in the 
laboratory testing. Pigeons in group 2 all had clinical and diagnostic evidence of gastrointestinal disease. 
These pigeons were in poor body condition with abnormal faeces and yellow coloured urates. They were 
all faecal positive for Capillaria spp. and Eimeria spp. Ultrasonography was performed using two General 
Electric ultrasound device (GE Logiq 5 and 9, GE Europe, Solingen, Germany) and a matrix linear 
transducer with a frequency of 10 to 14 MHz. Duodenal measurements were made on three different 
stored images for each pigeon. In all birds, the liver, ventriculus and intestine could be visualized. In 
healthy pigeons, the liver could be identified by its typical homogeneous echogenicity (Krautwald-
Junghanns et al. 1995; Zebisch et al. 2004). However the liver border could not be distinguished from the 
surrounding tissues. Hepatic blood vessels were barely visible. Also in group 2, the liver size was not 
measured because it could not be completely visualized. However, the liver in these diseased birds was 
subjectively assessed to be enlarged, and focal heterogeneous areas could be detected within the liver 
parenchyma. Dilated hepatic blood vessels could be identified. Overall, the visibility of the organs in the 
diseased pigeons was better than in healthy pigeons. The ventriculus was similar in both groups and was 
characterized by its hypoechoic muscular wall and hyperechoic ingesta and grit (Krautwald-Junghanns et 
al. 2002). The intestinal tract could be visualized in several views, and the intestinal wall could be seen 
with layers of different echogenicity. The duodenal loop was the only section of the intestine that could 
be clearly identified and therefore compared between the two groups. The mean value (± SD) for the 
duodenal diameter was 5.7 ± 0.2 mm in group 1 and 7.2 ± 0.3 mm in group 2. A significant difference 
could be found between both groups for this parameter. The mean value (± SD) for the thickness of the 
duodenal wall of groups 1 and 2 was 1.6 ± 0.1 and 2.4 ± 0.1 mm, respectively. The latter values were 
also significantly different. 
 
 
Discussion 
Radiologic findings in birds with gastrointestinal disease have been described (Krautwald et al. 1992, 
McMillian 1994). Although the size of the liver and the intestinal mass could be assessed, it was not 
possible to obtain information about the nature of any enlargement. The systematic study in pigeons 
(Pees et al. 2006) showed a clear difference in the ultrasonographic findings of the liver and intestinal 
wall thickness in the healthy vs. diseased pigeons. 

The technical progress over the last years led to ultrasound devices that can produce high resolution 
images. Using a transducer with a frequency of up to 14.0 MHz, the resolution and detail in the 
ultrasonographic images were improved significantly. For the examination of the liver, clear differences 
can be seen in the diseased birds: the echotexture is less homogeneous with focal areas of reduced 
echogenicity within the liver. Areas of increased echogenicity can occur with abscesses, neoplasia or 
calcifications of the avian liver. Hepatic blood vessels can be clearly demonstrated in many diseased 
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birds, possibly due to inflammatory processes. Concerning the ventriculus, due to its massive muscular 
wall and variation in contents (dry or wet, stones of different size and composition), it may be difficult to 
detect an inflammatory process among variable echogenicities and ultrasonographic artefacts. The 
intestine can be assessed in many diseased birds, although it is difficult to identify all parts of the small 
and the large intestine, except for the duodenum. Since the duodenum is located near the abdominal 
wall, and since the ascending and descending duodenum are adjacent, a double cross section can often 
be seen in the transverse plane. Measurements are possible, however, reference values are lacking 
except for pigeons. 

Although there are limitations for the use of gastrointestinal ultrasonography in birds, this technique 
can be recommended in conjunction with radiography, to examine and assess the size and texture of the 
liver and intestine, and to get as many information on the inner organs as possible. 
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Neuere Erkenntnisse zur antimykotischen Therapie bei Ziervögeln 
 
Maria-E. Krautwald-Junghanns*, Volker Schmidt 
Klinik für Vögel und Reptilien, Universität Leipzig 
 
 
Einleitung 
Erkrankungen des Atmungstraktes, die durch mykotische Infektionen insbesondere durch Aspergillus 
spp. hervorgerufen werden, spielen bei in Europa gehaltenen Ziervögeln eine große Rolle. 
Prädisponierend sind neben den anatomischen Verhältnissen auch eine oftmals nicht artgerechte 
Haltung (z. B. zu geringe Luftfeuchtigkeit bei tropischen Psittaciformes, Fehlernährung, Stress, 
Besatzdichte). An erster Stelle der Mykoseerreger, die vorwiegend den Magen-Darm-Trakt besiedeln, 
stehen die Hefepilze. Die am häufigsten isolierten Vertreter entstammen der Gattung Candida. Von 
ihnen verursachte Erkrankungen beschränken sich in der Regel auf den Verdauungstrakt, bevorzugt 
sind Wellensittiche, Weichfresser und Jungtiere aller Spezies (insbesondere bei Handaufzucht) 
betroffen. Prädisponierend für das Angehen einer Infektion mit dem ubiquitären Candida albicans 
können Verletzungen der Schleimhaut, vorwiegend des Kropfes sein. Die früher als „Megabakterien“ 
bezeichneten Macrorhabdus ornithogaster sind 30 - 60 μm große, stäbchenförmige Hefepilze, welche 
ebenfalls vorwiegend den oberen Verdauungstrakt besiedeln. Ihre Pathogenität ist nicht vollständig 
geklärt, da sie auch bei gesunden Vögeln nachgewiesen werden können. Der Einfluss von Stress 
scheint eine entscheidende Rolle im Krankheitsgeschehen zu spielen. Sie werden mit Erkrankungen von 
Finken und kleineren Psittaziden in Zusammenhang gebracht. 

Die alleinige Bekämpfung der Erreger mit Antimykotika ist daher in den meisten Fällen unzureichend. 
Eine erfolgreiche Therapie muss vor allem eine Bekämpfung der auslösenden Faktoren beinhalten. In 
allen Fällen sollten übermäßige Stressfaktoren reduziert bzw. vermieden werden. Geeignete 
Maßnahmen bei Erkrankungen des Atmungstraktes sind z. B. eine Steigerung der Luftfeuchtigkeit bei 
Tropenvögeln auf ca. 60%, eine Futterumstellung evtl. mit Zusatz von Propionsäure gegen hohen 
Schimmelpilzgehalt (1 mg/kg Futter). Bei Mykosen des Magen-Darm-Traktes ist neben der meist oralen 
Verabreichung geeigneter Antimykotika über einen genügend langen Zeitraum (mindestens 
10 - 14 Tage) im Allgemeinen eine Futterumstellung nötig. Letztere beinhaltet den Entzug zuckerhaltiger 
Futtermittel, daneben sollten vornehmlich runde Körner bzw. breiiges Futter verabreicht werden. Bei 
Infektionen mit Macrorhabdus ornithogaster ist eine Bestandsbehandlung nicht möglich und nicht nötig. 
Beim Einzeltier muss neben einem Therapieversuch mit Amphotericin B eine Futterumstellung auf 
leichtverdauliches Futter vorgenommen werden. Eine Erregerfreiheit wird damit nicht erzielt, sondern nur 
ein vorübergehendes Sistieren der Erregerausscheidung (Krautwald-Junghanns 2007a).  
 
 
Antimykotika 
Viele der auf dem Markt befindlichen Antimykotika wurden in erster Linie für die Humanmedizin 
entwickelt. Für den Vogelpatienten empfohlene Dosierungen dieser Medikamente beruhen oft auf 
Erfahrungswerten einzelner Untersucher oder Werten, die von anderen Tierarten umgerechnet wurden. 
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Voriconazol  
Verschiedene neue vielversprechende Antimykotika sind in den letzten Jahren in der Humanmedizin 
zugelassen worden. Zu einem der potentesten Medikamente gehört das 2003 zugelassene Voriconazol, 
welches auch zunehmend in der Vogelmedizin Einzug findet. Der Nachteil des Medikaments (Vfend®) 
sind die zurzeit noch vergleichsweise hohen Kosten, welche sich allerdings durch die geringe Größe der 
meisten aviären Patienten relativieren. In klinischen Studien am Menschen erwies sich das fungizide 
Voriconazol dem Amphothericin B als deutlich, dem Itrakonazol als signifikant deutlich in der 
Wirksamkeit gegen Aspergillus-Infektionen überlegen (Herbrecht et al. 2002). Als Nebenwirkungen sind 
vorübergehende Sehstörungen beim Menschen beschrieben. Beim Vogel wird in allen bisher vorliegen-
den Versuchen eine gute Verträglichkeit bei oraler Applikation von meist 12,5 mg/kg KM beschrieben. 
Insbesondere bei Großfalken konnten bei dieser Dosierung über einen Applikationszeitraum von 
3 Monaten keine Nebenwirkungen beobachtet werden (Di Somma et al. 2004). Bei Nymphensittichen 
und Kakadus jedoch waren in einigen Fällen eine erhöhte AST- und Gallensäure-Werte messbar. Das 
Wirkspektrum ist breit und umfasst Schimmelpilze (fungizid) und Hefepilze (fungistatisch). Die notwen-
dige Dosis scheint speziesabhängig zu variieren: Während bei Hühnern (Scope et al. 2007) 10 mg/kg 
KM 1 x täglich nicht ausreichten, eine wirksame Plasmakonzentration zu erzielen und die orale 
Verfügbarkeit bei lediglich 20% lag, konnte bei Kakadus mit 12 mg/kg KM alle 48 h p.o. ein wirksamer 
Blutspiegel erzielt werden. Die erzielten Plasmakonzentrationen lagen dabei wesentlich höher als bei 
Graupapageien. Bei letzteren konnte mit 18 mg/kg KM 2 x täglich p.o. ein therapeutischer Wirkspiegel 
erreicht werden (Flammer 2006). Bei Gerfalken, Sakerfalken und Wanderfalken konnte ein therapeuti-
scher Wirkspiegel mit 12,5 mg/kg BID p.o. sowohl klinisch als auch anhand der Plasmaspiegel ermittelt 
werden. Bei Falken mit erhaltenem Appetit ist eine Applikation via angebotenes Fleisch mit 
therapeutischem Erfolg durchführbar und empfehlenswert. Dies führt durch nicht notwendiges Handling 
der Tiere zu einer therapeutisch sinnvollen Stressreduzierung (Silvanose et al. 2006, Schmidt et al. 
2007). Ein weiterer Vorteil des Voriconzoles gegenüber den übrigen bisher bei Vogelpatienten 
eingesetzten Azol-Antimykotika ist ein therapeutischer Plasmaspiegel bereits ca. 1 Stunde post 
applicationem (Schmidt et al. 2007).  
 
 
Amphothericin B 
Amphotericin B wirkt fungistatisch bzw. in hohen Dosen fungizid gegen Schimmel- und Hefepilze und 
wird beim schwerkranken Vogel eingesetzt, bei dem schnell ein wirksamer Blutspiegel erzielt werden 
muss. Der Nachteil dieses Antimykotikums ist eine potentielle Nephrotoxizität und die schwierige 
Applikation, denn oral ist Amphotericin B kaum verfügbar. Es kann nur i.v. (4 mg/kg KM), intratracheal (1 
mg/kg KM über maximal drei Tage) oder lokal (Inhalation: Verdünnung 1 mg/ml NaCl-Lösung; 2 - 3%ige 
Salben lokal) verabreicht werden. Meist wird aufgrund der hohen Systemtoxizität und der schlechten 
Bioverfügbarkeit nach oraler Applikation dieses Medikament nur zur Initialbehandlung für wenige Tage 
oft in Kombination mit Itrakonazol (dessen Wirkspiegel erst nach Tagen erreicht wird, welches aber gut 
verträglich ist und daher über lange Zeit oral verabreicht werden kann) verabreicht. Bei Infektionen mit 
Macrorhabdus ornithogaster ist eine Bestandsbehandlung nicht nötig; beim Einzeltier wird ein 
Therapieversuch mit 100 mg/kg KM Amphotericin B oral vorgenommen. 
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Terbinafin  
Bisher gibt es beim Ziervogel sehr unterschiedliche Erfahrungswerte mit der Wirksamkeit von Lamisil®. 
Insbesondere bei Langzeitbehandlungen scheinen die Erfolge weniger effektiv als bei anderen 
Antimykotika zu sein (Langhofer 2004).In allen Fällen war Terbinafin jedoch gut verträglich. Dieses 
Allylamin wirkt besonders gegen Dermatophyten. Es entfaltet auch eine fungizide Wirkung gegen 
Aspergillus-spp.-Infektionen; wird allerdings in der Humanmedizin kaum gegen diese Erreger eingesetzt. 
Einige Autoren (Dahlhausen et al. 2000, Flammer 2006) sahen aber bei Vogelpatienten mit Aspergillose 
klinische Erfolge. Teilweise scheint aber auch oft insbesondere gegen Asp. fumigatus eine gewisse 
Resistenz vorzuliegen. Die empirisch ermittelte Dosierungsempfehlung ist bei oraler Applikation 
10 - 15 mg/kg KM/ 2 x tägl. über mindestens 14 Tage; zur Inhalation wird es mit 1 mg/ml physiologische 
NaCl-Lösung 1 – 2 x täglich vernebelt. Pharmakologische Studien bei Falken zeigten allerdings, dass 
auch mit 60 mg/kg KM Plasmakonzentrationen lediglich die unterste Grenze der therapeutischen 
Wirksamkeit erreicht wurde (Bechert et al. 2000). Bei Graupapageien konnte weder mit 15 mg/kg KM 
noch mit 30 mg/kg KM p.o. (Flammer 2006) eine wirksame Plasmakonzentration erreicht werden. 
Terbinafin ist gut gewebegängig; zurzeit sind aber beim Vogel erzielte Gewebespiegel, welche in diesem 
Zusammenhang von Interesse wären, noch nicht bekannt.  
 
 
Nystatin 
Obwohl Nystatin ein dem Amphotericin B vergleichbares Wirkungsspektrum besitzt, sind systemische 
Anwendungen aufgrund starker Toxizität nicht möglich. Nystatin kommt daher überwiegend bei Candida-
Infektionen des Magen-Darm-Traktes zur Anwendung. Bei oraler Verabreichung wird aufgrund fehlender 
Resorption lediglich eine lokale Wirkung erreicht, Nebenwirkungen werden hierbei selten gesehen. Die 
Dosierung beträgt 200.000 - 300.000 I.E./kg KM oral, 1 - 2 x täglich über einen Zeitraum von mindestens 
zehn Tagen. Nystatin soll, wenn möglich, vor der Fütterung (weitestgehend leerer Magen-Darm-Trakt) 
verabreicht werden (Krautwald-Junghanns 2007b). 
 
 
Itraconazol 
Itraconazol zeichnet sich durch seine verhältnismäßig gute Verträglichkeit aus. Aufgrund der guten 
Wirksamkeit gegen Schimmelpilze war es bis zum Erscheinen von Voriconazol das Mittel der Wahl. 
Auch gegenüber anderen Pilzen zeigt es eine gute Wirksamkeit. Die Dosis beträgt 5 - 10 mg/kg KM per 
os über einen Zeitraum von mindestens zwei Wochen. Bei Graupapageien sollte aufgrund teilweise 
beobachteter Unverträglichkeiten die geringere Dosierung gewählt werden. Bei Tauben kann im 
Einzelfall aufgrund schlechter Gewebespiegel eine Dosis von 26 mg/kg KM 2 x täglich zum Erreichen 
eines wirksamen Spiegels nötig sein (Lumeij et al. 1995). 
 
 
Ketoconazol 
Ketoconazol weist nach oraler Verabreichung eine systemische Wirkung und eine gute 
Gewebsverteilung auf. Das Wirkungsspektrum ist dem des Amphotericin B vergleichbar und umfasst 
Hefe- und Schimmelpilze, daneben auch einige grampositive Kokken. Ketaconazol hat gegenüber den 
anderen oral applizierbaren Azolderivaten die höchste Toxizität für den Wirtsorganismus (potentiell 
hepato- und nephrotoxisch), allerdings sind Berichte über toxische Nebenwirkungen beim Vogel sehr 
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selten. Als Nebenwirkungen werden dann Durchfall oder Kreislaufschwäche beobachtet, die sich nach 
Absetzen des Medikamentes bessern. Des Weiteren zeigen einige Aspergillus und Mucor spp. sowie 
viele Candida-Arten Resistenzen. Ketoconazol sollte täglich einmal während einer zweiwöchigen Dauer 
in einer Dosierung von 20 - 30 mg/kg KM per os verabreicht werden. 
 
 
Fluconazol 
Fluconazol entfaltet seine stärkste Wirkung im extrazellulären Raum und ist daher besonders für die 
Behandlung von Infektionen des Auges oder des ZNS geeignet. Nebenwirkungen (Inappetenz und 
Apathie) sind selten. Die Dosis liegt bei 5 - 10 mg/kg KM per os, die Applikation erfolgt im zweitägigen 
Abstand. Fluconazol kann auch parenteral (s.c. oder i.v.) verabreicht werden. In vitro und in klinischen 
Studien zeigt Fluconazol gegenüber Aspergillen die geringste Wirksamkeit unter den Azolderivaten, die 
Wirksamkeit gegenüber Hefepilzen ist dagegen gut, hier ist daher auch das Haupteinsatzgebiet 
(Krautwald-Junghanns 2007b). 
 
 
Lokale Behandlung 
Zur Weiterbehandlung mykotischer Infektionen der oberen Atmungswege und der Lungen bzw. zur 
Prophylaxe kann auch eine Aerosol- bzw. Inhalationstherapie vorgenommen werden. Diese hat neben 
einer stresslosen Applikation den Vorteil, dass das Therapeutikum direkt an den gewünschten Ort 
gelangt, ohne dass ein deutlicher Blutspiegel erreicht wird. Unerwünschte Nebenwirkungen können so 
weitestgehend vermieden werden. Im Falle einer systemischen Infektion muss allerdings gegebenenfalls 
aufgrund der fehlenden therapeutischen Konzentrationen im Blut auf eine andere Applikationsart 
zurückgegriffen werden (d. h. Anfangsbehandlung klinisch kranker Tiere in der Regel zunächst 
parenteral/oral über mehrere Wochen, danach Weiterbehandlung per Inhalationstherapie möglich). Zur 
Vernebelung können neben Amphotericin B und Terbinafin (s. o.), verschiedene Imidazole wie z. B. 
Enilkonazol und Clotrimazol in entsprechender Verdünnung (1 : 50) mit physiologischer NaCl-Lösung 
eingesetzt werden.  

Die beiden neueren Desinfektionsmittel F10 (Interhatch) und Lufenuron (Novartis) sollen laut 
Erfahrungsberichten bei Verneblung von Falken (Verwoerd 2002) und Graupapageien (Chitty 2002) mit 
mykotischen Atemwegserkrankungen effektiv gewesen sein. Allerdings fehlen fundierte 
wissenschaftliche Erkenntnisse zum Einsatz dieser beiden Mittel vollständig, darüber hinaus ist deren 
Zusammensetzung unbekannt und somit auch eine potentielle Gefährdung für den Menschen nicht von 
vornherein auszuschließen (Fischer et al. 2003).  

Das fungistatische Natamycin eignet sich zur lokalen Behandlung der Schleimhäute in 1%iger 
Verdünnung über mehrere Tage. 
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Einleitung 
Die Osteosynthese bei Vögeln stellt den Chirurgen aufgrund der speziellen Anatomie vor besondere 
Herausforderungen: die Vorbereitung des Operationsfeldes ist beeinträchtigt durch Federn, die nicht 
großzügig entfernt werden dürfen, die Haut und die Weichteile bei Vögeln sind ausgesprochen 
empfindlich, der Knochenkortex ist im Vergleich zum Säugetier dünn und neigt zu Splitterbildung, diverse 
lange Röhrenknochen sind pneumatisiert und dies bedeutet, dass eine Verbindung mit dem 
Atemapparat besteht.  

Zur Fixation von Frakturen werden sowohl externe wie auch interne Techniken eingesetzt. Bei der 
internen Fixation kommen insbesondere die Marknagelung und die Plattenfixation zum Einsatz. Obschon 
sich diese Techniken mehrfach bewährt haben, sind sie mit Nachteilen verbunden. Zum einen bedürfen 
sie in der Regel einer Eröffnung der Fraktur, was das Infektionsrisiko erhöht. Zum anderen 
beeinträchtigen interne Fixationen die Durchblutung im Bereich der Fraktur, was sich negativ auf die 
Heilung auswirkt.  

Die externe Frakturfixation kann als Schienenverband erfolgen. Diese Technik kann aber in der 
Regel nur bei kleineren Vögeln erfolgreich angewendet werden, d. h. bei Vögeln mit einer Körpermasse 
unter 300 g. Zudem bedingt ein Schienenverband die Immobilisation des von der Fraktur proximalen und 
distalen Gelenks mit entsprechendem Risiko der Versteifung. Eine in der Vogelmedizin sehr häufig 
angewendete alternative externe Fixationstechnik ist das Anbringen eines Fixateur externe. Dabei 
werden mehrere Nägel seitlich in den Knochen, proximal und distal der Fraktur eingeführt und mit einer 
oder mehreren Verbindungstangen fixiert. 

Die wichtigsten Vorteile des Fixateur externe sind: (1) stabile Fixation mit minimaler Beeinträchtigung 
von Weichteilen und Durchblutung, (2) Implantate innerhalb des Knochens werden auf ein Minimum 
reduziert, was sich insbesondere bei Wildvögeln und bei pneumatisierten Knochen positiv auswirkt, (3) 
Gelenke müssen nicht immobilisiert werden, (4) die Kosten werden gesenkt, weil Teile des Fixateur 
externe (z. B. Verbindungsstange) mehrfach verwendet werden können. Die meisten externen Fixatoren 
(z. B. mini and small KE systems, IMEX Veterinary Inc., Longview, TX, USA) benutzen Klammern zur 
Befestigung der Nägel, was zu einer erheblichen Erhöhung des Gewichts des Implantats führt. Bei 
Vögeln stellt jedoch das Gewicht des Fixators ein limitierender Faktor dar. Entsprechend sind diese 
Fixatoren mehrheitlich für große Vögel geeignet. Ziervögel, aber auch die in Europa häufig 
vorkommenden Greifvögel weisen jedoch eine Körpermasse unter einem Kilogramm auf. Für diese 
Vögel ist ein kompaktes, leichtes System gefragt. 

Eine Alternative zu den Klammern stellt die Verwendung von Polymethylmethacrylat als 
Querverbindung zwischen den Nägeln dar. Polymethylmethacrylat hat den Vorteil, dass es leicht und frei 
formbar ist. Nachteilig wirkt sich aber aus, dass es zu Instabilität bei der Verbindung zum Nagel kommen 
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kann. Um eine größere Kontaktfläche zum Polymethylmethacrylat zu erreichen, werden verschiedene 
Methoden empfohlen, die aber entweder das Gewicht des Fixators oder den Preis der Nägel erhöhen. 
Im Übrigen ist die genaue Ausrichtung der Nägel bei der Verwendung von Polymethylmethacrylat 
erschwert bzw. sobald die Substanz ausgehärtet ist, ist eine Korrektur nicht mehr möglich. Ein tubulärer 
externer Fixator wurde deshalb von Hatt & Sandmeier (2003) als weitere Alternative vorgeschlagen.  
 
 
Tubulärer externer Fixator (F.E.S.S.A.) 
Der tubuläre externe Fixator des Systems F.E.S.S.A. (Fixateur Externe du Service de Santé des 
Armées)1 ist ein leichtes Model, das in der Humanmedizin zur Behandlung komplexer Frakturen an 
Händen und Füssen entwickelt wurde (Meyrueis et al. 1993). In der Veterinärmedizin hat dieses Model in 
der Kleintierchirurgie bei Hunden, Katzen und Kaninchen Anwendung gefunden (Chancrin et al. 1990, 
Reichler et al. 1997, Haas et al. 2003). Der tubuläre Fixator ist gleichzeitig Verbindungsstange und 
Klammer für die Fixation der Nägel (Abb. 1).  

Das F.E.S.S.A.-System besteht aus rostfreiem Stahl und ist in verschiedenen Durchmessern (6, 8 
und 12 mm) und Längen (30 bis 118 mm) erhältlich. Nägel im Durchmesser bis 2.5 mm können 
verwendet werden. Sehr vorteilhaft ist das Gewicht von nur 6 g bei einem Model mit einem Durchmesser 
von 6 mm, einer Länge von 67 mm und 6 Schrauben. Dies ist rund sieben Mal leichter als ein 
vergleichbares System mit Klammern. F.E.S.S.A.-Fixatoren können linear oder gewinkelt miteinander 
verbunden und somit verlängert werden. Die Nägel können senkrecht zum Knochen oder in einem 
Winkel von ca. 60° gesetzt werden. 
 

 

 
Abb. 1: 
Schematische Darstellung der Komponenten des tubulärem 
externen Fixator (F.E.S.S.A.). Verbindungsröhre mit Löchern ohne 
Gewinde für Nägel (a) und mit Gewinde für Halteschrauben (b), 
Nägel (c), Schraube (d) und Imbusschlüssel (e). Die Nägel können 
senkrecht zum Knochen (c) oder schräg (f) eingeführt werden. 
 

 
 
Eigene Erfahrungen 
Der tubulärer externe Fixator (F.E.S.S.A.) wird seit 1999 an der Klinik für Zoo-, Heim- und Wildtiere der 
Vetsuisse-Fakultät, Universität Zürich eingesetzt. Vögel mit einer Körpermasse zwischen 200 und 900 g 
wurden behandelt. Der Fixator wurde in der Regel nach drei Wochen entfernt. Gelegentlich werden 
zunächst nur einzelne Nägel entfernt, was wegen der Fixation mittels Schraube sehr einfach möglich ist. 
Dies führt zu einer graduellen Dynamisation, was sich positiv auf die Knochenheilung auswirkt.  

Es werden Nägel mit einem Gewinde eingesetzt, wobei darauf geachtet wird, dass dieses eng genug 
ist, damit im Knochenkortex mindestens zwei Umdrehungen greifen. Nägel mit einem positiven Gewinde 
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sind stabiler und sind bei Vögeln mit einer Körpermasse >500 g zu empfehlen. Bei diaphysären 
Humerus- und Femur-Frakturen wird in der Regel eine sogenannte „Tie-in“-Fixation gemacht, d. h. eine 
Marknagelung und externe Fixation werden kombiniert. Damit wird eine ausgezeichnete Ausrichtung und 
Fixation erreicht. Bei Psittaziden, besteht die Gefahr, dass diese mit dem Schnabel die Schrauben 
lockern. Deshalb werden bei diesen Tieren, die Schrauben mit einem Tropfen Gewebekleber gesichert.  

Breitbandantibiotika werden bei offenen Frakturen immer eingesetzt, wobei sich Enrofloxacin sehr 
bewährt hat, bei Anaerobiern wird Clindamycin verwendet. Analgetika (v. a. Meloxicam und Butorphanol) 
werden immer eingesetzt. Physiotherapie wird ab dem zweiten Tag nach der Operation durchgeführt, 
wobei der Patient hierfür unter Allgemeinanästhesie zu legen ist. 
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