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EINLEITUNG

1 EINLEITUNG

Die standig wachsende Bedrohung wildlebender Papageienpopulationen und der damit
verbundene dramatische Rickgang vieler Arten erfordert mehr denn je intensive und
zielgerichtete SchutzmaBnahmen. Der Anteil an bedrohten, gefdhrdeten, aber auch in freier
Natur bereits ausgestorbenen Spezies ist in der Ordnung der Psittaciformes weltweit sehr
hoch (BirdLife International 2013, IUCN 2013). Einer der Hauptgrinde hierfir ist die
anhaltende Lebensraumzerstorung, wie etwa durch Brandrodung, illegalen Holzeinschlag
oder zunehmende Besiedelung. Viele endemische Arten werden dadurch in ihrem ohnehin
kleinen Verbreitungsgebiet immer weiter eingeschrdnkt. Eingeschleppte Fressfeinde und
Nahrungskonkurrenten sowie die Vernichtung urspringlicher Futterpflanzen tragen ebenfalls
zur Einengung der Habitate bei. Eine ernstzunehmende Bedrohung stellt auBerdem der
internationale Vogelhandel dar, der noch immer "Wildfénge" anbietet und somit die
illegale Entnahme seltener Arten aus der Natur unterstitzt (WUST 2012).

Laut Informationen der Vereinten Nationen aus dem Jahr 2010 sind 17.000 Pflanzen- und
Tierarten vom Aussterben bedroht (United Nations 2010) und bis heute halt dieser Trend an
(United Nations 2013). Auch ein Drittel aller Papageien sind davon betroffen. Als
eindrucksvolles Beispiel gelten Neuweltpapageien wie der Spixara (Cyanopsitta spixii) und
die Koénigsamazone (Amazona guildingi), von denen nur noch wenige Individuen in
Menschenobhut Uberlebt haben (LIERZ et al. 2013). Zahlreiche Artenschutzprogramme
existieren bereits, die im natirlichen Verbreitungsgebiet der Papageien um eine
Verbesserung der politischen und sozialen Situation bemiht sind. Es bestehen aber auch seit
Jahren intensive Bemihungen, bedrohte Arten in Menschenobhut zu reproduzieren und zu
erhalten (HAMMER und WATSON 2012). Die effektive Zucht dieser Tiere setzt eine
eindeutige und aussagekraftige Einordnung der Reproduktionsaktivitdt voraus. Zur
Beurteilung der Geschlechtsorgane der Psittaciformes sind Kenntnisse iber Anatomie,
Physiologie und Pathologie erforderlich.

Hinsichtlich der Charakterisierung des Fortpflanzungsstatus von Psittaziden wurden in erster
Linie Daten bei Spezies erhoben, die die IUCN (International Union for Conservation of
Nature and Natural Resources) als ,in der Natur nicht gefdhrdet” einstuft. Hier ist der
Wellensittich eines der am hdufigsten untersuchten Modelltiere (HANSE et al. 2008,
HUMPHREYS 1975, POHL-APEL et al. 1982, SAMOUR et al. 1987). Die derzeit
vorliegenden Studien zur Ermittlung der Reproduktionsaktivitdt bei ménnlichen
Papageienvégeln beschaftigen sich vorwiegend mit der makro- und mikroskopischen
Morphologie der Hoden (GARTRELL 2002, HANSE et al. 2008, HUMPHREYS 1975,
PEIXOTO et al. 2012, SAMOUR et al. 1987) sowie mit der Messung peripherer
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Steroidhormonspiegel (HAHN et al. 2011). Der Nachweis lokaler Steroidogenese in den
Zellen der Gonaden mittels immunzytochemischer Untersuchungen gelang bislang jedoch
nicht. Beim Wirtschaftgefligel hingegen gilt die endokrinologische Reproduktionsanalytik
aufgrund des kommerziellen Interesses als gut etabliert (DORNAS et al. 2008,
MADEKUROZWA et al. 2002, OLIVEIRA et al. 2011). Bedauerlicherweise ist ein einfacher
Transfer auf die Psittaciformes zu deren Artenschutz nicht méglich, da aus phylogenetischer
Sicht keine engen Verwandtschaftsbeziehungen bestehen (SUH et al. 2011).

Vor diesem Hintergrund beschéftigt sich die vorliegende Arbeit, die auf der histologischen
und immunzytochemischen Untersuchung fixierter Reproduktionsorgane mdnnlicher

Papageienvégel basiert, mit den folgenden Fragestellungen:

1. Ist die morphologische Beurteilung fixierter, mannlicher Gonaden der psittaziformen
Modellspezies Wellensittich  ausreichend, um eine Aussage (ber die
Fortpflanzungsaktivitat zu treffen?

2. Kdnnen an Hodengewebe der Modellspezies Wellensittich immunzytochemische
Marker zur Charakterisierung der Reproduktionsstatus etabliert werden?

3. Sind diese etablierten Methoden auf andere Papageienspezies ibertragbar?

4. Sind die mit Hilfe der immunzytochemischen Analysen am Modelltier Wellensittich
erzielten Ergebnisse auf andere Papageienspezies Gbertragbar?

Welche spezies-spezifischen Unterschiede sind erkennbar?
6. Welche immunzytochemischen Marker eignen sich am besten zur Beurteilung der

Fortpflanzungsaktivitat der jeweiligen Papageienspezies?

Die Etablierung reproduktionsrelevanter, immunzytochemischer Marker bei mdnnlichen
Papageienvégeln dient  der  Erweiterung des  Kenntnisstandes  Uber  die
Fortpflanzungsbiologie dieser Vogelordnung, vor allem im Hinblick auf physiologische
Abldaufe in den Gonaden und deren lokale Hormonproduktion. Die Promotionsarbeit soll so
die Grundlage fir weitere Forschungsansdtze beziglich peripherer Hormonanalysen und
kinstlicher Besamung bei den Psittaciformes liefern. In erster Linie kdnnten die etablierten
Marker in Analyse-Systemen zum Einsatz kommen, die nicht-invasiv gewonnene Medien
(z. B. Faezes) untersuchen. Dies wirde die Etablierung der Reproduktionsdiagnostik
bedrohter Arten unterstitzen und eine sinnvolle Ergénzung von Zuchterhaltungsprogrammen

darstellen.
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2 LITERATURUBERSICHT
2.1 Die Ordnung der Papageienvégel (Psittaciformes)
2.1.1 Systematik

Die Psittaciformes bilden eine groBe und vielfdltige Ordnung innerhalb der Klasse der
Végel (Aves). Die Ordnung besteht aus iber 370 Spezies, eingestuft in etwa 70 Gattungen,
deren GrofBteil in den tropischen Gebieten der sidlichen Hemisphdre beheimatet ist
(CHRISTIDIS et al. 1991, HOMBERGER 2006). Charakteristische Merkmale der
Papageienvdgel sind zum einen der kraftige, gekrimmte Schnabel, der gelenkartig mit dem
Schdadel verbunden ist und zum anderen die besondere Zehenstellung der FiBe
(Zygodaktylie). Hierbei sind die zweite und dritte Zehe nach vorn, die erste und vierte Zehe
nach hinten gerichtet. Die GroBBe der Végel variiert von neun Zentimeter bis zu einem Meter.
Sie zeichnen sich durch ihr farbenfrohes Gefieder, ihre lebenslange Lernfahigkeit und ihr
Sprachvermégen aus.

Hinsichtlich der Taxonomie der Papageien existiert Uneinigkeit, vor allem die Einordnung
der Neuseeland-Papageien betreffend (HOMBERGER 2006, SIBLEY und AHLQUIST 1990).
Aufgrund neuer phylogenetischer Untersuchungen gilt die Aufteilung in drei Familien:
Strigopidae, Cacatuidae und Psittacidae (CHRISTIDIS und BOLES 2008, LIVEZEY und ZUSI
2007). Die Familie der Strigopidae beinhaltet die neuseeldndischen Gattungen Nestor und
Strigops, denen unter anderem der Kea (Nestor notabilis) und der Kakapo (Strigops
habroptilus) zugehdrig sind.

Davon abzugrenzen sind die Kakadus (Cacatvidae), die sich von den beiden anderen
Papageienfamilien unter anderem durch Merkmale wie eine aufrichtbare Haube sowie das
Fehlen der fir den Blau- und Grinschimmer verantwortlichen Federtextur unterscheiden
(HIGGINS 1999, ROWLEY und COLLAR 1997).

WRIGHT et al. (2008) unterteilen die Familie der Psittacidae in zwei groBe Kladen, die
Neuweltpapageien (Arin)j und eine umfassende, bisher unbekannte Klade der
Altweltpapageien. Zu diesen zdhlen die Loris (Loriinae), Plattschweifsittiche (Platycercini)

sowie alle Gbrigen Arten.

2.1.2 Arterhaltung und Zucht in menschlicher Obhut
Weltweit gelten die Psittaciformes als die Vogelordnung mit der gréBten Anzahl an
bedrohten Spezies. Laut der IUCN besitzen anndhernd 30 % der Papageienvégel einen

Gefdhrdungsstatus. Die Bedrohung wildlebender Arten der Ordnung Psittaciformes nimmt
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aufgrund der Zerstérung ihrer Habitate und des illegalen Handels mit Wildfangen
kontinuierlich zu (BirdLife International 2013, IUCN 2013, WATERHOUSE 2006).
International werden MaBnahmen zur Arterhaltung in der Natur sowie Zuchtprogramme mit
dem Ziel der Bestandsaufstockung durchgefihrt (ROBILLER 2001).

Die erfolgreiche Zucht in menschlicher Obhut kann die Effektivitdt von Programmen zur
Wiederherstellung wildlebender Papageienpopulationen steigern (YAMAMOTO et al.
1989). Selbst fir erfahrene Zichter bedeutet dies eine Herausforderung, da standardisierte
Zuchtmethoden beim Ziervogel nach wie vor fehlen und die Reproduktionserfolge im
Vergleich zum Nutzgefligel als maBig einzustufen sind (HATT 2007).

Ideale Umgebungsbedingungen wie Beleuchtung, Klima, Erndhrung und das Angebot
geeigneter Nistpldtze sind essentiell fir eine erfolgreiche Nachzucht. Dariber hinaus missen
bei den zu verpaarenden Individuen Erkrankungen des Reproduktionstraktes ausgeschlossen
werden. Die korrekte Verpaarung monomorpher Arten, der Eintritt der Geschlechtsreife und
das speziesspezifische Reproduktionsverhalten gelten zudem als wichtige Einflussfaktoren
(JOYNER 1994). Obwohl generell die natirliche Brut vorzuziehen ist, kann auch die
kinstliche Bebritung der Eier unter bestimmten Umstdnden, beispielsweise zur Steigerung
der Anzahl an Nachkommen, erforderlich sein (HATT 2007). Auch hier sind zur Erzielung von
Zuchterfolgen zahlreiche Anforderungen, wie z. B. Temperatur, Luftfeuchte und das Wenden
der Eier wahrend der Inkubation zu beachten (JOYNER 1994).

Abgesehen von den bereits genannten Faktoren stellt die eingeschrénkte genetische Vielfalt
bedrohter Arten in Menschenobhut noch immer ein schwerwiegendes Problem dar. Oftmals
gehen diese Populationen auf relativ kleine Wildpopulationen zuriick. DANIELL und
MURRAY (1986) empfehlen jedoch eine MindestpopulationsgréBe von 50 Tieren, um die
negativen Auswirkungen auf Population und Reproduktion infolge von Inzucht gering zu
halten. Viele Zuchttiere in Artenschutzprogrammen sind aufgrund genetischer Aspekte
zwangsverpaart. Die Folge dessen sind oftmals unbefruchtete Gelege aufgrund fehlender
Paarbindung (NEUMANN et al. 2013).

Neben der Zwangsverpaarung ist hdufig auch Infertilitdt bei den ménnlichen Tieren Ursache
fir ausbleibende Zuchterfolge. Reproduktionsstérungen beim mdnnlichen Papageienvogel
konnen auf Verwachsungen, Entzindungen oder Neoplasien des Hodens zurickzufihren sein.
Sie werden aber auch durch abnormale Verhaltensweisen verursacht, wie z. B. die Prégung
einer Handaufzucht auf den Menschen und des gestdrten Fortpflanzungsverhaltens dieses
Vogels gegeniber dem Partner der eigenen Spezies. Klinisch deutlich schwieriger zu fassen
sind funktionelle Stérungen in der hormonellen Steuerung der Hodenfunktion (JOYNER
1994), zumal die endokrinologische Reproduktionsanalytik beim Papageienvogel kaum

etabliert ist.
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Die Zuchtverfahren bei Papageien beruhen grundsatzlich auf der natirlichen Fortpflanzung
(HATT 2007), jedoch gibt es zunehmend Bestrebungen, die kinstliche Besamung auch bei
dieser Vogelordnung zu etablieren. Dies wdre vor allem bei bedrohten Arten hilfreich, bei
denen nur eine begrenzte Anzahl an Individuen existiert und Verpaarungsprobleme,
krankheits- oder verhaltensbedingt gestérte Fertilitat und geographische Distanzen zwischen
den zu verpaarenden Individuen im Vordergrund stehen (BLANCO et al. 2009, JOYNER
1994). Bisher existieren Einzelnachweise iber erfolgreiche kinstliche Besamungen bei der
Blaukronenamazone (BROCK 1991), beim Wellensittich (SAMOUR 2002), Nymphensittich
(NEUMANN et al. 2013), Grinfligelara, RotsteiBkakadu, Scharlachkopfpapagei sowie
diversen Edelpapageienarten (LIERZ et al. 2013).

2.1.3 Der Wellensittich (Melopsittacus undulatus) als Modellspezies

Die systematische Eingliederung dieses kleinen Papageienvogels erfolgt als einzige Art in
die Gattung Melopsittacus GOULD, 1840. Diese ist benannt nach John Gould, der im Jahr
1840 erstmals lebende Wellensittiche nach Europa einfihrte. Die monotypische Gattung
wird heute der Gattungsgruppe der Plattschweifsittiche (Platycercini) innerhalb der
Unterfamilie Psittacinae unterstellt. Der Wellensittich gehdrt somit zu den Eigentlichen
Papageien (Psittacidae) (FORSHAW 2006, ROBILLER 2001, ROWLEY und COLLAR 1997).
Es existieren zahlreiche Grinde dafir, Wellensittiche als Tiermodell fir die Untersuchung
der psittaziformen Reproduktion heranzuziehen. Dank hoher Fruchtbarkeit und schneller
Generationsfolge gelten sie als ideale Zuchttiere. Die Haltung der zierlichen Végel ist
vergleichsweise unkompliziert, sie sind widerstandsfdhig und einfach im Umgang. Zahlreiche
Papageienspezies besitzen keinen Geschlechtsdimorphismus, wohingegen mannliche und
weibliche Wellensittiche anhand ihrer Wachshautfarbung (Hahn blau, Henne bréunlich)
unterschieden werden kdnnen (LAMBERT und REINSCHMIDT 2006, LANTERMANN 1999q,
ROBILLER 2001). Im Gegensatz zu anderen Psittaciformes sind Wellensittiche nicht in den
Appendizes | und Il des Washingtoner Artenschutzabkommens gelistet und unterliegen
daher keinen besonderen SchutzmaBnahmen bzw. Handelsbeschrénkungen (CITES 2012).
Die IUCN ordnet ihnen den Gefdhrdungsstatus ,Least Concern” (in der Natur nicht
gefdhrdet) zu (IUCN 201 3).

Der Wellensittich gehdrt heute zu den beliebtesten Haustieren und ist der am héaufigsten
gehaltene Papageienvogel in menschlicher Obhut (LANTERMANN 1999a). Im Klinikalltag ist
er daher weitaus hdaufiger anzutreffen als andere Papageienspezies. Dies ist auch der
Grund dafir, dass im Rahmen von Routinesektionen ausreichend Organmaterial von

Wellensittichen fir wissenschaftliche Untersuchungen verfigbar ist.
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2.2 Mannliche Gonaden
2.2.1 Makroskopische Anatomie von Hoden und Nebenhoden
2.2.1.1 Hoden (Testis)

Die paarig angelegten Hoden liegen im Eingeweidebauchfellsack am kranialen Pol der
Nieren und kaudal der Nebennieren. Die mediale Begrenzung bilden Aorta, kaudale
Hohlvene und die abdominalen Luftsécke (O'MALLEY 2005). Die Gonaden sind von einer
einschichtigen  Serosaschicht  (Epiorchivm)  Uberzogen und mit einer  kurzen
Serosadoppellamelle (Mesorchium) an der Dorsalwand der Leibeshdhle befestigt (WAIBL
und SINOWATZ 1992). lhre Form, Farbe und GréBe variiert stark unter dem Einfluss von
Alter, Spezies, jahreszeitlichen Klimaschwankungen und dem aktuellen
Fortpflanzungsstadium (KONIG et al. 2009). Inaktive Hoden sind meist klein, bohnenférmig
und von gelb-brauner Farbe, bei Jungtieren erscheinen sie eher abgeflacht und spitz
(JOYNER 1994). Reife, aktive Gonaden vergréBern sich erheblich. Bei wildlebenden
Wellensittichen beispielsweise erhéht sich ihr Gewicht um das 30-40-Fache (POHL-APEL et
al. 1982). Dies ist das Resultat einer Zunahme von Ldnge und Durchmesser der
Samenkandlchen sowie einer erhdhten Anzahl von Leydig-Zellen (BOWLES 2006). Die
HodengréBe verdndert sich auBerdem in Abhdngigkeit von Brutverhalten, Paarungssystem,
GelegegréBe sowie geografischer Lage des Lebensraumes (PITCHER et al. 2005). In der
Fortpflanzungsperiode wirken die Hoden eher rund und blass wei3, die GefdBzeichnung
auf der Serosa wird aufgrund der starkeren Durchblutung intensiver. Bedingt durch die
Einlagerung von Melanozyten im Interstitium weisen einige Papageienspezies, z. B.
Goldsittich (Guarvuba guarouba), Gelbbrustara (Ara ararauna), vor allem aber zahlreiche
Kakaduarten (Cacatva spp.) schwarz-braun gefdarbte Gonaden auf (JOYNER 1994). Im
aktiven Zustand verblassen diese jedoch aufgrund der Ausdehnung der Samenkandlchen

und des geringeren Anteils an Melanin-tragendem Interstitium (OROSZ 1997).

2.2.1.2 Nebenhoden (Epididymis)

Der Nebenhoden befindet sich dorsomedial des Hodens. Bei einigen Spezies existiert ein
Fortsatz, der sich nach kranial bis zur Nebenniere erstreckt. Lagebedingt ist der
Nebenhoden wdhrend der reproduktionsaktiven Phase laparoskopisch kaum darstellbar, da
er durch die erheblich an GréBe zunehmenden Hoden verdeckt ist (JOYNER 1994, HANSE
2012). Eine Unterteilung in Kopf, Koérper und Schwanz, wie sie beim S&ugetier
vorgenommen wird, fehlt (BOWLES 2006).

Der Nebenhoden gilt laut WAIBL und SINOWATZ (1992) als Ort der Speicherung, Reifung
und Erndhrung von Spermien. O'MALLEY (2005) hingegen geht davon aus, dass die

6
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Spermienreifung bei Végeln erst im Samenleiter (Ductus deferens) erfolgt. Weitere Autoren
benennen als Speicherort fir die Samenzellen den Samenleiter (LAKE 1957) bzw. das
Urodaeum der Kloake (JOYNER 1994). Die Funktion des Nebenhodens wird eher in der
Anreicherung des Ejakulates mit Lipoiden, Proteinen und Polysacchariden gesehen (LAKE
1957). Er produziert Sekrete, die die Reifung der Spermien férdern sowie deren
Maotilitatspotential und Geschwindigkeit steigern (BIRKHEAD 1998). Da beim Vogel die
akzessorischen Geschlechtsdrisen fehlen (O'MALLEY 2005), wird das Seminalplasma
hauptsdchlich von kinozilientragenden Zellen des Nebenhodens und der samenableitenden
Wege produziert (LAKE 1957, LAKE und MCINDOE 1959). Hinzu kommen Transsudate der
Lymphfalten und der GefdaBkérper (Corpora vascularia) der Kloake (WAIBL und
SINOWATZ 1992).

2.2.2 Ultrastruktureller Aufbau von Hoden und Nebenhoden

Der Hoden ist umgeben von einer dinnen Bindegewebsschicht (7unica albuginea), in die
vereinzelt glatte Muskelzellen eingelagert sind. Im Gegensatz zu den Sdugetieren
existieren weder eine erkennbare Septierung des Hodenparenchyms, noch ein Mediastinum
testis (KONIG et al. 2009). Die Hauptfunktionen des Hodens, némlich die Spermiogenese
und die Bildung von Androgenen, spiegeln sich in dessen ultrastrukturellem Aufbau wider. Er
besteht aus zwei Arten von Parenchym: dem Keimepithel und dem InterstitialgeriUst (KIRBY

und FROMAN 2000), auf die im Folgenden eingegangen werden soll.

2.2.2.1 Interstitialgerist des Hodens

Ausgehend von der Hodenkapsel ziehen feine Bindegewebsziige in das Hodeninnere, wo
sie Fasernetze bilden. Darin eingebettet liegen die Samenkandélchen, zwischen denen die
sogenannten Leydig-Zellen (Cellulae interstitiales) zu finden sind (KONIG et al. 2009). Sie
sind gemeinsam mit BlutgefdBen sowie saison- und speziesabhéngig vorkommenden
Melanozyten in die Bindegewebsrdume eingelagert. Bei juvenilen Tieren sind die Leydig-
Zellen eher polygonal. Somit wirkt ihre Anzahl groBer als bei adulten Végeln, wo sie
infolge der Ausdehnung der Samenkandlchen ein fibrozytendhnliches Erscheinungsbild
annehmen und weniger auffdllig sind (MICHEL 1993). Das in hoher Konzentration im
Zytoplasma der Leydig-Zellen vorkommende glatte endoplasmatische Retikulum (SER) ist in
die Steroidhormonsynthese aus Cholesterol involviert. Unter dem Einfluss von LH produzieren
Leydig-Zellen die Hauptandrogene Testosteron und Androstendion (LAKE 1981, OROSZ
1997).
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2.2.2.2  Samenkandlchen (Tubuli seminiferi convoluti)

Eingebettet im lockeren Bindegewebe des Interstitiums liegen die stark geschldngelten
Samenkandlchen, die im Gegensatz zum Sduger miteinander anastomosieren. lhre Wand
bilden die Membrana propria und das Keimdrisenepithel (Epithelium spermatogonicum).
Die Membrana propria setzt sich aus Basalmembran und lockerem, elastischem
Bindegewebe mit eingelagerten kontraktilen Zellen zusammen (KONIG et al. 2009). Der
Aufbau des Keimepithels dhnelt weitgehend dem der Mammalia. Im Stadium der sexuellen
Ruhephase ist bei juvenilen und adulten Végeln ein einschichtiger Epithelverband aus
Spermatogonien und Sertoli-Zellen (Cellulae sustentaculares) ausgebildet. Beide Zelltypen
sitzen dabei innen auf der Basalmembran. Mit dem Eintritt in die Geschlechtsreife finden
sich zwischen den Zytoplasma-Ausldufern der Sertoli-Zellen eingebettet zahlreiche
Spermienvorstufen (Spermatogonien, Spermatozyten, Spermatiden) und reife Spermien,
deren Schwdnze lumenwdrts zeigen (,Samendhrenstruktur”) (HUMMEL 2000, MICHEL 1993).
Somit wird das Keimepithel im Stadium der sexuellen Aktivitdt mehrschichtig. Form,
Ultrastruktur und das histochemische Verhalten der Sertoli-Zellen deuten auf eine
unterstitzende Funktion bei der Spermatogenese hin. Sie sezernieren zudem nutritive Stoffe
und sind phagozytotisch aktiv. Es wird vermutet, dass sie Testosteron binden kdnnen und wie
Leydig-Zellen in der Lage sind, Steroidhormone zu produzieren. Die reifen Spermien
gelangen aus den Tubuli seminiferi convoluti entweder direkt oder unter Zwischenschaltung
der kurzen, gestreckten Samenkandlchen (7ubuli seminiferi recti) in das Hodennetz (MICHEL

1993, OROSZ 1997).

2.2.2.3 Hodennetz (Rete testis)

Das Rete testis bildet ein Netzwerk aus in Bindegewebe eingebetteten Kandlchen. Es liegt
dorsomedial des Hodens, an den Nebenhoden angrenzend. Sowohl die gestreckten
Samenkandélchen als auch das Hodennetz sind von Sertoli-Zellen gesdumt (BOWLES 2006).
Das Rete testis hat intratestikuldre, infrakapsuldre und extratestikuldre Anteile und ist von

einem einfachen platten bis hochprismatischen Epithel ausgekleidet (AIRE 1982).

2.2.2.4 Nebenhoden (£pididymis)

Der Nebenhoden bildet eine Aneinanderreihung von Gdngen, die letzlich im Samenleiter
minden. Die Nebenhodengdnge umfassen das extratestikuldre Hodennetz (Refe festis),
Ductuli efferentes und conjugentes sowie den Nebenhodengang (Ductus epididymidis)
(KIRBY und FROMAN 2000). Auf der gesamten Lange des Hodens treten Ductuli efferentes
in den Nebenhoden Uber. Ductuli efferentes und conjugentes besitzen ein aus
zilientragenden und zilienfreien (Typ | und IlI) Zellen bestehendes Epithel. Bei den

zilientragenden Zellen ist der Zellkern apikal, bei den zilienfreien eher basal lokalisiert
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(AIRE 1980). Der Nebenhodengang hingegen ist mit einem Epithel aus zilienfreien (Typ IlI)
Zellen (auch Hauptzellen) ausgekleidet (AIRE 1979, TINGARI 1971). Das peritubuldre,
lockere Bindegewebe ist durchzogen von einem dichten Kapillarnetzwerk und glatten

Muskelzellen (KIRBY und FROMAN 2000).

2.23 Saisonale Verdnderungen von Hoden und Nebenhoden

Bei zahlreichen Vogelspezies treten saisonale Reproduktionszyklen auf. Die zyklischen
Variationen der Geschlechtshormone sind verbunden mit strukturellen Verdnderungen im
Hoden, vor allem im Zellverband des Keimepithels (FRAISSINET et al. 1987). Végel mit
ausgepragten Brutzyklen besitzen drei definierte Phasen der Hodenaktivitat: Akzeleration
(beginnende Keimzellaktivitat), Kulmination (Hohepunkt der Keimzellaktivitat mit maximaler
Spermienproduktion) und Regeneration (Ruhephase) (LOFTS und MURTON 1973). Obwohl
die Stadieneinteilung des Keimepithelzyklus bei Psittaciformes in Abhdngigkeit von Autor
und Spezies variiert (GARTRELL 2002, HUMPHREYS 1975, MAITRA und DEY 1992, POHL-
APEL et al. 1982, SAMOUR et al. 1987, SMITH und BRERETON 1976), basieren all diese
Studien letztlich auf dem Vorhandensein, der Morphologie und der Teilungsaktivitat der
Keimzellstadien. Die Hoden juveniler Tiere werden oftmals mit der Ruhephase adulter Tiere
gleichgesetzt (LAKE 1981). Bei Wellensittichen konnte allerdings gezeigt werden, dass das
Keimepithel bei Jungtieren nur aus einer Lage Spermatogonien besteht, wahrend adulte
Tiere zwei bis drei Zelllagen aufweisen (POHL-APEL et al. 1982).

Auch im Nebenhoden treten wdhrend der unterschiedlichen Phasen des Reproduktionszyklus
strukturelle Verdnderungen in den zilienfreien Epithelzellen (Typ Il oder Hauptzellen) von
extratestikuldrem Hodennetz, Ductuli conjugentes und Nebenhodengang auf. In der
sexuellen Ruhephase kommt es zum Schrumpfen des Epithels, zur Verringerung der

Ganglumina und einem Absinken der sekretorischen Aktivitat (AIRE 2002a).

224 Endokrine Steverung der Hodenfunktion

Die hormonelle Regulation der Reproduktion beim Vogel ist teilweise noch ungeklart.
Hinsichtlich der Reproduktionsendokrinologie wurden Unterschiede zwischen Vogel und
Sdugetier, aber auch zwischen verschiedenen Vogelspezies nachgewiesen (DAWSON und
SHARP 2007). Dennoch geht man davon aus, dass die Hodenfunktion &hnlich zum S&uger
Uber die Hypothalamus-Hypophysen-Gonaden-Achse gesteuert wird (O'MALLEY 2005).

2.2.4.1 Einfluss verschiedener Umweltfaktoren auf die Hodenfunktion
Das zentrale Nervensystem des Vogels reagiert unterschiedlich empfindlich auf

Umwelteinflisse. Saisonale Variationen in HodengrdBe und -aktivitdt sind in erster Linie an
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sogenannte Photoperioden, d. h. den Jahresgang der Tageslichtdauver, gekoppelt
(GARTRELL 2002, GWINNER 1989). Obwohl die Schwankungen der Tageslichtdauer in den
Tropen viel geringer ausgeprdgt sind als in den gemdBigten Breiten, zeigen sogar tropische
Voégel saisonale Variationen der Hodenfunktion in Abhdngigkeit von der Photoperiodik
(HAU 2001, PEIXOTO et al. 2012). Bei den hauptsdchlich in den Tropen und Subtropen
beheimateten Papageien (LANTERMANN 1999b) existieren neben der Tageslichtlange
weitere bedeutende Ausléser der Reproduktionsaktivitdt. Klimatische Bedingungen
(Temperatur, Regen), aber auch soziale Gegebenheiten (Hér- und Sichtkontakt zum anderen
Geschlecht, Verfugbarkeit von Nistpldtzen) sowie Futterangebot und Erndhrungszustand
beeinflussen die hormonelle Stimulation der Gonaden (DAWSON und SHARP 2007, POHL-
APEL 1980). AuBBerdem spielen auch endogene zirkannuale Rhythmen eine Rolle, die
genetisch vorprogrammiert sind und von jahreszeitlich schwankenden Umweltfaktoren

synchronisiert werden (GWINNER 1989).

2.2.4.2 Photoperiodik und Hodenaktivitdt

Végel erkennen eine Zunahme der Tageslichtldnge Uber einen Pulsgenerator, der im
vorderen Hypothalamus lokalisiert ist. Hier Ubersetzen extraretinale Photorezeptoren
eingehende Lichtsignale in neuronale Impulse und triggern die Freisetzung von
Gonadotropin-Releasing-Hormon (GnRH) (DAWSON et al. 2001). Der Pulsgenerator ist nur
in der Phase der erhdhten Photosensitivitat fur Lichtsignale empfdnglich. Bei einem langen
Lichttag fallt diese Phase mit der Lichtperiode zusammen und das Hodenwachstum wird
Uber die Hypothalamus-Hypophysen-Gonaden-Achse stimuliert. Bei einem kurzen Lichttag
wird der Generator nicht stimuliert, da er wdhrend des Lichteinfalls nicht photosensitiv ist
(GERSTBERGER 2009). Die Uberschreitung der Tageslichtlénge fihrt zu einer Hemmung der
GnRH-Freisetzung, unter anderem vermittelt durch Prolaktin und Schilddrisenhormone
(DAWSON et al. 2001). In dieser photorefraktdren Phase, die speziesspezifisch
unterschiedlich lange anhdlt, kommt es zur Gonadenregression. Bei Wellensittichen

beispielsweise dauert sie nur wenige Tage (POHL-APEL 1980).

2.2.4.3 Die Hypothalamus-Hypophysen-Gonaden-Achse

Uber das Hypophysenpfortadersystem induziert GnRH in den Zielzellen der
Adenohypophyse die Sekretion der Gonadotropine Luteinisierendes Hormon (LH) und
Follikelstimulierendes Hormon (FSH) (HATTORI et al. 1986). Beim Vogel wurden bisher drei
Isomere des Neurohormons aus dem Hypothalamus isoliert (BENTLEY et al. 2003,
MIYAMOTO et al. 1984).

Die zyklische Ausschittung von LH bewirkt in den Leydig-Zellen des Hodens die
Androgenbiosynthese (SCANES 2000). Die Androgene Testosteron und Androstendion sind
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fur sekunddre Geschlechtsmerkmale wie Balz- und Dominanzverhalten, Gefiederfarbe und
Gesang verantwortlich (ARDIA et al. 2010, BALTHAZART et al. 1992, FEDER et al. 1977).
Zudem beeinflussen sie die Entwicklung und Reifung der Samenkandlichen und des
Samenleiters (KIRBY und FROMAN 2000, POLLOCK und OROSZ 2002). Androgene spielen
eine wichtige Rolle im Reproduktionstrakt mdnnlicher Végel. Zahlreiche Studien an
unterschiedlichsten Vogelordnungen beschdftigen sich mit saisonalen Verdnderungen des
Plasma-Testosteronspiegels (FRAISSINET et al. 1987, KRISHNAPRASADAN et al. 1988,
SMITH et al. 1997, WILLAMS 1992). Bei vielen Vogelarten schwankt der
Testosteronspiegel in Abhdngigkeit von der spermatogenen Aktivitat des Hodens (FOLLETT
1978).

FSH stimuliert das Hodenwachstum und die Spermatogenese (O'MALLEY 2005) durch
Beeinflussung einer Vielzahl biosynthetischer Prozesse in den Sertoli-Zellen, die
infolgedessen hypertrophieren. Das Gonadotropin besitzt die  Méglichkeit der
Selbstpotenzierung iber eine Erhdhung der Rezeptoranzahl an den Zielzellen. Zudem
existieren synergistische Effekte mit Testosteron, die diesen Mechanismus noch verstdrken.
Dies kann eine Erklarung fir die extreme Gewichtszunahme der Hoden wdhrend der
Brutsaison sein (TSUTSUI und ISHII 1978). Der Prozess der Spermatogenese ist also
abhéngig von der Verfigbarkeit an Testosteron und FSH, der Aktivitat der Sertoli-Zellen
sowie der Interaktion zwischen Sertoli- und Keimzellen (SHARPE 1994).

An der Steuverung der Reproduktion ménnlicher Végel sollen weitere Steroidhormone
beteiligt sein. Bei Papageien ist hierzu allerdings noch wenig bekannt. Ostrogen
beispielsweise beeinflusst die Hodenentwicklung bei Hihner- (FURUYA et al. 2006) und
Sperlingsvégeln (ROCHESTER et al. 2010). Progesteron hingegen stimuliert das Nestpflege-
sowie Aufzuchtverhalten von Greifvégeln (BLAS et al. 2010) und Tauben (LEA et al. 2001).
Zudem ist es an der Ausbildung langfristiger Paarbindungen beteiligt, wahrend Testosteron

hierbei eine untergeordnete Rolle spielt (BLAS et al. 2010).
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2.3. Techniken zur Einordnung des Reproduktionsstatus beim mdnnlichen

Papageienvogel

Fir die Charakterisierung der Hodenaktivitdt beim Papageienvogel existieren diverse
Methoden. Davon basieren einige auf rein morphologischen Aspekten, wéhrend andere
eher funktionelle Grundlagen besitzen. Im Folgenden soll auf die verschiedenen Techniken

ndher eingegangen werden.

2.3.1 Makroskopische Beurteilung der Hoden mittels Endoskopie

Der einzigartige Aufbau des avidren Respirationstraktes, der fir eine ausgiebige Beliftung
der Zélomhdhle sorgt, bietet geeignete Voraussetzungen fir die Endoskopie von Végeln
(TAYLOR 1994). Wird die Leibeshdhle mit einem Endoskop exploriert, kollabieren die
Lungen nicht (O'MALLEY 2005).

Bei Psittaciformes wird die minimal-invasive Laparoskopie seit Jahrzehnten zur
Geschlechtsbestimmung und Beurteilung der Zuchttauglichkeit genutzt. Die routinemdaBige
Sexoskopie erfolgt unter Nutzung starrer Endoskope von 1,9 bis 2,7 mm Durchmesser
(HARCOURT-BROWN 2005). Die Optik wird meist kranial des linken Femurs eingefihrt
(LIERZ 2006). Der Zugang von links begrindet sich in der Tatsache, dass bei weiblichen
Tieren lediglich das linke Ovar ausgebildet ist (HARCOURT-BROWN 2005).

Beim mannlichen Papageienvogel erfolgt die makroskopische Beurteilung der
Hodenaktivitdt anhand der GréBe, Farbe und GefdBzeichnung der Gonaden. Da die
absolute HodengréBe endoskopisch schwer feststellbar ist, wird meist die relative
Hodenausdehnung zu benachbarten Organen ermittelt. Hier kann die Nierenléngsachse
(BEHNKE 2002) oder die Nebennierenldnge (CLUBB 2006) als Referenz herangezogen
werden. Bei aktiven Hoden ragt die kaudale Hodengrenze weiter in die mittlere
Nierendivision hinein (BEHNCKE 2002) beziehungsweise kann die Hodenldnge bis zu ein 4-
Faches der Nebennierenlénge betragen (HANSE 2012). Die Hodenfarbe wechselt von
hellbraun bis gelb im inaktiven (O'MALLEY 2005) zu gelblich-weiB im aktiven Stadium
(KONIG et al. 2009).

Die Sexoskopie erméglicht eine umgehende Aussage zum Geschlecht und gleichzeitig
kénnen Verdnderungen an anderen Organsystemen (z. B. Luftsackmykosen) diagnostiziert
werden (HATT 2007). Aktive und inaktive Stadien sind makroskopisch gut voneinander
abgrenzbar. Histologische Untersuchungen bei makroskopisch inaktiv beurteilten Hoden

ergaben jedoch oftmals fortgeschrittenere Stadien der Spermatogenese (HANSE et al.

2008).
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Die Sexoskopie kann erst ab einem bestimmten Alter bzw. mit dem Eintritt der
Geschlechtsreife durchgefihrt werden, da sich die Gonaden juveniler Mdnnchen und
Weibchen manchmal sehr dhneln. Die Methode erfordert eine Narkose und birgt somit
gewisse Risiken fir das untersuchte Tier (HATT 2007). Zudem kénnen intraoperative
Komplikationen, wie Blutungen (GARTRELL 2002) und Verletzungen an Niere oder
Drisenmagen durch das Endoskop (LIERZ 2006) auftreten. Zuletzt bedeutet der Zugang von
links, dass eine Beurteilung der rechten Seite nicht méglich ist. Dies ist jedoch wichtig, um im
Falle einer Infertilitdt Abnormalitéten wie beispielsweise Ovotestes oder Hermaphrodismus

zu diagnostizieren (TAYLOR 1994).

2.3.2 Histologische und zytologische Beurteilung von Hodenbioptaten

Zur Feststellung des Reproduktionsstatus ist die makroskopische Beurteilung des Hodens
allein oft unzureichend (GARTRELL 2002). Zur histologischen Untersuchung von
Hodenmaterial wurden Papageien friher hdufig euthanasiert (MAITRA und DEY 1992,
SAMOUR et al. 1987, SMITH und BRERETON 1976) oder unilateral kastriert (HUMPHREYS
1975). Die Methode der Hodenbiopsie im Rahmen einer endoskopischen Untersuchung stellt
eine neue Mdglichkeit zur Diagnostik von Fertilitatsstérungen (CLUBB 2006, TAYLOR 1994)
sowie zur Beurteilung des Reproduktionsstatus bei Psittaciformes (GARTRELL 2002, HANSE
et al. 2008, PEIXOTO et al. 2012) dar. Hierbei wird entweder mit einer feinen
Biopsiezange (HANSE et al. 2008) Hodengewebe fiir eine histologische, oder mittels
Feinnadelaspiration Zellmaterial fiur eine zytologische Untersuchung (GARTRELL 2002)
gewonnen. Wichtiger Aspekt bei der Probenentnahme ist es, ein ausreichend groBes und
somit histologisch auswertbares Gewebestick zu gewinnen, gleichzeitig jedoch méglichst
minimale Ldsionen zu setzen (HANSE 2012).

Verglichen mit der histologischen Beurteilung von Hodenbioptaten, ist die zytologische
Untersuchung weniger invasiv (HANSE et al. 2008) und daher vor allem bei kleinen Végeln
empfehlenswert (GARTRELL 2002). Man bendtigt geringere Materialmengen und die
Probenaufarbeitung erfordert nur einige Minuten. Die Zytologie liefert vergleichbare
Informationen Uber die saisonalen Variationen in der Spermatogenese mit hoher
Ubereinstimmung zur Histologie (HANSE 2012). Dennoch ermdglicht die Histologie
zusdtzliche Aussagen zur Zellarchitektur (GARTRELL 2002). Dies ist beispielsweise wichtig
bei der Diagnostik von Hodentumoren oder Orchitis (TAYLOR 1994).

Beim Sdugetier wird als Folge der Beschddigung der Blut-Hoden-Schranke, beispielsweise
durch eine Biopsie, die Entstehung von gegen Keimzellen gerichteten Antikérpern
(sogenannten ,Antisperm-Antibodies” oder ASA) diskutiert. Hier existiert mdglicherweise ein

Zusammenhang zwischen dem Aufireten der ASA und einer verminderten Spermaqualitat
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(ZHANG et al. 1990). Die an Papageienvégeln durchgefihrten Hodenbiopsien bzw.
Feinnadelaspirationen fihrten zwar vereinzelt zu makroskopisch sichtbaren Vernarbungen,
ergaben jedoch langfristig keine negativen Auswirkungen auf die spermatologischen

Parameter (GARTRELL 2002, HANSE 2012).

2.3.3 Endokrine Analyse von Blut und Kot

Der endokrine Einfluss auf Reproduktionszyklen wurde bisher bei méannlichen Tauben mittels
Gonadektomie und darauffolgender Hormonersatztherapie (ERICKSON 1970) oder
anhand der Messung peripherer Steroidhormonspiegel (KORENBROT et al. 1974)
untersucht, ohne jedoch die hormonproduzierenden Zellen zu kennen. Die Gonadektomie
fUhrte bei den Tieren zu vermindertem Balz- und Nestrevierverhalten. Die Behandlung mit
Testosteronpropionat konnte diese Verhaltensweisen wiederherstellen. Radioimmunoassays
zur Messung des Ostradiol- und Progesteronspiegels im Plasma ergaben wdhrend des
gesamten Fortpflanzungszyklus mdnnlicher Tauben niedrige bis nicht detektierbare Werte
(KORENBROT et al. 1974). Studien an Wildvégeln zeigen einen Zusammenhang zwischen
Schwankungen im Plasma-Testosteronspiegel und dem Reproduktionszyklus (GOYMANN et
al. 2006). Die Androgenproduktion korreliert positiv mit der HodengréBe (GARAMSZEGI et
al. 2005) sowie der Ausreifung von Samenkandlchen und Samenleiter (POLLOCK und
OROSZ 2002). Der Anstieg der Testosteronkonzentration im Blut weist also unmittelbar auf
eine stattfindende Androgenbiosynthese und aktive Gonaden hin, und kann somit den Eintritt
des mdnnlichen Vogels in die reproduktionsaktive Phase anzeigen (NINNES et al. 2010).
Des Weiteren gibt es bei wildlebenden Végeln experimentelle Ansdtze, die sich mit der
Messung von Steroidhormonen im Kot beschdftigen (GOYMANN et al. 2002). Gerade im
Hinblick auf gefdhrdete Arten ist der Vorteil dieser nicht-invasiven Methode offensichtlich.
Wdhrend der gesamten Darmpassagezeit, die beim Vogel speziesspezifisch in
Abhdngigkeit von Erndhrungstyp und Verdauungsphysiologie variiert (KLASING 2005),
werden Hormonmetaboliten in die Fdzes ausgeschieden. Die Kotproben enthalten also eine
Akkumulation von Hormonmetaboliten Uber diesen Zeitraum. Kurzfristige Ver&nderungen
des Hormonspiegels, wie sie im Plasma zu ermitteln sind, konnen in diesem Medium nicht
erfasst werden. Daher eignet sich die Hormonmessung im Kot vor allem fir die Erarbeitung
von Basisprofilen (NINNES et al. 2010).

Auf diesen Studien aufbauvend wurde kiirzlich auch fir Papageienvégel die
Testosteronanalyse in Plasma und Kot erfolgreich etabliert (HAHN et al. 2011). In
Verbindung mit der Messung von Corticosteron im Kot waren Aussagen zum
Reproduktionsstatus von Wellen-, Nymphen- und Halsbandsittichen méglich. Untersuchungen

des Hormonverlaufes kénnten kiinftig bei der Zuchtplanung bericksichtigt werden.
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2.3.4 Immunzytochemische Beurteilung von Hodengewebe

Immunzytochemie ist eine Methode zur Sichtbarmachung spezifischer Antigene in Zellen und
Geweben mit Hilfe markierter Antikérper. Es handelt sich um ein semiquantitatives Assay-
System. Gewebe- und zellspezifische Proteinexpression, das Vorhandensein spezies-
spezifischer Antigene und die embryonale Herkunft von Zellen sind wichtige
Anwendungsgebiete fir diese Technik (OKULICZ 1998).

Im Reproduktionstrakt von Sdugetieren gilt die Immunzytochemie als etabliertes Verfahren
zur Untersuchung physiologischer Prozesse (QIAN et al. 2013, TOSTES et al. 2013), aber
auch zur Feststellung verschiedener pathologischer Zustdnde (HORNE und ADENIRAN 2011,
TOSTES et al. 2013).

Beim Ziervogel hingegen kommt die Technik der Immunzytochemie routinemdBig bisher nur
bei der Diagnostik von Tumoren (LANGOHR et al. 2012) sowie von Infektionen (TUNCA et
al. 2012, VAN DEN BRAND et al. 2007) zur Anwendung. Die immunzytochemische
Beurteilung des Reproduktionstraktes ist beim Ziervogel kaum etabliert. Der Grund hierfir
ist vor allem, dass die Hoden im Vergleich zum Sdugetier intrazélomal liegen und derartige
Untersuchungen eine Eroéffnung der Leibeshdhle erfordern. Auf dem Gebiet der
Nutzgefligelforschung  wiederum  sind  bereits  zahlreiche  immunzytochemische
Untersuchungen am Geschlechtsapparat durchgefihrt worden. In diesem Sektor wird die
Technik stark vorangetrieben, da wirtschaftliche Interessen fir das Erreichen maximaler
Zuchterfolge im Vordergrund stehen. Je nach Fragestellung finden dabei unterschiedliche
Marker Verwendung. Fir die endokrinologische Diagnostik beispielsweise kommen
Antikdrper zum Einsatz, die gegen Steroidrezeptoren (DORNAS et al. 2008, OLIVEIRA et al.
2011) oder steroidogene Enzyme (KWON et al. 1995, MADEKUROZWA et al. 2002)
gerichtet sind.

Hinsichtlich der saisonalen Verdnderungen von Hoden- und Nebenhodengewebe wurden
bisher nur histologische Untersuchungen beim Nutzgefligel (AIRE 2002a, AIRE 2002b), bei
Sperlingsvégeln (BAUCHINGER et al. 2007) und bei Papageienvégeln (GARTRELL 2002,
HUMPHREYS 1975, SAMOUR et al. 1987) durchgefihrt. Im Gegensatz zur reinen Histologie
liefert die immunzytochemische Beurteilung auch Aussagen Uber funktionelle Abldufe. Eine
Kombination von morphologischer Beurteilung der Gonaden und deren immunzytochemischer
Analyse hinsichtlich der endokrinen Steuerung ist daher von entscheidendem Interesse.

Die mittels Immunzytochemie etablierten Marker kénnen auch fir andere quantitative und
semiquantitative  Analysesysteme, wie Radio- und Enzymimmunoassay  oder
Hochleistungsflissigkeitschromatographie (HPLC) genutzt werden. Diese Systeme dienen der
Untersuchung von z. B. Blut- oder Kotproben, die mit geringer Stressbelastung der Végel

gewonnen werden kénnen (HAHN 2010).

15



LITERATURUBERSICHT

2.4. Ausgewdhlte Marker fir die immunzytochemische Untersuchung des Hodens

2.4.1 Steroidhormonrezeptoren

Die Wirkung der Steroidhormone erfolgt durch Bindung an intrazelluldr exprimierten
Rezeptoren der Zielzellen (EVANS 1988). Seit den 1980er Jahren ist bekannt, dass die
Rezeptoren nukledr lokalisiert sind und Uber Transkriptionsprozesse eine genomische
Wirkung entfalten (DUVAL et al. 1983). Neuere Untersuchungen zeigen aber, dass bei den
Steroidrezeptoren auch nicht-genomische Mechanismen der Signaltransduktion existieren

(BOONYARATANAKORNKIT und EDWARDS 2007, SIMONCINI et al. 2004).

2.4.1.1 Androgenrezeptor (AR)

Im avidren Hoden- und Nebenhodengewebe war der immunzytochemische Nachweis des AR
bisher nur bei Hihnern und Enten erfolgreich (DORNAS et al. 2008, SHANBHAG und SHARP
1996). Beim Sdugetier hingegen erfolgte die Lokalisation des AR in zahlreichen
Zelltypen des Hodens (KONRAD et al. 1998, VORNBERGER et al. 1994). Die Expression
des Rezeptors im Gehirn verschiedener Vogelspezies hat gezeigt, dass bestimmte
Verhaltensweisen, wie beispielsweise Dominanz oder Gesang Testosteron-vermittelt sind

(BALTHAZART et al. 1992, BELLE und LEA 2001).

2.4.1.2 Ostrogenrezeptoren (ERa, ERB)

Die zwei Subtypen des Ostrogenrezeptors, ERQ und ERB, teilen sich die gleiche
Grundstruktur. Sie unterscheiden sich hinsichtlich der Affinitat ihrer Liganden. So bindet
Ostradiol an beide Isoformen, Ostron hingegen vorzugsweise an ERA und Ostriol an ERP
(DAHLMAN-WRIGHT et al. 2006).

OLIVEIRA et al. (2011) konnten die Expression von ERB bereits in ménnlichen Gonaden von
Hihnervogeln zeigen. Bei Sdugetieren moduliert dieser Rezeptor-Subtyp die Wirkungen
von ERA im weiblichen Geschlechtstrakt (WEIHUA et al. 2000).

Dass Ostrogene das Sexualverhalten von Végeln beiderlei Geschlechts kontrollieren, wurde
anhand der Detektion von ERA im Gehirn von Passeriformes (GAHR 1990) und Galliformes
(HALLDIN et al. 2006) nachgewiesen. Im avidren weiblichen Geschlechtstrakt gelang die
immunzytochemische Darstellung von ERQ bisher nur beim Nutzgefligel (GONZALEZ-
MORAN et al. 2013, ISOLA 1990). Bei Hdhnen wurde der Rezeptor lediglich im
Nebenhodengewebe untersucht (KWON et al. 1997, OLIVEIRA et al. 2011). Bei
Sdugetieren hingegen erfolgte der Nachweis von ERA in den Leydig-Zellen, was auf eine

Beteiligung des Ostrogens bei der Leydig-Zell-Reifung hindeutet (ZHAI et al. 1996).
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Zusdatzlich existieren Untersuchungen zur Expression des Rezeptors in Sertoli- und Keimzellen

von Mammalia (PEARL et al. 2011, PELLETIER et al. 2000).

2.4.1.3 Progesteronrezeptor (PR)

Die bisherigen Untersuchungen zu Progesteron beim Vogel konzentrierten sich auf dessen
Funktion im weiblichen Geschlechtsapparat (MADEKUROZWA 20020, MADEKUROZWA
2002b) sowie auf Nestpflege- und Aufzuchtverhalten (BLAS et al. 2010, LEA et al. 2001).
Deshalb erfolgte der Nachweis des PR im Gehirn von Tauben (LEA et al. 2001) und in
weiblichen Geschlechtsorganen von Nutzgefligel (GONZALEZ-MORAN et al. 2013,
MADEKUROZWA 2002a). Die immunzytochemische Darstellung PR-positiver Zellen im
Hodengewebe gelang bislang lediglich beim Sdugetier (KOHLER et al. 2007). Dort konnte
eine PR-Expression in Spermatogonien, Sertoli- und Leydig-Zellen gezeigt werden
(KONRAD et al. 1998, WEBER et al. 2002). Hierbei soll Progesteron sowohl einen Einfluss
auf die Spermatogenese als auch auf die Steroidbiosynthese haben (EL-HEFNAWY und
HUHTANIEMI 1998, ROSSATO et al. 1999).

2.4.2 Steroidogene Enzyme

Die Steroidbiosynthese geht von Cholesterol aus und ist ein Prozess zahlreicher katalytischer
Reaktionen in den ortsstdndigen Enzymsystemen von Mitochondrien und endoplasmatischem
Retikulum (BAMBERG 1994). Steroidogene Enzyme lassen sich in zwei Hauptklassen von
Proteinen einordnen: die Cytochrom-P450-Oxidasen und die Hydroxysteroid-
Dehydrogenasen (HSDs) (HANUKOGLU 1992). Die P450-Enzyme katalysieren die
Hydroxylierung und Spaltung des Steroidsubstrates (PAYNE und HALES 2004), wdhrend die
HSDs oxido-reduktive Vorgdnge unter Mitwirkung von NAD+ oder NADP+ steuern (MILLER
2008). Im Folgenden werden die in der vorliegenden Studie untersuchten Enzyme ndher

beschrieben.

2.4.2.1 Aromatase (ARO)

Die Umwandlung von Androstendion zu Ostron sowie von Testosteron zu Ostradiol wird
durch dieses Cytochrom-P450-Enzym katalysiert. Untersuchungen beim Vogel konzentrierten
sich hauptsachlich auf die Enzymaktivitat im Gehirn diverser Spezies (ROS et al. 2009,
VOIGT et al. 2011, WACKER et al. 2010). Der bislang einzige immunzytochemische
Nachweis der ARO in den Gonaden des Hahns (KWON et al. 1995) erfordert einen
Vergleich mit der Lokalisation des Enzyms bei anderen Vogelspezies. Beim Sduger ist die
ARQ in erster Linie ein Marker fir Leydig-Zellen, wurde aber in Abhdngigkeit von Spezies
und Reproduktionszustand auch in Keim-, Sertoli- und epididymalen Zellen nachgewiesen

(CARREAU et al. 2003).
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2.4.2.2 3B-Hydroxysteroid-Dehydrogenase (3B-HSD)

3B-HSD katalysiert zahlreiche Reaktionen auf dem Biosyntheseweg des Testosterons aus
Pregnenolon. Das Enzym steuert die Umwandlung von Pregnenolon zu Progesteron,
auBerdem von Dehydroepiandrostenon zu Androstendion sowie von A3-Androstendiol zu
Testosteron (SOMA et al. 2004, UKENA et al. 2001). Auf Genebene wurden bei Hihner-
und Sperlingsvégeln zahlreiche Nachweise von 3B-HSD im Gehirn, Ovarien und Hoden
erbracht (FREKING et al. 2000, KANDA et al. 2000, UKENA et al. 1999). Die
Peptidexpression erfolgte mittels histochemischer und immunzytochemischer Methoden
bislang nur im mdnnlichen (MADEKUROZWA et al. 2002) und weiblichen (PROSZKOWIEC-
WEGLARZ et al. 2005) Reproduktionstrakt von Nutzgefligel.

2.4.2.3 17B-Hydroxysteroid-Dehydrogenasen 1, 2 und 7 (17B-HSD-1, -2 und -7)

17B-HSDs sind oxido-reduktive, steroidogene Enzyme, die unter anderem die Umwandlung
von Androstendion in Testosteron und von Ostron in Ostradiol katalysieren. Die lsoenzyme
unterscheiden sich hinsichtlich der Verteilung im Gewebe, katalytischer Praferenz,
Substratspezifitdt und  Regulationsmechanismen (ROMERO et al. 2009). Im
Reproduktionstrakt zahlreicher Sdugetierspezies wurden bereits diverse 17B-HSDs isoliert
(LEMAZURIER und SERALINI 2002, PENNING 1997). Beim Vogel existieren bisher nur
Publikationen Gber die Expression der Isoenzyme im Gehirn von Wachteln (MATSUNAGA et
al. 2002) und Finken (RITERS et al. 2001) sowie im Ovar von Hihnern (WAIJIMA et al.
1999). Die Funktion der 17B-HSDs im avidren mdnnlichen Geschlechtstrakt ist bisher nicht

untersucht worden.

243 Relaxinpeptid-Familie

Aus der Relaxinpeptid-Familie sind bisher sieben Peptide bekannt, die alle eine strukturelle
Verwandtschaft mit Insulin aufweisen: Relaxin (RLN; friher H2-RLN), HT1-Relaxin und
Relaxin 3 (RLN3) sowie vier verschiedene Insulin-like Peptide (INSL3-6). Obwohl strukturell
verwandt entfalten sie ihre sehr unterschiedlichen physiologischen Effekte iUber die
Aktivierung vier verschiedener Rezeptoren (RXFP1-4). So ist beispielsweise RLN3 als reines
Neuropeptid in Stress- und Stoffwechselsteuerung involviert, wéhrend INSL5 vornehmlich im
Gastrointestinaltrakt wirkt (BATHGATE et al. 2013, IVELL et al. 2011). Im Folgenden soll
jedoch nur auf die in der Studie verwendeten Marker RLN, INSL3 (RLF) sowie deren

Rezeptoren RXFP1 und -2 genauer eingegangen werden.

18



LITERATURUBERSICHT

2.4.3.1 Relaxin (RLN)

Das heterodimere Relaxin aus der Familie der Insulin-Superfamilie ist ein pleiotropes
Peptidhormon, dessen Wirkungen ausgesprochen gewebs- und speziesabhdngig sind (BANI
1997). Bei Sdugetieren ist seine weitreichende Bedeutung im weiblichen Reproduktionstrakt,
im kardiovaskuldren und pulmonalen System, im Gehirn sowie in Tumoren bekannt
(HOMBACH-KLONISCH 2004). AuBerdem wurde RLN in verschiedenen Zelltypen des
Sduger-Hodens (CARDOSO et al. 2010, KOHSAKA et al. 2009) und als Hauptprodukt des
Prostataepithels (IVELL et al. 2011) nachgewiesen. Somit beeinflusst es die
Spermatogenese, Steroidogenese (KOHSAKA et al. 2009), Spermienbeweglichkeit sowie
die Befruchtung (AGOULNIK 2007). Abgesehen von wenigen Publikationen beim
Wirtschaftsgefligel Uber eine Relaxin-dhnliche Aktivitat im Ovar (HISAW und ZARROW
1950) und Hoden (STEINETZ et al. 1964) bleibt die Rolle von RLN im Reproduktionstrakt

des Vogels ungeklart.

2.4.3.2 Relaxin-like factor (RLF)

Der dem Relaxin strukturell verwandte Relaxin-like factor (RLF), auch INSL3 (Insulin-like
peptide 3) genannt, gilt bei Sdugetieren als Marker der Leydig-Zellen und ist fir den
Hodenabstieg mitverantwortlich (AGOULNIK 2007). Untersuchungen an Rattenhoden
(KAWAMURA et al. 2004) deuten auf eine Beeinflussung der Meiose mdnnlicher Keimzellen

hin. Uber die Existenz von RLF beim Vogel ist bislang nichts bekannt.

2.4.3.3 Rezeptoren fiir Relaxin und Relaxin-like factor: RXFP1 und RXFP2

Spezielle Rezeptoren aus der LGR-Subfamilie (LGR, Leucine-rich repeat-containing G-
protein-coupled receptors) vermitteln die Wirkung von Relaxin und Relaxin-like factor (HSU
et al. 2000, HSU et al. 2002, KUMAGAI et al. 2002). Friher unter der Bezeichnung LGR7
und LGR8 bekannt, werden sie heute als RXFP1 (Relaxin Family Peptide Receptor 1) und
RXFP2 bezeichnet (SUMMERS et al. 2013). Es handelt sich um G-Protein-gekoppelte 7-
Transmembrandomdnen-Rezeptoren. Relaxin gilt in erster Linie als Ligand fur RXFP1 (HSU
et al. 2002), kann aber auch mit einer geringeren Affinitdt an RXFP2 binden (SCOTT et al.
2005). Die Wirkung von Relaxin-like factor wird einzig ber RXFP2 vermittelt (KUMAGAI et
al. 2002).

Der bisher einzige Nachweis funktioneller Relaxinrezeptoren im avidren Organismus
erfolgte im Kropf ménnlicher und weiblicher Tauben (SHERWOOD 1994). Bei Sdugetieren
hingegen vermitteln RXFP1 und -2 die Wirkung ihrer Liganden unter anderem in den
Leydig-Zellen (AGOULNIK 2007, IVELL und ANAND-IVELL 2009) und im Keimepithel des
Hodens (KOHSAKA et al. 2009).
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2.4.4 Proliferationsmarker

Die zyklusbedingten Verdnderungen in der Morphologie von Hoden und Nebenhoden sind
das Resultat von Proliferation und Apoptose. Fir beide Vorgdnge gibt es entsprechende
immunzytochemische Marker, die sowohl in der Human- als auch Tiermedizin zum Einsatz
kommen (BREHM et al. 2006, GLANDER und SCHALLER 1999, WAGNER et al. 2006,
YOUNG und NELSON 2001). Die Proliferationsmarker dienen vor allem in der
Tumordiagnostik der Unterscheidung hyperplastischer und neoplastischer Verdnderungen.

Mit ihrer Hilfe kann das Proliferationsverhalten von Geweben charakterisiert werden.

2.4.4.1 Ki67

Im Gewebe findet sich das Kié7-Antigen in proliferierenden Zellen. In nahezu allen Phasen
des Zellzyklus (G1-, S-, G2- und M-Phase) wird dieses Antigen exprimiert. Ruhende Zellen,
also Zellen, die sich in der GO-Phase befinden, exprimieren das Kié7-Antigen nicht (GATTER
et al. 1986).

Im avidren Hoden steht der immunzytochemische Nachweis des Ki67 noch aus. Beim
Wirtschaftsgefligel existiert bisher eine Publikation, die die Proliferationsrate von Sertoli-
Zellen anhand einer BrdU(5-bromo-2-deoxyuridin)-Fdrbung untersucht hat (BOZKURT et al.
2007). Bei Saugern hingegen kommt zur Ermittlung der mitotischen Aktivitdt von Keimzellen
(MCKINNELL et al. 2013) und Sertoli-Zellen (BREHM et al. 2006) der kernsténdige

Proliferationsmarker Ki6é7 zum Einsatz.

2.4.4.2 Aktin (Smooth Muscle Actin, SMA)

Das Strukturprotein Aktin kommt in allen eukaryotischen Zellen vor und gehért zu den finf
hdufigsten Proteinen, die bei Sdugetieren und Végeln nachgewiesen wurden. Es bildet
intrazellular die sogenannten Aktinfilamente, die wichtige Bestandteile des Zytoskeletts
darstellen und oftmals in Transportprozesse involviert sind (ALBERTS et al. 1989, HOLMES et
al. 1990). Im avidren mdnnlichen Geschlechtstrakt sind kontraktile Zytoskelettproteine
notwendig fir den Transport der Samenflissigkeit durch die Hodenkandlchen (AIRE und
OZEGBE 2008). Da vor allem das Mikrofilament SMA bereits im Hodengewebe von
Huhner-, Enten- und Sperlingsvégeln nachgewiesen wurde (AIRE und OZEGBE 2007,
MARETTA und MARETTOVA 2004, OZEGBE et al. 2012), stellt sich die Frage, welche Rolle

es dort in der Ordnung der Papageienvdgel spielt.
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Limited knowledge about male psittacine reproduction reduces the success of breeding programmes.
Within the scope of fecundity assessment, classification of male sexual status is essential for effective
conservation of the species.

The aim of the present study was to investigate the testes of male budgerigars (Melopsittacus undula-
tus), as psittaciform model species to verify their reproductive status by morphological and immunocy-
tochemical examination.

Using light microscopy, gonadal samples were categorized resulting in three reproductive states
(active, intermediate, non-active). Calculation of testes weights plus measurement of tubular and inter-
stitial dimensions displayed significant (p < 0.05) differences between all three reproductive stages. Lip-
ids in the testicular tubules, analysed by Sudan black staining and fluorescence microscopy (DAPI? mode)
were highly present in non-active status.

Immunocytochemistry involved two different hydroxysteroid dehydrogenases (HSD), 3p-HSD and 17p3-
HSD-2, as markers for steroidogenesis, as well as steroid receptors for androgens (AR), oestrogen (ER) and
progesterone (PR).

Both HSDs and AR declined in non-active gonads compared to active and intermediate stages, with a
positive signal in germ and somatic cells of testis and epididymis. ER and PR were detected in testicular
and epididymal cells, similarly expressed in all three stages.

The proliferation rate of germ cells in the testicular tubules, obtained by Ki67, differed significantly in
active (38.67%), intermediate (32.40%) and non-active (6.01%) status.

According to this morphological study, we have been able to establish markers for the reproductive
staging of psittacine testes. This knowledge will be useful to deepen reproductive biology in budgerigars.

1. Introduction

The threat of feral Psittaciformes is constantly increasing [9,28]
and this dramatic decline of many parrot species requires not just
protective action but also more precise information about psitta-
cine reproduction. Knowledge about parrot procreation is still
scarce and, in combination with constricted genetic diversity,
breeding efforts in captivity are quite difficult. The classification
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of their reproductive status will help to support the success of
breeding programs.

The male genital system of birds, mainly well-studied in poultry
[33,38], is morphologically comparable with the mammal situa-
tion; nevertheless, there are difficulties concerning transferability
between these two animal classes. Concerning the seasonal testic-
ular and epididymal development associated with reproduction,
morphological descriptive investigations have been published so
far in poultry [1,2,32], passerine [7] and psittacine birds
[24,27,61]. As yet, there has been no combination of the morpho-
logical analysis with an immunohistochemical examination of
the endocrine situation.

In birds, the major androgens testosterone and androstenedione
stimulate the secondary sex characteristics including courtship,
coloration, song, and the development and maturation of the tu-
bules, particularly the ductus deferens [33,54]. Testosterone espe-
cially influences male-male dominance in zebra finches [3] and
its peripheral plasma level is associated with mate choice in ring
doves [20]. Even though birds show a coherency between
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testosterone levels and sexual behaviour [18], endocrine correlates
of reproductive cycles have only been studied by means of gonad-
ectomy [17] or the analysis of peripheral testosterone levels [68]
without knowing the hormone-producing cells. The AR as a bind-
ing site for testosterone was detected in the brain of the Japanese
quail, the canary, the zebra finch [6] and the ring dove [8]. The con-
firmation of AR in the avian testis and epididymis by means of
immunocytochemistry has only been successful in roosters and
drakes [14,67].

Other steroid hormones are involved in male bird reproduction;
however, less is known about the situation in Psittaciformes. Oest-
rogen influences the testicular development in chickens [22] and
zebra finches [57], while progesterone is important for parental
behaviour in black kites [11] and ring doves [8]. So far, using
immunocytochemistry, steroid receptors for oestrogen and proges-
terone have been detected in the avian female reproductive tract
[43] and brain [4]. The distribution of ER and PR in testicular tissue
has only been examined in mammals [34,35].

The gene expression of the steroidogenic enzymes 33-HSD and
17p-HSD-2 has been demonstrated in the quail brain [72,73] as
well as in the gonads of chickens and zebra finches [21,31]. The
peptide detection of these enzymes in the reproductive tract via
immunocytochemical analysis has only been carried out in female
[49] and male [44,70] poultry.

For the benefit of endangered Psittaciformes, we used the bud-
gerigar (Melopsittacus undulatus, IUCN® Red List status: least con-
cern, [28]) as a model species. The present study aimed to
resolve issues concerning the presence of steroid hormone recep-
tors and steroidogenic enzymes in the psittacine male reproductive
tract. Our principal object was to deliver basic information,
especially about the steroid target cells within the testis and
epididymis, in conjunction with gonadal histology in order to
ascertain the reproductive status of male parrots.

2. Materials and methods
2.1. Experimental procedure

Within the scope of routine necropsies at the Clinic for Birds
and Reptiles, 45 male budgerigars (4 years of age on average, 35-
50 g of weight) were examined. Only those birds were included
which had no pathological findings on their testes. The material
collection was carried out from October 2005 to September 2007.

The assessment of the reproductive status took place firstly by
means of macroscopical and secondly histological examination in
order to compare both methods. The gonads were located at the
cranial pole of the kidneys and their reproductive activity was ap-
praised macroscopically. The testes were measured in situ (length
x width in mm) and then carefully dissected out of the abdominal
cavity for the subsequent histological investigation.

2.2. Histochemical staining

The paraffin-embedded testes were cut into 5 pm sections and
then mounted on slides. For general morphology, tissue sections
were stained with Mayer’s haematoxylin and 0.5% of eosin (HE).
Within the scope of the following light microscopy of the HE-
stained samples, lipoid material was detected in the testicular tu-
bules. To confirm this tubular lipid content, a Sudan black staining
of the sections was subsequently carried out. Sudan black B (Sigma,
Aldrich Chemie, Deisenhofen, FRG) colours phospholipids, neutral
fats and sterols dark blue to black [58]. To specify the lipids, fluo-
rescence microscopy using DAPI mode was additionally conducted
with the Axioskop 2 mot plus (Carl Zeiss, Jena, FRG). For this pur-
pose, the de-waxed testis material was stained with Mayer's hae-
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matoxylin and then covered with Gel Mount™ Aqueous
Mounting Medium (Sigma, Aldrich Chemie, Deisenhofen, FRG).

2.3. Characterization of the reproductive status

For the histological analysis of the HE-stained tissue sections a
standardized investigation protocol (based on Gartrell and
Humphreys [24,27]) was used. The reproductive status was charac-
terized by means of different parameters using the Axioskop 2 mot
plus with 400 x magnification and the pictorial documentation sys-
tem AxioVision (AxioVs 40V 4.5.0.0, Carl Zeiss Imaging Solutions,
Jena, FRG). The interstitial cell layers and the appearance of the
germinative epithelium were assessed, as well as the spermatozoa
morphology and their approximated quantity (by means of a grad-
uated scale from 1-25%, 26-50%, 51-75% and 76-100%). The epi-
didymides were additionally investigated concerning the
existence and amount of spermatozoa. A supplemental measure-
ment of tubular and interstitial dimensions followed, scaling 10
fields of view per slide with 200x magnification. The testes
weights in mg were calculated using the detected dimensions
in situ (length x width in mm) and a modified formula [53].

Testis mass (mg) = 1.087 (mg mm *) 4/3 7 a> (mm) b (mm) (a:
semi-width and b: semi-length of each testis). The formula was
based on the ellipsoid form of the testis and the calculation of mass
via volume and density. The density value of 1.087 mg mm > was
adopted from Pitcher et al. [53], while the volume of an ellipsoid
was determined by means of the semiaxes a and b. The calculated
testis mass of the right and left testis was summed up.

The interpretation of the Sudan black staining and the lipofus-
cin fluorescence was carried out by estimating both the lipid and
the lipofuscin content within the tubules (by means of a graduated
scale from 0%, 1-50% and >50%).

The gonadal samples were assigned to three different reproduc-
tive types. The quantity of spermatids and spermatozoa plus the
tubular and interstitial dimensions were the main criteria for the
definition of a non-active (stage 0), intermediate (stage 1) and ac-
tive status (stage 2).

2.4. Immunocytochemistry

The immunocytochemical examination of nuclear AR, ER and PR
started with a pre-treatment of the de-waxed tissue sections in cit-
rate buffer (pH 6.0) at 120 °C for 30 min using a steamer [15]. Sub-
sequently, the samples were cooled down and brought to 0.0125%
trypsin solution at 37 °C for 15 min. After washing in phosphate-
buffered saline (PBS, Phosphate Balanced Salt Solution, Dulbecco,
Biochrom, Berlin, FRG; pH 6.0), the testicular material was incu-
bated in a solution of 3% hydrogen peroxide to inhibit endogenous
peroxidase. Another washing procedure was followed by staining
the sections with alcoholic Sudan black solution 2% for 20 min. This
step was designed to prevent an unspecific reaction of the above-
named tubular lipids with the primary antibody. After rinsing with
ethanol 70%, the tissue samples were incubated with pigeon plas-
ma (1:100 dilution of Aqua bidest.) to avoid non-specific binding of
the primary antibody. The adjacent incubation with the antibody
(AR: Dianova, Hamburg, FRG, polyclonal recombinant human AR,
Rabbit IgG, in a 1:150 dilution of PBS; ER: Euromedex, Souffelwe-
yersheim, France, monoclonal anti-human ER a, Murine IgG, in a
1:50 dilution of PBS and PR: Immunotech, Marseille, France, poly-
clonal recombinant human PR, Mouse IgG, in a 1:50 dilution of
PBS) took place for 2 h at room temperature. After washing in
PBS, the sections were reacted with Dako EnVision® + Dual Link
System Peroxidase (DakoCytomation, Carpinteria, USA) for
45 min. The enzyme activity was visualized using the chromogenic
substrate AEC (3-Amino-9-ethylcarbazol; AEC Substrate Kit for
Peroxidase, Vector Laboratories, Burlingame, USA). Finally, the
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tissue sections were covered with Immu-Mount® (Thermo-Scien-
tific, Pittsburgh, USA).

To detect the cytoplasmic located enzymes, such as steroidal
enzymes 3B-HSD and 17p-HSD-2, the de-waxed tissue sections
were treated similarly to the steroid receptors, except the heating
in a citrate buffer was omitted. The subsequent incubation with
rabbit anti-peptide polyclonal antibody (Pineda, Berlin, FRG, 3pB-
HSD: rabbit anti-peptide H3BHSDP-5C-antibody, in a 1:4000 dilu-
tion of PBS; 173-HSD-2: rabbit anti-peptide antibody, in a 1:1250
dilution of PBS) took place for 2 h at room temperature. The anti-
gen-antibody reaction was visualized in the same manner as the
steroid receptors. Additionally, the material was counterstained
with Mayer's haematoxylin.

For the detection of Ki67-positive cell nuclei, a double-indirect
method was applied (based on Scholzen et al. [64]) with a tertiary
antibody. After deparaffinizing in Xylol and various concentrations
of Acetone in sequence (100%, 70% and 40%), the sections were
heated in citrate buffer (pH 6.0) at 120 °C for 25 min using a stea-
mer. The cooling down in Aqua bidest was followed by incubation
in 3% hydrogen peroxide solution in TBS buffer (Tris Balanced Salt
Solution, Karl Roth, Karlsruhe, FRG; pH 7.5) to inhibit endogenous
peroxidase. The tissue samples were rinsed with TBS and then
incubated with pigeon plasma (1:100 dilution of Aqua bidest) for
10 min. The sections were washed in TBS after which bovine serum
albumine (BSA, Sigma, Aldrich Chemie, Deisenhofen, FRG) 5% in
Aqua bidest was applied for another 10 min. The polyclonal rabbit
anti-mouse antibody (Dr. Thomas Scholzen, Forschungszentrum
Borstel, FRG, in a 1:4000 dilution of TBS supplemented by 10% pi-
geon plasma 1:100) was incubated for 30 min. Intercepted by tri-
ple TBS washing steps, the testicular material was reacted with
the peroxidase-conjugated secondary and tertiary antibody
(Dianova, Hamburg, FRG, secondary antibody: polyclonal goat
anti-rabbit; tertiary antibody: polyclonal rabbit anti-goat, both in
a dilution of 1:50 in TBS supplemented by 10% pigeon plasma
1:100), respectively for 30 min. The visualization of peroxidase
activity was carried out using the chromogenic substrate DAB (Sig-
ma Fast™ 3,3’-Diaminobenzidin- und Urea-H,0,-Entwicklertablet-
ten, Sigma, Aldrich Chemie, Deisenhofen, FRG) and was followed
by counterstaining with Mayer’s Haematoxylin. Finally, the tissue
sections were covered with Immu-Mount® (Thermo-Scientific,
Pittsburgh, USA).

2.5. Statistical analysis

The interpretation of the immunocytochemistry was carried out
using a light microscope (Axioskop 2 mot plus) with 100x, 200x
and 400x magnification. The distribution of steroid receptors
(AR, ER and PR) and the cytoplasmic enzymes 3p-HSD and 17p-
HSD-2 in the testicular and epididymal tissues was recorded.

The percentage of testes and epididymides that reacted posi-
tively to steroid receptors and HSD markers was noted.

Also the AR-, ER-, PR- and KiG7-positive cells were included and
additionally counted (counting 6 x 100 cells per slice in oil immer-
sion, 630x magnification).

Investigated via Windows SPSS 11.5, all the results were pre-
sented in terms of mean values + SEM (Standard Error of the Mean)
and statistically compared using the Mann-Whitney Test. The level
of significance was defined at p < 0.05.

3. Results
3.1. Analysis of macroscopical situation, testes sizes and weights

The assessment of the reproductive status was conducted by
macroscopy and microscopy. Macroscopic analysis was successful
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in 78% of all analysed cases (35 out of 45 cases). The macroscopic
confirmation was effective in the active forms for 95% (21 out of
22 analysed cases) and in the non-actives for 82% (11 out of 13
analysed cases), whereas the intermediate gonads only showed a
30% correct analysis (3 out of 10 cases). Therefore, only the active
and non-active gonads allow a precise staging by macroscopy (e.g.
laparoscopy for reproductive staging).

The active testes proved to be the largest (8.5 + 1.3 mm length,
49+0.8 mm width), followed by the intermediate ones
(5.6 £ 1.3 mm length, 3.5 £ 0.9 mm width). The non-active gonads
were the smallest (3.3 + 0.7 mm length, 2.0 £ 0.9 mm width).

The testes weights differed significantly (p < 0.05) in active,
intermediate and non-active status (Table 1). In addition, the bud-
gerigars showed a correlation between reproductive situation and
the percentage of testes weight compared with the body mass
(data not shown).

3.2. Tubular and interstitial dimensions

The tubular and interstitial dimensions varied significantly be-
tween the three reproductive states (Figs. 1 and 2). The non-active
testes presented the smallest tubules (57.6+ 10.8 um) and the
most expanded interstitial tissue (11.8 + 4.1 pm), whereas the ac-
tive ones displayed conversely (tubular dimensions
151.7 £ 30.2 um; interstitial dimensions 3.8 + 1.2 um). The inter-
mediate forms took an interim position (tubular dimensions
110.9 £ 28.2 um,; interstitial dimensions 6.8 £ 3.7 pm).

3.3. Morphological analysis

The non-active testes were characterized by a minimum of 3,
mostly 4 or more cell layers in interstitial tissue, while nearly all

Table 1
Criteria for the evaluation of the reproductive status in budgerigars.

Non-active Intermediate Active testis
testis testis
Spermatid quantity (%) 0-25 26-75 76-100
Spermatozoa quantity 0 1-50 51-100
(%)
Interstitial dimensions >8 5-8 2-5
(um)
Tubular dimensions 30-75 75-125 >125
(um)
Testes weights (mg) 18.0+16.3 8924633 2443+71.1
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Fig. 1. Box plot diagram of the tubular dimensions in non-active (n=10),
intermediate (n = 10) and active (n = 10) gonads of budgerigars.
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Fig. 2. Box plot diagram of the interstitial dimensions in non-active (n=10),
intermediate (n = 10) and active (n = 10) gonads of budgerigars.

of them displayed maximum 4 in germinitive epithelium contain-
ing spermatogonia, Sertoli (or sustentacular) cells and spermato-
cytes (Fig. 3a).

The intermediate gonads showed varieties in the number of
interstitial cell layers (1-4) and tubular cell layers (4-10). Eighty
percent had a germinitive epithelium including all types of germ
cells (Fig. 3b). The intertubular tissue of active testes constantly
exhibited a maximum of 2 cell layers, while 90% of them demon-
strated 7-12 tubular cell layers. The active forms always showed
all types of germ cells with spermatozoa arranged in spike stadium
(Fig. 3c). The localisation of sperm in intermediate tubules was
mainly disordered. In active testes, slim and elongated sperm mor-
phology dominated (77% of all active samples), whereas basically
short, plump and convoluted spermatozoa were identified in inter-
mediate ones (63% of all intermediate samples). The approximated
quantity of spermatozoa generally did not exceed 25% in the inter-
mediate gonads (80% of all intermediate samples). The active forms
always displayed quantities over 50%, mainly 76-100% (64% of all
active samples).

The sustentacular (Sertoli) and interstitial (Leydig) cells were
found in all three reproductive states without noticeable morpho-
logical differences.

The efferent ducts and the epididymal duct of non-active and
intermediate testes constantly did not contain spermatozoa. The
active epididymides (efferent ducts and epididymal duct) were
chiefly filled with spermatozoa (87% of all active samples), over
60% demonstrated a moderate to high-grade content.

The morphological analysis resulted in a summary of criteria for
the evaluation of the reproductive status (Table 1).

3.4. Sudan black staining

Sudan black B detects phospholipids, neutral fats and sterols by
colouring them dark blue to black [58]. Sudan black staining of all
non-active and 60% of the intermediate testes displayed black lipid
masses in the tubular centres (Fig. 3d and e), one third with a lipid
content over 50%. Lipids are adelomorphous in the active form
(Fig. 3f) and only 5% of this type showed a lipid content over 50%.

3.5. DAPI-fluorescence

The cellular pigment, lipofuscin, is a yellow-brown oxidised,
crosslinked aggregate, consisting of oxidised proteine and lipid
clusters [30], including at least ten fluorophores [65].
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The yellow to yellow-red auto-fluorescence of lipofuscin was
demonstrated in non-active and intermediate gonads (Fig. 3g and
h, two-thirds of both reproductive states revealed a lipofuscin con-
tent over 50%). The role of lipofuscin in the active testis is evanes-
cent (Fig. 3i). Under one-fifth of the samples incorporated more
than 50% lipofuscin. Sporadically, blue auto-fluorescent particles
were detected in non-active and intermediate stages.

Comparing Sudan black staining and DAPI-fluorescence, it was
remarkable, that the lipofuscin content in all reproductive forms
(in each status approximately 75% of the samples) was higher than
the lipid content detected using Sudan black. In some cases, no lip-
ids were demonstrated using Sudan black, while lipofuscin was
verifiable (40% of the intermediate and 32% of the active samples).
Conversely, evidence of more Sudan black-positive lipids than lip-
ofuscin could only be provided in 8% of the non-active gonads.

3.6, Immunocytochemistry

The steroid receptors AR and ER were demonstrated in spermat-
ocytes as well as in ciliated and non-ciliated cells of efferent ductal
epithelium at stage 1 (AR: 68.47 £ 10.2%; ER: 65.02 £ 9.2%) and 2
(AR: 60.22 +12.2%; ER: 52.24 + 9.1%, Fig. 4a-d). Additionally, the
Leydig and peritubular cells of active gonads (63.15 + 7.5%) showed
a slightly positive signal for AR (Fig. 4a and b). However, ER was de-
tected in spermatogonia, Sertoli and Leydig cells as well as in inter-
ductal connective tissue cells of stage 0 (45.73 +3.9%). The
visualization of PR was successful in spermatogonia (Fig. 4e) of
all three stages, but did not display noticeable differences between
any of them (data not shown). The Sertoli cells showed a PR-posi-
tive staining only in stage 0.

The enzymes of steroid biosynthesis were present in active
(Fig. 4g—j) and intermediate status, notably by means of 17p-
HSD-2 expression in Sertoli cells (stage 1: 80%; stage 2: 95%) and
3B-HSD expression in spermatocytes (stage 1: 70%; stage 2: 55%)
and Leydig cells (stage 1: 40%; stage 2: 59%). The positive reaction
on 17B-HSD-2 and 3p-HSD declined in the non-active form/in stage
0.

The remarkable findings in epididymides were AR- and ER-po-
sitive ciliated and non-ciliated cells in the epithelium of the effer-
ent ducts of stage 1 (AR: 70.66 + 9.8%; ER: 67.92 + 8.5%) and 2 (AR:
63.07 £ 11.2%; ER: 59.81 + 6.5%, Fig. 4b and d). PR was verified in
the epithelial cells of Rete testis and in the interductal connective
tissue cells (Fig. 4f) at all three stages.

The epithelium of all active and intermediate efferent ducts as
well as the cilia of ciliated cells were positive for 3p-HSD
(Fig. 4h), while 70% of the non-active epididymides detected no
signal.

The nuclear Ki67-antigen is a marker for proliferating cells.
The presence of Ki67 correlated with the rate of cell proliferation
in the tissue investigated and differed significantly contingently
on the reproductive status (Fig. 3j-I). Active and intermediate
forms showed positive staining in the basal cells of the tubules,
mainly spermatogonia (active: 38.67 £5.29%; intermediate:
32.40+7.88%). The non-active states displayed no or less
(6.01 + 8.03%) staining.

4. Discussion
4.1. Morphological aspects

In this study, active and non-active testes were easier to deter-
mine macroscopically than the intermediate stages; however,
Hanse et al. [25] reported difficulties for the endoscopic evaluation
of macroscopically non-active gonads: histology often displayed a
more advanced stage of spermatogenesis. These differences might
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Fig. 3. Morphological analysis of the budgerigars’ testes. (a)-(c) HE staining, 400x. Non-active testis (a) with 2-4 cell layers in interstitial tissue, maximum 4 in germinitive
epithelium containing spermatogonia, Sertoli cells and spermatocytes. Intermediate (b) form with varieties in the number of interstitial (1-4) and tubular cell layers (4-10).
Active status (c) with 1-2 interstitial cell layers, 8-10 in germinitive epithelium consisting all types of germ cells, spermatozoa arranged in “spike-stadium”. (d)-(f) Sudan
black staining, 400x. Non-active (d) and intermediate (e) testes with black to brown lipid masses in the tubular centres, active form (f) with negative staining. (g)-(i) DAPI-
fluorescence, 200x. Notable fraction of yellow auto-fluorescent lipofuscin in non-active (g) and intermediate (h) gonads. Active status (i) with less auto-fluorescence. Blue
auto-fluorescence caused by other lipoids, like cholesterol. (j)-(1) Ki67 staining, 200x. No nuclear signal can be detected in non-active status (j). The centres of the tubules
show an unspecific reaction on Ki67 caused by lipofuscin. Positive brown nuclei (Spermatogonia) are located in the basal part of the germinitive epithelium in intermediate
(k) and active (1) status. Labels for testis: Tubule (T), Interstitial tissue (I), Spermatogonia (Sg), Spermatocytes (Sc), Spermatids (St), Spermatozoa (Sz), Sertoli cells (S), Leydig
cells (L), Lipids (Lp), Lipofuscin (Lf).
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Fig. 4. ytochemical lysis of active testes (a, c, e, g, i) and epididymides (b, d, f, h, j) of budgerigars. (a and b) Androgen receptor AR, 400x. Nuclear signal in
spermatocytes and Leydig cells of the testis (a) and in epithelial cells of the efferent ducts, consisting of ciliated cells (apically located nuclei) and non-ciliated/principal cells
(basally located nuclei), (b). (c and d) Oestrogen receptor ER, 400x. Positive red staining in spermatocytes (c) and epithelium of the efferent ducts (d). (e and f) Progesterone
receptor PR, 200x. Nuclear signal in spermatogonia (e) and interductal connective tissue cells (f). (g and h) 3-HSD, 400 x. The positive red signal is localized in the cytoplasm
of the Leydig cells and spermatocytes of active testis (g) and in the ciliated cells and cilia of the efferent ductal epithelium (h). (i and j) 17pHSD-2, 200x. Testis (i) with positive
red staining in Sertoli cells (enhanced image below left, 1000 ) and epididymis (j) with positive interductal connective tissue cells. Labels for testis: Spermatogonia (Sg).
Spermatocytes (Sc), Spermatozoa (Sz), Sertoli cells (S), Leydig cells (L). Labels for epididymis: Efferent duct (Ed), Epithelium (Ep), Interductal connective tissue cells (Ctc),

Ciliated cells (C), Non-ciliated/principal cells (N).
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be due to the experimental setting (endoscopy vs. in situ examina-
tion during dissection).

We confirmed the significant increases in testicular size and
weight subject to the testicular activity, published for poultry
|32] and parrots [24,55,62].

Our results concerning interstitial and tubular dimensions cor-
respond to the findings of various authors [24,27,33]. Apart from
the fact that Samour [62] described the interstitium as getting
three times thicker in the intermediate stage than in the non-active
stage, his investigations also coincide with the current study.

In birds with distinct breeding cycles, three well-defined phases
in the testis can be identified: regeneration, acceleration and cul-
mination [42,62]. Even though the budgerigar is known as an
opportunistic breeding bird [55], these three phases correspond
with the three reproductive states assessed in this study. Although
some authors divide the testicular cycle into 5 [24,27], 7 [10] or 9
[29] phases, these are also based on the structure of germinative
epithelium and the presence or absence of spermatozoa. In addi-
tion, the mitotic activity of germ cells, obtained by the proliferation
marker Ki67, is important for gonadal development and the defini-
tion of the reproductive status, as described for various mammals
|40,75]. However, this is the first report about Ki67 activity in avian
testes and this marker was used for their classification concerning
the reproductive stage.

The lipid masses in the tubular centres of non-active and inter-
mediate gonads, predominantly identified as lipofuscin, were also
mentioned as cholesterol-positive lipoidal material in Sertoli cell
cytoplasm during the regeneration phase [42] and acceleration
phase [27]. The absence of lipofuscin in active testes disagrees with
the detection of lipid droplets in Sertoli cells during the stage of full
spermatogenesis [27], which may be due to the different experi-
mental setting (electron vs. light microscopy). The fact that lipid
portion of lipofuscin consists, amongst other things, of cholesterol
[13] supports the assumption that the lipid content may reflect a
phase of steroid biosynthesis. Additionally, cholesterol (known as
a steroidogenic precursor) and other lipoids show a blue auto-fluo-
rescence [12] and blue auto-fluorescent particles were found in the
gonadal tubules. The accumulation of lipofuscin is a normal part of
senescence and has been shown in mammalian and aquatic organ-
isms to have a linear correlation with age [66]. Marshall [45] de-
scribes the presence of lipoidal material in the seminiferous
tubules as evidence of degeneration. These opinions notwithstand-
ing, over one third of the non-active and intermediate budgerigars
in our study were young (<2 years of age). In fact, the lipofuscin-
containing masses as well as the blue auto-fluorescent particles
in the tubular centres of non-active gonads might be due to a
nonutilization of lipid, at this phase of the reproductive cycle, in
the elaboration of products, such as steroids, as presented by Aire
[1,2]. This study as well as former investigations [71] showed that
cells in non-active testes were devoid of 3p- and 173-HSD activity
and therefore may be incapable of steroidogenesis, so the origin of
the lipid droplets in these cells may be the end products of lyso-
somal activities. Our results emphasize the coherency of testicular
lipid content and steroidogenesis, previously described in poultry
[1,2], amphibians [63] and mammals [51]. In addition, the increase
of lipofuscin in postmitotic aged cells compared to young or divid-
ing cells in rat testes [30] coincides with our findings concerning
Ki67 in the non-active stages. We suppose that those testes with
a stronger reaction to DAPI than to Sudan black have a lipofuscin
composition dominated by proteins instead of lipids. Additionally,
it has to be assumed that the testicular tubules may contain other
lipids than lipofuscin which are not detected by our methods.

The gross evaluation of testes morphology would be inadequate
in assessing reproductive status, because it provides too inaccurate
results, as confirmed by Gartrell [24] and Hdnse et al. [25]. Each
ancillary histological technique or measurement helps to create a

more precise impression of testicular activity. But morphology
per se offers limited information about gonadal function, so that
additional immunocytochemistry has to be consulted.

4.2. Endocrinological aspects

This is the first evidence of immunocytochemical detection of
steroid receptors and steroid-metabolizing enzymes in parrots.
Therefore, we were only able to compare our results with equiva-
lent reports in mammals or other avian species, especially poultry
and passerine birds. In these avian species, immunocytochemical
studies have been published simply about various steroid recep-
tors and HSDs in other organs than testis (basically brain, e.g.
[4]), apart from the confirmation of AR in testes and epididymides
of roosters and drakes [14,67] and ER in epididymides of roosters
[37]. Other authors’ investigations are only based on the analysis
of peripheral steroid hormone levels or gene expression of steroid
receptors and enzymes (e.g. [69,72]).

In budgerigars' testes, the active status expressed AR, ER and
3p-HSD in spermatocytes and Leydig cells (except ER). This is the
first study that has detected ER in the gonads of a male bird and
our results coincide with previous findings in various mammals
[34,35]. 3p-HSD, performing the biosynthesis of the A% ketoste-
roids progesterone and androstenedione [74], has been demon-
strated in interstitial tissue and tubules of roosters [56] and in
Leydig cells of juvenile ostriches [44]. Interestingly, juvenile os-
triches expressed this steroid-metabolizing enzyme during all
phases of the testicular cycle. The fact that budgerigars displayed
3B-HSD only in the active and intermediate stages could be ex-
plained by species-specific differences in enzyme expression.

The cellular expression of AR in avian testes is still a matter of
debate. Nastiuk and Clayton [48] found AR in the Sertoli cells of
canaries, Shanbhag and Sharp [67] detected it in the Leydig cells
of chickens, while Dornas et al. [14] described the receptor in Ser-
toli and Leydig cells in poultry. So far, there has been no report
about AR-positive germ cells in avian testes. Therefore, the regula-
tion of spermatogenesis is supposed to be similar to mammals, be-
cause androgens influence testicular somatic cells rather than
acting directly on germ cells [14]. This study provides evidence
about a direct influence of androgens on the germinal epithelium
of birds, due to the expression of AR and 3p-HSD in spermatocytes.
The cellular-specific differences in AR expression in the three
reproductive states suggest different sensitivity to androgens.

In addition, a positive correlation has been demonstrated be-
tween testis size and the intensity of testosterone production in
many avian species [23,32]. This was confirmed by our results con-
cerning the active gonads of budgerigars with large testes and high
expression levels of AR and testosterone-synthesizing enzymes.

In active and intermediate stages, the epididymal epithelium
showed that ciliated and non-ciliated cells were AR- and ER-posi-
tive, while only the ciliated cells including cilia expressed 3p-
HSD. Tetzlaff [70] also described 3B-HSD activity in efferent duc-
tules and in the epididymal duct of Peking ducks (Anas platyrhyn-
chos L.) during the reproduction phase. The occurrence of AR in
the efferent ducts is in agreement with previous findings for poul-
try [14,67] and mammals [59,76]. Unlike the budgerigar, poultry
also displayed AR in non-active epididymides [67] and the ciliated
cells did not express this receptor [14]. Epididymal functions such
as like protein expression, fluid reabsorption [5], sperm concentra-
tion and maturation [19] may be not only regulated by androgens
but also by oestrogens. This is similar to mammal species, where
the efferent ducts are more sensitive to oestrogen than androgen
[26,50]. In addition, there is a correlation to the efferent ducts of
poultry, showing oestrogen formation from testosterone, per-
formed by P450 aromatase [36]. Further investigations should clar-
ify the presence of P450 aromatase in the testis, in correlation to
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our detection of ER in spermatocytes. Rochester et al. [57] showed
disrupted testis morphology in zebra finches after estradiol benzo-
ate application, so the presence of ER in the testis must be implied.
Nevertheless, for the budgerigar, we cannot support the theory
that testicular development is mainly regulated by oestrogens
(Furuya et al. [22] for the domestic chicken), but there might be
species-specific variations in steroid responsibility according to
breeding pattern and environmental conditions.

In active and intermediate epididymides, the expression of PR
and 17p-HSD-2 was limited to the interductal connective tissue
cells. This connective tissue might contain fibroblast-like, precur-
sor Leydig cells for the replacement of degenerated ones in the
recrudescence phase [44]. Therefore, similar to mammals, proges-
terone could be a stimulator of Leydig cell steroidogenesis [60].
17B-HSD-2, published as being involved in neurosteroidogenesis
in the avian brain [46], detects that these connective tissue cells
are part of androgen biosynthesis. Because of the up-regulation
of 17p-HSD-2 in Sertoli cells of active and intermediate testes,
these cells also might be involved in steroidogenesis, though there
have not yet been any clear statements for avian sustentacular
cells [33,38].

Concerning PR-expression in testis, this is the first evidence of
PR in the gonads of male birds. The receptor has only been de-
scribed in the brain of ring doves [39]. Compared to mammals,
our findings are in agreement with the testes of immature and ma-
ture boars [34].

Comparing the intermediate to the active stages, similar expres-
sion patterns are conspicuous. We consider the intermediate phase
similar to acceleration, preparing the active stage with full sper-
matogenesis. In this connection, it has to be noted that phases 1
and 2 differ less in endocrinological than in morphological terms.

In contrast, the non-active status displayed important differ-
ences to the other two phases, most notably the decline of ste-
roid-metabolizing enzymes. The non-active phase is a phase of
down-regulated androgen biosynthesis, also described for other
bird species [11,39,47].

Although steroid receptors are expressed, as demonstrated for
AR, ER and PR in non-active mammal gonads [34,35] and for AR
in quiescent epididymides in poultry [67], this study shows that
HSDs play an important role for gonadal activity. They might pro-
mote the activation of steroid receptors in a ligand-independent
manner [52] or modulate them via matrix metalloproteinases
(MMPs, Li et al. [41]). Thus, the presence of these steroid-metabo-
lizing enzymes is not only important for steroidogenesis but also
for the initiation of androgen, oestrogen and progesterone recep-
tors [16].

5. Conclusions

In conclusion, we have successfully established several markers
for repeatable immunocytochemical methods to investigate the
reproductive situation of male Psittaciformes and, combined with
histology, to define three testicular activity states. This study pro-
vides basic information about local steroidogenesis. Our results
have to be compared with the validation of peripheral steroid
secretion (endocrine analysis of blood, saliva or faeces) to offer
practical, less invasive alternatives to endoscopy, especially con-
cerning endangered animals.
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The success of breeding programs is limited by the sparse knowledge about endocrine
regulation and biochemical reactions in the psittacine male tract. The immunocyto-
chemical analysis of parrots’ testicular tissues provides an insight into their reproductive
system but is often hampered by the lack of reliable antibodies. In the present study, we
tested a large panel of antibodies raised against steroid receptors, steroidogenic en-

J['(eywords: tochemist zymes, relaxin peptides including their receptors, and proliferation markers on paraffin
mmunocytochemis - . . . . . . -
Testes ¥ Y sections of testicular tissue from eight psittacine genera representing three continents.

All investigated species displayed the tested markers in somatic and germ cells of
testis and epididymis, even though cell distribution was partly heterogenous and in
species-specific patterns. The 17p-hydroxysteroid-dehydrogenase-2, 3B-hydroxysteroid-
dehydrogenase, and smooth muscle actin allowed the cross-species differentiation
between active and nonactive gonads. The remaining steroidogenic enzymes, steroid
receptors, relaxin peptides, and Ki67 proved to be suitable to define reproductive
activity depending on the parrot species. Adapting immunocytochemical methods to
different psittacines was successful, though various cellular expression patterns do not
allow the transfer of results among different parrot species. However, the availability of
a reliable repertory of sexual markers is important to examine reproductive biology of
psittacine birds.

Psittaciformes
Steroidogenesis
Relaxin family
Proliferation

© 2013 Elsevier Inc. All rights reserved.

1. Introduction

According to the International Union for Conservation of
Nature [1] and Birdlife International [2], more than 130 out
of approximately 370 living parrot species are listed as
near-threatened or worse. In addition to numerous projects
targeting the conservation of wild parrots, breeding pro-
grams of psittacine birds in captivity are maintained to
increase their respective populations. Irrespective of
various factors like constricted genetic diversity and
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difficult pair bonding, the success of these projects also
depends on substantiated knowledge about psittacine
procreation.

Our previous study concentrated on the immunocyto-
chemical detection of steroid-producing cells within the testis
and epididymis in conjunction with gonadal histology—
a reliable method to ascertain the actual reproductive status
of male budgerigars (Buds) (Melopsittacus undulatus) [3]. We
were able to provide valuable information about local ste-
roidogenesis in male psittacine gonads. Nevertheless, addi-
tional special markers are required for these birds to provide a
more thorough documentation describing gonadal function
and hormonal control by initially demonstrating the local
synthesis of various reproductive factors. This is fundamental
for the peripheral detection of these factors in psittacine
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blood or feces, a less invasive method for fertility assessment
compared with endoscopy or testicular biopsy.

Numerous immunocytochemical markers successfully
used for the characterization of the mammalian repro-
ductive tract are not established in avian species; especially
psittacines are still scarcely investigated, e.g., the ste-
roidogenic enzyme P450 aromatase represents mainly a
marker for mammalian Leydig cells but also (subject to
species and reproductive stage) for Sertoli, germ, and
epididymal cells [4]. The only immunocytochemical
demonstration in gonads of the rooster [5] requires a
comparison with the localization of the enzyme in other
avian species. The role of aromatase in the parrot's testes, in
correlation with the previous detection of estrogen recep-
tor (ER2.) in spermatocytes [3], has still to be clarified.

Different isoenzymes of 17p-hydroxysteroid dehydro-
genase (HSD) were isolated in reproductive tissues of
various mammal species [6-8]. Considering the avian sit-
uation, quail [9] and starling [10] brain and chicken ovary
[11] displayed 17p-HSD expression. Whereas the first
report about the upregulation of 17B-HSD type 2 in Sertoli
cells of Buds [3] supports the thesis of androgen biosyn-
thesis in avian Sertoli cells, the role of other 173-HSD iso-
enzymes in the psittacine male tract remains unexplained.

The distribution of the relaxin (RLN) family peptides and
their receptors in cells and tissues of the mammalian male
tract is well-studied [12]; RLN represents a marker for
Sertoli cells [13] and in combination with the RLN family
peptide receptor (RXFP) 1 for Leydig cells [14]. Relaxin-like
factor (RLF) and RXFP2 are basically expressed in
mammalian Leydig cells [15]. References to the RLN pep-
tides in aves are limited to the chicken ovary [16], testis
[17,18], and the pigeon crop sac [19].

Morphological changes in the testes and the epididy-
mides occur because of proliferation and apoptosis during
reproductive activity and inactivity. Proliferation processes
in the avian male tract were demonstrated in galliform
Sertoli cells [20] and in psittacine germ cells [3]. Within the
scope of mitotic activity of somatic and germ cell types, the
situation in other parrot species requires more investiga-
tion. This also applies to the expression of contractile
cytoskeletal proteins, especially the microfilament smooth
muscle actin (SMA) found in the testicular tissues of galli-
form and anseriform birds [21-23]. Its function in psitta-
cine male reproduction continues to remain a matter of
interest.

The present study focused on two special objectives;
first, to evaluate a spectrum of reproductive markers for the
Bud as a model species for endangered Psittaciformes and
second, to test the transferability of these established
methods to other psittacine species.

2. Materials and methods
2.1. Animals and tissue preparation

For the detection of reliable markers to evaluate the
reproductive status, testis samples of different psittacine
species were examined. Budgerigars (Melopsittacus undu-
latus, N = 45) and cockatoos (Coc; Cacatuidae; N = 12,
including the genera Nymphicus, Folophus and Cacatua)
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were chosen as representatives for Australian species. The
Congo African gray parrot (AGP, Psittacus erithacus eritha-
cus, N = 6) was selected as Old World species and Amazon
parrots (AP; genus Amazona, N = 6) and macaws (N = 6,
including the genera Ara and Cyanopsitta) likewise as rep-
resentatives of the New World species. Tissue samples
were collected within the scope of routine necropsies at the
Clinic for Birds and Reptiles in Leipzig. The experimental
procedure of sample retrieving, tissue preparation and
histochemical staining was performed as explicitly
described in our previous publication [3].

2.2. Histological characterization of the reproductive status

Using the Axioskop 2 mot plus with magnification x400
and the pictorial documentation system AxioVision (AxioVs
40 V 4.5.0.0, Carl Zeiss Imaging Solutions, Jena, Germany),
the hematoxylin and eosin-stained gonadal samples were
assigned to three different reproductive phases; nonactive,
intermediate, and active stage. The criteria for the definition
of a nonactive, intermediate, and active status were the
quantity of germ cells (spermatids and spermatozoa) plus
the interstitial and seminiferous tubular dimensions. The
distance measurement of seminiferous tubules and inter-
stitium in micrometers was conducted by scaling 10 fields
of view per slide with magnification x200. Furthermore,
the presence of melanin in the gonadal tissue was reported
to examine a potential relation between testicular mela-
nogenesis, seasonal changes in testicular morphology, and
endocrine control of the gonads.

2.3. Immunocytochemistry

The immunocytochemical analyses were conducted by
adhering to the established protocol [3]. To demask the
nuclear markers (androgen receptor ([AR]-1, AR-2), ERu,
and progesterone receptor [PR]), the slides were pretreated
in citrate buffer (pH 6.0) at 120 °C using a steamer. The
incubation with 0.0125% trypsin solution at 37 °C for 15
minutes and the endogenous peroxidase inhibition with 3%
hydrogen peroxide was followed by staining the sections
with a 2% alcoholic solution of Sudan black B (Sigma
Aldrich Chemie, Deisenhofen, Germany) for 20 minutes.
Because Sudan black B colors phospholipids, neutral fats,
and sterols dark blue to black [24], this step was designed
to mask an unspecific reaction of lipid accumulation in the
seminiferous tubules (described in Reitemeier et al. 2011
[3]) with the primary antibody. To avoid nonspecific bind-
ing of the primary antibody, the tissue samples were
incubated with pigeon plasma (1:100 dilution of Aqua
bidest). Subsequently, the slides were reacted with the
specific antibody (all specifities, dilutions, clone names, and
providers are listed in Table 1) at room temperature for 2
hours. Washing in PBS was followed by incubation with
Dako EnVision+ Dual Link System Peroxidase (DakoCyto-
mation, Carpinteria, CA, USA) for 45 minutes. The enzyme
activity was visualized using the chromogenic substrate 3-
amino-9-ethylcarbazol (AEC) (AEC Substrate Kit for
Peroxidase, Vector Laboratories, Burlingame, CA, USA).
Finally, the tissue sections were covered with Immu-Mount
(Thermo-Scientific, Pittsburgh, PA, USA).
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Table 1
List of markers used for the investigation of the reproductive status in male Psittaciformes.
Marker Published Provider® Specificity/clone Dilution Antigen
literature retrieval
Steroid receptors
AR-1 [25,26] A pc (rabbit 1gG) 1:50 (Bud 1:150) h, t
AR-2 [27,28] B mc (mouse IgG); Clone 2F12 1:100 ht
ERx [29] C mc (mouse anti-human I1gG); 1:100 (Bud 1:50) h, t
Clone B10-A
PR [30,31] D mc (mouse IgG); Clone PR10A9 1:50 h,t
Steroidogenic enzymes
Aromatase [32] E pc (rabbit anti-Callithrix jacchus 1gG) 1:50 t
3B-HSD [33,34] E pc (rabbit anti-H3BHSDP-5C) 1:4000 (AGP 1:1000; Ma 1:3000; t
AP 1:5000)
17B-HSD-1 [32] E pc (rabbit anti-Callithrix jacchus 1gG) 1:50 (Bud 1:100) t
17p-HSD-2 [9,35] E pc (rabbit anti-Callithrix jacchus 1gG) 1:500 (AP 1:800; Bud 1:1250) t
17p-HSD-7 [36,37] E pc (rabbit anti-Callithrix jacchus 1gG) 1:1000 (Bud 1:250) t
Relaxin family
RXFP1 [29,36] F pc (rabbit 1gG) 1:800 t
Relaxin [29,36] G pc (rabbit anti-porcine) 1:1000 (Bud 1:3000) t
RXFP2 [38,39] F pc (rabbit 1gG) 1:800 t
Relaxin-like factor [38,39] E pc (rabbit 1gG) 1:600 (Bud: 1:400) t
Proliferation markers
Ki67 [40,41] H pe (rabbit IgG) 1:1000 (Bud 1:4000) h
Smooth muscle actin [42,43] | mc (mouse anti-human IgG); 1:100 (Bud 1:500) t
Clone 1A4

Particular dilutions are shown in parentheses.

Abbreviations: AGP, African gray parrot; AP, Amazon parrot; AR, androgen receptor; Bud, Budgerigar; ER, estrogen receptor; h, heat pretreatment; HSD,
hydroxysteroid dehydrogenase; Ma, Macaw; mc, monoclonal; pc, polyclonal; PR, progesterone receptor; RXFP, relaxin family peptide receptor; t, trypsin

pretreatment,

% Providers: A, Thermo Fisher Scientific (Rockford, IL, USA); B, Medac (Hamburg, Germany); C, Euromedex (Souffelweyersheim, France); D, Immunotech
(Marseille, France); E, Pineda (Berlin, Germany); F, Prof. Dr. A. Einspanier (Institute of Physiological Chemistry, University of Leipzig, Leipzig, Germany);
G, Prof. Dr. 0.D. Sherwood (Department of Molecular and Integrative Physiology, University of Illinois, Urbana, IL, USA); H, Antibodies-online (Aachen,

Germany); I, DakoCytomation (Carpinteria, CA, USA).

The detection of cytoplasmic steroidogenic enzymes
(3B-HSD, 17p-HSD type 1, 2, and 7), RLN family members
(Relaxin, Relaxin-like-factor, RXFP-1, and RXFP-2), and SMA
was performed similarly as for the nuclear markers, except
for the heat pretreatment. Additionally, the visualization of
the enzyme with AEC was followed by a counterstaining
with Mayer’'s hematoxylin.

A slightly different method was used for the localiza-
tion of aromatase. After an overnight reaction with pri-
mary antibody (see Table 1) at 4 °C, the slides were
incubated with secondary antibody (polyclonal horse anti-
mouse(rabbit IgG; H+L Biotin, Vector Laboratories) at
room temperature for 30 minutes. Subsequently, the
visualization was carried out using alkaline phosphatase
standard (AK-5000; Vector Laboratories) and the chro-
mogen Histo Red (AP-Substrate Kit; Linaris, Wertheim-
Bettingen, Germany).

The double-indirect method for obtaining proliferation
marker Ki67 (based on Scholzen et al. [40]) was previously
specified [3]. Psittacine kidney, adrenal, ovary, and oviduct
(steroid receptors, steroidogenic enzymes, and RLN family
markers) and mice tumors (proliferation markers) were
used as positive control tissue. The omission of the primary
antibody and the incubation with IgG antibodies of irrele-
vant specificity served as negative controls.

The immunocytochemistry was interpreted using a light
microscope (Axioskop 2 mot plus) with magnification
%100, %200, and x400. The distribution of all tested
markers in the testicular and epididymal tissues was
recorded.
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2.4. Statistical analysis

The results of the interstitial and seminiferous tubular
measurement are presented in terms of mean values + SEM
and statistically compared using the Mann-Whitney U Test.
The level of significance was defined at P < 0.05 (investi-
gated via IBM SPSS Statistics 20).

Table 2
Interstitial and seminiferous tubular dimensions in gonads of different
psittacine species.

Species NA INT A
Cockatoo? (N = 12) T:65.2 + 103 T: 142.0 + 26.0 T: 192.4 + 43.5
1:236+£57 1:129+53 [:43+ 1.6
African gray parrot T:72.1 £ 153 T:130.7 + 243 T:199.9 + 27.0
(N=6) 1:190+57 1:92+21 [:28+07
Macaw (N = 6) T:49.3 £ 10.1 T:120.7 + 164 T:151.0 + 14.2
1:17.7 +40 1:88+17 [:28+ 1.0
Amazon parrot T:56.5+ 106 T:1147 +£17.8 T: 166.1 + 36.9
(N=6) 1:180+22 1:99+25 [: 46 + 1.7
Budgerigar® T: 576+ 108 T:1109 +28.2 T:151.7 £+ 30.2
(N =30) 1118 +£41 1:68 37 [:38+12

| and seminiferous T dimensions (um; mean + SEM) in NA, INT, and A
gonads of different psittacine species (distance measurement by scaling
10 fields per slide with magnification x200). P values < 0.05 are listed in
the footnotes. The remaining P values exceeded the level of significance
(data not shown).
Abbreviations: A, active; [, interstitial; INT, intermediate; NA, nonactive;
T, tubular.
@ T: INT versus A (P = 0.024); I: INT vs. NA (P = 0.024).
b T: INT versus A (P < 0.001); INT versus NA (P < 0.001); A versus NA
(P < 0.001); I: INT versus A (P = 0.004); INT versus NA (P = 0.001); A
versus NA (P < 0.001).
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Fig. 1. Histological and immunocytochemical analysis of testes or epididymides of various psittacine species in different reproductive activity stages. (A) He-
matoxylin and eosin staining, Yellow-Crested cockatoo (Cacatua sulphurea), nonactive testis: massive accumulation of dark brown melanocytes in testicular
interstitium and tunica albuginea. (B) Hematoxylin and eosin staining, Galah cockatoo (Eolophus roseicapilla), intermediate testis: moderate accumulation of dark
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2.5. Ethics

All psittacine tissues used for this study were obtained
within the scope of routine necropsies at the Clinic for Birds
and Reptiles. The birds either deceased or were euthanized
because of various diseases, which did not affect the
reproductive tract. No birds were sacrificed only for the
purpose of this study. All study protocols were arranged
and permitted according to the German law on animal
experimentation.

3. Results
3.1. Histological analysis

3.1.1. Seminiferous tubules and testicular interstitium

The quantity of germ cells (spermatids and spermato-
zoa) was similar to the results determined for the Bud [3],
so detailed data are not considered at this point. We re-
ported significant variations (P values in Table 2) in tubular
and interstitial dimensions between the three reproductive
states of the Bud. In the other investigated species (Cocs,
AGPs, macaws, and APs) the tubular dimensions also
declined from active to nonactive status whereas the
interstitial diameters did the opposite (see Table 2). Only
the Cocs displayed significant dimension differences in
tubules of intermediate versus active stage (P = 0.024) and
in interstitium of nonactive versus intermediate stage (P =
0.024). Both the largest testicular tubules (192.4 £ 43.5 um)
in the active and the largest interstitium (23.6 & 5.7 um) in
the nonactive status were presented by the Coc. The non-
active macaw’s tubular (49.3 + 10.1 um) and the active
AGPs interstitial (2.8 + 0.7 pm) dimensions were the
smallest observed.

3.1.2. Interstitial melanin

Melanin was observed in testicular interstitium and
tunica albuginea of Cocs (nonactive and intermediate
stage), but only distributed in form of pigment-containing
cells or melanocytes in the genera Eolophus and Cacatua.
The testes of genus Nymphicus (intermediate and active
stage) displayed no melanin.

The Cocs, however, showed that the degree of melanin
accumulation was higher in nonactive than in intermediate
stage (Fig. 1A, B). One nonactive macaw (Ara ararauna) also
exhibited black to brown pigmented cells in the inter-
stitium, but to a lesser degree than in the Cocs' testes. The
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absence or presence of melanin in the tunica albuginea was
also visible macroscopically, because only the testes of
genus Eolophus and Cacatua appeared brown to black, the
remaining ones white-yellowish. No melanin was detect-
able in the gonads of the other parrot species.

3.2, Immunocytochemistry

The detailed results of the immunocytochemical ana-
lyses, reporting all positive cell types according to repro-
ductive stage and psittacine species are summarized in
Table 3. The main results are listed in the following
paragraphs.

3.2.1. Steroid receptors

3.2.1.1. Androgen receptor. The steroid receptor AR-2 was
undetectable in all species throughout all reproductive
stages. Concerning the AR-1, intermediate and active ma-
caws merely displayed positive testicular capsules. Non-
active macaws did not express the receptor. Apart from
that, all species presented AR-1-positive germ cells inde-
pendent of their sexual status. Remarkably, only the Coc
showed no positive Leydig cell staining throughout all
stages and its nonactive testis expressed AR-1 in Sertoli
cells. Androgen receptor-1-positive efferent ductal
epithelium (ciliated and nonciliated cells) and interductal
connective tissue cells were detected in epididymides of
active and intermediate Buds, Amazon, and African gray
parrots (the latter also in the nonactive stage).

3.2.1.2. Estrogen receptor. The ERz was presented by germ
cells of every species in all three phases. Leydig and
epididymal cells were ERu-positive depending on species
and reproductive status. Only nonactive Cocs, Buds, and
APs displayed ERa-expressing Sertoli cells.

3.2.1.3. Progesterone receptor. Apart from nonactive macaws
and APs, in which no positive staining for PR was noticed,
all species showed PR-positive germ cells (Fig. 1C) in all
reproductive stages. Intermediate Cocs and nonactive Buds
and African gray parrots presented PR in Sertoli cells. Pro-
gesterone receptor-positive Leydig cells were merely
observed in active Cocs and nonactive AGPs. The Bud was
the only species in which PR was detected in epididymal
epithelium and interductal connective tissue cells
throughout all reproductive phases.

brown melanocytes in testicular interstitium. (C) Progesterone receptor, Scarlet Macaw (Ara macao), intermediate testis: progesterone receptor-positive nuclei of
spermatogonia. (D) Aromatase, Yellow-Crested cockatoo, nonactive testis: red cytoplasmic signal in spermatogonia and Sertoli cells, interstitium with dark brown
melanocytes. (E) 17p-hydroxysteroid dehydrogenase (HSD)-1, Spix’s Macaw (Cyanopsitta spixii), active testis: positive staining of basal tubular cells (sper-
matogonia and Sertoli cells). (F) 173-HSD-1, Spix’s Macaw, active testis: positive Sertoli cell cytoplasm. (G) 17-HSD-2, Yellow-Crested cockatoo, nonactive testis:
no positive signal, interstitium with massive accumulation of dark brown melanocytes. (H) 17-HSD-2, Galah cockatoo, intermediate testis: positive cytoplasmic
reaction (red) of Sertoli cells, interstitium with moderate accumulation dark brown melanocytes. (1) 17-HSD-2, Cuban Amazon (Amazona leucocephala), active
testis: positive cytoplasmic reaction of Sertoli cells. (J) 173-HSD-7, Blue-and-Yellow Macaw (Ara ararauna), nonactive testis: positive signal (red) in Leydig cells,
moderate lipid accumulation in the tubular centers (visualized with Sudan black B). (K) 173-HSD-7, cockatiel (Nymphicus hollandicus), active testis: cytoplasmic
signal in germ and Leydig cells, detached lipids (visualized with Sudan black B) in the tubular centers. (L) 173-HSD-7, budgerigar (Melopsittacus undulatus), active
testis: positive spermatocytes and Sertoli cells. (M) Relaxin family peptide receptor (RXFP) 1, Galah cockatoo, nonactive testis: moderate positive staining of
spermatogonia, interstitium with dark brown melanocytes. (N) RXFP1, Congo African gray parrot (Psittacus erithacus erithacus), nonactive epididymis: positive
cytoplasmic reaction in epithelium and connective tissue cells of the efferent ducts. (0) RXFP1, budgerigar, active epididymis: red staining in cytoplasm of
the efferent ductal epithelium. Bar, 50 pm. Ctc, interductal connective tissue; Ed, efferent duct; Ep, epithelium; I, interstitial tissue; L, Leydig cells; Lp, lipids;
M, melanocytes; S, Sertoli cells; Sc, spermatocytes; Sg, spermatogonia; St, spermatids; Sz, spermatozoa; T, tubule; Tc, testicular capsule.
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3.2.2. Steroidogenic enzymes

3.2.2.1. Aromatase. The steroidogenic enzyme aromatase
was present in germ cells (Fig. 1D) and epididymal
epithelium of every species in all sexual states (except no
positive germ cells in nonactive AGPs). Whereas macaws
displayed aromatase-expressing Sertoli cells in all stages,
no positive staining was detected in Sertoli cells of APs. The
visualization of the enzyme was successful in Leydig cells of
almost every species and reproductive stage, with only
intermediate and nonactive Cocs and active macaws
exhibiting negative ones. All species expressed aromatase
in epididymal tissue throughout all reproductive states,
most of them in epididymal epithelium and in interductal
connective tissue—with the exception of the Coc, which
presented only aromatase-positive interductal connective
tissue in all three stages.

3.2.2.2. 38-HSD. The active and intermediate testis sam-
ples of every parrot species revealed 38-HSD in Leydig
cells and epididymal epithelium, and additionally in the
nonactive ones of AGPs. Conspicuously, all nonactive go-
nads (except AGPs) displayed no reaction on the enzyme.
Only active and intermediate macaws expressed 3p-HSD
in Sertoli cells. Apart from the Coc, all active and
intermediate species presented germ cells positive for
3B-HSD.

3.2.2.3. 17p-HSD-1. Irrespective of the fact that 178-HSD-1
was not detectable in active Cocs and nonactive macaws
and APs, all species displayed this enzyme in epididymal
epithelium, independent of the reproductive status. The
AGP was the only species with positive reactions in Sertoli
and Leydig cells throughout all reproductive states. Inter-
mediate and active AGPs, macaws, APs, and Buds showed
173-HSD-1 in germ cells. On the contrary, we observed 17f-
HSD-1-positive germ cells in intermediate and nonactive
Cocs (Fig. 1E, F).

3.2.2.4. 173-HSD-2. All nonactive testes were negative for
17B-HSD-2 (Fig. 1G), whereas all active and intermediate
species expressed the enzyme in Sertoli (Fig. 1H, I) and
epididymal epithelial cells. Only active Cocs showed an
additional staining in germ cells and interductal connective
tissue cells.

3.2.2.5. 17p-HSD-7. Nonactive Buds were negative for 17f-
HSD-7. However, all species displayed enzyme-positive
germ cells (except nonactive macaws and active APs) and
Leydig cells in every reproductive status (Fig. 1], L).

3.2.3. Relaxin family

3.2.3.1. Relaxin receptor RXFP1. The RLN receptor RXFP1
was not expressed in nonactive APs, whereas other spe-
cies of this reproductive status demonstrated positive
germ (Fig. 1M), Sertoli, and Leydig cells and epididymal
cells (for species-specific differences, see Table 3). On the
contrary, all active and intermediate stages showed a
cross-species staining of germ and efferent duct epithelial
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cells (Fig. 1N, O). Considering every species on its own,
a different expression of RXFP1 was remarkable in inter-
mediate and active stages versus the nonactive stage. For
example, nonactive APs did not express the receptor at all,
and active and intermediate ones displayed RXFP1 in so-
matic, germ, and epididymal cells. The same cellular dis-
tribution was demonstrated by Cocs of intermediate and
active stage, whereas RXFP1-positive germ cells only
occurred in the nonactive stage.

3.2.3.2. Relaxin. A comparable phenomenon was verifiable
for RLN in macaws (Fig. 2A) and APs. Positive Sertoli cells
were detected in active and intermediate macaws, whereas
no staining occurred in nonactive ones. Amazon parrots of
active and intermediate stage demonstrated positive germ
and epididymal cells, whereas RLN was not verifiable at all
in the nonactive stage. Cockatoos, AGPs, and Buds did not
show such noticeable varieties of RLN expression between
the reproductive states.

3.2.3.3. Relaxin receptor RXFP2. Concerning the main re-
ceptor for RLF, RXFP2, all active and intermediate phases
were dominated by positive Leydig and efferent duct
epithelial cells (Fig. 2B, C). Only Buds of intermediate stage
did not express RXFP2 staining in Leydig cells. Nonactive
Macaws and APs were conspicuous considering the lack of
RXFP2-positive epididymal epithelium, whereas nonactive
stages of Cocs had no RXFP2-expression in Leydig, and no
expression in AGPs in germ cells.

3.234. Relaxin-like factor. A remarkable result was
demonstrated in the analysis of RLF in Buds. This was the
only species showing a correlation of positive stained cells
for RLF and its receptor RXFP2 throughout all reproductive
stages. Other species displayed this coherency merely in
one stage (Cocs and AGPs in intermediate, APs in active
stage). Another remarkable fact is that nonactive Cocs,
AGPs, macaws, and APs expressed RLF in more different cell
types than RXFP2. Figure 2D, E represent the positive
cytoplasmic reaction of RLF in spermatogonia of a non-
active Coc and in spermatocytes, Sertoli, and Leydig cells of
an active macaw.

3.2.4. Proliferation markers

3.2.4.1. Ki67. The proliferation marker Ki67 did not occur in
nonactive macaws and Buds. On the contrary, a cross-
species positive staining of germ cells was verifiable in in-
termediate and active stage (Fig. 2F, G). Most species
(except the Bud) demonstrated Sertoli cell expression in
the intermediate stage (AGP also in the nonactive stage).
Referring to the type of positive stained cells, an explicit
difference between active and nonactive stage was proven
in macaws, APs, and Buds.

3.24.2. Smooth muscle actin. The SMA expression is
demonstrated in Figure 2H, 1. Active and intermediate Cocs,
AGPs, and macaws displayed SMA in germ cells and inter-
ductal connective tissue cells and in the testicular capsule,
the peritubular tissue, and in blood vessels. In contrast,
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Fig. 2. Immunocytochemical analysis of testes or epididymides of various psittacine species in different reproductive activity stages. (A) Relaxin, Blue-and-Yellow
Macaw, nonactive testis: cytoplasmic signal in Leydig cells, moderate lipid accumulation in the tubular centers (visualized with Sudan black B). (B) Relaxin family
peptide receptor 2, Scarlet Macaw, intermediate testis: positive Sertoli and Leydig cell staining. (C) Relaxin family peptide receptor 2, Scarlet Macaw, intermediate
epididymis: red staining in cytoplasm of the efferent ductal epithelium, detached lipids in the epithelial cells (visualized by Sudan black B). (D) Relaxin-like factor,
Galah Cockatoo, nonactive testis: positive reaction of spermatogonia (red), interstitium with dark brown melanocytes. (E) Relaxin-like factor, Spix's Macaw, active
testis: red cytoplasmic staining of spermatocytes, Sertoli, and Leydig cells. (F) Ki67, Scarlet Macaw, intermediate testis: nuclear signal in spermatocytes and Sertoli
cells. (G) Ki67, Orange Winged Amazon (Amazona amazonica), active testis: nuclear signal in spermatogonia and spermatocytes. (H) Smooth muscle actin, Panama
yellow-fronted Amazon (Amazona ochrocephala panamensis), intermediate epididymis: positive reaction of interductal connective tissue cells, blood vessels with
Sudan black-stained erythrocytes. (I) Smooth muscle actin, budgerigar, active testis: strongly positive peritubular tissue. Bar, 50 pm. By, blood vessel; Ctc,
interductal connective tissue; Ed, efferent duct; Ep, epithelium; I, interstitial tissue; L, Leydig cells; Lp, lipids; M, melanocytes; S, Sertoli cells; Sc, spermatocytes;
Sg, spermatogonia; Sz, spermatozoa; T, tubule.

nonactive testes of the same species consistently had no obtained for other psittacine species, sorted according
positive germ cell staining. The remarkable findings in Buds to morphological and immunocytochemical aspects and
were negatively-reacting germ and interductal connective always in comparison with our previous observations in the
tissue cells in the nonactive stage. The nonactive AP was the Bud.

only parrot with actin-positive Sertoli cells.
4.1. Histological criteria
4. Discussion
Reitemeier et al. [3] provided measurements of tubular

A large panel of antibodies was tested for the immu- and interstitial dimensions that define active, intermediate,
nocytochemical analysis of testicular tissues from eight and nonactive reproductive states of the Bud males. On the
different psittacine genera to provide repeatable tech- contrary, the other parrot species did not display significant
niques for the support of breeding programs in captivity. As differences within the three testicular stages. A conceivable
shown in mammals, histological and immunocytochemical reason for this finding might be species-specific variation in
investigations of testicular tissue are also reliable tech- testis size based on different sperm competition, extrapair
niques to evaluate the sexual activity of budgerigars [3]. In copulation behavior [44], breeding density, and clutch size
the following paragraphs, we will discuss our results [45]. We suggested that the enormous increase in testis size
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of the Bud during the breeding season (influenced by
higher sperm competition because of colonial breeding,
extrapair copulation behavior, and clutch size [44,45]),
especially in relation to the body mass, might be the reason
for the significant differences in interstitial and seminifer-
ous tubular dimensions. In contrast, testes of larger psit-
tacines (solitarily breeders, strictly monogamous, smaller
clutch size) do not enlarge that much during the breeding
season, so the variation in seminiferous tubular volume and
interstitial diameters might be less conspicuous. Hence, for
psittacine species other than the Bud, the method of
measuring tubular and interstitial dimensions is not reli-
able to characterize the reproductive status.

All examined large Cocs (Cacatua alba, Cacatua sul-
phurea sulphurea, Eolophus roseicapilla) presented mela-
nocytes distributed in the testicular capsule and
interstitium, a finding that is consistent with previous
studies in various avian species [46-49|. Many of these
reports discuss a correlation between testicular melano-
genesis and gonadal regression. Marshall [47] suggested
that the presence or absence of melanin was influenced by
volumetric changes of the testes and the dispersion of
melanocytes during the breeding season. The increased
seminiferous tubules displace the melanocytes and the
melanistic testis appears paler when reproductive activity
begins. This matches closely with our observation that in-
termediate testes displayed less melanin than nonactive
ones. Other authors hypothesize hormones of reproduc-
tion, such as FSH, LH, testosterone, and estrogen to have
inhibitory effects on melanogenesis in the testis [46]. So it
might be expected that gonads with melanin deposition
show a downregulation of AR, ERz, and the activity of
steroidogenic enzymes. However, we cannot support this
view because nonactive and intermediate Cocs expressed
the aforementioned hormone receptors and enzymes. Qur
detection of melanin accumulation in the nonactive testis
of a macaw is in line with the observations of O'Malley [48].
Interestingly, melanin was not found either in testes of
Nymphicus hollandicus, also a genus relative to Cacatuidae,
or in the Buds, Amazon, or African gray parrots. Therefore,
the testicular melanization seems to be species-specific,
probably favored by natural selection in males of species
with high mutation rates in the mitochondrial genome, as
postulated by Galvan et al. [50]. They also supposed that
melanin protects male germ cells from oxidative stress, a
fact that might be more important for large Cocs than for
other parrot species.

4.2. Immunocytochemical markers: applicability, cellular
distribution, and species-specificity

We were able to expand the repertory of markers for the
immunocytochemical investigation of psittacine testes
with the present study. This was achieved by the addition
of further steroidogenic enzymes (aromatase, 17-HSD-1
and -7), peptides of the RLN family (RLN, RXFP1 and 2, RLF)
and the proliferation marker SMA to the spectrum estab-
lished for the Bud [3]. Moreover, these markers were also
tested on gonads of seven further psittacine genera to
prove species-transferability of our methods. Their
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Table 4
Applicability of various markers for the immunocytochemical differenti-
ation of active and nonactive gonads in male Psittaciformes.

Psittacine species
marker

Cockatoo African Macaw Amazon Budgerigar
gray parrot
parrot

Steroid receptors
AR-1 =)
ER-a (-)
PR (-)

Steroidogenic

enzymes
Aromatase
3B-HSD +
17p-HSD-1
17p-HSD-2 +
17p-HSD-7

Relaxin family
RXFP1
Relaxin
RXFP2
Relaxin-like factor

Proliferation markers
Ki67 + +
Smooth muscle + + +

actin

+
TH+ A+

+ +

)
()
(=)
=)

+

Abbreviations: +, suitable; (-) unsuitable; AR, androgen receptor; ER,
estrogen receptor; HSD, hydroxysteroid dehydrogenase; PR, progesterone
receptor; RXFP, relaxin family peptide receptor.

applicability concerning the assessment of the actual
reproductive stage of a parrot species is depicted in Table 4.

Data on AR expression in avian testes are particularly
conflicting. Most studies in poultry and canaries report
restricted receptor localization on somatic cells [51,52].
This matches with our detection of AR in Leydig cells of
Buds, African gray, and Amazon parrots, in Coc Sertoli cells
and macaw smooth muscle cells (testicular capsule). So far,
no correlating data exist for other avian species regarding
AR-positive germ cells. Therefore, the regulation of sper-
matogenesis is supposed to be similar to that in mammals
because androgens influence testicular somatic cells rather
than act directly on germ cells [51]. Thanks to the expres-
sion of AR and androgen-synthesizing enzymes (HSDs) in
germ cells (Table 3), this study provides evidence about a
direct influence of androgens on the germinal epithelium of
parrots. The cellular-specific differences in AR-expression
in the three reproductive stages indicate different sensi-
tivity to androgens.

The coexpression of ERz and aromatase in the avian
male tract represents a novel finding. Other authors re-
ported the detection of both, ERz and aromatase, in brain
regions of passerines [53]. Every conducted parrot species
displayed ERz and aromatase in germinal epithelium
coinciding with the observations of Kwon et al. [5] in
White Leghorn roosters. They postulated germ cells to be
sites for estrogen synthesis because of strong aromatase
immunostaining.

As aforementioned for the Bud [3], this is still the first
evidence of PR in gonads of male birds because so far, it has
only been described in the reproductive tract of female
birds, e.g., ostriches [54]. Similar to mammals, progester-
one is supposed to be a stimulator of Leydig cell steroido-
genesis. This could be confirmed by our results concerning
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PR expression in testicular Leydig cells and fibroblast-like
Leydig cell precursors [55] in epididymis.

The steroidogenic HSDs resulted as the most important
group of markers for the definition of the reproductive
status in male psittacines. 17p-HSD-2 offers an explicit
differentiation between the active and nonactive stage in
all examined species and 38-HSD can also be used, except
for in AGPs. The coexpression of 3p-HSD and AR (in germ,
Leydig, and epididymal cells) and of 38-HSD and PR (in
germ cells) reflects the enzyme’s function of catalyzing
androstenedione and progesterone biosynthesis. This is the
first report of 173-HSD-2 in avian male gonads, so far
known to be involved in neurosteroidogenesis of the avian
brain [9]. Its expression in active and intermediate Sertoli
and epididymal cells of all parrot species emphasizes its
crucial role in testicular steroidogenesis. 17p-HSD-1 and -7
represent markers for estrogen-sensitive cells and tissues,
so their presence in germ, somatic, and epididymal cells of
every psittacine species underlines the remarkable effect of
estrogens for the male reproductive tract. In addition, the
coexistence of both, enzymes and ERz, in germinal
epithelium and epididymis suggests a local production of
estradiol.

Our results regarding the expression of RLN and its re-
ceptor RXFP1 in Sertoli and Leydig cells match closely with
their cellular distribution in the mammal testis [13,14]. The
existence of RXFP1-positive germ cells in boars [14] co-
incides with our findings, whereas the presence of RLN in
psittacine germ cells seems to be a novel observation.
Concerning RLF and RXFP2, a Leydig cell expression was
observed that is similar to that of mammals [15]. However,
the peptide and its receptor were also detected in germ,
Sertoli, and epididymal cells of the parrots, a fact that is not
in accordance with the mammal situation.

The fact that RLN, RLF, and their receptors are found in
more different cell types of psittacine testes and epididy-
mides in comparison with mammals can be explained as
follows. Relaxin is the main product of human and rodent
prostate epithelia [12], as is RLF, to a lesser extent [56]. The
reproductive tract of male birds is characterized by the
absence of accessory sexual glands. Lake [57] indicated that
the avian intratesticular cells and epididymal epithelium
function similarly to the mammal prostate. Expression of
RLN, RLF, and their receptors would support Lake's state-
ment. The function of RLN family in the avian male tract
might be similar to mammals, having effects on somatic cell
maturation, sperm motility, and fertilization [15].

It should be pointed out that the presence of the RLN
family in avian species requires more investigation because
our study, and the findings of RLN in the avian crop sac [19],
ovary [58], and testes [17,18] are the only reports referring
to this subject.

The expression of Ki67 in Sertoli cells of psittacines is in
line with observations in the domestic fowl [20]. The fact
that germ cell proliferation declines in the nonactive stage
of Buds and macaws is supported by Young and Nelson
[59]. They postulated the rate of cell division to decrease in
the testis of birds and rodents during regression, indirectly
contributing to seasonal atrophy. The coexistence of ERa
and Ki67 in psittacine germ cells indicates estrogens to
stimulate mitosis, similar to mammals. Counting of Ki67-
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positive cells (see Reitemeier et al. [3]) to detect mitotic
activity can be a conceivable method for all tested parrot
species, except for APs. This might not only be performed
for germ cells but also for Sertoli cells to determine testis
size [60].

All of the conducted parrot species presented SMA-
positive germ cells in testes of intermediate (except for
the Bud) and active stage. These results reflect the actin
expression found in elongating spermatids and spermato-
zoa of sexually mature and active galliform epididymides
[61], although the authors did not report SMA expression in
testicular germ cells. The fact that nonactive Cocs, AGPs,
macaws, and Buds displayed negative germ cell staining
could be applied for the definition of their reproductive
activity.

The detection of SMA in interductal connective tissue
cells, testicular capsule, peritubular tissue, and blood ves-
sels of the parrots matches closely with the previous
findings in other bird orders [21]. Therefore, the main
function of actin in psittacine testes is supposed to be the
transport of testicular fluid through the various excurrent
ducts because of the contractile ability of SMA-positive
cells.

Considering the results depicted in Table 3 and 4, it is
obvious that the markers display different cell distribution
patterns depending on the parrot species. Many reasons are
conceivable for these species-specific variations in the
expression of the tested markers, e.g., opportunistic species
(Bud, cockatiel) breed when the conditions are most suit-
able, usually in arid areas after unpredictable rainfall [62].
In contrast to seasonal breeders (large Cocs, AGPs, APs,
macaws), they might maintain their gonads in an advanced
maturational stage so as to maximize reproductive effort in
response to propitious environmental conditions. In addi-
tion, it is important to note that the birds live in different
climate zones (tropical vs. subtropical species). Therefore,
environmental factors, such as photostimulation, temper-
ature, and humidity might also affect sexual activity,
endocrine control, and subsequently, testicular function
[63]. We also suppose that colonial versus territorial
breeding has an influence on testicular cycles and endo-
crine control. Budgerigars are the only examined species
considered as colonial breeders. In colonial breeders, the
competition for nesting sites is more intense within the
species which might result in differing levels of steroid
hormones in opposition to territorial breeders. Tropical
birds (like Cocs, macaws, or APs) often hold permanent
feeding territories that cannot be defended by a single bird
and apparent pair bonds might arise from the attachment
to this territory [64]. This pair bonding plays a crucial role
in dominance behavior which is, amongst other factors,
influenced by androgens [65]. Therefore, the mating system
can be considered as another important manipulating fac-
tor. As an example, cockatiels sometimes show extrapair
copulation behavior [49] in comparison with perennial
monogamy (which means year-round pair bonding, not
only during breeding season and parental care) in Cocs [64]
or long-term pair bonds in Amazons [66]. Extrapair copu-
lation is accompanied by changes in dominance and mating
behavior, probably resulting in different sensitivity of
testicular cells to hormones or other factors. Additionally,
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pair mating depends on migration behavior, so variations
might appear between sedentary [67] and irregular
migrating birds [68]. In sedentary birds, mated pairs func-
tion as social alliances in resource competition. Most of all,
especially with regard to RLN [12], evolutionary aspects
might influence the species-specific cellular expression of
the RLN family peptides and receptors. Within the scope of
divergency of parrots, we hypothesize the development of
different expression patterns.

4.3. Conclusions

In conclusion, we were able to detect 14 of the 15 tested
markers in the testes of all investigated parrot species, even
though they displayed partly heterogeneous, species-
specific expression patterns. In general, 173-HSD-2, 3p-
HSD, and SMA allowed a precise definition of reproductive
activity, whereas the other steroidogenic enzymes, steroid
receptors, RLN peptides, and Ki67 turned out to be appli-
cable depending on the species. The immunocytochemical
methods established within the framework of our previous
study in the Bud [3], were successfully adapted to other
psittacines. It is important to note that different cellular
distribution patterns do not allow a transfer of the results
from one parrot species to another. Therefore, we recom-
mend using a combination of markers, always in consid-
eration of the investigated species. Our study delivers a
reliable repertoire of sexual markers, an essential basis for
further analyses, for instance, the peripheral detection of
these factors in psittacine blood or feces.
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4 DISKUSSION

Wildlebende Papageienpopulationen sind mit steigender Tendenz vom Aussterben bedroht.
Um dem entgegenzuwirken, wurden zahlreiche Artenschutzprogramme im natirlichen
Verbreitungsgebiet der Voégel ins Leben gerufen. Zusdtzlich existieren intensive
Bemihungen, gefdhrdete Spezies in Menschenobhut zu reproduzieren und zu erhalten. In
der Praxis gestaltet sich dies aufgrund von Zwangsverpaarungen und eingeschrdnkter
genetischer Vielfalt allerdings schwierig. Des Weiteren wird der Erfolg solcher
Zuchtprogramme durch das begrenzte Wissen um physiologische und pathologische
Vorgdnge im Reproduktionstrakt von Papageienvégeln erschwert.
Vor diesem Hintergrund beschaftigte sich die vorliegende Arbeit mit der histologischen und
immunzytochemischen Untersuchung fixierter Gonaden mdnnlicher Psittaciformes. Die
Etablierung reproduktionsrelevanter Marker sollte eine Aussage zum Fortpflanzungsstatus
ermoglichen und einen tieferen Einblick in die lokale Hormonproduktion im Hoden geben.
Hierzu wurde ein umfangreiches Repertoire immunzytochemischer Marker (u. a.
Steroidrezeptoren, steroidale Enzyme und Relaxinpeptide), die auch beim Sdugetier
Anwendung finden, an fixierten méannlichen Reproduktionsorganen getestet. Die Ergebnisse
wurden in zwei Fachartikeln publiziert (REITEMEIER et al. 2011, REITEMEIER et al. 201 3).
Folgende zentrale Aussagen ergeben sich aus der vorliegenden Arbeit:
1. Fir den Wellensittich konnten histologische Kriterien zur Beurteilung des
Reproduktionsstatus erarbeitet werden.
2. Am Modelltier Wellensittich konnten immunzytochemische Marker zur Beurteilung des
Reproduktionsstatus etabliert werden.
Die etablierten Methoden sind Ubertragbar auf andere Papageienspezies.
4. Die mittels immunzytochemischer Analysen am Modelltier Wellensittich erzielten
Ergebnisse sind nur eingeschrdnkt auf andere Papageienspezies ibertragbar.
5. Es existieren spezies-spezifische Unterschiede in der zelluldren Lokalisation der
Marker im Hodengewebe.
6. Fur alle untersuchten Papageienspezies konnten geeignete Marker zur Beurteilung
des Reproduktionsstatus selektiert werden.

Im Folgenden sollen die Methodik und die erzielten Resultate eingehend diskutiert werden.
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Methodenkritische Aspekte

Alle analysierten Hodenproben stammten aus pathologischem Untersuchungsgut. Hierbei
wurden nur solche Végel in die Studie mit einbezogen, deren Gonaden aus histologischer
Sicht keine krankhaften Befunde aufwiesen. Das Sektionsmaterial im klinischen Alltag
beinhaltet Papageien, die in Menschenobhut gehalten worden sind. Die dabei verwendeten
Licht-, Temperatur- und Fitterungsregime spiegeln nur bedingt die Situation im natirlichen
Verbreitungsgebiet der jeweiligen Arten wider. Es ist aber davon auszugehen, dass die
Hodenfunktion und deren hormonelle Steuerung aufgrund genetisch vorprogrammierter,
endogener Rhythmen weitgehend unabhéngig von den Haltungsbedingungen sind
(GWINNER 1989). Zudem ist angesichts des aktuellen Gefdhrdungsstatus der
Papageienvdégel weltweit eine Probenentnahme bei wildlebenden Vertretern dieser
Vogelordnung nicht zu rechtfertigen.

Insgesamt wurde Hodengewebe von 45 Wellensittichen, 12 Kakadus, 7 Amazonen, 7
Kongo-Graupapageien und 6 Aras histologisch und immunzytochemisch untersucht. Trotz des
geringen Probenumfangs bei den GroBpapageien sind die erzielten Resultate als
reprdsentativ anzusehen, da alle der am Wellensittich etablierten Marker bei diesen

Gattungen gleichermaBen sichtbar gemacht werden konnten.

Morphologische Kriterien zur Einstufung der Reproduktionsaktivitcit

Bei den Woellensittichen wurde die Makroskopie der Hoden mit den Ergebnissen der
Histologie verglichen. Hier konnte gezeigt werden, dass mit Hilfe der makroskopischen
Beurteilung der Hoden aktive und inaktive Reproduktionsstadien eindeutiger identifizierbar
waren als intermedidre Formen. HANSE et al. (2008) hingegen weisen auf die Problematik
der endoskopischen Inspektion inaktiver Hoden hin. Die Autoren beobachten histologisch
oftmals ein weiter fortgeschrittenes Stadium der Spermatogenese im Gegensatz zum
makroskopischen Erscheinungsbild. Diese Abweichungen resultieren vermutlich aus der
Verwendung unterschiedlicher diagnostischer Methoden.

Wadhrend der sexuellen Aktivitat der Wellensittiche wurden signifikante Zunahmen von
HodengréBe und —gewicht beobachtet, was bisherige Untersuchungen bei Nutzgefligel
(KIM und YANG 2001), kleinen Papageienvdégeln (GARTRELL 2002, POHL-APEL et al.
1982, SAMOUR 2002) sowie zahlreichen anderen Vogelordnungen (GARAMSZEGI et al.
2005) bestatigt.

Die an der Modellspezies erhobenen Messungen von Interstitium und Tubulusdurchmesser
(Abbildung 1 und 2, Publikation 1) decken sich mit den Ergebnissen anderer Studien
(GARTRELL 2002, HUMPHREYS 1975, KIRBY und FROMAN 2000). Diese beschreiben

ebenfalls, dass sich die Samenkandlchen mit steigender Reproduktionsaktivitdt ausdehnen,
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wdhrend das Interstitium schmaler wird. Auch bei den anderen Papageienspezies konnte
dies beobachtet werden, jedoch zeigten sich keine signifikanten Unterschiede zwischen den
Stadien (Tabelle 2, Publikation 2). Ein méglicher Grund hierfir kdnnen spezies-spezifische
Variationen in der HodengréBe sein, die auf Unterschieden in Spermienkonkurrenz,
Kopulationsverhalten, Brutdichte und GelegegréBe basieren (GARAMSZEGI et al. 2005,
PITCHER et al. 2005). Wdhrend der Brutphase der Wellensittiche tritt eine enorme
GréBenzunahme der Hoden im Verhdltnis zur Kérpermasse auf. Diese wird durch hdhere
Spermienkonkurrenz infolge Koloniebritens, Polygamie und groBer Gelege verursacht.
Dagegen vergroBern sich die Gonaden von GroBBpapageien (Einzelbriter, streng
monogam, kleinere GelegegréBe) wahrend der Brutphase nicht in diesem Ausmaf. Daher
variieren  Tubulusdurchmesser  und  interstitielle  Breite  zwischen  den  drei
Reproduktionsstadien weniger und im Gegensatz zur Modellspezies auch nicht signifikant.
Demzufolge kann die Methode der Messung von Samenkandlchen und Interstitium lediglich
beim Wellensittich als Kriterium fir die Definition eines aktiven, intermedidren und inaktiven
Reproduktionsstadiums herangezogen werden.

Das Vorhandensein, die Morphologie und die Teilungsaktivitat der Keimzellstadien lieferte
bei allen untersuchten Papageienvégeln die Grundlage fur die Einteilung in drei testikulére
Aktivitatsphasen. Obwohl je nach Papageienspezies unterschiedliche Einteilungen des
Hodenzyklus vorliegen (GARTRELL 2002, MAITRA und DEY 1992, POHL-APEL et al. 1982,
SAMOUR et al. 1987, SMITH und BRERETON 1976), basieren letztlich alle auf den
vorgenannten Kriterien. Die in der Arbeit vorgenommene Gliederung in aktive, intermedidre
und inaktive Reproduktionsphase entspricht derjenigen bei Végeln mit ausgepragten
Brutzyklen. Hier werden Akzeleration, Kulmination und Regeneration unterschieden (LOFTS
und MURTON 1973, SAMOUR 2002). Erstaunlich ist, dass auch Wellen- und
Nymphensittiche diese drei testikuldaren Phasen aufweisen, obwohl sie zu den
opportunistischen Brutvégeln gehdren. Sie sind asaisonal und erheblich von wechselnden
Umwelteinflissen abhéngig (POHL-APEL et al. 1982). Dennoch weisen auch sie endogene
zirkannuale  Rhythmen auf, die von @uBeren Faktoren wie beispielsweise
Niederschlagsmenge synchronisiert werden (GWINNER 1989, POHL-APEL 1980). Diese
genetisch vorprogrammierten Rhythmen erkldaren die Ubereinstimmung mit saisonalen
Végeln beziglich der Stadieneinteilung.

Die vorliegende Studie weist erstmalig Ki67 in avidgren Hoden nach. Die Zdhlung der Ki67-
positiven Zellen kann bei den untersuchten Papageien zur Ermittlung der mitotischen
Aktivitat von Keim- und Sertoli-Zellen herangezogen werden. Das AusmalB3 der
Keimzellteilung ist fir die Einschdtzung der Gonadenaktivitdt von Bedeutung. Die in der

inaktiven Phase abnehmende mitotische Aktivitat wurde bereits bei anderen Vogelarten und
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Nagetieren wdhrend der Hodenregression beobachtet (YOUNG und NELSON 2001). Die
Expression des Ki67 in den Sertoli-Zellen der Papageien deckt sich mit dem Nachweis von
Proliferationsvorgdngen in Hoden von Tauben mittels BrdU(5-bromo-2-deoxyuridin)-
Farbung (BOZKURT et al. 2007). Die Zdhlung der sich teilenden Sertoli-Zellen dient der
Untersuchung der HodengréBe (ORTH 1984).

Die Lipidansammlungen im Inneren der Samenkandlchen inaktiver und intermedidrer
Wellensittiche stellen Uberwiegend Lipofuszin dar (Abbildung 3g-h, Publikation 1). Sie
wurden bereits in den 1970er Jahren als cholesterol-positives, lipiddhnliches Material im
Zytoplasma von Sertolizellen wdhrend des Stadiums der Regeneration (LOFTS und
MURTON 1973) sowie der Akzeleration (HUMPHREYS 1975) beschrieben. Der Lipidanteil
des Lipofuszins enthdlt unter anderem auch Cholesterol (BRUNK und TERMAN 2002). Dies
kénnte darauf hinweisen, dass das Pigment wdhrend des Stadiums der sexuellen Ruhe als
Cholesterolspeicher fungiert. Mit Beginn der aktiven Phase wird dann das Vorldufermolekdl
der Steroidbiosynthese wieder mobilisiert. Vorangegangene Untersuchungen bei
Nutzgefligel (AIRE 2002a, AIRE 2002b), aber auch bei Sdugetieren (ORSI et al. 1990) und
Amphibien (SASSO-CERRI et al. 2004) belegen ebenfalls den Zusammenhang zwischen dem
Lipidgehalt im Hoden und der Steroidogenese. Zudem wurde beim Nutzgefligel (AIRE
2002a, AIRE 2002b, TINGARI 1973) und auch bei den hier untersuchten Papageienvégeln
(REITEMEIER et al. 2011, REITEMEIER et al. 2013) gezeigt, dass inaktive Gonaden weder
3B- noch 17B-HSD-Tatigkeit besitzen, um Steroide herzustellen.

Die Melanineinlagerungen, die in erster Linie bei den groBen Kakadus in Hodenkapsel und
Interstitium auftraten (Abbildung 1a und b, Publikation 2), kdnnen offenbar nicht zur
Unterscheidung des Reproduktionsstatus herangezogen werden. Zwar fanden sich die
Pigmentansammlungen vornehmlich bei inaktiven und intermedidren Gonaden, was
Publikationen entspricht, die einen Zusammenhang zwischen testikuldrer Melanogenese und
Hodenregression beschreiben (ANTHONY und BUSS 1974, MARSHALL 1961). Dennoch ist
die Melaninspeicherung im Hoden ein spezies-spezifisches Ph&nomen. Durch natirliche
Selektion wird es vor allem bei Mdannchen von Arten mit hohen Mutationsraten im
mitochondrialen Genom beginstigt. Die Funktion des Melanins als Schutz fir mdnnliche
Keimzellen gegeniiber oxidativem Stress wird diskutiert (GALVAN et al. 2011).
Zusammenfassend ist die rein makroskopische Beurteilung der Hodenmorphologie fir die
Charakterisierung des Reproduktionsstatus unzureichend, weil diese Methode ungenaue
Resultate liefert (GARTRELL 2002, HANSE et al. 2008). Zusdtzliche histologische
Untersuchungen (inklusive Messungen von Tubuli und Interstitium, Sichtbarmachung von
Lipiden im Samenkandlchen, Ermittlung der mitotischen Aktivitdt von Keim- und Sertoli-

Zellen) kdnnen die Informationen zur Hodenaktivitat prazisieren. Um eindeutige Erkenntnisse
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zu funktionellen Aspekten im Hoden, beispielsweise hinsichtlich der endokrinen Steuerung
der Gonaden, zu gewinnen, ist es unerl@sslich, immunzytochemische Untersuchungen zur

Beurteilung mit heranzuziehen.

Etablierte immunzytochemische Marker

In der vorliegenden Arbeit wurden insgesamt 14 Marker fir die immunzytochemische
Untersuchung der Gonaden ménnlicher Wellensittiche erarbeitet. Es handelt sich um den
erstmaligen Nachweis dieser gegen Steroidrezeptoren, steroidale Enzyme, Relaxinpeptide
und proliferierende Zellproteine gerichteten Antikérper im Hodengewebe von
Papageienvégeln. Demnach kénnen die erzielten Resultate lediglich unter Bericksichtigung
vergleichbarer Publikationen bei Sdugetieren und anderen Vogelordnungen diskutiert
werden. Die entscheidenden Gemeinsamkeiten und Unterschiede zu den vorgenannten
Tierklassen sind im Folgenden dargestellt.

Wadhrend das Auftreten des AR in den Ductuli efferentes mit bisherigen Erkenntnissen beim
Nutzgefligel (DORNAS et al. 2008, SHANBHAG und SHARP 1996) korrespondiert,
existieren bisher noch keine Erkenntnisse Uber AR-positive Keimzellen in Vogelhoden. Man
vermutet daher, dass die Steuerung der Spermatogenese dhnlich zu der bei SGugetieren
verlauft. Dort beeinflussen Androgene eher die somatischen Zellen des Hodens als direkt an
den Keimzellen zu wirken (DORNAS et al. 2008). Der Nachweis von AR und 3[3-HSD in den
Spermatozyten der untersuchten Wellensittiche liefert jedoch Hinweise auf einen
unmittelbaren Einfluss der Androgene auf das Keimepithel von Végeln. Je nach
Reproduktionszustand scheint eine variable Sensitivitdt gegeniber Androgenen vorhanden
zu sein, da der AR unterschiedliche Zellverteilungsmuster aufweist.

Auch der Nachweis von ERQ in testikuléren Zellen (Keim- und Leydig-Zellen) ist beim Vogel
zuvor nicht erfolgt, deckt sich aber mit bisherigen Erkenntnissen bei verschiedenen
Sdugetierarten (KOHLER et al. 2007, KONRAD et al. 1998). Lediglich ERpB, der im Uterus
von Sdugetieren die Wirkungen von ERA moduliert (WEIHUA et al. 2000), wurde in
Keimzellen und somatischen Zellen von Hdhnen exprimiert (OLIVEIRA et al. 2011). Die
Autoren sehen einen Zusammenhang zwischen &strogener Wirkung und spermatogener
Zellproliferation. Die bei den Papageienvdgeln festgestellte Koexistenz von ERA und Ki67 in
den Keimzellen unterstiitzt diese Aussage. Offenbar stimulieren Ostrogene, @hnlich wie beim
Sduger, die Mitose (WAGNER et al. 2006). Zudem zeigt die vorliegende Arbeit erstmalig
das gleichzeitige Vorkommen von ER0 und Aromatase im Keimepithel ménnlicher Végel. Eine
Koexpression von Rezeptor und steroidogenem Enzym wurde bisher nur im Gehirn von
Sperlingsvégeln beobachtet (CANOINE et al. 2007). Samenzellen sind demnach Ort der

Ostrogensynthese, wie bereits von KWON et al. (1995) postuliert. Der zusatzliche Nachweis

48



DISKUSSION

von ERO und Aromatase im Nebenhoden deutet darauf hin, dass dieser nicht nur auf
androgene, sondern auch auf &strogene Einflisse reagiert. Funktionen des Nebenhodens wie
z. B. Proteinexpression, Reabsorption von Flissigkeiten, Spermienkonzentration und -reifung
(BAHR et al. 2006, ESPONDA und BEDFORD 1985) werden also auch von Ostrogenen
gesteuert.

Frihere Untersuchungen dokumentieren eine PR-Expression im Gehirn von Tauben und im
weiblichen Geschlechtstrakt von Nutzgefligel (GONZALEZ-MORAN et al. 2013, LEA et al.
2001, MADEKUROZWA 2002a, MADEKUROZWA 2002b). Deshalb stellt der Nachweis des
Rezeptors im avidren Hoden eine neue Erkenntnis dar. Die zelluldre Verteilung von PR deckt
sich mit der bei Sdugetieren (KOHLER et al. 2007, WEBER et al. 2002). Dies l@sst den
Schluss zu, dass Progesteron auch beim Vogel die Spermatogenese und die
Steroidbiosynthese beeinflusst (EL-HEFNAWY und HUHTANIEMI 1998, ROSSATO et al.
1999).

3B8-HSD wurde in Spermatozyten und Leydig-Zellen aktiver und intermedidrer
Reproduktionsstadien sichtbar gemacht. Dies stimmt mit Untersuchungen an Hé&hnen und
StrauBenvégeln Uberein (MADEKUROZWA et al. 2002, PUROHIT et al. 1977). Jedoch
exprimierten die StrauBe dieses steroidale Enzym wdhrend sdmtlicher Phasen des
Hodenzyklus, was auf spezies-spezifische Unterschiede in der Enzymausstattung schlieBen
|&sst. Die Koexpression von 3B-HSD mit AR (in Keim- und Leydig-Zellen sowie Nebenhoden-
Epithel) und mit PR (in Keimzellen) erkldrt seine katalytische Funktion in der Androstendion-
und Progesteronsynthese.

17B-HSD-2, das im avidgren Gehirn in die Neurosteroidbiosynthese involviert ist
(MATSUNAGA et al. 2002), wurde in Sertoli-Zellen nachgewiesen (Abbildungen 4i bis j,
Publikation 1 und Abbildungen 1G-l, Publikation 2). Wie bereits von anderen Autoren
vermutet (LAKE 1981, MICHEL 1993, OROSZ 1997), scheinen diese somatischen Zellen in
den Samenkandlchen zur Hormonproduktion fdhig zu sein. Zusdtzlich zeigt das Vorkommen
dieses steroidalen Enzyms in den Zellen zwischen den Nebenhodengdngen, dass diese in die
Androgenbiosynthese  eingeschaltet  sind. Dies  bestdtigt Beobachtungen  von
MADEKUROZWA et al. (2002), die solche Zellen als fibroblastendhnliche Leydig-Vorlaufer
ansehen.

Die vorliegende Arbeit liefert bislang den ersten immunzytochemischen Nachweis der
Relaxinpeptide und ihrer Rezeptoren im Hoden und Nebenhoden von Végeln (Abbildungen
1M-O und 2A-E, Publikation 2). Teilweise deckt sich ihre zellulgre Lokalisation mit den
Untersuchungen beim Sdugetier, z. B. RLF und RXFP2 in Leydig-Zellen (AGOULNIK 2007).
Jedoch waren die Vertreter der Relaxinpeptid-Familie bei den Papageien in weitaus mehr

Zelltypen von Hoden und Nebenhoden anzutreffen. Méglicher Grund dafir ist die Tatsache,
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dass Végel keine akzessorischen Geschlechtsdrisen besitzen. Es wird daher vermutet, dass
intratestikuldre und epididymale Zellen die Funktion der nicht vorhandenen Prostata
Ubernehmen (LAKE 1957). Mit dieser Annahme korrespondiert, dass beim Sd&ugetier
hauptsdchlich RLN, zu einem geringeren Teil auch RLF Produkte des Prostataepithels sind
(IVELL et al. 2011, KLONISCH et al. 2005). Ahnlich zu den Gegebenheiten bei den
Mammalia scheint die Relaxinpeptid-Familie im avidgren mdnnlichen Geschlechtstrakt die
Reifung somatischer Zellen, die Spermienmotilitat sowie die Befruchtung zu beeinflussen
(AGOULNIK 2007). Aufgrund der wenigen Einzelnachweise beim Vogel (BANI et al. 1990,
BRACKETT et al. 1997, REITEMEIER et al. 2013, STEINETZ et al. 1959, STEINETZ et al.
1964) sind beziglich dieser Peptidhormone weitergehende Untersuchungen in der Klasse
Aves notwendig.

Das Mikrofilament SMA ist bereits bei anderen Vogelordnungen fir seine Beteiligung an
Transportprozessen in Hoden und Nebenhoden bekannt (AIRE und OZEGBE 2007, MARETTA
und MARETTOVA 2004, OZEGBE et al. 2012). Diese Funktion konnte ebenso fiir
Papageienvégel bestdatigt werden. AuBBerdem wurde Aktin im Keimepithel nachgewiesen,
was sich mit Beobachtungen bei Sdugetieren deckt (AUMULLER und SEITZ 1988, IM et al.
2012, OKO et al. 1991). AIRE und OZEGBE (2008) beschrieben das Mikrofilament bei
sexuell aktiven HiUhnervégeln nur in solchen elongierten Spermatiden und Spermatozoen,
die sich bereits in den Nebenhodengdngen befanden. Die funktionelle Bedeutung von Aktin
in Keimzellen ist dabei noch weitgehend ungekldrt, jedoch scheint es dhnlich zum S&uger

eine Rolle bei der Spermienreifung und -motilitat zu spielen (IJIRI et al. 2011).

Transfer der etablierten Methoden auf andere Papageienspezies

Die an der Modellspezies Wellensittich erarbeiteten immunzytochemischen Methoden
wurden erfolgreich auf sieben weitere Papageiengattungen (Nymphicus, Eolophus, Cacatua,
Psittacus, Amazona, Ara, Cyanopsitta) aus unterschiedlichen Erdteilen Ubertragen. Alle der
14 etablierten Marker konnten bei diesen Tieren ebenfalls sichtbar gemacht werden.
Lediglich die Verdinnungen der Antikérper mussten vereinzelt an das jeweilige Genus
angepasst werden (siehe Tabelle 1, Publikation 2).

Im Gegensatz dazu beweisen die teilweise heterogenen zelluldren Verteilungsmuster der
verwendeten Marker (detaillierte Darstellung in Tabelle 3, Publikation 2), dass die an der
Modellspezies erzielten Resultate nur eingeschrénkt auf andere Papageienarten
Ubertragbar sind. Die auffdlligsten Unterschiede bzw. Gemeinsamkeiten zwischen den
Spezies seien im Folgenden kurz beschrieben.

Im Unterschied zum Wellensittich wurde der AR bei Kakadus, Amazonen und Kongo-

Graupapageien auch im inaktiven Reproduktionsstadium exprimiert. Wahrscheinlich férdern
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die HSDs die Aktivierung der Steroidrezeptoren auf eine Liganden-unabhdngige Weise
(PILLAI et al. 1999) oder modulieren sie iber Matrix-Metalloproteinasen (MMP) (LI et al.
2005). Die Tatsache, dass der AR bei Aras weder in Keimzellen noch im Nebenhoden und
stattdessen nur in der Hodenkapsel nachweisbar war, spricht dafir, dass der verwendete
Antikdrper fur diese Gattung nicht geeignet ist. Hier sind weiterfihrende Untersuchungen mit
anderen AR-Markern erforderlich.

Bei Kakadus und Kongo-Graupapageien fand sich der PR zusatzlich in Leydig-Zellen. Dies
stimmt mit Untersuchungen beim Sdugetier Uberein, die Progesteron als Stimulator der
Steroidogenese in den Leydig-Zellen betrachten (EL-HEFNAWY und HUHTANIEMI 1998,
ROSSATO et al. 1999).

Hinsichtlich der HSDs waren nahezu Ubereinstimmende Resultate in allen untersuchten
Papageien bei der Expression von 3B-HSD und 17B-HSD-2 festzustellen, was in erster Linie
fir die Beurteilung des Reproduktionsstatus von Bedeutung ist. Inaktive Wellensittiche wie
auch Kakadus und Kongo-Graupapageien exprimierten 17B-HSD-1 im Hoden- und
Nebenhodengewebe,  wohingegen sich bei Aras und  Amazonen  dieses
Fortpflanzungsstadiums das Enzym nicht fand. Im Vergleich dazu présentierten auBBer der
Modellspezies alle inaktiven Psittaziden 178-HSD-7 (Abbildung 4J, Publikation 2). Beide
zuletzt genannten steroidalen Enzyme sind beim Sdugetier als Marker fir &strogen-
empfindliche Zellen und Gewebe bekannt (SONG et al. 2006). Ihr Nachweis in Keimzellen,
somatischen Zellen und Nebenhoden-Epithel unterstreicht den Einfluss von Ostrogenen auf
den madnnlichen Geschlechtstrakt der Papageienvégel. Die Koexistenz von 17B-HSD-1, -7
und ERQ spricht fir eine lokale Produktion von Ostradiol (PELLETIER et al. 2004). Die
variable Ausprégung der an der Ostrogenbiosynthese beteiligten Enzyme deutet auf
spezies-spezifische Unterschiede dieses Hormonsystems hin.

Bei den Relaxinpeptiden und ihren Rezeptoren zeigten alle untersuchten Spezies eine
weitgehend homogene Verteilung. Das Relaxinsystem ist phylogenetisch sehr alt (IVELL et al.
2011). Méglicherweise war es daher schon vor der systematischen Aufspaltung der

Gattungen vorhanden und hat sich demzufolge kaum verdandert.

Spezies-spezifische Unterschiede

Sowohl Makroskopie (HodengréBe in Relation zur KorpergréBe), Histologie (Vorkommen
von Pigmenten, Ausdehnung der Samenkandlchen und des Interstitiums) als auch
Immunzytochemie (Vorkommen und zelluldre Verteilungsmuster der getesteten Marker)
ergaben Unterschiede in Abhdngigkeit von der untersuchten Spezies. Die Grinde fir diese
variablen Erscheinungsbilder sind vielfdltig. Wellen- und Nymphensittiche beispielsweise

sind opportunistische Spezies, deren Brutbeginn sich am optimalsten Zeitpunkt orientiert, in
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den ariden Gebieten meist nach unvorhergesehenen Regenféllen (FORSHAW und COOPER
1981). Im Gegensatz zu den saisonalen Britern (groBe Kakadus, Kongo-Graupapageien,
Amazonen und Aras) halten sie ihre Gonaden in einem fortgeschrittenen Stadium der
Spermatogenese, um den Fortpflanzungsaufwand angesichts ginstiger Umweltbedingungen
zu maximieren. Opportunistische Briter sind also hinsichtlich der Verdnderung ihrer
Hodenaktivitat flexibler, wdhrend saisonale Tiere klar definierte Reproduktionsstadien
aufweisen (LOFTS und MURTON 1973, TRILLMICH 1976). AuBBerdem ist es entscheidend,
dass die untersuchten Végel aus unterschiedlichen klimatischen Zonen (Tropen oder
Subtropen) stammen. Deshalb koénnten Umgebungsfaktoren wie Photostimulation,
Temperatur und Luftfeuchte ebenfalls die Fortpflanzungsaktivitat, hormonelle Steuerung und
demzufolge die Hodenfunktion beeinflussen (DAWSON und SHARP 2007). Vermutlich spielt
auch der Unterschied zwischen Kolonie- und Einzelbritern eine Rolle. Die Modellspezies ist
hierbei die einzige der untersuchten Arten, die in Kolonien britet. Die Konkurrenz um
Nistgelegenheiten ist dabei zwischen den Individuen wesentlich stérker, was im Vergleich zu
Einzelbritern héhere Steroidhormonspiegel nach sich zieht. Tropische Vogel (wie Kakadus,
Aras oder Amazonen) besitzen oftmals permanente Nahrungsreviere, die nicht von einem
einzelnen Tier verteidigt werden kdnnen. Das Festhalten an diesen Territorien fihrt zur
Ausbildung manifester Paarbindungen (ORING 1982). Diese wiederum spielen eine
entscheidende Rolle im Dominanzverhalten, das unter anderem von Androgenen gesteuert
wird (ARDIA et al. 2010). Demnach ist auch das Paarungssystem als ein weiterer
einflussnehmender Faktor anzusehen. Sowohl Wellen- als auch Nymphensittiche zeigen
polygames Verhalten (BALTZ und CLARK 1997, SPOON et al. 2007). Im Gegensatz dazu
stehen perennierende Monogamie (d. h. ganzjdhrige Paarbindung auch auBBerhalb der Brut
und Aufzucht) bei Kakadus (ORING 1982) und langfristige Paarbindungen bei Amazonen
(RODRIGUEZ CASTILLO und EBERHARD 2006). Bei WeiBstirnamazonen (Amazona albifrons)
konnte beispielsweise beobachtet werden, dass Tiere in festen Bindungen die ungepaarten
Artgenossen dominierten (LEVINSON 1980). Polygamie wird ebenso von Verdnderungen im
Dominanz- und Balzverhalten begleitet, méglicherweise verbunden mit einer erhdhten
Empfindlichkeit gonadaler Zellen gegeniber Hormonen und anderen Faktoren. Da das
Paarungsverhalten zusdtzlich vom Migrationsverhalten abhdngt, sind Variationen zwischen
Standvégeln (z. B. Braunkopfkakadu, Calypfrorhynchus lathami) und unregelmdfBig
wandernden Végeln (z. B. Nomadismus wildlebender Nymphensittiche) denkbar (MYERS et
al. 1989, PEPPER 1996). Bei Standvdgeln funktionieren Paare als soziales Bindnis im
Wettbewerb um Nahrungsquellen. Des Weiteren sind es evolutiondre Aspekte, die die
spezies-spezifische Ausprdgung von Rezeptor- oder Enzymsystemen beeinflussen kdnnen.

Die Entwicklungsgeschichte der Papageienvégel ist aufgrund spdarlicher Daten noch
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weitgehend ungeklart (FORSHAW 2006). Betrachtet man jedoch die Divergenz der
Cacatvidae von den Psittacidae vor etwa 40 Millionen Jahren (WHITE et al. 2011), so sind
auch evolutionsbedingte Ursachen zu vermuten.

Aufgrund der in dieser Arbeit feststellbaren spezies-spezifischen Unterschiede in
Makroskopie, Histologie und Immunzytochemie ist eine individuelle Auswahl der
Untersuchungsmethoden und zu verwendenden Marker in Abhé&ngigkeit von der untersuchten

Art unerldsslich.

Eignung der etablierten Marker zur Beurteilung der Reproduktionsaktivitat

Die etablierten immunzytochemischen Marker sind in unterschiedlichem MaBe fir die
Beurteilung der Fortpflanzungsaktivitét geeignet (siehe Tabelle 4, Publikation 2). Vergleicht
man die intermedidre mit der aktiven Reproduktionsphase, so lassen sich dhnliche Muster
hinsichtlich der Verteilung von Rezeptoren und Enzymen entdecken. So kann die
intermedidre Phase mit dem Stadium der Akzeleration, also der Vorbereitung auf die
aktive Phase mit maximaler Spermatogenese, gleichgesetzt werden. In diesem
Zusammenhang ist zu erwdhnen, dass sich aktive und intermedidre Gonaden beziglich
endokrinologischer  Gesichtspunkte  weniger  voneinander  unterscheiden als in
morphologischer Hinsicht. Im Gegensatz dazu waren beim inaktiven Status deutliche
Differenzen zu den anderen beiden Phasen erkennbar. In erster Linie ist hier der Rickgang
der steroidalen Enzymaktivitat zu nennen. Die inaktive Reproduktionsphase ist bestimmt von
einer herabregulierten Androgenbiosynthese, was bereits fir andere Vogelspezies gezeigt
werden konnte (BLAS et al. 2010, LEA et al. 2001, MILLAM 1999). Dass Steroidrezeptoren
auch bei sexuell inaktiven Papageien im Hoden exprimiert werden, ist auch bei Sdugern
(KOHLER et al. 2007, KONRAD et al. 1998) und Gefligel (SHANBHAG und SHARP 1996)
in der gonadalen Ruhephase bekannt. Offenbar sind es dennoch die HSDs, denen die
entscheidende Rolle in der Steuerung der Hodenaktivitdt zukommt. Die Anwesenheit dieser
Steroid-metabolisierenden Enzyme ist nicht nur wichtig fur die Steroidogenese, sondern auch
fur die Initiation von Androgen-, Ostrogen- und Progesteronrezeptoren (EINSPANIER et al.
2009).

Als geeignete Marker fir eine prazise Definition des Fortpflanzungsstadiums bei allen
untersuchten Papageien haben sich 173-HSD-2, 3B-HSD und SMA erwiesen. Hingegen sind
die anderen steroidogenen Enzyme, Steroidrezeptoren, Relaxinpeptide und Kié7 in

Abhdngigkeit von der Spezies einzusetzen.

Zusammenfassend |dsst sich festhalten, dass in der vorliegenden Arbeit die Etablierung eines

umfangreichen Spektrums von Markern fir reproduzierbare immunzytochemische

53



DISKUSSION

Untersuchungen des Fortpflanzungsstatus ménnlicher  Psittaciformes gelungen ist. In
Verbindung mit dem histologischen Bild kdnnen so drei testikuldre Aktivitatsstufen
unterschieden werden. Entscheidend sind die geeignete Auswahl der Antikdrper und deren
sinnvolle Kombination in Abhdngigkeit der untersuchten Spezies. Die Resultate liefern
grundlegende Informationen zur lokalen Steroidogenese und bilden somit den
Ausgangspunkt fir weitere Analysen, beispielsweise den Nachweis der etablierten Faktoren
in Blut oder Faezes mdnnlicher Papageien. Dies kann eine praxisrelevante, weniger invasive
Alternative zur Endoskopie, gerade fir die Untersuchung bedrohter Arten, darstellen.

Die  unmittelbare  Nutzbarkeit der immunzytochemischen Techniken fir die
Reproduktionsdiagnostik  bei  Papageienvégeln  hdngt  entscheidend von  der
Weiterentwicklung der Probengewinnung mittels Biopsie ab. Im Rahmen von
Zuchtprogrammen gefdhrdeter Spezies kdnnen nur Methoden zur Gewebeentnahme
eingesetzt werden, die die Gesundheit der beprobten Végel nicht unnétig gefdhrden.
Gegenstand weiterer Forschungsansdtze kann es sein, die in der Arbeit etablierten Marker
an Gonaden mit pathologischen Verdnderungen (z. B. Entzindungen oder Tumoren) zu
testen. Solche Erkrankungen des Hodens sind vielfach verantwortlich fir das Auftreten einer
Infertilitat (JOYNER 1994). Méglicherweise werden die Marker in betroffenen Hoden
vermehrt oder vermindert exprimiert und kdnnen im Folgenden in der Diagnostik derartiger

Fruchtbarkeitsstérungen von Nutzen sein.
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Gefdhrdete Spezies in Menschenobhut zu reproduzieren und zu erhalten soll dem
weltweiten Rickgang zahlreicher Papageienarten entgegenwirken. Der Erfolg solcher
Zuchtprogramme wird unter anderem durch begrenzte Kenntnisse Uber physiologische und
pathologische Vorgdnge im Fortpflanzungssystem dieser YVogelordnung erschwert.

Ziel der vorliegenden Arbeit war die Etablierung aussagekraftiger Parameter zur
Einordnung des Reproduktionsstatus von mdnnlichen Papageienvogeln. Dabei wurde ein
Probenumfang fixierter, mdnnlicher Reproduktionsorgane acht verschiedener Gattungen mit
standardisierten  histologischen und immunzytochemischen Methoden untersucht. Im
Vordergrund stand die morphologische Beurteilung der untersuchten Gonaden im Bezug auf
Fortpflanzungsaktivitat und -status. Gleichzeitig sollten die immunzytochemischen Analysen
Aufschluss Uber die beteiligten Hormone und Enzyme geben. Fir die Etablierung vogel-
spezifischer Marker wurde als Vertreter der Psittaciformes der Wellensittich (Melopsittacus
uvndulatus, n=45) als Modellspezies ausgewdhlt. 15 verschiedene Antikérper aus der
Gruppe der  Steroidrezeptoren, steroidogenen Enzyme, Relaxinpeptide und
Proliferationsmarker wurden an dieser Art getestet. AnschlieBend erfolgte der Transfer der
erarbeiteten Methodik auf sieben weitere Papageiengattungen (Nymphicus, Eolophus,
Cacatua, Psittacus, Amazona, Ara, Cyanopsitta).

Anhand der Histologie konnten alle untersuchten Gonaden den drei verschiedenen
Reproduktionsstadien aktiv, intermedidr und inaktiv zugeordnet werden. Hierbei wurden
Kriterien wie die Ausdehnung von Samenkandlchen und Interstitivm, Morphologie des

Keimepithels, Vorhandensein von Lipofuszin in den Samenkandichen sowie die
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Teilungsaktivitdt von Keimzellen herangezogen. Aktive Hoden zeigen ausgedehnte Tubuli
und ein schmales Interstitium, ein Keimepithel mit allen Keimzellstadien, wenig Lipofuszin und
eine hohe Teilungsaktivitdt bei den Keimzellen. Inaktive Hoden hingegen besitzen schmale
Tubuli und ein breites Interstitium, ein Keimepithel bestehend aus Sertoli-Zellen und
Spermatogonien, Massen an Lipofuszin im Lumen der Samenkanélchen und eine geringe
Proliferationsrate der Keimzellen.

14 der 15 getesteten Marker konnten mittels Immunzytochemie erfolgreich am Wellensittich
etabliert werden. Hinsichtlich der Einordnung des Reproduktionsstatus war in erster Linie ein
Absinken der steroidogenen Enzymaktivitét von 3B-Hydroxysteroid-Dehydrogenase (HSD)
und 17B-HSD-2 bei sexuell inaktiven gegeniber aktiven und intermedidren Tieren zu
verzeichnen. Auch der Androgenrezeptor (AR) wurde im Ruhestadium nicht mehr exprimiert.
Die Ubrigen Steroidrezeptoren, steroidogenen Enzyme und Relaxinpeptide zeigten variable
zellulgre Verteilungsmuster, die keine klare Aussage zum Fortpflanzungsstatus zulieBen.
Dennoch konnten anhand der Lokalisation dieser Faktoren in Keimzellen, somatischen Zellen
des Hodens und Zellen des Nebenhodenepithels funktionelle Gesichtspunkte geklért werden.
Beispielsweise zeigte die Koexistenz des Ostrogenrezeptors ERA und des steroidogenen
Enzyms Aromatase in Hoden und Nebenhoden, dass nicht nur androgene Einflisse in die
Steuerung der Gonaden involviert sind. Auch der erstmalige Nachweis von Relaxin, Relaxin-
like factor und ihren Rezeptoren in testikuléren und epididymalen Zellen deutet darauf hin,
dass diese die Funktion der beim Vogel nicht vorhandenen Prostata Gbernehmen.

Zudem ist der Transfer der etablierten immunzytochemischen Methoden auf sieben weitere
Papageiengattungen (Nymphicus, EFolophus, Cacatua, Psittacus, Amazona, Ara, Cyanopsitta)
gelungen. Auch hier konnten 14 Marker in verschiedenen Zellen von Hoden und
Nebenhoden sichtbar gemacht werden. Die teilweise heterogene Verteilung der Marker in
verschiedenen Zelltypen war eindeutig spezies-abhdngig. Dies hat gezeigt, dass die beim
Wellensittich mittels Immunzytochemie erzielten Resultate nur eingeschréankt auf andere
Papageienspezies Ubertragbar sind.  Entscheidend fir die Beurteilung des
Reproduktionsstatus ist daher die individuelle Auswahl der Marker in Abh&ngigkeit von der
untersuchten Spezies.

Die Resultate dieser Studie liefern die Grundlage fir weitere Forschungsansdtze in der
Reproduktionsdiagnostik von Papageienvéogeln. Zum einen kénnen die etablierten Marker in
Analyse-Systemen zum Einsatz kommen, die nicht-invasiv gewonnene Medien (z. B. Faezes)
untersuchen und vor allem in Zuchterhaltungsprogrammen bedrohter Arten hilfreich sind. Zum
anderen ist die immunzytochemische Untersuchung von Hodenbioptaten pathologisch
verdnderter Hoden (z. B. Tumoren oder Entzindungen) als eine sinnvolle Ergénzung der

Diagnostik von Infertilitdt bei mdnnlichen Psittaziden anzusehen.
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Captive breeding and conservation of endangered Psittaciformes aim to rebalance the
worldwide decline of numerous parrot species. The success of these breeding programmes is
limited by the sparse knowledge about physiological and pathological processes in the
reproductive system of this bird order.

The aim of the present study was the establishment of reliable markers to characterize the
reproductive status of male parrots. For this purpose, formalin-fixed gonadal samples of
eight different psittacine genera were analysed using standardized histological and
immunocytochemical methods. The main focus was the morphological assessment of the testes
concerning the reproductive activity and —status. Furthermore, the immunocytochemical
investigation will provide information about the hormones and enzymes involved. For the
establishment of avian-specific markers, the budgerigar (Melopsittacus undulatus, n=45)
was chosen as a model species, in representation of the Psittaciformes. 15 different
antibodies from the group of steroid receptors, steroidogenic enzymes, relaxin peptides
and proliferation markers were tested on this species. The developed methods were
subsequently transferred to seven further parrot genera (Nymphicus, Eolophus, Cacatua,
Psittacus, Amazona, Ara, Cyanopsitta).

Using the histological investigation, all gonads were categorized into active, intermediate or
non-active reproductive status. This included the application of criteria like seminiferous
tubular and interstitial diameters, morphology of the germinal epithelium, presence of
lipofuscin in the seminiferous tubules as well as the mitotic activity of germ cells. Active testes
displayed large tubules and small interstitium, a germinal epithelium consisting of all germ

cell stages, less lipofuscin and high mitotic activity of germ cells. In contrast, non-active testes
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have small tubuli and an expanded interstitium, a germinal epithelium only composed of
Sertoli cells and spermatogonia, masses of lipofuscin in the centres of seminiferous tubules
and germ cells with a low proliferation rate.

Via immunocytochemistry, 14 of the 15 tested markers were successfully established for the
budgerigar. According to the assessment of the reproductive status, the predominant finding
was the declined steroidogenic enzyme activity of 3B-hydroxysteroid-dehydrogenase (HSD)
and 17B-HSD-2 in sexually non-active birds compared to active and intermediate ones. In
addition, the androgen receptor (AR) was also not expressed in quiescent stadium. The
other steroid receptors, steroidogenic enzymes and relaxin peptides showed variable
cellular distribution patterns, which do not allow a clear statement regarding the
reproductive status. However, the localization of these factors in germ, somatic and
epididymal epithelial cells provided information about functional aspects. The co-existence
of oestrogen receptor ERO and the steroidogenic enzyme aromatase in testis and
epididymis, for example, demonstrated that not only androgens are involved in the
hormonal regulation of the gonads. Also the first evidence of relaxin, relaxin-like factor and
their receptors indicates testicular and epididymal cells to replace the non-existent prostate
in birds.

Moreover, the transfer of the established immunocytochemical methods on seven other
parrot genera turned out to be effective. Here again, 14 markers were visualized in
different cells of testis and epididymis. Their partly heterogenous distribution in various cell
types was definitely species-specific. This evinced the limited transferability of the results
achieved in the budgerigar to other psittacine species. Therefore, the individual selection of
markers subject to the investigated species plays a pivotal role for the characterization of
the reproductive status.

The results of the study provide a basis for further research concerning reproductive
diagnostics in parrots. Firstly, the established markers could be applied in systems analyzing
non-invasively derived media (e.g. faeces) and hence be auxiliary in breeding programmes
of endangered species. Secondly, the immunocytochemical investigation of biopsies from
pathologically altered testes (e.g. tumor, inflammation) could be considered as a valuable

complement to the diagnostics of infertile male psittacines.
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