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1. Einleitung
Neurologische Symptome sind ein häufiger Vorstellungsgrund für Vögel in der 

veterinärmedizinischen Praxis und können zahlreiche Ursachen haben. Die neurologische 

Untersuchung ist ein wichtiger diagnostischer Schritt, der dazu dient, neurologische Symptome 

zu erkennen und die symptomauslösende Läsion innerhalb des Nervensystems einzugrenzen. 

Jedoch stellt die klinische Evaluation von Vogelpatienten dabei aus unterschiedlichen Gründen 

eine Herausforderung dar: So ist unklar, inwieweit der bei Kleintieren verwendete 

neurologische Untersuchungsgang auf verschiedene Vogelarten übertragbar ist. Die 

Unterschiede in Anatomie und Physiologie zwischen Vögeln und Säugetieren legen nahe, 

dass nicht alle Tests, die bei Kleintieren angewendet werden, gleichermaßen für Vögel 

geeignet sind. Angesichts der Vielfalt der Vogelarten sind zudem auch verschiedene 

Reaktionsmuster, beispielsweise von Beute- und Prädatoren-Spezies, zu erwarten. Die 

Kenntnis von arttypischen Verhaltensweisen und physiologischen Befunden der einzelnen 

Tests ist daher entscheidend, um eine neurologische Untersuchung aussagekräftig und 

stressarm für den Patienten zu gestalten und die Symptomatik neuroanatomisch einzuordnen. 

Die neuroanatomische Lokalisation bildet die Basis für die Einschätzung möglicher 

Differenzialdiagnosen und die Auswahl geeigneter diagnostischer Maßnahmen. Insbesondere 

für Wildvögel wird diese Einschätzung zusätzlich dadurch erschwert, dass häufig 

anamnestische Hinweise über Beginn und Verlauf der Symptomatik fehlen. Daneben sind in 

der Fachliteratur vollständige Beschreibungen klinischer Krankheitsbilder, wie beispielsweise 

die neuroanatomische Lokalisation und Befunde weiterführender diagnostischer Maßnahmen, 

oft nur spärlich vorhanden, da viele Wildvögel erst in sehr weit fortgeschrittenem 

Erkrankungsstadium aufgefunden werden. 

Ziel der eigenen Untersuchungen war die neurologische Untersuchung sowie die 

Diagnosestellung von Erkrankungen mit neurologischen Symptomen bei Vögeln zu 

verbessern.  

Im Rahmen einer Studie wurde die Durchführbarkeit und Anwendbarkeit der neurologischen 

Untersuchung bei klinisch gesunden Individuen unterschiedlicher Vogelarten bewertet. Es 

wurden drei Untersuchungsgruppen gebildet, die Beute- und Räuberspezies repräsentieren. 

Die Auswahl der Vogelarten erfolgte anhand des Patientenaufkommens in der Klein- und 

Heimtierklinik der Freien Universität (FU) Berlin im Studienzeitraum und umfasste 42 

Haustauben (Columba livia domestica), 42 Höckerschwäne (Cygnus olor) und 42 Greifvögel, 

darunter zwölf Mäusebussarde (Buteo buteo), 24 Turmfalken (Falco tinnunculus) und sechs 

Habichte (Accipiter gentilis). 

Des Weiteren konnten die klinische Symptomatik und Diagnose einer Erkrankung mit 

neurologischen Symptomen bei einer Vogelart beschrieben werden. Im Jahr 2019 wurden 
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zehn freilebende Habichte mit neurologischen Symptomen in der Klein- und Heimtierklinik der 

FU Berlin vorgestellt, bei denen im weiteren Verlauf eine autochthon erworbene, klinisch 

manifeste Infektion mit dem West-Nil-Virus (WNV) nachgewiesen wurde. Die klinischen sowie 

pathologischen und virologischen Befunde dieser Fallserie wurden in einer weiteren Arbeit 

detailliert dargestellt. 
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2. Literatur

2.1 Der neurologische Untersuchungsgang 

Die neurologische Untersuchung hat das Ziel neurologische Symptome zu erkennen und 

innerhalb des Nervensystems zu lokalisieren (de Lahunta et al. 2021). Nach einer 

ausführlichen Anamnese, inklusive Beurteilung des Signalements und einer klinischen 

Untersuchung, werden im Rahmen des neurologischen Untersuchungsganges das 

Bewusstsein, die Haltung und das Gangbild, die Kopfnerven, die Haltungs- und Stellreaktionen 

sowie die spinalen Reflexe beurteilt (de Lahunta et al. 2021). 

Der systematische Untersuchungsgang ist für Kleintiere (Hunde und Katzen) in zahlreichen 

Lehrbüchern umfassend beschrieben (Gandini et al. 2007; Lorenz et al. 2011; Garosi und 

Lowrie 2013; Dewey und Da Costa 2015; de Lahunta et al. 2021) und einzelne Tests des 

Untersuchungsganges wurden an gesunden (Coulmance et al. 1979; Levine et al. 2002; 

Giebels et al. 2014; Giebels et al. 2019; Foss et al. 2021) und erkrankten Tieren validiert 

(Forterre et al. 2008; Hamdy et al. 2016; Boudreau et al. 2018; Bongartz et al. 2020). Nach 

Meinung von de Lahunta et al. (2021) kann der systematische neurologische 

Untersuchungsgang von Hunden auf jede Spezies adaptiert werden. 

In den letzten Jahren wurden Studien zur Anwendbarkeit des neurologischen 

Untersuchungsganges bei gesunden Individuen verschiedener Kleinsäugerarten wie 

Kaninchen (Oryctolagus cuniculus) (Warnefors et al. 2019; Tsai et al. 2023), Chinchillas 

(Chinchilla lanigera) (Snow et al. 2017), Meerschweinchen (Cavia porcellus) (Dietzel et al. 

2024) und Afrikanische Weißbauchigel (Atelerix albiventris) (Berg et al. 2021) sowie 

verschiedene Reptilienspezies (Hedley et al. 2021; Tarbert et al. 2022) veröffentlicht. Diese 

kamen zu dem Ergebnis, dass je nach Spezies bestimmte Tests nicht durchführbar, oder 

Adaptionen notwendig sind. Ein Teil der durchführbaren Tests konnte zudem gar nicht oder 

nicht zuverlässig ausgelöst werden. Beispielsweise war die Drohreaktion bei Kaninchen 

(Warnefors et al. 2019), Chinchillas (Snow et al. 2017) und Afrikanischen Weißbauchigeln 

(Berg et al. 2021) bei keinem Tier vorhanden.  

In einzelnen Reviews (Clippinger et al. 1996; Jones und Orosz 1996; Clippinger et al. 2007; 

Hunt 2015) und Buchkapiteln (Platt 2006; Orosz und Antinoff 2016) wird ein adaptierter 

neurologischer Untersuchungsgang für Vögel beschrieben, der überwiegend auf der 

persönlichen Erfahrung der Autoren beruht. Lediglich für vereinzelte Kopfnerven-Tests wurden 

physiologische Befunde an gesunden Individuen verschiedener Vogelarten, fast ausnahmslos 

im Rahmen von ophthalmologischen Studien, ermittelt (Harris et al. 2008; Kuhn et al. 2013; 

Sandercock et al. 2014; Meekins et al. 2015; Wills et al. 2016; Ansari Mood et al. 

2017; O'Connell et al. 2017; Park et al. 2017). Bestimmte Tests, wie die Drohreaktion, 

waren bei einigen Vogelarten gar nicht (Harris et al. 2008; Meekins et al. 2015; Wills et al. 

2016; Hwang 
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et al. 2020) und bei anderen sehr zuverlässig auslösbar (Sandercock et al. 2014; Ansari Mood 

et al. 2017; Park et al. 2017). 

2.2 Ziel des neurologischen Untersuchungsganges: Die neuroanatomische Lokalisation 

Das Ziel einer neurologischen Untersuchung ist die neuroanatomische Eingrenzung des 

Krankheitsprozesses, um über geeignete weiterführende diagnostische Maßnahmen zu 

entscheiden und Verdachtsdiagnosen zu stellen (Jones und Orosz 1996; de Lahunta et al. 

2021). Dazu wird anhand der Untersuchungsbefunde die symptomauslösende Läsion bei 

Kleintieren und Vögeln einer oder mehrerer neuroanatomischer Regionen zugeordnet: 

Großhirn, Kleinhirn, Hirnstamm, Vestibularapparat, Rückenmark und peripheres 

Nervensystem (periphere Nerven, neuromuskuläre Endplatte und Muskel) (Clippinger et al. 

2007; Garosi 2013). Die neuroanatomische Lokalisation ergibt sich dabei aus der Gesamtheit 

aller neurologischen Defizite. Nur wenige Symptome oder Defizite lassen sich einzeln 

betrachtet bei Kleintieren und Vögeln einer oder wenigen bestimmten Lokalisationen zuordnen 

(Clippinger et al. 2007; Loderstedt 2019) und werden in der folgenden Beschreibung des 

Ablaufes des neurologischen Untersuchungsganges bei Vögeln genannt. 

2.3 Ablauf des neurologischen Untersuchungsganges bei Vögeln 

2.3.1 Untersuchung und Beurteilung von Bewusstsein, Haltung und Gangbild 

Zunächst werden, analog zu Kleintieren, das Bewusstsein, die Haltung und das Gangbild 

durch Beobachtung des Vogels beurteilt. Eine eigenständige Bewertung des Flugbildes wird 

in diesem Zusammenhang in den vorhandenen Publikationen nicht thematisiert. Der 

Bewusstseinszustand wird als normal bewertet, wenn der Vogel aufmerksam ist und 

angemessen auf die aktuelle Situation, in der er sich befindet, reagiert (Clippinger et al. 2007; 

Orosz und Antinoff 2016). Apathie, Stupor und Koma sind dabei Veränderungen im 

Bewusstseinsniveau, die am wahrscheinlichsten auf eine Lokalisation im Bereich des 

Großhirns oder Stammhirns hindeuten (Jones und Orosz 1996; Platt 2006; Clippinger et al. 

2007). 

Als Haltung wird sowohl die Position des gesamten Körpers im Verhältnis zur Schwerkraft als 

auch die Position der Augen und des Kopfes in Bezug auf den Körper in Ruhe beschrieben 

(Clippinger et al. 2007; Orosz und Antinoff 2016). Der Vogel sollte dabei aufrecht, je nach 

Vogelart auf einer Stange sitzend, stehen können und den Kopf ebenfalls in aufrechter Position 

halten (Clippinger et al. 2007; Orosz und Antinoff 2016). Veränderungen in der Haltung können 

sich beispielsweise als Kopfschiefhaltung oder Opisthotonus darstellen (Orosz und Antinoff 

2016). Eine Kopfschiefhaltung ist dabei relativ wahrscheinlich auf den Vestibularapparat zu 
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lokalisieren, ein Opisthotonus hinweisend auf eine Läsion im Kleinhirn oder Hirnstamm 

(Clippinger et al. 2007; Orosz und Antinoff 2016). 

Bei der Beurteilung des Gangbildes wird die Fähigkeit, koordinierte, bewusste Bewegungen 

auszuführen, bewertet (Clippinger et al. 2007). Gangbildstörungen können sich dabei als 

Ataxien (Störung in der Bewegungskoordination), Paresen oder Plegien (unvollständiger oder 

vollständiger Verlust der Fähigkeit willkürliche Bewegungen auszuführen), Kreislaufen, 

Dysmetrien (Veränderungen in der Schrittlänge) sowie in abnormalen, unwillkürlichen 

Bewegungen (Tremor, Myoklonien, Krampfanfälle) äußern (Jones und Orosz 1996; Clippinger 

et al. 2007). Paraparesen, d.h. Lähmungserscheinungen der Hintergliedmaßen bei 

unbetroffenen Flügeln, lassen sich dabei relativ wahrscheinlich auf eine Läsion im Bereich des 

Rückenmarks, spezifischer auf Rückenmarksabschnitte kaudal des brachialen Plexus bei 

Vögeln zuordnen (Clippinger et al. 2007). 

2.3.2 Untersuchung und Beurteilung der Kopfnerven 

Analog zu Säugetieren gibt es bei Vögeln zwölf Gehirnnervenpaare, die von I bis XII 

nummeriert werden (Frewein und Sinowatz 2004). Jeder Gehirnnerv (GN) hat eine 

unterschiedliche Rolle bei der Kontrolle verschiedener Funktionen von Muskeln oder Drüsen 

im Bereich des Kopfes (Platt 2006). Aufgrund ihrer anatomischen Lage spielt die 

Untersuchung der Kopfnerven eine entscheidende Rolle bei der Lokalisation von Läsionen 

(Jones und Orosz 1996; Orosz 1996; Platt 2006; Clippinger et al. 2007; Orosz und Antinoff 

2016). Mit Ausnahme der GN I und II, deren zentrale Bahnen durch das Telencephalon und 

Diencephalon verlaufen, liegen die Kerne der übrigen GN im Hirnstamm (Orosz 1996; Frewein 

und Sinowatz 2004; Orosz und Antinoff 2016). Eine Reihe von Tests können verwendet 

werden, um die Funktion einzelner oder verschiedener Kombinationen von GN bei Vögeln zu 

bewerten (Tabelle 1), wobei in den vorhandenen Publikationen überwiegend keine 

spezifischen Vogelarten angegeben werden (Clippinger et al. 2007; Orosz und Antinoff 2016). 

Tabelle 1: Überblick über die Gehirnnerven (GN), ihre jeweilige Funktion sowie die Tests, die 

zur Untersuchung bei Vögeln beschrieben wurden 

(Orosz 1996; Frewein und Sinowatz 2004; Platt 2006; Clippinger et al. 2007; Hunt 2015) 

Gehirnnerv (GN) Nervale Funktion Anwendbare Tests 

Nervus olfactorius 

(GN I) 
Geruchssinn 

Eventuelle Reaktion auf 

einen starken Geruch, wie 

beispielsweise Alkohol 

Nervus opticus 

(GN II) 
Sehsinn 

Drohreaktion 

Direkter Pupillarreflex 

Mm.: Musculi, M.: Musculus 
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Fortsetzung Tabelle 1: Überblick über die Gehirnnerven (GN), ihre jeweilige Funktion sowie 

die Tests, die zur Untersuchung bei Vögeln beschrieben wurden  

Gehirnnerv (GN) Nervale Funktion Anwendbare Tests 

Nervus 

oculomotorius 

(GN III) 

Motorische Innervation der Mm. recti 

medialis, ventralis und dorsalis, des M. 

obliquus ventralis und des M. levator 

palpebrae superioris des Oberlides 

Position des Augapfels 

Drohreaktion 

Parasympathische Innervation der 

glatten Muskulatur des Ziliarkörpers und 

des M. levator palpebrae superioris 

Direkter Pupillarreflex 

Nervus trochlearis 

(GN IV) 

Motorische Innervation des M. obliquus 

dorsalis 

Position des Augapfels 

Nervus trigeminus 

(GN V) 

Sensible Innervation (als Nervus 

ophthalmicus) der Oberlider, der 

Stirnhaut und des rostralen Teils der 

Nasenhöhle und des Oberschnabels 

Lidreflex 

Gesichtssensibilität 

Drohreaktion 

Beurteilung von 

Schnabelschluss und 

-tonus

Sensible Innervation (als Nervus 

maxillaris) beide Augenlider und der 

Konjunktiva, des harten Gaumens, der 

Nasenhöhle und des seitlichen 

Oberschnabels 

Motorische Innervation (als Nervus 

mandibularis) der Augenringmuskeln, 

des unteren Lidmuskels, der 

Kiefermuskulatur und sensible 

Innervation des Unterschnabels, der 

Haut und Schleimhaut der 

Schnabelwinkel sowie des Bodens des 

Oropharynx 

Nervus abducens 

(GN VI) 

Motorische Innervation des M. rectus 

lateralis  
Position des Augapfels 

Motorische Innervation der 

Nickhautmuskulatur (M. pyramidalis und 

M. quadratus)

Schluss des dritten 

Augenlides 

Mm.: Musculi, M.: Musculus 
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Fortsetzung Tabelle 1: Überblick über die Gehirnnerven (GN), ihre jeweilige Funktion 

sowie die Tests, die zur Untersuchung bei Vögeln beschrieben wurden  

Gehirnnerv (GN) Nervale Funktion Anwendbare Tests 

Nervus facialis 

(GN VII) 

Motorische Innervation der 

Mimikmuskulatur; 

parasympathische Innervation vieler 

Drüsen des Kopfes (Tränendrüsen, 

Schleimdrüsen);  

artspezifisch sensorische Innervation 

von Geschmacksknospen 

Nicht beurteilbar bei 

Vögeln 

Nervus vestibulo-

cochlearis  

(GN VIII) 

Gehörsinn 
Reaktion auf einen 

auditiven Stimulus 

Gleichgewichtssinn Okulovestibuläre Reaktion 

Nervus glosso-

pharyngealis 

(GN IX) 

Sensorische Innervation der Zunge 

(inklusive Geschmacksknospen) und 

Trachea;  

motorische Innervation der Muskulatur 

des Pharynx, Larynx, Kropf und 

Oesophagus 

Schluckreflex 

Nervus vagus 

(GN X) 

Sensorische und motorische 

Innervation der Muskulatur des 

Pharynx, Larynx sowie motorische 

Innervation von Kropf und Oesophagus; 

parasympathische Innervation von 

Drüsen und Viszera 

Schluckreflex 

Nervus 

accessorius 

(GN XI) 

Motorische Innervation der 

oberflächlichen Muskulatur des 

Nackens und der kranialen Muskulatur 

der Skapula 

Keine 

Nervus 

hypoglossus 

(GN XII) 

Motorische Innervation von Zunge, 

Trachea und Syrinx 

Adspektion der Zunge auf 

Symmetrie 

Mm.: Musculi, M.: Musculus 

Die Drohreaktion ist eine erlernte Reaktion, die vom Großhirn als Reaktion auf ein plötzlich im 

nahen Sichtfeld auftretendes Objekt initiiert wird (Clippinger et al. 2007). Dabei wird eine 

plötzliche Handbewegung in Richtung eines Auges des Vogels durchgeführt und die Reaktion 
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bewertet (Lidschluss, eventuell auch Zurückbewegen des Kopfes) (Platt 2006). In den 

afferenten Anteil dieser Reaktion sind dabei die visuellen Bahnen (Retina, GN II, Großhirn) 

involviert, der efferente Anteil ist dagegen bisher nicht ausreichend untersucht, beteiligt sind 

aber das Großhirn und das ipsilaterale Kleinhirn (Platt 2006; Garosi und Lowrie 2013; de 

Lahunta et al. 2021). Im Gegensatz zu Säugetieren wird der Lidschluss bei Vögeln nicht durch 

den GN VII, sondern durch GN V initiiert (Jones und Orosz 1996).  

Der Pupillarreflex wird überprüft, indem mit einem hellen Licht in jeweils ein Auge geleuchtet 

wird (Platt 2006). Der Einfall des hellen Lichtes führt dabei zu einer Konstriktion der Pupille 

(Clippinger et al. 2007). Mit diesem Test wird die Funktion von GN II (Wahrnehmung des 

Lichtes) und GN III (Konstriktion der Pupille über parasympathische Anteile) getestet (Platt 

2006; Clippinger et al. 2007). Im Gegensatz zu Säugetieren wird bei Vögeln der indirekte 

Pupillarreflex nicht überprüft, da es aufgrund der vollständigen Kreuzung der Sehnervenfasern 

im Chiasma opticum bei einem Lichtreiz nicht zu einer Konstriktion der kontralateralen Pupille 

kommt (Platt 2006; Clippinger et al. 2007). Die quergestreifte Muskulatur in der Iris (Frewein 

und Sinowatz 2004) ermöglicht Vögeln zudem auch eine willkürliche Kontrolle der 

Pupillengröße, die zu einer Abschwächung oder Fehlen des Pupillarreflexes führen kann 

(Clippinger et al. 2007; Orosz und Antinoff 2016). Zudem kann Stress durch Handling während 

der Untersuchung durch einen erhöhten Symphatikotonus den Pupillarreflex beeinflussen 

(Clippinger et al. 2007; Orosz und Antinoff 2016). 

Abweichungen in der Position des Augapfels von der zentralen Achse geben Hinweise auf 

Dysfunktionen der GN III (ventrolaterale Deviation), GN IV (dorsolaterale Deviation) und GN 

VI (mediale Deviation) (Clippinger et al. 2007). 

Die Gesichtssensibilität sowie der Lidreflex werden vom GN V vermittelt (Clippinger et al. 

2007). Eine Berührung des medialen Augenwinkels sollte dabei zu einem Lidschluss führen, 

die Gesichtssensibilität ist dagegen nur eingeschränkt zu beurteilen, da Vögel keine 

beziehungsweise (bzw.) eine stark reduzierte Mimikmuskulatur besitzen (Jones und Orosz 

1996; Orosz 1996; Clippinger et al. 2007). 

Die auditive Funktion des GN VIII wird mit der Reaktion auf einen plötzlichen, auditiven 

Stimulus (wie zum Beispiel (z.B.) ein Pfeifen) bewertet (Orosz und Antinoff 2016).  

Der vestibuläre Anteil des Nervens kann mittels der okulovestibulären Reaktion beurteilt 

werden, bei der ein physiologischer Nystagmus mit der schnellen Phase in Richtung der 

Bewegung ausgelöst wird, wenn der Kopf in einer horizontalen Ebene hin und her bewegt wird 

(Platt 2006; Orosz und Antinoff 2016). Mit diesem Test werden auch die motorischen Anteile 

der GN III, IV und VI überprüft (Clippinger et al. 2007). Ein pathologischer Nystagmus ist ein 

Symptom, das sich relativ wahrscheinlich auf den Vestibularapparat lokalisieren lässt 

(Clippinger et al. 2007). 
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Die GN IX, X, XI und XII besitzen bei Vögeln zahlreiche Anastomosen, wodurch die 

Unterscheidung spezifischer Nervenbeteiligungen erschwert wird (Jones und Orosz 1996; 

Clippinger et al. 2007). Der Schluckreflex kann zur Beurteilung der Funktion von GN IX und X 

herangezogen werden (Jones und Orosz 1996; Orosz und Antinoff 2016). Dazu wird der 

Schnabel geöffnet und ein Finger im Schnabelwinkel platziert, um den Schnabel geöffnet zu 

halten. Der Oropharynx und die Zunge werden dann mit einem Wattestäbchen berührt, um 

einen Schluckvorgang zu provozieren (Hunt 2015). 

2.3.3 Beurteilung der Haltungs- und Stellreaktionen 

Die komplexen Reaktionen, die eine physiologische Körperhaltung sicherstellen, werden als 

Haltungs- und Stellreaktionen bezeichnet (Clippinger et al. 2007; Lorenz et al. 2011). Diese 

Reaktionen werden über komplexe neurologische (propriozeptive und motorische) 

Leitungsbahnen vermittelt, die das gesamte Nervensystem involvieren (Clippinger et al. 2007). 

Das Ziel dieser Tests bei Kleintieren ist es, subtile Defizite zu erkennen, die während der Gang- 

und Haltungsbeurteilung möglicherweise nicht offensichtlich sind sowie diese von z.B. 

orthopädischen Erkrankungen zu unterscheiden (Garosi und Lowrie 2013; Dewey und Da 

Costa 2015). Aufgrund des komplexen Ablaufs der Haltungs- und Stellreaktionen sind 

abnorme Befunde bei Kleintieren jedoch nicht geeignet, um eine Läsion innerhalb des 

Nervensystems zu lokalisieren (Garosi und Lowrie 2013). Bei Vögeln sind diese Tests bisher 

nicht untersucht, es finden sich in der Literatur allerdings Vorschläge für Adaptionen von 

Kleintieren (Jones und Orosz 1996; Orosz und Antinoff 2016). 

Zur Überprüfung dieser Reaktionen wird grundsätzlich eine Gliedmaße in eine abnormale 

Position gebracht und die korrigierende Antwort des Tieres bewertet (Clippinger et al. 2007). 

Die für Vögel beschriebenen Tests umfassen überwiegend die „Drop and flap“-Reaktion, die 

Korrekturreaktion der Flügel und Zehen, die Unterstützungsreaktion und die Hüpfreaktion 

(Platt 2006; Clippinger et al. 2007). Bei der „Drop and flap“-Reaktion wird der Vogel am Körper 

umfasst, hochgehalten und ein Fall aus der Höhe simuliert. Die physiologische Reaktion ist, 

dass beide Flügel gleichmäßig schlagen (Clippinger et al. 2007). 

Die Korrekturreaktionen werden überprüft, indem abwechselnd auf jeder Seite die Flügel 

jeweils ausgezogen und die nach kranial gerichteten Zehen gleichzeitig auf ihre Dorsalfläche 

gestellt werden. Der Vogel sollte diese Position unmittelbar korrigieren (Platt 2006; Clippinger 

et al. 2007).  

Bei der Unterstützungsreaktion wird der Körper des Vogels umfasst und angehoben, sodass 

die Hintergliedmaßen keinen Bodenkontakt mehr aufweisen. Anschließend wird das Tier dem 

Boden angenähert. Kurz vor oder bei Bodenkontakt sollte es zu einer Extension der Ständer 

kommen. Im Anschluss wird der Vogel rückwärts bewegt und sollte dabei kurze Schritte 

rückwärts machen (Clippinger et al. 2007). 
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Die Hüpfreaktion wird durchgeführt, indem der Vogel so umfasst wird, dass nur jeweils ein 

Bein den Boden berührt. Im Anschluss wird der Vogel seitwärts gedrängt. Dabei sollte das Tier 

sein Gewicht mit der anderen Hintergliedmaße in einer hüpfenden Bewegung auffangen 

(Clippinger et al. 2007). 

2.3.4 Beurteilung der spinalen Reflexe 

Die Integrität der Reflexbögen sowie der Einfluss des Gehirns auf die Reflexbögen wird durch 

die Untersuchung der spinalen Reflexe bewertet (Platt 2006; Clippinger et al. 2007). Dabei 

handelt es sich um eine weiterführende Beurteilung des Gangbildes sowie der Haltungs- und 

Stellreaktionen, welche die Lokalisation der symptomauslösenden Läsion zu einem 

bestimmten Rückenmarksabschnitt oder einem bestimmten peripheren Nerv ermöglicht 

(Garosi 2009; Garosi und Lowrie 2013; Orosz und Antinoff 2016). Läsionen im Bereich des 

motorischen Anteils des Reflexbogens (dem sogenannten unteren motorischen Neuron) 

resultieren in einem verminderten oder fehlenden Reflex (Hyporeflexie oder Areflexie). Eine 

übersteigerte Reflexantwort (Hyperreflexie) entsteht bei einer Unterbrechung in den 

absteigenden motorischen Bahnen, die den Reflex modulieren (oberes motorisches Neuron) 

(Platt 2006; Clippinger et al. 2007; Garosi und Lowrie 2013). Verminderte Reflexe in einer oder 

allen vier Gliedmaßen deuten eher auf eine Läsion im peripheren Nervensystem hin 

(neuromuskuläre Lokalisation), als auf eine spinale Läsion (Loderstedt 2019). 

Bei Vögeln sind der Kloakenreflex, der Flexorreflex, der Patellarsehnenreflex und der 

Gastrocnemiusreflex beschrieben (Platt 2006; Clippinger et al. 2007). Zur Überprüfung des 

Kloakenreflexes wird die Haut um die Kloake manuell gereizt, was zu einer Kontraktion des 

äußeren Sphinkters führen sollte (Platt 2006). Der Flexorreflex bewirkt ein Anziehen des 

Beines bzw. des Flügels als Reaktion auf einen Reiz der Zehenhaut und der Haut im Bereich 

des Digitus major des Flügels (Platt 2006; Clippinger et al. 2007). Der Patellarsehnenreflex 

wird durch die Perkussion der Patellarsehne ausgelöst und resultiert in einer Streckung des 

Kniegelenkes (Clippinger et al. 2007). Der Gastrocnemiusreflex bewirkt, nach Perkussion der 

Achillessehne, eine Streckung des Intertarsalgelenkes (Clippinger et al. 2007). 

 

2.4 Differenzialdiagnosen für neurologische Symptome bei Wildvögeln 

Anhand der neuroanatomischen Lokalisation am Ende der neurologischen Untersuchung 

erfolgt eine Einschätzung und gewichtete Auflistung möglicher Differenzialdiagnosen, die über 

weiterführende diagnostische Maßnahmen entscheiden (Loderstedt 2019; de Lahunta et al. 

2021). Da in diese Arbeit überwiegend Wildvögel einbezogen wurden, wird der Schwerpunkt 

im Folgenden auf Erkrankungen von freilebenden Vögeln gelegt. 
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Als Ursachen für neurologische Symptome kommen degenerative, neoplastische, nutritive, 

entzündliche (infektiös und nicht-infektiös), immunmediierte, traumatische, metabolische, 

toxische und vaskuläre Erkrankungen sowie Anomalien des Nervensystems in Frage (Lorenz 

et al. 2011; de Lahunta et al. 2021).  

Bei Wildvögeln sind traumatische Verletzungen grundsätzlich häufig (Le Souëf et al. 2015; 

Cococcetta et al. 2022) und dementsprechend auch häufige Ursache von neurologischen 

Symptomen wie z.B. Paresen oder Plegien durch Rückenmarksverletzungen oder Schädel-

Hirn-Traumata (Stauber et al. 2007; Jolly 2015). Neben toxischen Ursachen, wie Intoxikationen 

durch Blei oder Organophosphate bzw. Carbamate (Müller et al. 2007; Manning et al. 2019), 

oder Botulismus (Gutiérrez-Arnal und Marín 2024), sind zudem infektiös-entzündliche 

Ätiologien für neurologische Symptome beschrieben: Zahlreiche bakterielle Erreger, wie z.B. 

Clostridium piliforme, Chlamydia sp., Escherichia coli, Enterococcus sp., Klebsiella sp., Listeria 

monocytogenes, Pseudomonas sp., Staphylococcus sp. und Salmonella sp., kommen als 

Auslöser von Meningitiden, Enzephalitiden und Myelitiden in Frage, sind allerdings bei 

Wildvögeln seltener beschrieben als bei gehaltenen Vögeln (Benskin et al. 2009; Seguel et al. 

2012; Mete et al. 2017; Struthers und Schmidt 2024). Infektionen des zentralen 

Nervensystems (ZNS) durch Protozoen, darunter vor allem Sarcocystis sp. (Olias et al. 2010; 

Ziegler et al. 2018; Bamac et al. 2020), oder durch aberrante Wanderungen von Nematoden 

wie Serratospiculum tendo (Fischer et al. 2020) oder Baylisascaris procyonis (Struthers und 

Schmidt 2024) kommen gelegentlich bei Wildvögeln vor. Eine Vielzahl an Viren aus den 

Familien Adenoviridae, Bornaviridae, Flaviviridae, Orthoherpesviridae, Orthomyxoviridae, 

Paramyxoviridae und Togaviridae sind als Erreger von ZNS-Erkrankungen bei Wildvögeln 

beschrieben (Struthers und Schmidt 2024). Insbesondere aufgrund des zoonotischen 

Potenzials nehmen die Influenzaviren und Flaviviren eine bedeutene Rolle ein. Neben den 

hochpathogenen aviären Influenzaviren, die aktuell für eine nahezu globale Panzootie mit 

Mortalitäten in bislang ungekanntem Ausmaß bei Wildvögeln verantwortlich sind (Abdelwhab 

und Mettenleiter 2023; Abdelwhab und Beer 2024), ist auch das West-Nil-Virus (WNV) als 

Auslöser neurologischer Symptome bei verschiedenen Wildvögeln und Säugetieren inklusive 

des Menschen in den letzten Jahren in Europa von zunehmender Relevanz (Ziegler et al. 

2022). Aus diesem Grund zählt in Deutschland eine WNV-Infektion bei Vögeln und Equiden 

zu den anzeigepflichtigen Tierseuchen (BEML 2011). Eine nationale Bekämpfungsverordnung 

ist bisher nicht vorhanden. 
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2.4.1 Das West-Nil-Virus bei Wildvögeln 

2.4.1.1 Das Virus 

Das WNV ist ein behülltes, einzelsträngiges RNA-Virus und zählt zu den, durch Arthropoden 

übertragenen, zoonotischen Flaviviren (Weissenböck et al. 2010). Es gehört, wie z.B. das 

Usutu-Virus, zum Antigenkomplex des Japanischen-Enzephalitis-Virus (David und Abraham 

2016). Phylogenetisch sind aktuell neun Linien des WNV bekannt, von denen bisher vor allem 

die Linien eins und zwei für die Mehrzahl der festgestellten Infektionen verantwortlich sind 

(Ziegler et al. 2022; Simonin 2024). Das Virus wurde bisher bei über 300 Vogelarten (Centers 

for Disease Control and Prevention 1999-2016), über 100 verschiedenen Säugetierarten 

inklusive des Menschen sowie Reptilien und Amphibien festgestellt (Root und Bosco-Lauth 

2019; Simonin 2024). Das WNV zirkuliert enzootisch vornehmlich zwischen ornithophilen 

Mücken, v.a. der Gattung Culex, als Vektor und zahlreichen Wildvogelarten, die eine Virämie 

ausbilden und als Amplifikationswirt und Reservoir fungieren (David und Abraham 2016). 

Säugetierwirte entwickeln dagegen in der Regel keine ausreichende Virämie, um Mücken zu 

infizieren, auch wenn klinische Erkrankungen auftreten (David und Abraham 2016). Neben der 

Übertragung über blutsaugende Arthropoden, sind experimentell bei Vögeln auch orale 

Infektionsrouten über infizierte Mücken oder Beutetiere beschrieben (Komar et al. 2003; 

Nemeth et al. 2006). 

Die meisten Infektionen bei Menschen und Tieren verlaufen asymptomatisch, es kann jedoch, 

insbesondere bei bestimmten Vogelarten, Pferden und Menschen, auch zu einer 

neuroinvasiven Erkrankung kommen (Camp und Nowotny 2020; Simonin 2024). Bei 

Menschen kommt es bei circa 20 bis 30 % der Infizierten zu einer fieberhaften 

Allgemeinerkrankung, bei circa 1 % treten (Meningo-)enzephalitiden auf (Pacenti et al. 2020). 

Bei diesen Fällen liegt die Mortalität bei ungefähr 10 % (Pacenti et al. 2020). 

2.4.1.2 Verbreitung 

Das WNV wurde das erste Mal 1937 im ehemaligen West-Nil-Distrikt in Uganda als Erreger 

des West-Nil-Fiebers beim Menschen isoliert (Smithburn et al. 1940). Seitdem hat es sich auf 

nahezu alle Kontinente, mit Ausnahme von der Antarktis, ausgebreitet und wird aktuell als das 

geographisch am weitesten verbreitete Flavivirus angesehen, von dem ein beständiges Risiko 

für die globale Gesundheit von Menschen und Tieren ausgeht (David und Abraham 2016; 

Heidecke et al. 2023). Bis Mitte der 1990er Jahre kam es in Afrika, Eurasien, Australien und 

dem Nahen Osten eher zu sporadischen menschlichen Erkrankungsfällen (Hubálek und 

Halouzka 1999; Heidecke et al. 2023). Seit 1996 wurden vermehrte Infektionen bei Menschen 

und Pferden sowie auch zunehmend bei Wildvögeln an vielen Orten Europas beobachtet 

(Kramer et al. 2019). 1999 wurde das WNV Linie 1 erstmals in den USA nachgewiesen und 

es kam zu einer hohen Anzahl an perakut verlaufenden Erkrankungen mit hohen Mortalitäten 
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bei Wildvögeln und zahlreichen Enzephalitisfällen bei Menschen und Pferden (Kramer et al. 

2019). Innerhalb von zehn Jahren breitete sich das Virus über den gesamten amerikanischen 

Kontinent aus (Kramer et al. 2019). Seitdem kommt es dort regelmäßig zu endemischen 

Ausbrüchen, sodass das WNV eine der häufigsten Ursachen für eine viral bedingte 

Enzephalitis beim Menschen darstellt (David und Abraham 2016; Kramer et al. 2019). In den 

letzten 20 Jahren hat sich die Verbreitung auch innerhalb Europas deutlich ausgeweitet 

(Simonin 2024) und die Frequenz der Ausbrüche, die Zahl an menschlichen Erkrankungen, 

als auch die Pathogenität für bestimmte Wildvogelarten nimmt zu (Perez-Ramirez et al. 2014). 

Im Jahr 2018, einem Jahr mit ungewöhnlich lang anhaltend hohen Temperaturen in ganz 

Europa, kam es zur bisher größten europäischen Epidemie (Camp und Nowotny 2020) und 

dem ersten Nachweis von WNV in Deutschland bei zwölf verstorbenen Vögeln und zwei 

Pferden (Ziegler et al. 2019a). Seitdem wurden jedes Jahr in Deutschland, vor allem in den 

östlichen Bundesländern, Erkrankungen und Todesfälle bei Wild- und Zoovögeln, Pferden und 

Menschen in unterschiedlichem Ausmaß in den Sommermonaten nachgewiesen (Ziegler et 

al. 2019b; Ziegler et al. 2020; Ziegler et al. 2022). 

2.4.1.3 Pathogenese 

Die Pathogenese ist virus- und wirtsabhängig, verläuft bei Vögeln grundsätzlich aber in drei 

Phasen: Nach einer lokalen Infektion, auf die eine Virämie folgt, kommt es zu einer Ausbreitung 

und Replikation des Virus in verschiedensten Geweben und (je nach Immunantwort des 

Wirtes) zu einer Neuroinvasion (Gamino und Höfle 2013). Die Ausbildung einer klinischen 

Erkrankung resultiert dabei aus der Invasion des WNV ins ZNS und in andere wichtige 

Organsysteme (Leber, Niere, Milz, Herz) (Gamino und Höfle 2013). 

Die Unterschiede im Verlauf einer Infektion zwischen verschiedenen Vogelarten und 

Individuen sind höchstwahrscheinlich das Resultat einer Kombination von Faktoren, die 

sowohl mit dem Wirt, dem Vektor als auch mit dem beteiligten Virusstamm zusammenhängen 

(Vidaña et al. 2020). Während einige Vogelarten oft keine Symptome ausbilden, sind andere 

Arten empfänglicher (Heidecke et al. 2023). Aus diesem Grund unterscheiden sich die durch 

das WNV verursachten klinischen Symptome und die Lokalisation und der Schweregrad der 

pathologischen Läsionen zwischen verschiedenen Spezies (Vidaña et al. 2020). In Europa 

sind Habichte häufiger von einer klinischen Erkrankung mit hoher Mortalität betroffen (Bakonyi 

et al. 2013; Csank et al. 2016; Busquets et al. 2019; Hubálek et al. 2019; Simonin 2024). Sie 

werden aus diesem Grund als Indikatorspezies für WNV-Ausbrüche in Europa bezeichnet 

(Wodak et al. 2011; Bakonyi et al. 2013; Hubalek et al. 2018). Auch unter den Vögeln, bei 

denen 2018 erstmals eine WNV-Infektion in Deutschland nachgewiesen wurde, waren vier 

Habichte (Ziegler et al. 2019a). 
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2.4.1.4 Klinisches Erkrankungsbild bei Habichten 

Die klinischen Daten, die im Zusammenhang mit einer WNV-Infektion bei Habichten genannt 

sind, beschränken sich überwiegend auf eine kurze Auflistung der Symptome und umfassen 

Apathie, Inappetenz, Visuseinschränkungen und Blindheit, „zentralnervöse oder 

neurologische Symptome“, Tremor, Ataxie, Paresen, Krampfanfälle und Torticollis 

(Wünschmann et al. 2005; Bakonyi et al. 2006; Erdelyi et al. 2007; Wodak et al. 2011; Savini 

et al. 2013; Csank et al. 2016; Hubalek et al. 2018; Busquets et al. 2019; Hubálek et al. 2019). 

In den meisten dieser Fälle kam es sehr zeitnah nach Vorstellung zu einem Versterben oder 

einer Euthanasie der Vögel. Klinische Daten zu Befunden von neurologischen 

Untersuchungen und bildgebenden Verfahren sowie blutchemische und hämatologische 

Ergebnisse wurden bis zum Zeitpunkt der eigenen Untersuchungen für freilebende Habichte 

mit WNV-Infektionen nicht publiziert. 

2.4.1.5 Labordiagnostischer Nachweis einer WNV-Infektion bei Vögeln 

Für die Diagnose einer WNV-Infektion bei Vögeln werden nach amtlicher Methodensammlung 

des nationalen Referenzlabors sowohl der Nachweis WNV-spezifischer Nukleinsäuren mittels 

quantitativer Echtzeit-Polymerase-Kettenreaktion mit reverser Transkription (RT-qPCR) aus 

dem Blutkuchen einer Nativblutprobe oder aus Organgewebeproben als auch die 

Erregerisolierung aus Serum oder aus Organgewebeproben aufgeführt (Friedrich-Loeffler-

Institut 2022). Zum indirekten Nachweis von Antikörpern (AK) sind für Vögel ein Immunglobulin 

G Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) und Neutralisationstests aus Serum oder 

Nativblut etabliert (Seidowski et al. 2010; Michel et al. 2019; Friedrich-Loeffler-Institut 2022). 
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Abstract
Background: A neurological examination is essential for determining the
localisation of neurological lesions. However, in avian species, quantitative
data regarding the practicability and feasibility of neurological tests are very
limited. Therefore, the aim of this study was to establish normative data for
the neurological examination of clinically healthy birds of different species.
Methods: Forty-two domestic and feral pigeons (Columba livia domestica), 42
mute swans (Cygnus olor), 12 common buzzards (Buteo buteo), 24 common
kestrels (Falco tinnunculus) and six northern goshawks (Accipiter gentilis)
were examined. All birds underwent a predefined neurological examination.
Interobserver variations between three examiners were investigated in 11
pigeons and 11 mute swans.
Results: All postural reaction tests, except for the drop and flap reaction in
mute swans, provoked a consistent response in pigeons and mute swans,
whereas postural reaction tests of the legs in raptors were often not per-
formable. Cranial nerve tests and most of the spinal reflexes revealed variable
responses in all birds. The gastrocnemius reflex was not provokable in any
bird. Interobserver agreement was almost perfect (Gwet’s AC1 coefficient
≥0.81) for 16 of 21 parameters in the examination in pigeons and for 14 of
21 in mute swans.
Limitations: The inclusion of free-ranging birds, which were not used to han-
dling and for which limited information regarding age, history of previous
diseases, etc. was available, may have influenced the results.
Conclusion: The normative neurological examination data provided in this
study will help improve clinicians’ interpretation of neurological examina-
tion results in the respective bird species.

K E Y W O R D S
avian neurological examination, feral pigeons, mute swans, neurology, raptors

INTRODUCTION

Avian patients with neurological disorders are fre-
quently presented to veterinary practices; however,
examination of these patients can be challenging. The
aim of a neurological examination is to identify the
neuroanatomical localisation of the causative lesion(s)
within the nervous system.1 The neurological exami-
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nation of small and large domestic animals has been
described by several authors,1–3 with de Lahunta et al.1

suggesting that the examination protocol used in a
cooperative dog can be adapted to any other animal
species.

In the recent literature, studies tested the applicabil-
ity of modified neurological examinations in healthy
exotic small mammals4–6 and reptile species.7,8 In
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these studies, certain neurological tests, such as the
gag reflex in chinchillas5 and hedgehogs,4 were not
performable due to anatomical reasons or handling
challenges. Additionally, some responses or reflexes,
such as the menace response or the perineal/cloacal
reflex, were not provokable at all4–7 or only in a few
individuals.8

Techniques for the neurological examination of
birds described by several authors.9–13 However, nor-
mative data from healthy individuals, like they were
obtained from the aforementioned small mammal4–6

and reptile7,8 species, are limited to neuro-ophthalmic
tests in various avian species14–20 and cranial nerve
reflexes in different states of consciousness in turkeys
and layer hens.21

Given the differences in anatomy and physiology
between birds and mammals, as well as the huge vari-
ety of avian species, it is likely that not all tests are
equally useful for every species. Distinct reaction pat-
terns between predator and prey species, as suggested
for small mammals like rabbits,6 can also be assumed.

The purpose of this study was to evaluate the fea-
sibility, applicability and interobserver agreement of
neurological examinations in clinically neurologically
unremarkable individuals of different avian species.

MATERIALS AND METHODS

Study design

To test the applicability of the neurological examina-
tion tests for a species, sample size calculation was
performed using PASS (version 14.0.7). The power
analysis using a one-sided exact test to detect a non-
inferiority proportion of 0.75 (significance level of 0.05,
power of 80%) resulted in a required sample size of 42
individuals per examination group.

For the interobserver agreement, birds were repeat-
edly examined by three different examiners. Due to
animal welfare reasons, the group sizes were limited
to 11 animals per species.

Birds

The study was registered and authorised by the
Regional Office for Health and Social Affairs Berlin
(LAGeSo) (no. A 0176/18).

To compare the data between different avian
species, three examination groups were planned, rep-
resenting prey and predator species. Individuals were
mainly recruited from free-ranging birds presented
to the Small Animal Clinic, Freie Universität Berlin,
between 2018 and 2020. Species were chosen by
frequency of presentation during the study period.

Group 1 consisted of feral and domestic pigeons
(Columba livia domestica) and group 2 of mute swans
(Cygnus olor). During the study period, common
buzzards (Buteo buteo), common kestrels (Falco tin-
nunculus) and northern goshawks (Accipiter gentilis)
were presented multiple times to the clinic. How-

ever, the number of individuals per species was less
than the calculated group size of 42. Therefore, group
3 had to be excluded from the statistical analysis.
The results of these examinations are included in the
‘Results’ section to illustrate trends of the examination
in these species. Table 1 summarises group composi-
tions including parameters such as number, species,
age and weight.

The free-ranging birds were brought to the Small
Animal Clinic by members of the public due to health
concerns and were included in the study only after
their full recovery. Additionally, 18 healthy domestic
pigeons kept for research purposes were provided for
examination by the Institute of Poultry Diseases, Freie
Universität Berlin. A total of 126 birds were examined.

Prior to inclusion in the study, free-ranging individ-
uals underwent further diagnostics (e.g., radiological
examination) and case-dependent further treatment.
Birds were included in the study when a full physical
examination revealed no abnormal findings, thus con-
sidering them suitable for release. The bodyweight and
age (adult or juvenile) of each bird were also recorded.
The age was determined based on the plumage and
colour of the bill, cere and iris, depending on the
respective species.22–24 No nestlings were included.
Due to the lack of pronounced sexual dimorphism in
most of the examined species (with the exception of
goshawks and adult kestrels), sex was not assessed in
this study.

The free-ranging birds were hospitalised in single
cages and the pigeons from the Institute of Poultry
Diseases were kept as a group in an outdoor aviary.

Neurological examination

All birds underwent the same neurological exam-
ination by the first author (S.F.), who was previ-
ously trained by a board-certified veterinary neu-
rologist (S.L.). The results of the examination were
recorded on an examination form immediately after-
wards. The feasibility of the test, as well as the
observed responses (not performable; 2 = normal,
1 = decreased, 0 = absent), were noted.

To assess interobserver agreement, 11 animals from
each of groups 1 and 2 were, in addition to the exam-
ination by the first author, examined by an exotic pet
veterinarian and by a final-year veterinary student,
both of whom had no prior training by a neurologist.
The order of raters was randomised. They were pro-
vided with the same examination protocol form and
a description of the tests (performance and expected
response). Examinations were repeated three times
in total by each examiner, with a maximum of two
examinations per day for each bird.

The neurological tests and examinations were per-
formed and modified where required (S.L.), based on
the described information for birds9,10,12,13,25,26 and
companion animals.1 The neurological examination
included mental status, gait, posture, cranial nerve
tests, postural reactions and segmental spinal nerve
assessment.
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T A B L E 1 Composition (number of examined birds [N], species, weight and age [juvenile or adult]) of the three examination groups
used for evaluation of a neurological examination protocol

Group N Species Weight Juvenile Adult

1 42 Feral and domestic pigeon (Columba livia domestica) 0.23–0.99 kg (median 0.35 kg) 8 34

2 42 Mute swan (Cygnus olor) 5–12.8 kg (median 7.6 kg) 13 29

3 12 Common buzzard (Buteo buteo) 0.56–1 kg (median 0.76 kg) 3 9

24 Common kestrel (Falco tinnunculus) 0.16–0.24 kg (median 0.22 kg) 22 2

6 Northern goshawk (Accipiter gentilis) 0.7–1.39 kg (median 0.93 kg) 3 3

The birds were observed in their enclosures to eval-
uate their mental status, gait and posture. The mental
status was evaluated as normal when the birds were
bright and alert. Gait was assessed for any paresis,
ataxia or lameness. Posture was considered normal
in the raptor and pigeon groups when the birds were
perched in an erect posture and in swans when the
birds were standing straight with both legs bearing
weight equally and the head in an upright position.

Birds were carefully restrained by an experienced
assistant for testing the cranial nerves and the
spinal reflexes. For postural reaction tests, birds were
restrained by the examiner. Cranial nerve testing was
performed first and comprised of the response to an
auditory stimulus, menace response, palpebral and
direct pupillary light reflex, assessment of facial sym-
metry, facial sensation, the oculocephalic reflex, gag
reflex and closure and tone of the beak.

Finger snapping next to each ear without fixating
the head was used to assess any reaction (head or
body movement) to an auditory stimulus. The menace
response was tested by moving the examiner’s hand
towards each eye and the palpebral reflex by touching
the medial and lateral canthus of each eye using a
cotton tip applicator. The expected response was a
subsequent blink (closure of the eyelid or nictitat-
ing membrane). The direct pupillary light reflex was
assessed by using a pen torch. The facial symmetry of
the head, including its anatomical structures (feathers,
eye position within the orbit, palpebral fissures), was
also assessed.

Facial sensation was evaluated for any reaction
while touching the skin of the forehead, the nares and
the rictus with the wooden end of a cotton tip appli-
cator. The oculocephalic reflex was elicited by moving
the head of the bird in a horizontal plane to induce a
physiological nystagmus. The gag reflex was provoked
by opening the beak and touching the oropharynx
with a cotton tip applicator, in this regard closure and
tone of the beak were also evaluated.

Postural reactions were tested on an examination
table in pigeons and raptors and on the floor in mute
swans. Hopping was performed by holding one leg
up and pushing the bird to the side to evaluate the
compensatory response of the weight-bearing leg. The
process was then repeated on the opposite leg. The
bird was subsequently lowered to the ground or a table
with unrestrained pelvic limbs and then pushed back-
wards to elicit the extensor postural thrust reaction;
here, the pelvic limbs should bear weight and move in
a walking fashion.

Foot and wing replacement were assessed by plac-
ing the foot repeatedly on its dorsal surface and by
pulling each wing away from the body to evaluate if
the bird readjusts the extremity to its normal position.
The drop and flap reaction was evaluated by moving
the bird downwards with unfixed wings to provoke
flapping with both wings equally. During this process,
the birds’ legs were restrained with both hands while
simultaneously providing support to the body with the
hands during the downward motion.

Spinal nerve tests included examination of thoracic
and pelvic limb withdrawal, patellar, gastrocnemius
and vent sphincter reflexes. To test the withdrawal
reflexes, a gentle pinch stimulus to the skin of each
foot and the skin of the major digit of each wing
with a haemostat was performed to generate flexion
of the leg/wing. The patellar and the gastrocnemius
reflex were tested by striking the respective tendon
with a reflex hammer in swans and with the han-
dle of a mosquito haemostat in pigeons and raptors
to generate extension of the stifle (patellar reflex) or
the hock (gastrocnemius reflex). For assessment of the
vent sphincter reflex, the cloaca was gently pricked by
a cotton tip applicator and observed for a contraction
of the external sphincter.

The pectoralis muscle and the muscles of the legs
were palpated for symmetry and tone in the latter. The
head and neck were rotated to check for any pain or
resistance.

Data analysis

Statistical analysis was performed using R (version
4.0.5). The 95% confidence interval for each test of the
neurological examination was computed according to
the Wilson score interval using the Hmisc package in
R.

The interobserver agreement metrics were calcu-
lated using the irrCAC v.1.0 package in R. The per-
centage agreement between raters was determined
for each test. The reliability of the observed agree-
ments was also assessed using the kappa statis-
tic. Since the Fleiss kappa calculation resulted in
paradox results due to a skewed frequency distribu-
tion of given ratings,27 the Gwet’s AC1 coefficient,
a more paradox-resistant beyond chance agreement
coefficient,28 was computed to evaluate interobserver
agreement. According to Landis and Koch29 Gwet’s
AC1 values were interpreted as the following: 0.20 or
less = poor agreement, 0.21–0.40 = fair agreement,
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F I G U R E 1 Proportion of healthy pigeons (n = 42) and mute swans (n = 42) in which a response to each neurological test could be
evaluated. Bars are coloured in green if the lower confidence interval is above 75% (red dotted line), and hence the test can be considered
useful for the concerned species

0.41–0.60=moderate agreement, 0.61–0.80= substan-
tial agreement and 0.81–1= almost perfect agreement.

RESULTS

In this study, a neurological test was considered use-
ful for the total population of the species when a
response was provokable and could be evaluated in
38 or more (>90%) of the 42 individuals of each group
(Figure 1). The results for each species are summarised
in Tables 2–4.

Physical examination was normal in all birds and
every individual tolerated a full neurological exami-
nation. Mentation, gait, posture, symmetry and tone
of muscles, as well as head and neck movement, were
determined to be normal in all animals.

Cranial nerve tests

Facial symmetry and the closure and tone of the
beak were normal in all subjects of all groups.
The oculocephalic and palpebral reflex could be
induced in all birds, and the gag reflex was consis-

tently provokable in swans (41/42, 98%) and pigeons
(40/42, 95%).

A menace response was present in all swans, but
only in 30 (71%) of the pigeons. In two pigeons, there
was a positive result in only one eye. In all three rap-
tor species, the menace response was regularly absent.
Notably, when testing the menace response and palpe-
bral reflex, closure of the nictitating membrane rather
than the eyelid appeared in all swans. This finding was
also observed in all three raptor species, except for sin-
gle kestrels that closed their eyelids. In contrast, most
pigeons blinked with their eyelid (menace response
27/30, 90%; palpebral reflex 41/42, 98%).

Facial sensation testing was most successful in
swans, when touching the forehead (42/42, 100%) or
nares (40/42, 95%). In the other groups, responses
were seen irregularly.

Direct pupillary light reflex and auditory response
testing revealed inconsistent results in all groups.

Postural reactions

Most postural reaction tests (hopping, foot and wing
replacement, extensor postural thrust reaction) were

19
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T A B L E 2 Results of the neurological examination of 42 clinically healthy feral and domestic pigeons (Columba livia domestica)

Neurological parameter

Positive
response/successfully
tested birds Positive response

95% confidence
interval (%)

Left Right Left Right Left Right

Cranial nerves

Menace response 30/42 28/42 71% 67% 56.43–82.83 51.55‒78.99

Palpebral reflex 42/42 100% 91.62–100

Direct pupillary light reflex 36/42 86% 72.16–93.28

Oculocephalic reflex 42/42 100% 91.62–100

Facial symmetry 42/42 100% 91.62–100

Sensation forehead 31/42 74% 58.93–84.70

Sensation nares 18/42 43% 29.12–57.79

Sensation rictus 28/42 31/42 67% 74% 51.55‒78.99 58.93‒84.70

Gag reflex 40/42 95% 84.21–98.68

Beak closure and tone 42/42 100% 91.62–100

Auditory response 22/41 17/41 54% 41% 38.75–67.94 27.76–56.63

Postural reactions

Hopping 42/42 100% 91.62–100

Foot replacement 42/42 100% 91.62–100

Extensor postural thrust
reaction

42/42 100% 91.62–100

Wing replacement 42/42 100% 91.62–100

Drop and flap 42/42 100% 91.62–100

Spinal reflexes

Withdrawal reflex wing 40/42 95% 84.21–98.68

Withdrawal reflex leg 42/42 100% 91.62–100

Patellar reflex 35/42 37/42 83% 88% 69.40‒91.68 75.00‒94.81

Vent sphincter reflex 27/42 64% 49.17–77.01

Gastrocnemius reflex 0/18 0% 0–17.59

successfully completed and assessed in all 42 (100%)
pigeons and swans.

In raptors, the postural reaction tests of the pelvic
limbs could often not be carried out because indi-
viduals (especially goshawks and kestrels) did not
tolerate testing and reacted with pronounced defen-
sive behaviour. Furthermore, examiners were required
to release their hold on the pelvic limbs of the raptors,
which led to inadequate restraint and an increased
potential for injuries caused by the raptors’ talons.
The drop and flap reaction could be elicited in all
pigeons and raptors, but the expected wing flapping
was absent in 15 of 39 (38%) swans. In three swans, this
test could not be performed due to difficulties in lifting
these birds.

Spinal reflexes

All pigeons and raptors exhibited a withdrawal reflex
of the legs. Meanwhile, in swans, it was not provok-
able in five of 42 (12%) animals and was was only
present in one leg in another. In the swan and rap-
tor groups, the patellar reflex was positive in all birds
except one kestrel and two swans. The patellar reflex

could also be elicited in 37 of 42 (88%) pigeons, but in
two pigeons it was only positive in one leg.

The vent sphincter reflex testing resulted in variable
responses (33/42 [79%] swans; 27/42 [64%] pigeons;
7/12 [58%] buzzards; 5/6 [83%] goshawks; 21/24 [88%]
kestrels). The gastrocnemius reflex was absent in all
animals of all groups.

Interobserver agreement

Interobserver agreement was assessed for pigeons and
mute swans (Table 5).

The three examiners agreed almost perfectly (Gwet’s
AC1 0.81–1) in most of the cranial nerve tests. Sub-
stantial agreement (Gwet’s AC1 0.61–0.8) was noted
for the pupillary light reflex in both groups, the
sensation of the nares in pigeons and the auditory
response in swans, while moderate agreement (Gwet’s
AC1 0.41–0.6) was noted for the auditory response in
pigeons.

Interobserver agreement was almost perfect in all
postural reaction tests in both species except the drop
and flap reaction in mute swan, where only moderate
agreement was observed.
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T A B L E 3 Results of the neurological examination of 42 clinically healthy mute swans (Cygnus olor)

Neurological parameter

Positive response/
successfully tested
birds Positive response 95% confidence interval (%)

Left Right Left Right Left Right

Cranial nerves

Menace response 42/42 100% 91.62–100

Palpebral reflex 42/42 100% 91.62–100

Direct pupillary light reflex 27/42 64% 49.17–77.01

Oculocephalic reflex 42/42 100% 91.62–100

Facial symmetry 42/42 100% 91.62–100

Sensation forehead 42/42 100% 91.62–100

Sensation nares 40/42 95% 84.21–98.68

Sensation rictus 36/42 86% 72.16–93.28

Gag reflex 41/42 98% 87.68–99.88

Beak closure and tone 42/42 100% 91.62–100

Auditory response 22/42 52% 37.72–66.64

Postural reactions

Hopping 42/42 100% 91.62–100

Foot replacement 42/42 100% 91.62–100

Extensor postural thrust
reaction

42/42 100% 91.62–100

Wing replacement 42/42 100% 91.62–100

Drop and flap 24/39 62% 45.90–75.11

Spinal reflexes

Withdrawal reflex wing 25/42 60% 44.49–72.96

Withdrawal reflex leg 36/42 37/42 86% 88% 72.16–93.28 75.00‒94.81

Patellar reflex 40/42 95% 84.21‒98.68

Vent sphincter reflex 33/42 79% 64.06–88.29

Gastrocnemius reflex 0/29 0% 0–11.70

Since the gastrocnemius reflex could not be pro-
voked in any bird by any examiner, perfect agree-
ment was achieved in both groups. Regarding the
withdrawal of the pelvic limbs, perfect agreement
in pigeons and substantial agreement in swans was
determined. Examiners agreed perfectly when assess-
ing the withdrawal of the wings in pigeons, but only
moderately when assessing swans. Agreement was
substantial for the patellar and vent sphincter reflex in
both groups.

In all tests of the examination that resulted in
a positive response in more than 90% of individ-
uals (and were therefore considered useful for the
species population), almost perfect agreement was
achieved.

DISCUSSION

Different authors have described bird-specific adapta-
tions of the neurological examination10–13,30 without
providing data on whether the tests are applicable
to different bird species and individuals. The present
study provides normative quantitative data for the
tests of a standardised neurological examination pro-
tocol in clinically healthy birds from different species.

This study revealed that most tests were feasible
in the examined bird species, but certain differ-
ences were determined regarding practicability and
observed responses between groups. Prioritising tests
with the most consistent response is recommended for
each respective species (Figure 1). The gastrocnemius
reflex could not be elicited in any bird in this study and
should, therefore, be excluded from the examination
protocol.

The palpebral reflex was always present in all
groups in our study. This finding is consistent with
the existing literature, where a positive reflex was
observed in all examined birds (pigeons [C. livia
domestica; n = 10],18 American flamingos [Phoeni-
copterus ruber ruber; n = 17],16 cinereous vultures
[Aegypius monachus; n = 16],31 screech owls [Megas-
cops asio; n = 23],15 turkeys [n = 10] and layer hens
[n = 12]21).

The menace response was inconsistently provok-
able in raptors and pigeons and positive in all mute
swans. Our findings reflect the varying results of this
test in the literature. Studies aiming to establish nor-
mative ophthalmological data found inconsistent,
equivocal or consistently absent menace responses
in great grey owls (Strix nebulosa) and snowy owls
(Bubo scandiacus),19 brown pelicans (Pelecanus
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T A B L E 4 Results of the neurological examination of clinically healthy common buzzards (Buteo buteo), common kestrels (Falco
tinnunculus) and northern goshawks (Accipiter gentilis)

Positive response/successfully tested birds (% positive)

Neurological parameter
Common buzzards
(N = 12)

Northern
goshawks (N = 6)

Common kestrels
(N = 24)

Cranial nerves

Menace response 6/12 (50%) 4/6 (67%) 15/24 (63%)

Palpebral reflex 12/12 (100%) 6/6 (100%) 24/24 (100%)

Direct pupillary light reflex 6/12 (50%) 6/6 (100%)a 14/24 (58%)

Oculocephalic reflex 12/12 (100%) 6/6 (100%) 24/24 (100%)

Facial symmetry 12/12 (100%) 6/6 (100%) 24/24 (100%)

Sensation forehead 7/12 (58%) 2/6 (33%) 19/24 (79%)

Sensation nares 5/12 (42%) 1/6 (17%) 12/24 (50%)

Sensation rictus 3/12 (25%) 1/6 (17%) 14/24 (58%)

Gag reflex 6/12 (50%) 4/6 (67%) 22/24 (92%)

Beak closure and tone 12/12 (100%) 6/6 (100%) 24/24 (100%)

Auditory response 1/12 (8%) 0/6 (0%) 12/24 (50%)

Postural reactions

Hopping 1/10 (10%) 0/2 (0%) 0/1 (0%)

Foot replacement 3/10 (30%) 1/3 (33%) 1/2 (50%)

Extensor postural thrust reaction 7/12 (58%) 3/3 (100%) 14/15 (93%)

Wing replacement 11/12 (92%)b 6/6 (100%)c 23/24 (96%)

Drop and flap 12/12 (100%) 6/6 (100%) 24/24 (100%)

Spinal reflexes

Withdrawal reflex wing 6/12 (50%) 5/6 (83%)d 23/24 (96%)

Withdrawal reflex leg 12/12 (100%)e 6/6 (100%) 24/24 (100%)

Patellar reflex 12/12 (100%)f 6/6 (100%)g 23/24 (96%)

Vent sphincter reflex 7/12 (58%) 5/6 (83%) 21/24 (88%)

Gastrocnemius reflex 0/11 (0%) 0/6 (0%) 0/23 (0%)

aSlow and incomplete constriction in four birds (both eyes).
bSlow response in three birds.
cSlow response in three birds.
dReduced response in three birds.
eReduced response in five birds.
fReduced response in six birds.
gReduced response in four birds.

occidentalis),17 American flamingos (P. ruber ruber),16

bald eagles (Haliaeetus leucocephalus),20 cinereous
vultures (A. monachus)31 and screech owls (M. asio).15

Other studies revealed a positive menace response
in all individuals of the examined species: pigeons
(n = 10),18 ducks (n = 48), geese (n = 52),14 turkeys
(n = 10) and layer hens (n = 12).21 Potential causes
for the varying results for the menace response in
different avian species (and individuals) may include
stress, temperament and unobserved pathologies.10,11

Since this test is used to evaluate vision,1 it should be
interpreted with care in birds, especially when triaging
free-ranging avian patients. Interestingly, differences
in response characteristics between species were
observed when the menace response and palpebral
reflex were tested: raptors and swans blinked with
their nictitating membrane rather than with their
eyelid, which was in contrast to most of the pigeons.
In accordance with other authors,19,31 we considered
both reactions as normal.

The direct pupillary light reflex was absent in 14%
of pigeons and 36% of swans, with variable results in
the raptors (present in 6/12 [50%] of buzzards, 6/6
[100%] of goshawks and 14/24 [58%] of kestrels). Since
the musculus dilatator and sphincter pupillae consist
mainly of striated muscle fibres in birds,32 this finding
was not unexpected. However, our results are contrary
to most studies in the existing literature, where the
direct pupillary light reflex was present in all exam-
ined birds.14,16–18,20,21,31 One study on different captive
owl species reported this reflex to be absent in five of
23 great grey owls (S. nebulosa)19 and in three of 23
screech owls (M. asio),15 where eye pathologies have
been held accountable in these birds. Since these stud-
ies were solely conducted on captive individuals, the
birds’ accustomisation to humans and handling might
have been beneficial. This assumption is supported by
the fact that all 18 captive individuals of the pigeon
group of our study had a positive direct pupillary light
reflex.
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T A B L E 5 Interobserver agreement (percent agreement and Gwet’s AC1) between the neurological examinations of three raters
examining 11 clinically healthy pigeons (Columba livia domestica) and 11 clinically healthy mute swans (Cygnus olor)

Neurological parameter

Pigeons Swans

Percent
agreement

Gwet’s AC1
(95% CI)

Percent
agreement

Gwet’s AC1
(95% CI)

Cranial nerves

Menace response 81.8% 0.81 (0.69–0.93) 100% 1 (1–1)

Palpebral reflex 96.0% 0.96 (0.9–1) 100% 1 (1–1)

Direct pupillary light reflex left eye 69.7% 0.67 (0.54–0.81) 77.8% 0.77 (0.64–0.89)

Direct pupillary light reflex right eye 79.8% 0.79 (0.69–0.91)

Oculocephalic reflex 100% 1 (1–1) 100% 1 (1–1)

Facial symmetry 100% 1 (1–1) 100% 1 (1–1)

Sensation forehead 85.9% 0.85 (0.75–0.96) 100% 1 (1–1)

Sensation nares 77.8% 0.76 (0.64–0.89) 100% 1 (1–1)

Sensation rictus 91.9% 0.92 (0.84–0.99) 100% 1 (1–1)

Gag reflex 98% 0.98 (0.94–1) 100% 1 (1–1)

Beak closure and tone 100% 1 (1–1) 100% 1 (1–1)

Auditory response 59.6% 0.55 (0.41–0.69) 69.7% 0.67 (0.53–0.81)

Postural reactions

Hopping left leg 92.9% 0.93 (0.84–1) 96% 0.96 (0.90–1)

Hopping right leg 93.9% 0.94 (0.87–1)

Foot replacement left leg 100% 1 (1–1) 98% 0.98 (0.94–1)

Foot replacement right leg 100% 1 (1–1)

Extensor postural thrust reaction 91.9% 0.92 (0.82–1) 98% 0.98 (0.94–1)

Wing replacement 100% 1 (1–1) 100% 1 (1–1)

Drop and flap 100% 1 (1–1) 61.6% 0.57 (0.38–0.76)

Spinal reflexes

Withdrawal reflex left wing 98.0% 0.98 (0.94–1) 58.6% 0.53 (0.39–0.68)

Withdrawal reflex right wing 60.6% 0.56 (0.41–0.70)

Withdrawal reflex left leg 98.0% 0.98 (0.94–1) 68.7% 0.66 (0.49–0.81)

Withdrawal reflex right leg 75.8% 0.74 (0.59–0.88)

Patellar reflex left leg 73.7% 0.72 (0.45–1) 75.8% 0.74 (0.62–0.87)

Patellar reflex right leg 71.7% 0.69 (0.56–0.83) 81.8% 0.81 (0.69–0.93)

Vent sphincter reflex 77.8% 0.76 (0.63–0.89) 79.8% 0.79 (0.67–0.91)

Gastrocnemius reflex 100% 1 (1–1) 100% 1 (1–1)

CI, confidence interval

Facial sensation was often not assessable. This was
not an unexpected finding since birds lack mimic mus-
culature, and therefore reactions to a touching stimu-
lus of the face are limited. To allow the bird any reac-
tion in this context, we recommend as little fixation of
the head as safely possible in the respective species.

Postural reaction tests have not been studied sys-
tematically in birds prior to this study.12,30 All pos-
tural reaction tests produced a consistent response
in pigeons in our study. In mute swans, the drop
and flap reaction could not be elicited regularly. Due
to the higher weight of these birds (median weight
7.6 kg, weight range 5–12.8 kg), performing this test
was more difficult. In the raptor species, postural
reaction tests of the limbs were often impracticable
due to the risk of injury for the examiner. As part
of normal defensive behaviour,24 some individuals,
especially juvenile kestrels and goshawks, reacted by

throwing themselves on their backs and defending
themselves with their talons. Other individuals reacted
‘stoic’ without responding to changes in the position
of their feet. This highlights that knowledge of the
normal behaviour of a bird species is crucial to evalu-
ate responses to neurological tests. Postural reactions
of the wings were easy to perform in the examined
raptors, but might be more difficult in larger species
such as, for example, white-tailed eagles (Haliaeetus
albicilla).

The spinal reflexes resulted in variable responses in
all species, with the withdrawal reflex of the pelvic
limbs being the most consistent in raptors and
pigeons. The vent sphincter reflex was absent reg-
ularly, but no bird had any indication for cloacal
dysfunction during examination or prior hospitalisa-
tion. There is very little information available in the
veterinary literature regarding the vent sphincter reflex
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in birds in clinical settings. In an anaesthetic study that
tested the sedative effect of medetomidine in domes-
tic pigeons, the cloacal reflex was tested in sedated
birds and resulted in massive defensive behaviour
rather than contraction of the sphincter,33 probably
due to a stronger stimulus. Our results are consistent
with the findings in other species: in healthy juvenile
bearded dragons (Pogona vitticeps) and adult leopard
geckos (Eublepharis macularius), the cloacal reflex
was also not provokable7 and the authors suggested
that a stronger stimulus needed to be applied. In
clinically healthy chinchillas (Chinchilla lanigera), the
perineal reflex was also consistently absent,5 but the
reason for this finding was unclear.

The gastrocnemius reflex was absent in every bird
in our study. This is consistent with the suggestions of
other authors regarding this reflex in birds10 and small
animals.1

Our data should be critically discussed regarding the
origin of the animals and age distribution within the
groups. Adult birds and juveniles (but no nestlings)
were included, so age-related differences in behaviour
patterns could have influenced the results of the
examination. Furthermore, since most of the birds
examined were free-ranging individuals, no or only
very limited information about the age, sex, history
of previous diseases, etc., was available. Additionally,
most of the examined birds in our study were not used
to handling. Hence, stress is possibly the main factor
for absent responses in the free-ranging birds. Never-
theless, even though we examined predominantly wild
birds, most of the tests were feasible and only slight
differences between the captive pigeons and the free-
ranging individuals were observed (e.g., the pupillary
light reflex was present in all captive pigeons but not
in the free-ranging birds).

In conclusion, this study provides normative data
for the neurological examination of pigeons and mute
swans. Furthermore, trends in physiological responses
to the neurological tests in three raptor species were
reported. We noticed interspecies variations regarding
the test feasibility and response consistency. There-
fore, test outcomes should be evaluated considering
the normal neurological findings in the respective
species to avoid misinterpretations. To minimise
stress, we recommend prioritising the most reliable
tests for the relevant species when examining a bird.
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1  | INTRODUC TION

West Nile virus (WNV) is an important zoonotic arbovirus with the 
most widespread geographical distribution of all mosquito-borne fla-
viviruses (Weissenböck, Hubálek, Bakonyi, & Nowotny, 2010). WNV 
has been present in Europe for decades, but since 2004 lineage 

2 WNV is increasingly spreading in European countries (Bakonyi 
et al., 2006, 2013).

The first WNV infection in Germany was detected in sum-
mer 2018 in a deceased captive great grey owl (Strix nebulosa), fol-
lowed by 11 further WNV cases in birds, including four northern 
goshawks (Accipiter gentilis) (Ziegler et al., 2019). In 2019, a larger 
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Abstract
West Nile virus (WNV), a zoonotic arbovirus, is a new epizootic disease in Germany and 
caused increasing avian and equine mortality since its first detection in 2018. The north-
ern goshawk (Accipiter gentilis) is highly susceptible to fatal WNV disease and thus is con-
sidered as an indicator species for WNV emergence in European countries. Therefore, 
information regarding clinical presentation and pathological findings is important for 
identifying suspect cases and initiating further virological diagnostics. Between July and 
September 2019, ten free-ranging goshawks were admitted to the Small Animal Clinic 
of the Freie Universität Berlin with later confirmed WNV infection. Clinical, pathologi-
cal and virological findings are summarized in this report. All birds were presented ob-
tunded and in poor to cachectic body condition. Most of the birds were juveniles (8/10) 
and females (9/10). Neurologic abnormalities were observed in all birds and included 
stupor (3/10), seizures (3/10), head tremor (2/10), head tilt (2/10), ataxia (2/10) and 
monoplegia (2/10). Concurrent diseases like aerosacculitis/pneumonia (7/10), clinical 
infections with Eucoleus spp. and Trichomonas spp. (3/10), trauma-related injuries (3/10) 
and myiasis (2/10) were found. Blood analysis results were unspecific considering con-
current diseases. Median time of survival was two days. The most common pathological 
findings were meningoencephalitis (9/10), myocarditis (8/10), iridocyclitis (8/8) and my-
ositis (7/10). WNV infection was diagnosed by real-time quantitative reverse transcrip-
tion polymerase chain reaction and confirmed by serology and immunohistochemistry.
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epizootic outbreak occurred in Germany with the first confirmed 
case of fatal WNV in July in a captive snowy owl (Bubo scandiacus)  
(Friedrich-Loeffler-Institut, 2019, October 7). Subsequently, increas-
ing numbers of WNV infections in birds and horses (Friedrich-Loeffler-
Institut, 2019, September 12) as well as several human infections 
occurred (Robert Koch-Institut, 2019och-Institut, 2019, October 
24). To date, 76 different birds and 36 horses as well as five diseased 
humans were tested WNV positive for 2019 (Ziegler et al., 2020). 
The vast majority of cases were concentrated in the eastern part of 
Germany, where favourable weather conditions prevailed.

For transmission of WNV, free-ranging birds are important due 
to their large home ranges and migratory behaviour (Rappole & 
Hubalek, 2003). Susceptibility to WNV infections and clinical pre-
sentation vary between avian species (Joyner et al., 2006; Komar 
et al., 2003; Lopes, Redig, Glaser, Armien, & Wünschmann, 2007; 
Nemeth et al., 2009). Therefore, knowledge about clinical symptoms 
in a species is invaluable to detect cases of WNV infections in an early 
stage, especially in free-ranging birds, where history is usually scarce.

Northern goshawks are highly susceptible to WNV infections with 
fatal outcome (Bakonyi et al., 2013; Hubalek et al., 2018; Hubálek 
et al., 2019; Wünschmann et al., 2005) and hence might serve as an 
indicator species for WNV emergence in European countries (Bakonyi 
et al., 2013; Hubalek et al., 2018; Wodak et al., 2011). Even more so 
since this species is capable of adapting to highly urbanized environ-
ments and human proximity—like in the city of Berlin. The northern gos-
hawk has successfully populated Berlin in the last decades resulting in 
a population of around 100 breeding pairs in 2015 (Altenkamp, 2015).

However, descriptions of clinical signs in this species are mainly 
limited to captive individuals and include head tremor, seizures, 
ataxia and torticollis (Erdelyi et al., 2007; Hubalek et al., 2018; 
Hubálek et al., 2019; Wünschmann et al., 2005).

Between July and September 2019, ten free-ranging northern 
goshawks were presented to the Small Animal Clinic of the Freie 
Universität Berlin, showing neurological signs prior to death. WNV 
infection was confirmed by post-mortem examination, real-time 
quantitative reverse transcription polymerase chain reaction (qRT-
PCR), serology and immunohistochemistry (IHC). In this report, we 
describe the clinical findings and clinical course as well as pathologi-
cal, virological and serological aspects of these cases.

2  | MATERIAL AND METHODS

2.1 | Birds

Upon admission, all birds underwent a physical examination. Body 
condition was evaluated by measurement of the body weight and 
evaluation of the pectoralis muscles. Age and sex were determined 
based on the plumage and the weight (Mueller, Berger, & Allez, 1976).

Additional diagnostic procedures were performed on a case to 
case basis depending on displayed symptoms and general condi-
tion of each bird. Neurological and ophthalmological examinations 
were executed, and survey radiographic and computed tomographic 

images were taken during the time of hospitalization. Blood was ob-
tained from the jugular vein or immediately post-mortem via cardiac 
puncture in cases where birds died before blood sampling. Swabs 
of the pharyngeal surface and crop were examined cytologically to 
determine possible endoparasitic infections.

Analysis of blood chemistry was carried out on lithium heparin 
plasma by the Konelab 60l® (Thermo Fisher Scientific Inc., Vantaa, 
Finland) at 37°C and included potassium, sodium, ionized calcium, 
glucose, anorganic phosphorus, magnesium, alanine aminotrans-
ferase (ALT), aspartate aminotransferase (AST), uric acid (UA),  
alkaline phosphatase (AP), creatine kinase (CK), total protein (TP) 
(biuret method) and butyrylcholinesterase (Che). Haematocrit was 
determined by microhaematocrit method, and a blood smear was 
prepared. Biochemistry and haematology results were compared to 
reference ranges for that species (Müller, 2012).

All goshawks were hospitalized and received symptomatic treat-
ment according to displayed symptoms and diagnostic findings (e.g. 
fluid therapy, nutritional supplementation, anti-fungal and anti-par-
asitic therapy).

2.2 | Post-mortem

After death, the birds were submitted for post-mortem examination 
to the Institute of Veterinary Pathology of the Freie Universität Berlin.

Post-mortem examinations of all birds were carried out within 
one hour after death. Fresh samples were stored at −80°C for vi-
rological analysis. Tissue samples (brain, spinal cord, sciatic nerve, 
lung, heart, proventriculus, small intestine, large intestine, pancreas, 
liver, kidney, spleen, bone marrow, pectoralis muscle of all ten birds 
and both eyes of eight animals) for histopathology and immuno-
histochemistry were fixed for 48 hr in neutral buffered formalde-
hyde solution (4%) and embedded in paraffin. Eyes were decalcified 
(25% EDTA solution) at 60°C for 72 hr prior to paraffin embedding. 
Histological sections were cut at approximately 1 μm thickness and 
stained with haematoxylin and eosin (H&E).

2.3 | Immunohistochemistry

For IHC, 3-μm tissue sections were mounted on Superfrost plus 
slides (Menzel, Darmstadt, Germany), deparaffinized and rehy-
drated. As a primary antibody, in-house polyclonal antibody OM8 
was used for the detection of WNV antigen at a dilution of 1:1,700 in 
goat serum. To exclude the presence of Usutu virus (USUV) antigen, 
polyclonal in-house antibody U433 was used at a dilution of 1:1,400 
in goat serum. Endogenous peroxidase was blocked by 3% H2O2/
methanol. WNV antigen was retrieved by Proteinase K (Boehringer 
Mannheim, Mannheim, Germany) digestion (15 min at 37°C with 
4 µg/ml). For the detection of USUV, sections were heated in citrate 
buffer (121°C for 20 min). A serum block was applied directly before 
incubation of both first antibodies. Negative control sections were 
incubated with goat serum alone. As a secondary antibody system, 
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we used the EnVision™ reagent (Dako). The slides were finally de-
veloped in diaminobenzidine tetrahydrochloride and counterstained 
with Mayer’s haematoxylin. Tissue of a goshawk tested negative for 
WNV by qRT-PCR from a routine submission served as negative con-
trols (Figure A1).

2.4 | Real-time quantitative reverse transcription 
polymerase chain reaction

Viral RNA out of the goshawks blood and organ samples was ex-
tracted using the RNeasy Mini Kit (Qiagen, Hilden, Germany), ac-
cording to the manufacturer's instructions. The extracted RNA 
was investigated using a WNV-specific qRT-PCR described by 
Eiden, Vina-Rodriguez, Hoffmann, Ziegler, and Groschup (2010). 
Furthermore, the samples were tested using the USUV-specific qRT-
PCR to exclude cross reactions (Jöst et al., 2011). Cycle threshold 
(Ct) values below 37 were regarded as positive, from 37 to 40 as 
suspicious and above 40 as negative.

2.5 | Serology

From nine of the ten goshawks, suitable serum material before death 
was available. Serum samples were screened for WNV-specific anti-
bodies using a commercially available competition ELISA, which al-
lowed species-independent recognition of WNV antibodies against 
the domain III of the envelope protein, following the manufactur-
er’s instructions (INgezim® West Nile Compact, Ingenasa, Madrid, 
Spain). Samples were considered positive when the inhibition per-
centage (IP) was ≥40%.

To evaluate the ELISA results, all serum samples were examined 
by differentiating virus neutralization tests (VNT). The serum samples 
were investigated against WNV strain Austria (acc. no. HM015884, 
kindly provided by S. Revilla-Fernandez, AGES Mödlingen, Austria) 
and USUV strain Germany (acc. no. HE599647) in VNTs to identify 
the cross-reacting antibody titres among the Japanese encepha-
litis serogroup. The virus neutralization tests were conducted as 
described by Seidowski et al. (2010). Serum samples with neutral-
ization dose 50% (ND50) values above 10 were evaluated as posi-
tive and samples with ND50 values lower than 10 as negative. Wild 
birds were only regarded positive for WNV if they had a negative 
(ND50 < 10) or significantly lower (twofold lower) USUV titre.

3  | RESULTS

3.1 | Clinical findings and outcome

All birds were presented to our clinic between July and September 
2019, with a peak in August (7/10). They originated from the federal 
states of Berlin (8/10) and Brandenburg (2/10). Eight goshawks were 
juvenile (hatch-year birds), and two birds were adults. More females 

(9/10) than males (1/10) were admitted. The birds were found by 
members of the public because they were unable to fly.

All birds were obtunded and moderately to severely emaciated 
at initial presentation. Females weight ranged from 0.74 to 0.92 kg 
(median weight 0.83 kg) and the male weighed 0.53 kg. In three 
birds, clinically apparent oral infections with Trichomonas spp. and/or 
Eucoleus spp. were found. One goshawk had penetrating skin lesions 
on the back with wound myiasis and in another bird aural myiasis 
was noted.

Whole-body radiographs were taken in all birds, and computed 
tomography scans were performed in nine goshawks. Diagnostic 
imaging revealed multiple rounded soft tissue opacities of the lung 
parenchyma or the airsacs that led to the tentative diagnosis of an 
aerosacculitis or pneumonia (5/10). A splenomegaly (2/10) and pos-
sible trauma-related injuries (fractures of the carina sterni and scap-
ula) (2/10) were also identified.

Ophthalmologic examination was performed in seven birds. 
Clinical impaired vision without visible ocular abnormalities was 
found (4/7) as well as unilateral (2/7) or bilateral (1/7) uveitis, hy-
phema (1/7) and corneal erosion (1/7). Blood analyses were per-
formed in eight of ten cases, and results are presented in Table 1. 
Abnormal biochemistry findings included elevated CK (7/7), AST 
(6/8), ALT (6/7), AP (3/7) and UA (2/8). Haematology results revealed 
a mild (5/8) to severe (2/8) anaemia. 

All birds were anorexic during their stay at the clinic and unable 
to perch. All goshawks developed neurological signs like stupor 
(3/10), seizures (3/10), head tremor (2/10), head tilt (2/10), ataxia 
(2/10) and monoplegia (2/10) at the time or during hospitalization 
within one to four days after admission. Neurological examinations 
revealed a multifocal neuroanatomical localization in eight of nine 
examined birds and one bird was localized to the forebrain. The neu-
rological symptoms are summarized in Table 2. Neurological symp-
toms progressed in all birds despite of supportive treatment.

Due to clinical deterioration, seven goshawks were euthanized 
and three birds died within 1–5 days after they were found (median 
time of survival 2 days).

3.2 | Pathological findings

Gross lesions included a poor to cachectic body condition (10/10), 
mycotic pneumonia or aerosacculitis (7/10), liver congestion (7/10), 
intestinal nematodes (5/10), splenic congestion (5/10), myocarditis 
(4/10), cloacal dilatation (3/10), splenomegaly (2/10), pericardial ef-
fusion (2/10), fracture of the sternal carina (2/10), renal infarction 
(1/10), anaemia (1/10), subcutaneous haemorrhages (1/10), pen-
etrating skin lesions with wound myiasis (1/10), hyphema (1/8) and 
corneal erosion (1/8).

The most prominent histopathological finding in all birds (10/10) 
was central nervous system lesions of variable grade ranging from 
mild, diffuse gliosis and scattered glial nodules in one animal (1/10) 
to moderate to severe, subacute, multifocal, lymphoplasmacytic and 
necrotizing meningoencephalitis and myelitis (9/10, Figure 1a–d). 
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Brain areas most severely affected were the cerebrum, followed by 
the brainstem and cerebellum in all birds. Lesion distribution was 
randomly within all parts of the cerebrum. Severely affected brain 
lesions showed severe, mononuclear, perivascular cuffing; severe, 
subacute, multifocal, necrotizing vasculitis; multifocal, neuronal ne-
crosis; multifocal neuronophagia; multifocal satellitosis; and some-
times malacia (Figure 1b–d). In addition, at least areas of mild, diffuse 
gliosis; scattered glial nodules; and diffuse endothelial activation 
were present in the cerebrum of all birds.

In the cerebellum (9/10), mild to moderate, multifocal, mononu-
clear, perivascular cuffing; a multifocal, activated endothelium; scat-
tered glial nodules; and occasionally foci of malacia were apparent 
in the molecular layer as well as in the cerebellar peduncles. The 
Purkinje cell layer showed oligo- to multifocal Purkinje cell necrosis 
in animals with moderate and severe cerebral lesions. One animal 
(1/10) had a moderate, subacute, focal, lymphoplasmacytic perineu-
ritis of the sciatic nerve.

All eyes (16/16) showed a mild to moderate, subacute, multifocal 
and lymphoplasmacytic iridocyclitis (Figures 1E1 and A2). In addition, 
five eyes (5/16) were affected by a mild to moderate, subacute, mul-
tifocal, lymphoplasmacytic choroiditis and five eyes (5/16) showed a 
mild to moderate, subacute, diffuse, lymphoplasmacytic pectinitis 
(Figures 1E2 and A2B2). In three eyes (3/16), a mild to moderate, dif-
fuse gliosis of the optic nerve was apparent. In two birds (2/10), a seg-
mental necrosis of the retina of one eye was present (Figures 1E3 and 
A2C2). In one eye (1/16), a severe, acute, focal, subretinal haemorrhage 
was present. The appearance and the degree of inflammatory lesions 
varied between the left and the right eye of each bird.

A mild to severe, subacute to chronic, multifocal to coalescing, 
lymphoplasmacytic (2/10) or necrotizing (6/10) myocarditis partially 

with a massive reactive fibrosis was present in eight birds (8/10) 
and associated with oligofocal, dystrophic calcifications in one case 
(1/10, Figure 1F). One bird (1/10) had a focal, fibrinonecrotizing 
arteritis.

Seven goshawks had a mild to moderate, subacute, multifocal, 
lymphoplasmacytic (1/10) or necrotizing (6/10) myositis with reac-
tive fibrosis. Multifocal, chronic, intramuscular and protozoal cysts 
were present in two of these animals (2/10).

A mild to moderate, chronic and multifocal hemosiderosis within 
the splenic parenchyma was evident in eight birds (8/10). Four (4/10) 
animals revealed a mild, acute and necrotizing splenitis associated 
with oligofocal necrosis of small capillaries (2/10), oligofocal lympho-
follicular centre necrosis (1/10) and an acute, oligofocal and fibri-
nonecrotizing arteritis in one case (1/10).

In the kidney, three birds (3/10) had an acute, multifocal and co-
lumnar epithelial cell necrosis of the collecting ducts in particular 
and four birds mild, subacute, multifocal, interstitial and lymphoplas-
macytic infiltrations (4/10).

In the liver, besides a mild to moderate, chronic, multifocal hemo-
siderosis (10/10) and an acute, multifocal necrosis of single hepato-
cytes (9/10), four (4/10) animals revealed mild, subacute, multifocal, 
periportal, lymphoplasmacytic infiltrations and two birds (2/10) 
showed mild, acute, oligofocal and intralobular necrotic foci.

3.3 | Immunohistochemical findings

West Nile virus antigen was detected by IHC in all animals (10/10). In 
most cases (9/10), antigen was present in a moderate to severe degree, 
just one animal showed only a mild involvement. Most birds revealed a 

TA B L E  1   Results of the blood analyses of eight goshawks (Accipiter gentilis) with fatal West Nile virus infection

Unit

Case No.
Reference 
rangeb 1 3 4 5a  6 7 8 10a 

Potassium mmol/L 2.3 2.3 2.2 7.2 2.6 2.0 3.3 6.2 1.4–4.2

Sodium mmol/L 164 159 163 155 149 153 146 148 150–168

Ionized calcium mmol/L 1.4 1.31 1.35 1.51 1.48 1.3 1.06 1.13 Not available

Anorganic phosphorus mmol/L - - 1.77 3.15 1.28 1.35 1.31 2.88 0.1–1.1

Magnesium mmol/L - 0.76 0.77 1.88 0.98 0.87 0.79 1.25 0.7–1.0

Alanine aminotransferase IU/L - 304 195 196 107 239 141 123 26–114

Aspartate aminotransferase IU/L 7,621 3,492 1,033 1,355 980 1,982 1,597 1,669 265–1,113

Butyrylcholine esterase IU/L 2,241 1,870 2,784 2,956 1,515 2,539 1,569 3,934 606–3,151

Alkaline phosphatase IU/L - 89 15 48 110 99 57 28 25–67

Creatine kinase IU/L - 8,502 2,632 10,697 2,651 1,953 1,908 14,015 249–1,430

Glucose mmol/L 13.6 16.5 16.4 8.7 20.4 17.6 14.4 13.7 18.0–25.3

Uric acid µmol/L 1,197 563 1,090 13,610 606 1,172 898 2,956 133–1,440

Total protein g/L 38.3 40.4 57.6 41.8 39.7 35.9 30.4 37.6 23–40

Haematocrit L/L 0.34 0.33 0.30 0.10 0.34 0.44 0.21 0.39 0.41–0.54

aBlood sampled immediately postmortal, plasma haemolytic.  
bReference ranges from Müller (2012).  
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distinct antigen accumulation in more than one tissue. Clear individual 
differences between the involvement of examined tissues and the dis-
tribution of the antigen within these tissues were noted. WNV antigen 
was identified by IHC most frequently in the following tissues: brain 
(9/10, Figure 2a–c), skeletal muscle (9/10, Figure 2d), kidney (8/10, 
Figure 2e) and heart (5/10, Figure 2f). In only one bird, almost all exam-
ined tissues contained WNV antigen. The cellular reaction pattern of 
the affected tissues was in accordance among the birds. Table 3 gives 
an overview of histopathological lesions most probably due to viral in-
fection as well as of the associated immunohistochemical results.

All tissue samples were also routinely processed with an USUV-
specific antibody. Most of the samples, in particular in severe cases, 
a weak to mild cross-reactivity was seen, which was clearly dis-
tinguishable from the distinct positive reaction pattern seen with 
WNV-specific antibody.

3.4 | Virological and serological findings

Most of the examined organs of the ten goshawks were WNV RNA 
positive by qRT-PCR. Only two of the ten birds showed positive re-
sults in just a few organs. In two birds, only two organs were tested 

positive: cerebellum and heart in case no. 5 and cerebrum and spleen 
in case no. 6 (Table 4).

Furthermore, specific WNV RNA could also be detected in the 
obtained blood of six goshawks (6/8). No blood clot was available 
from two birds (2/8) for this test. Interestingly, the partly weak PCRs 
in blood were also confirmed by the second PCR assay (see assay 2 
FLI-WNF) in four cases.

Serum was available from nine of the ten (9/10) birds, and all inves-
tigated goshawks showed clearly seroconversion by Ingenasa-ELISA. 
These results were confirmed by specific neutralizing antibodies 
against WNV. The WNV-specific titres ranged from 1/240 to 1/1920. 
Cross reactions with USUV-specific antibodies could be excluded, be-
cause the USUV titres were significantly lower or negative (Table 4).

4  | DISCUSSION

This is the first report of detailed clinical, pathological and virologi-
cal findings of fatal WNV infection in free-ranging goshawks from 
Germany.

To date, more than 300 avian species are known to be suscep-
tible to WNV infection in the USA (Centers for Disease Control & 

TA B L E  2   Age, body weight, neurological symptoms, neuroanatomical localization and other major clinical findings of the ten goshawks 
(Accipiter gentilis) with fatal West Nile virus infection

Case No. Age Sex Neurological symptoms Neuroanatomical localization Other major clinical findings

1 J F Stupor, seizures Multifocal brain (forebrain and 
brainstem)

Wound myiasis, scapula fracture, 
clinical Eucoleus spp. infection

2 A F Obtundation, monoplegia leg Could not be determined due to 
clinical deterioration

Suspected pneumonia and 
aerosacculitis

3 J F Obtundation, seizures Multifocal brain (forebrain and 
brainstem)

Moderate splenomegaly, 
suspected pneumonia, 
unilateral uveitis and 
contralateral corneal erosion

4 J F Obtundation, temporary head 
tremor, ataxia, head tilt

Multifocal brain (forebrain, 
brainstem and cerebellum)

Splenomegaly, suspected 
pneumonia, impaired vision

5 J F Stupor, impaired vision Multifocal brain (forebrain and 
brainstem)

Fracture carina sterni and 
haematoma pectoralis muscle, 
unilateral uveitis and hyphema, 
clinical trichomoniasis, severe 
anaemia

6 J F Obtundation, temporary head tilt Multifocal brain (forebrain, 
brainstem and cerebellum)

Bilateral uveitis

7 J F Obtundation, ataxia, impaired 
vision

Forebrain Clinical trichomoniasis and 
Eucoleus spp. infection, 
impaired vision

8 J F Obtundation, monoplegia leg, 
impaired vision

Multifocal (forebrain and spinal 
cord)

Muscle atrophy right leg, 
suspected pneumonia, impaired 
vision, severe anaemia

9 J F Seizures, stupor Multifocal brain (forebrain and 
brainstem)

Aural myiasis

10 A M Obtundation, temporary head 
tremor, impaired vision

Multifocal brain (forebrain, 
brainstem and cerebellum)

Suspected pneumonia, impaired 
vision

Abbreviations: A, adult; F, female; J, juvenile; M, male.
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Prevention, 1999-2016). High mortality rates occurred in species 
of the family Corvidae, but raptors were also affected frequently 
(Bernard et al., 2001; Komar et al., 2003; Kramer & Bernard, 2001; 
Nemeth, Gould, Bowen, & Komar, 2006; Steele et al., 2000). Mortality 

in birds linked to WNV infection in Europe was recently mainly re-
ported in raptor species (including in particular species of the orders 
Accipitriformes and Falconiformes) and occasionally in Passeriformes 
(Bakonyi et al., 2013; Hubalek et al., 2018; Hubálek et al., 2019; Petrovic 

F I G U R E  1   The brain, the eyes and the heart are hallmark-organs for the histopathological diagnosis of WNV disease in birds. Histologic 
sections of the cerebrum (a, b, c, d2), cerebellum (d4), meninges (d1), spinal cord (d3), eye (ciliary body (e1), pecten oculi (e2), retina (e3)) and 
heart (f) are illustrated. Haematoxylin and eosin (HE). Main lesions in the cerebrum and brainstem ranged from mild, diffuse gliosis (a) to 
severe, non-suppurative encephalitis with prominent mononuclear perivascular cuffing and vasculitis (b), activated vascular endothelium 
(b, upper inset, arrow), the presence of macrophages with abundant foamy cytoplasm (consistent with gitter cells, b, upper and lower inset, 
arrowhead) and central chromatolysis, respectively, neuronal acidophilic necrosis (b, lower inset, asterisks). Occasionally, foci of acute 
liquefactive necrosis without any signs of a macrophage involved reaction (c, asterisk) and subacute malacia (c, inset, asterisk) characterized 
by the presence of gitter cells (c, inset, arrowheads) and clearing of necrotic neuronal parenchyma and neuropil were apparent in birds 
with severe encephalitis. Furthermore, multifocal, mononuclear, submeningeal infiltrates (d1), glial nodes and satellitosis (d2, arrow) within 
the rarefied neuronal parenchyma could be shown along all parts of the cerebrum. Gliosis and neuronal necrosis (d3, arrows) were found 
frequently in the spinal cord (d3, wm = white matter, gm = grey matter, cc = central canal). Typical changes in the cerebellum included 
Purkinje cell necrosis and mononuclear, perivascular cuffing, vasculitis, malacia and glial nodes in the molecular layer (d4, ml = molecular 
layer). In all eyes, a lymphoplasmacytic iridocyclitis (e1, cb = ciliary body) was present, five eyes showed a lymphoplasmacytic chorioiditis (e3, 
open fat arrow), and five eyes showed a lymphoplasmacytic pectinitis (e2, po = pecten oculi). Two birds showed a segmental retinal necrosis 
(e3, ch = choroidea, rpe = retinal pigment epithelium, prl = photoreceptor layer, onl = outer nuclear layer, opl = outer plexiform layer, 
inl = inner nuclear layer, ipl = inner plexiform layer, gcl = ganglion cell layer, nfl = nerve fibre layer) along with loss of the photoreceptor-
interdigitation of the rpe, rounded and necrotic photoreceptors (e3, closed arrowhead), virtually entire eradication of the onl and inl (e3, 
open arrowheads), rarefication of the opl and ipl, degeneration of the ganglion cells (e3, fat arrow) and presence of foamy macrophages 
and heterophils (e3, asterisk, thin arrow) within all retinal layers. Eight individuals showed a lymphoplasmacytic, necrotizing and fibrosing 
myocarditis and occasional dystrophic calcifications (f, star), which were observed macroscopically as multifocal, ovoid to round, light grey 
discolorations of up to 0.5 cm in diameter within the myocardium (e, inset, arrow). Bars indicate: 10 µm (b insets), 20 µm (c, c inset, d2, d4, 
e3), 50 µm (a, b, d1, d3, e2, f), 100 µm (e1), 0.7 cm (f inset) 

(a)

(c)

(e1) (e2) (f)

(e3)

(d1)

(d3) (d4)

(d2)

(b)
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et al., 2013; Savini et al., 2013; Ziegler et al., 2019). In European coun-
tries like Spain, Hungary, Slovakia, Czech Republic, Serbia, Italy and 
Austria, fatal WNV lineage 2 infections occurred in northern gos-
hawks (Bakonyi et al., 2013; Busquets et al., 2019; Csank et al., 2016; 
Erdelyi et al., 2007; Hubalek et al., 2018; Hubálek et al., 2019; Petrovic 
et al., 2013; Savini et al., 2013; Wodak et al., 2011). Predominantly, 
a small number of goshawks were reported with exception of larger 
outbreaks in Hungary 2008 and the Czech Republic in 2018 affecting 
respectively 17 goshawks (Bakonyi et al., 2013; Hubálek et al., 2019). 
One WNV-positive adult hooded crow (Corvus cornix) and one common 
wood pigeon (Columba palumbus) with neurological symptoms were 
admitted to our clinic following the ten goshawks (unpublished data). 
Interestingly, no other WNV-positive birds were admitted to our clinic, 
even though crows, pigeons and goshawk share the same urban habi-
tat in Berlin and are equally noticeable for the public. Nevertheless, it 
is likely that more birds were affected and our cases reflect just the tip 
of the iceberg.

In our study, eight out of ten goshawks were hatch-year birds. 
This finding is consistent with other reports of WNV diseased 
free-ranging goshawks (Erdelyi et al., 2007; Hubálek et al., 2019; 

Wünschmann et al., 2005). Experimental observations regarding to 
feeding preferences of different mosquito species towards nest-
ling or adult birds were inconsistent (Burkett-Cadena et al., 2010; 
Garvin et al., 2018), and age-related differences in suscepti-
bility to WNV vary between avian species (Gancz et al., 2004; 
Sovada et al., 2008; Swayne, Beck, Smith, Shieh, & Zaki, 2001; 
Wünschmann et al., 2004, 2005), so our data indicate that juve-
nile free-ranging goshawks are more susceptible to debilitating 
disease after infection than adults.

Nine out of ten birds, including all juvenile individuals (8/10), 
were female. Additionally, three positive tested goshawks of known 
sex from other parts of Germany in 2019 were also female, whereas 
sex of two other birds was unknown (U. Ziegler, personal commu-
nication, February 2020). Our findings are in contrast to other re-
ports of WNV-infected goshawks, where proportion of sexes were 
approximately equal (Hubalek et al., 2018; Hubálek et al., 2019; 
Wünschmann et al., 2005). Among WNV-infected American 
crows (Corvus brachyrhynchos), no sex-biased mortality was found 
(Caffrey, Smith, & Weston, 2005; Yaremych, Levengood, Novak, 
Mankin, & Warner, 2004). There is no evidence of a bias in sex ratio 

F I G U R E  2   Immunohistochemical detection of WNV antigen in brain and different tissue samples. (a) Distinct focal foci of WNV antigen 
in cerebrum associated with WNV induced lesions, case 2, Bar 50 µm. (b) Details of multifocal viral antigen accumulation in neuron and glial 
cells in cerebrum, case 8, bar 20 µm. (c) Focal foci of lesion associated viral antigen accumulation in large neurons, glial cells and infiltrating 
mononuclear cells (perivascular cuff, arrow) in brain stem, case 9, bar 50 µm. (d) Focal, lesion associated, moderate WNV antigen in 
myocytes and single histiocytes, case 1, bar 50 µm. (e) Multifocal mild viral antigen in tubuloepithelial cells of kidney, note that in particular 
collecting ducts are affected, case 3, bar 50 µm. (f) Multifocal, lesion associated, severe viral antigen detection in cardiomyocytes and single 
histiocytes, case 1, bar 50 µm; the examination was done with an in-house polyclonal antibody specific for WNV (pab OM8) 

(a) (b) (c)

(d) (e) (f)
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in goshawks at hatching [ringing data of goshawk fledglings in Berlin 
from 1994 to 2001 showed that 53.1% of the fledglings were males 
and 46.9% were female (Altenkamp, 2002)]. Kenward, Marcström, 
and Karlbom (1999) demonstrated lower survival rates for male 
goshawks compared to females. Therefore, the female-biased sex 
ratio in WNV-diseased goshawks was unexpected. One possible 
explanation could be a sex-biased host use by mosquito vectors. 
Egizi, Farajollahi, and Fonseca (2014) reported that Culex restuans 
took more blood meals from female birds during the early season 
(April–June), with the limitation that this bias occurred exclusively 
in species in which the female alone is the incubating sex. Burkett-
Cadena, Bingham, and Unnasch (2014) identified more blood meals 
from male birds in different mosquito species. In contrast, Culex pip-
iens did not prefer a distinct sex in experimental trials (Cozzarolo, 
Sironi, Glaizot, Pigeault, & Christe, 2019). Another hypothesis for 
our finding could be a different exposure of female goshawks to 
infected prey species, since a common proffered explanation for 
sexual size dimorphism in raptor species is that it allows prey size 
partitioning between the sexes (Boal & Mannan, 1996). But Boal 
and Mannan (1996) found no difference between goshawk sexes in 
mean mass of prey captured during the breeding seasons of three 
years in northern Arizona. In conclusion, causes of the female-bi-
ased sex ratio in our report or whether this is due to coincidence 
remain unclear.

Descriptions of clinical findings in WNV-infected free-ranging 
goshawks are brief in most reports. Often birds were found dead 
or died shortly after onset of clinical signs. Described symptoms 
include depression, loss of appetite, reduced ability to perch, 
ataxia, head tilt, head tremors, impaired vision/blindness and sei-
zures as well as torticollis and paresis (Erdelyi et al., 2007; Hubalek 
et al., 2018; Hubálek et al., 2019; Wünschmann et al., 2005). This 
is consistent with our findings. Concurrent diseases were found in 
the majority of our birds. Those could have also triggered some of 
the displayed symptoms like obtundation or inappetence.

In our birds, several unspecific changes in blood chemistry 
were observed and anaemia was a common finding. There are 
only few studies that report laboratory data of WNV-infected 
raptors. D'Agostino and Isaza (2004) tested eight of 11 WNV 
infected birds, including raptor species. Only hyperglobulin-
emia was diagnosed (2/8), but it was not mentioned in which 
species. Lopes et al. (2007) found mild elevation of creatine 
kinase activity in two great grey owls (Strix nebulosa). Most 
common haematologic abnormalities described by D'Agostino 
and Isaza (2004) included leukocytosis and heterophilia (n = 5). 
In contrast to our results [7/8 birds (88%) were anaemic and 
severe anaemia was observed in 2/8 birds (25%)], anaemia 
was not mentioned by D'Agostino and Isaza (2004). Joyner 
et al. (2006) found anaemia in all tested WNV-infected great 
horned owls (Bubo virginianus) and red-tailed hawks (Buteo 
jamaicensis). Necropsies were not performed in this study, so 
concurrent diseases in these birds were not ruled out. As ema-
ciation or traumatic injuries were present in all our birds, the 
causal link of this finding is unclear. Interestingly, anaemia was TA
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reported in a high proportion of human patients upon admis-
sion during a West Nile fever outbreak, but, as in our cases, the 
underlying cause remained unclear since anaemia has not been 
reported as a common finding in other flaviviral infections in 
humans (Chowers et al., 2001).

Gross lesions and histopathological findings were mainly consis-
tent with previous reports of WNV-infected goshawks and falcons 
(Erdelyi et al., 2007; Wünschmann et al., 2005; Ziegler et al., 2013). 
Central nervous system lesions were the most striking histopatho-
logical findings with the cerebrum most severely affected. These 
findings reflect the clinical presentation of all birds, which was dom-
inated by cerebral symptoms.

Besides the brain, the heart was the second most affected site 
characterized by a necrotizing myocarditis (6/10) with signs of fi-
brotic reparation in some of these birds. In this regard, signs of  
fibrosis—as a typical reparation process—indicate an at least sub-
acute process. The comparable low detection of viral antigen in car-
diomyocytes of five birds (5/10) might be due to an early clearance 
of WNV antigen leading to a loss of visibility of the IHC signal in 
advanced stages of disease (Angenvoort et al., 2014).

Although histopathological lesions of the kidney were mild, 
WNV antigen was detectable by IHC in eight of ten goshawks.

Noteworthy is the involvement of the skeletal muscle, which 
showed, besides a myositis (7/10), a distinct accumulation of WNV 
antigen in myocytes and associated inflammatory cells (9/10). 
Wünschmann et al. (2005) already considered other tissues, besides 
heart and kidney, equally or even more useful for the detection of 
WNV antigen in birds by IHC.

In contrast to Wünschmann et al. (2005), who found pancreatitis 
in six of twelve WNV infected goshawks, pancreas was not affected 
in any of the birds in this report.

In summary, the combination of a necrotizing inflammation in 
brain, heart and skeletal muscle is indicative for WNV infection in 
goshawks. Furthermore, WNV antigen detection by IHC in gos-
hawks is best performed on brain, skeletal muscle, heart and par-
ticularly kidney. The results obtained by IHC correlated well with 
PCR results.

Unlike the findings of Wünschmann et al. (2005), concurrent dis-
eases were present in most of the birds in our report and all were 
in poor to cachectic body condition. Emaciation or cachexia seems 
to be a common finding in free-ranging raptor species with WNV 
infection (Erdelyi et al., 2007; Wünschmann et al., 2005). In contrast 
to that, captive individuals with WNV infection were regularly in 
good body condition (Wünschmann et al., 2005), likely due to ear-
lier presentation. However, starvation is a known cause of goshawk 
mortality, especially in juvenile birds after dispersal from natal areas 
(Kenward et al., 1999; Wiens, Noon, & Reynolds, 2006). Time of pre-
sentation corresponded to the post-fledgling period of the juvenile 
goshawks, so a poor body condition due to poor hunting success 
could have left the birds more prone to WNV infection as well as to 
concurrent diseases.

But the high ND50 titre in addition to mild lesions specific for 
a viral infection and minor amounts of viral antigen in only few tis-
sue samples of goshawk no. 5 indicate that the bird was close to 
overcome the WNV infection. This bird was admitted with signif-
icant traumatic injuries (fracture of the carina sterni, extensive 

TA B L E  4   Virological results by West Nile virus (WNV)-specific quantitative reverse transcription polymerase chain reaction (qRT-PCR) 
assays (INEID, FLI-WNF (Eiden et al., 2010)) and serological results by Ingenasa-ELISA and by WNV- and Usutu virus (USUV)-neutralization 
test (VNT) of the ten goshawks (Accipiter gentilis) with fatal WNV infection

Virology Serology

qRT-PCR blood qRT-PCR Organ samples ELISA VNT VNT

Assay 1 
INEID

Assay 2 
FLI-WNF Tested tissue Assay 1 INEID WNV WNV USUV

Case No. Ct-value Ct-value Ct-value range IP %a  ND50b  ND50

1 32.74 32.79 Heart/kidney/liver/spleen 21.04/26.63/28.06/34.21 70.15 480 80

2 n.t. n.t. Cerebrum/spleen/liver 23.81/29.03/37.34 No serum available

3 n.t. n.t. Cerebrum/heart/liver 17.89/22.09/33.28 73.98 640 15

4 30.97 32.07 Cerebrum/spleen/heart 13.05/28.96/30.89 83.36 1,280 40

5 >42 >42 Cerebrum/cerebellum/spleen/
liver/heart/lung

>42/35.99/>42/>42/34.02/>42 84.15 1,920 40

6 36.91 44.99 Cerebrum/spleen/heart/kidney 17.51/31.97/>42/>42 61.22 240 <10

7 39.9 neg. Cerebrum/spleen/heart 24.59/28.33/33.5 83.39 640 40

8 33.19 34.01 Cerebrum/spleen/heart 16.51/27.88/35.72 60.52 480 30

9 >42 >42 Cerebrum/kidney/heart 11.84/31.73/34.52 66.69 640 10

10 30.17 31.24 Cerebrum/liver/spleen 24.46/27.28/30.28 77.29 480 40

Abbreviations: Ct, Cycle threshold; IP, inhibition percentage; n.t, sample not available; ND50, neutralization dose 50%.
aSamples will be considered positive, when the IP is ≥40%. 
bPositives highlighted in bold. 
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subcutaneous haemorrhages) and severe anaemia that were most 
likely the cause of displayed symptoms and death. In this case, the 
WNV infection could have predisposed the bird for trauma resulting 
in death.

Astonishingly, in all serological investigated goshawks (9/10) 
specific WNV antibodies were determined. Some goshawks had 
already quite high ND50 titres, ranged between 1/640 and 1/1920 
ND50. These high titres are directly related to the proven WNV 
infection and the occurred clinical symptoms. Similarly results were 
obtained by the experimental infection of large falcons with dif-
ferent WNV doses (Ziegler et al., 2013), where antibodies to WNV 
were initially detected by ELISA and neutralization assay after 
6 days post infection (dpi). After 14 dpi, at the end of the experi-
ment, neutralizing antibody titres ranged from 1/160 up to 1/2560 
ND50.

All clinical cases occurred during the season of high mosquito 
activity (Johnson et al., 2018). Suitable vectors (Culex mosquitoes) 
are present in Germany (Jansen et al., 2019; Leggewie et al., 2016), 
so the route of infection was most likely via mosquito-vector.

However, prior to 2019 no circulation of WNV in German mos-
quitoes could be detected, although a great number of field-collected 
mosquitoes were tested annually and different arboviruses were 
identified (Scheuch et al., 2018). In the summers of 2016 and 2017, 
more than 3,800 mosquitoes were collected at Tierpark Berlin, but 
all tested negative for flaviviruses (Heym, Kampen, Krone, Schäfer, & 
Werner, 2019). Only the mosquito examinations linked to 2018 and 
2019 WNV outbreak scenarios in eastern Germany resulted in seven 
WNV RNA positive pools of mosquitoes collected in the Tierpark 
Berlin in 2019 (Kampen et al., 2020).

In addition, oral routes of infection are described experimentally 
for different bird species (Komar et al., 2003; Nemeth et al., 2006), 
but not for Accipitriformes. Garmendia et al. (2000) suspected an 
oral route of infection in a red-tailed hawk (Buteo jamaicensis) that 
had died in winter due to WNV. Rock pigeons (Columba livia) ex-
perimentally infected with WNV lineage 1 developed an infectious 
viremia, but did not develop clinical signs (Spedicato et al., 2016). 
Reisen et al. (2014) detected chronic infections more than 6 weeks 
after experimental infection in common ground doves (Columbina 
passerina). It might be speculated that pigeons could contribute to 
transmission of WNV to goshawks via oral route, since feral pigeons 
(Columba livia domestica) are the main prey of goshawks in Berlin 
(Altenkamp, 2015).

It remains unclear if WNV will affect the goshawk population or 
other bird populations in Germany. In North America, a negative ef-
fect for bird populations due to WNV was demonstrated for 23 of 49 
bird species and 12 of these species did not show signs of recovery 
since WNV introduction (George et al., 2015).

Though goshawks are particularly susceptible to fatal WNV 
disease, there are reports of recovered captive individuals (Erdelyi 
et al., 2007). This is likely due to early presentation and support-
ive treatment, whereas free-ranging birds were usually presented in 
already poor body condition. Interestingly, two juvenile goshawks, 
presented to our clinic during the same time period, had high ND50 

WNV-specific titres (1/240 and ≥1/3840). In one of these birds, a 
weak PCR in blood was also noted (unpublished data). These birds 
had fractures caused by illegal gunshots and no signs indicative for 
WNV infection. This leads to the suggestion that these birds had 
overcome the infection.

West Nile virus infection should be included as a differential 
diagnosis in goshawks presented with obtundation and other neu-
rological symptoms, especially in the summer and it should be con-
sidered that concurrent disease or trauma may be present.
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APPENDIX 

F I G U R E  A 1   (a) Brain (cerebrum), (b) kidney and (c) heart of a goshawk from a routine submission without a WNV infection, Bar 50 µm; 
the examination of this negative control was done with an in-house polyclonal antibody specific for WNV (pab OM8) 

(a) (b) (c)

F I G U R E  A 2   Sections of physiological 
eye tissues (ciliary body (a1), pecten 
oculi (b1) and retina (c1)) from a hooded 
crow (Corvus cornix) in comparison with 
identical locations (ciliary body (a2), 
pecten oculi (b2) and retina (c2)) of WNV 
infected goshawks discussed in this article 
and shown in Figure 1e. Haematoxylin 
and eosin (HE). The ciliary processes (a2, 
arrow) and pectineal folds (b2, arrow) 
of the WNV infected bird are distended 
up to three respectively four times 
due to an infiltration of mononuclear 
inflammatory cells. Retinal necrosis (c2, 
ch = choroidea, rpe = retinal pigment 
epithelium, prl = photoreceptor layer, 
onl = outer nuclear layer, opl = outer 
plexiform layer, inl = inner nuclear 
layer, ipl = inner plexiform layer, 
gcl = ganglion cell layer, nfl = nerve fibre 
layer) is characterized by the loss of the 
photoreceptor-interdigitation of the rpe, 
rounded and necrotic photoreceptors 
(c2, closed arrowhead), virtually entire 
destruction of the onl and inl (c2, open 
arrowheads), rarefication of the opl and 
ipl, degeneration of the ganglion cells 
(c2, fat arrow) and presence of foamy 
macrophages and heterophils (c2, asterisk, 
thin arrow) within all retinal layers. Bars 
indicate: 20 µm (c1, c2), 50 µm (b1, b2), 
100 µm (a1, a2) 

(a1) (b)

(b2)

(c1)

(c2)

(a2)
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4. Diskussion

4.1 Anwendbarkeit des neurologischen Untersuchungsganges bei gesunden Vögeln 

Die Studie 1 konnte einige neurologische Tests als geeignet für die untersuchten Vogelarten 

identifizieren, jedoch waren artspezifische Unterschiede bezüglich der Anwendbarkeit 

feststellbar. Im Folgenden werden ein paar Beispiele herausgearbeitet. 

Alle Parameter, die aufgrund reiner Beobachtung und ohne Berührung des Tieres bewertet 

wurden, waren bei allen Individuen gut zu beurteilen und umfassten das Bewusstsein, die 

Haltung, das Gangbild und Symmetrien im Bereich des Kopfes. Dies deckt sich mit Studien 

bei Kleinsäugern (Warnefors et al. 2019; Berg et al. 2021; Dietzel et al. 2024) und Reptilien 

(Chrisman et al. 1997; Hedley et al. 2021; Tarbert et al. 2022).  

Bei der Überprüfung der Kopfnerven waren die okulovestibuläre Reaktion und der Lidreflex 

am zuverlässigsten und bei allen untersuchten Tieren auslösbar. Bezüglich des Lidreflexes 

deckt sich dieses Ergebnis mit ophthalmologischen Studien an gesunden Individuen 

verschiedener Vogelarten, die okulovestibuläre Reaktion wurde in diesen Veröffentlichungen 

dagegen nicht untersucht (Harris et al. 2008; Kuhn et al. 2013; Wills et al. 2016; Ansari 

Mood et al. 2017; O'Connell et al. 2017; Park et al. 2017; Hwang et al. 2020). Eine 

positive Drohreaktion war artspezifisch variabel zu beobachten: Bei Schwänen sehr 

zuverlässig bei 100 % der Tiere, bei Tauben und Greifvögeln jedoch nur bei 50 % bis 70 

%. Auch in den in der Fachliteratur vorhandenen Studien konnte die Drohreaktion in sehr 

unterschiedlichem Ausmaß bei Vögeln ausgelöst werden – entweder bei allen Tieren einer 

Art, einem Teil oder keinem Tier (Harris et al. 2008; Kuhn et al. 2013; Wills et al. 2016; 

Ansari Mood et al. 2017; O'Connell et al. 2017; Park et al. 2017; Hwang et al. 2020). In den 

eigenen Untersuchungen war zusätzlich auffallend, dass es artspezifisch Unterschiede 

in der Ausprägung der Drohreaktion bzw. des Lidreflexes gab: Während der Großteil 

der Tauben die Augenlider schlossen, erfolgte bei den Greifvögeln und Schwänen ein 

Schluss der Nickhaut. Unterschiede im Blinzelverhalten wurden auch von Morris und 

Parsons (2023) beobachtet, die Filmaufnahmen von 561 verschiedenen Vogelarten 

bezüglich der Art des Lidschlusses auswerteten. Sie stellten fest, dass artspezifisch und 

situationsabhängig entweder nur die Nickhaut oder aber die Ober- und Unterlider (ebenfalls 

in unterschiedlichen Anteilen, teilweise auch in Kombination mit der Nickhaut) beim 

Blinzeln involviert waren. Passend zu den Ergebnissen der eigenen Untersuchungen 

wurde in dieser Studie bei allen 37 untersuchten Taubenarten (inklusive Haustauben) 

Blinzeln mit Augenlidbeteiligung beobachtet, während dies nur bei zwei von 48 

untersuchten Arten aus der Familie der Anatidae und nicht bei Höckerschwänen 

nachgewiesen wurde (Morris und Parsons 2023).  
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Im Gegensatz zu Hunden (Talbott 1974), Katzen (Coulmance et al. 1979; Czarkowska-Bauch 

1990) und Kaninchen (Tsai et al. 2023), wurden bei Vögeln die Haltungs- und Stellreaktionen 

bisher nicht systematisch untersucht (Jones und Orosz 1996; Orosz und Antinoff 2016). Bei 

diesen Tests waren in den eigenen Untersuchungen Unterschiede bezüglich der 

Durchführbarkeit zwischen den drei Untersuchungsgruppen auffallend. Die Hüpfreaktion, die 

Korrekturreaktionen von Flügeln und Zehen sowie die Unterstützungsreaktion konnten bei 

allen Schwänen und Tauben durchgeführt und beurteilt werden.  

Die „Drop and flap“-Reaktion war dagegen bei Schwänen aufgrund der Größe und des 

Körpergewichtes dieser Vögel teilweise schwer durchführbar und nur bei 62 % der Tiere 

auslösbar, während sie bei den anderen zwei Untersuchungsgruppen bei 100 % der Vögel 

getestet und ausgelöst werden konnte.  

Bei den Greifvögeln konnten die Haltungs- und Stellreaktionen der Hintergliedmaßen 

artübergreifend nur bei einem kleinen Anteil der Vögel überprüft werden, da diese Arten mit 

starkem Abwehrverhalten reagierten und damit eine erhöhte Verletzungsgefahr für den 

Untersucher einherging. Wenn durchführbar, reagierte ein Teil der Tiere gar nicht auf 

Veränderungen der Körper- bzw. Hintergliedmaßenposition. 

Auch bei den spinalen Reflexen kam es artspezifisch zu variablen Ergebnissen in der 

Auslösbarkeit, wobei der Flexorreflex der Hintergliedmaßen am zuverlässigsten und bei allen 

Greifvögeln und Tauben vorhanden war. Bei 14 % der Schwäne dagegen fehlte er. Auffallend 

war, dass der Gastrocnemiusreflex bei keinem Individuum auslösbar war. Somit ist dieser 

Reflex, vergleichbar zu Kleintieren, ohne klinischen Nutzen (de Lahunta et al. 2021).  

Limitierend bei dieser Studie ist die Herkunft der Tiere. Da es sich, mit Ausnahme von 

18 Tauben, ausschließlich um freilebende Vögel handelte, waren die Vögel nicht an Handling 

gewöhnt. Stress wird als Hauptfaktor für fehlende Reflexantworten bei Vögeln genannt 

(Clippinger et al. 2007). Zudem fehlten teilweise Informationen zu Vorerkrankungen, Alter und 

Geschlecht der Wildvögel. Aus diesen Gründen konnte der Einfluss dieser Faktoren auf das 

Ergebnis der einzelnen neurologischen Tests nicht bewertet werden. Mit Ausnahme der 

Turmfalken und Habichte haben die untersuchten Arten keinen deutlich erkennbaren 

Geschlechtsdimorphismus (Glutz von Blotzheim und Bauer 2001a; Glutz von Blotzheim und 

Bauer 2001b; Glutz von Blotzheim et al. 2001). Somit wäre eine Geschlechtsbestimmung nur 

mit einer invasiven (z.B. endoskopische Geschlechtsbestimmung) oder kostenintensiven 

Methode (Desoxyribonukleinsäure-Analyse) möglich gewesen. Da zudem bei Katzen (Foss et 

al. 2021) und Hunden (Giebels et al. 2014; Giebels et al. 2019) kein Einfluss des Geschlechtes 

auf einzelne Reflexantworten nachgewiesen werden konnte, wurde auf eine 

Geschlechtsbestimmung verzichtet. 
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Bei Kleintieren kann ein sehr junges als auch ein stark fortgeschrittenes Alter einen Einfluss 

auf verschiedene neurologische Tests haben. Für die Drohreaktion bei Haustieren (Hunde, 

Katzen, Pferde, Rinder) ist bekannt, dass es sich um eine erlernte Reaktion handelt, die erst 

im Alter von einigen Tagen (Großtiere) bis Wochen (Kleintiere) auslösbar ist (de Lahunta et al. 

2021). Ein höheres Alter hat bei Hunden die Reflexaktivität des Patellarsehnenreflexes 

beeinflusst (Levine et al. 2002; Willems et al. 2017). Bei geriatrischen, neurologisch 

unauffälligen Hunden war dabei häufiger ein fehlender Patellarsehnenreflex feststellbar 

(Levine et al. 2002). In anderen Studien hatte das Alter dagegen keinen Einfluss auf 

verschiedene Reflexantworten bei Hunden (Muguet‐Chanoit et al. 2011; Giebels et al. 2014; 

Giebels et al. 2019) und Katzen (Quitt et al. 2019; Foss et al. 2021). Eine Alterseinteilung 

erfolgte bei den untersuchten Vögeln anhand morphologischer Kriterien artspezifisch in juvenil 

und adult (Glutz von Blotzheim und Bauer 2001a; Glutz von Blotzheim und Bauer 2001b; Glutz 

von Blotzheim et al. 2001), war jedoch nicht präzise in Monate oder Jahre möglich. Um einen 

möglichen Alterseinfluss zu minimieren, wurden Nestlinge von der Untersuchung 

ausgeschlossen.  

Eine weitere Limitation der Studie ist die Heterogenität der untersuchten Greifvogelgruppe. Da 

ausschließlich freilebende Greifvögel untersucht wurden, die als Patienten in der Klein- und 

Heimtierklinik der FU Berlin vorgestellt wurden, waren im Studienzeitraum nicht genügend 

Greifvögel einer Art verfügbar, um eine statistische Auswertung vornehmen und damit 

Aussagen zur Gesamtpopulation treffen zu können. Da bis zu dem Zeitpunkt der eigenen 

Untersuchungen keine Daten für Vögel in der Fachliteratur verfügbar waren, wurden drei 

verschiedene Vogelarten in die dritte Untersuchungsgruppe eingeschlossen und die 

Ergebnisse berichtet. So konnte aber demonstriert werden, dass beispielweise die 

Überprüfung der Haltungs- und Stellreaktionen bei allen Greifvogelarten aufgrund von 

Abwehrverhalten deutlich schwieriger war als bei den Tauben und Höckerschwänen. 

4.2 Klinische Präsentation und Diagnosestellung bei Habichten mit WNV-Infektion 

Im Rahmen der Studie 2 wurde eine im Jahr 2018 erstmals in Deutschland diagnostizierte 

Infektionserkrankung, die neurologische Symptome bei Habichten hervorrufen kann, klinisch 

charakterisiert.  

Das WNV ist ein zoonotischer Erreger mit zunehmender weltweiter Ausbreitung und 

Ausbruchsintensität (Simonin 2024). In vielen Ländern – inklusive Deutschland – wurden 

Monitoring-Programme eingerichtet, die insbesondere auf die Untersuchung von Wildvögeln 

(Blutproben und Tierkörper) abzielen (Seidowski et al. 2010; Johnson et al. 2018). Zudem zählt 

eine WNV-Infektion bei einem Vogel in Deutschland zu den anzeigepflichtigen Tierseuchen 

(BMEL 2011). Die Kenntnis der möglichen klinischen Symptomatik bei einer Vogelart ist 

entscheidend, um dieser Anzeigepflicht nachzukommen. Die Empfänglichkeit und damit auch 
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die klinische Ausprägung einer Erkrankung durch das WNV ist speziesspezifisch. Habichte 

gelten in Europa im Vergleich zu anderen Greifvögeln als besonders empfänglich für klinisch 

apparente WNV-Infektionen, da das Virus in den letzten Jahren in verschiedenen Ländern 

Europas wiederholt bei dieser Art nachgewiesen wurde – überwiegend bei tot aufgefundenen 

Vögeln oder bei nach kurzer Erkrankung akut verstorbenen Einzeltieren (Bakonyi et al. 2006; 

Erdelyi et al. 2007; Wodak et al. 2011; Bakonyi et al. 2013; Petrovic et al. 2013; Savini et al. 

2013; Csank et al. 2016; Hubalek et al. 2018; Busquets et al. 2019; Hubálek et al. 2019; Michel 

et al. 2019; Ziegler et al. 2019a). So wurde beispielsweise bei einem größeren WNV-Ausbruch 

in Europa 2008 bis 2009 in Ungarn und Österreich unter tot aufgefundenen Vögeln das WNV 

vor allem bei Habichten (bei 35 von 57 Tieren) nachgewiesen, bei wenigen anderen Arten 

dagegen nur vereinzelt (Bakonyi et al. 2013). Auch in Deutschland wurden WNV-Infektionen 

bei Vögeln in den Jahren 2018 bis 2020 anteilig vor allem bei Habichten nachgewiesen (Ziegler 

et al. 2022). Da im Rahmen des nationalen Monitoring-Programmes Blutproben von 

verschiedensten Greifvogelarten untersucht werden (Ziegler et al. 2020; Ziegler et al. 2022), 

ist der Anteil der positiven Habichte auffallend. Insbesondere auch im Hinblick darauf, dass 

die Habichtpopulation im Vergleich zu anderen Greifvogelarten in Europa eher klein ist (Vidaña 

et al. 2020). Für Deutschland wird der Brutbestand von Habichten auf circa 11.500 bis 16.500 

Tiere geschätzt, während der Brutbestand von z.B. Sperbern bei 22.000 bis 34.000 Tieren, 

von Turmfalken bei 44.000 bis 74.000 und von Mäusebussarden bei 80.000 bis 135.000 Tieren 

liegt (Grüneberg et al. 2015).  

Die Ursachen für die Empfänglichkeit von Habichten für eine WNV-Infektion sind unklar. 

Experimentelle Studien wurden bei dieser Art bisher nicht durchgeführt. Für andere 

Greifvogelarten wurden experimentell, neben einer Infektion über Mückenstiche, auch orale 

Infektionsrouten über infizierte Beutetiere nachgewiesen (Komar et al. 2003; Nemeth et al. 

2006). Vidaña et al. (2020) diskutiert aus diesem Grund Unterschiede im Beutespektrum als 

Ursache für die vermehrte Empfänglichkeit von Habichten. Habichte erbeuten überwiegend 

Vögel, die als Reservoir für das Virus dienen können, während beispielsweise Mäusebussarde 

und Turmfalken vor allem kleinere Säugetiere fressen (Glutz von Blotzheim et al. 2001; Vidaña 

et al. 2020). Die Zusammensetzung des Beutespektrums von Habichten variiert in Europa, 

regional übergreifend werden aber zu einem großen Anteil Tauben als Nahrung erbeutet (Rutz 

et al. 2006). Da in experimentellen und serologischen Feld-Studien bei Felsentauben 

(Columba livia) gezeigt werden konnte, dass Felsentauben ausreichend virämisch werden 

können, um als kompetente Reservoirwirte in Frage zu kommen und dabei in der Regel 

klinisch nicht erkranken (Allison et al. 2004; Spedicato et al. 2016), vermuten einige Autoren, 

dass Tauben über orale Infektionswege zu einer Infektion von Greifvögeln beitragen könnten 

(Saito et al. 2007; Bakonyi et al. 2013). Allerdings sind andere empfängliche Greifvogelarten 

wie Wanderfalken (Falco peregrinus), die ebenfalls zu einem großen Anteil Tauben fressen 
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(Glutz von Blotzheim et al. 2001), nicht in dem Ausmaß betroffen wie Habichte (Bakonyi et al. 

2013). 

Die neurologischen Symptome der Habichte mit WNV-Infektion der eigenen Untersuchungen 

umfassten Stupor, Krampfanfälle, Kopftremor, Kopfschiefhaltung, Ataxie und Monoplegie und 

decken sich weitestgehend mit der in der Literatur beschriebenen Symptomatik für Habichte 

(Wünschmann et al. 2005; Bakonyi et al. 2006; Erdelyi et al. 2007; Wodak et al. 2011; Savini 

et al. 2013; Hubalek et al. 2018; Busquets et al. 2019; Hubálek et al. 2019). In diesen 

Publikationen werden jedoch nur die Symptome erwähnt. Eine detaillierte Beschreibung des 

klinischen Krankheitsbildes bei Habichten, inklusive der Ergebnisse einer neurologischen 

Untersuchung, bildgebender Befunde sowie klinisch-chemischer und hämatologischer 

Laborparameter, waren in der zugänglichen Fachliteratur bis zum Zeitpunkt dieser Studie nicht 

verfügbar. Aus der Kleintiermedizin ist bekannt, dass z. B. bei Hunden mit infektiös-

entzündlichen Erkrankungen des ZNS eine spezifische Diagnose häufig schwierig zu stellen 

ist (Tipold 1995). Die genaue Erfassung der klinischen Symptome in Kombination mit 

weiterführenden Untersuchungen kann die Diagnosestellung erleichtern (Tipold 1995). Somit 

sind die Ergebnisse der eigenen Untersuchungen ein wichtiger Beitrag, um die 

Diagnosestellung dieser Erkrankungen bei Vögeln und insbesondere bei Habichten zu 

verbessern.  

Die neuroanatomische Lokalisation der Läsionen wurde in den eigenen Untersuchungen 

anhand der verfügbaren Informationen für Vögel und Kleintiere vorgenommen (Clippinger et 

al. 2007; Lorenz et al. 2011). Einige neurologischen Symptome waren dabei insbesondere 

hinweisend auf wenige bestimmte Lokalisationen innerhalb des ZNS: Die 

Bewusstseinsstörungen wiesen auf eine Läsion im Großhirn oder Stammhirn, die 

Krampfanfälle auf eine Läsion im Großhirn und die Kopftremores auf eine Läsion im Kleinhirn 

hin. Die Gesamtheit der Symptome führte bei acht von neun neurologisch untersuchten Tieren 

zu einer multifokalen Lokalisation innerhalb des ZNS.  

Unter Berücksichtigung der blutchemischen und hämatologischen Befunde, die keine 

Hinweise auf eine metabolische Ursache (wie z.B. eine Hypoglykämie, Hypokalzämie, Leber- 

und Nierenfunktionsstörung) für Bewusstseinsstörungen oder Krämpfe ergaben (Jones und 

Orosz 1996; Chandler und Volk 2008), waren zum Zeitpunkt der klinischen Untersuchungen 

ein Trauma, eine infektiös-entzündliche Erkrankung des ZNS oder eine toxische Ursache (wie 

z.B. eine Bleiintoxikation) die wahrscheinlichsten Differenzialdiagnosen. 

Eine Bleiintoxikation wurde bisher nur bei drei freilebenden Habichten beschrieben (Pain und 

Amiardtriquet 1993; Kenntner et al. 2003). Nur für eines dieser Tiere wird eine klinische 

Symptomatik in Form einer Paraplegie erwähnt (Kenntner et al. 2003). Typische Befunde bei 

einer Bleiintoxikation bei anderen Greifvögeln, wie dem Seeadler (Haliaeetus albicilla), sind 
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Apathie, Dyspnoe, Kropfstase, Erbrechen, ein schlechter Ernährungszustand, hämolytische 

Anämie und Biliverdinurie sowie neurologische Symptome wie Krampfanfälle, Ataxie, 

Kopftremor, Tortikollis, Kopfnervenausfällen sowie Paresen der Gliedmaßen (Müller et al. 

2007; Halter-Gölkel 2022). Eine Bleiintoxikation wird bei Vögeln vor allem durch die orale 

Aufnahme von Bleimunition hervorgerufen, daher sind Vogelarten wie der Seeadler, die 

vermehrt Aas als Nahrungsquelle nutzen, insbesondere in den Wintermonaten häufiger 

betroffen (Pain und Amiardtriquet 1993). Da Habichte kaum tote Beutetiere fressen, wird das 

Risiko für eine Bleiintoxikation bei dieser Art in Deutschland als sehr gering eingeschätzt 

(Kenntner et al. 2003). Obwohl keine Messung der Blutbleikonzentration bei den Habichten 

erfolgte, war eine Bleiintoxikation unwahrscheinlich, da weder die klinischen Befunde noch die 

weiterführenden Untersuchungen Hinweise darauf gaben.  

Bei einem akuten, progressiven Verlauf und dem multifokalen Erscheinungsbild sind 

entzündliche Erkrankungen des ZNS bei Kleintieren als Ursache wahrscheinlich (Gandini et 

al. 2007). Aus diesem Grund schien eine infektiös-entzündliche Genese der neurologischen 

Symptome, insbesondere bei den neun Habichten ohne schwerwiegende traumatische 

Verletzungen, am wahrscheinlichsten. 

In den eigenen Untersuchungen war auffallend, dass alle Tiere einen schlechten 

Ernährungszustand aufwiesen und bei neun Habichten zusätzliche Erkrankungen (wie z.B. 

klinisch apparente Infektionen mit Trichomonas spp. und/oder Eucoleus spp., mykotische 

Pneumonien oder Aerosacculitiden, Wunden) vorlagen. Derartige zusätzliche Befunde wurden 

in den meisten Veröffentlichungen zu WNV-positiven Habichten nicht erwähnt, sind jedoch bei 

anderen freilebenden Greifvögeln mit WNV-Infektionen beschrieben (Wünschmann et al. 

2005; Joyner et al. 2006; Lopes et al. 2007; Saito et al. 2007; Höfle et al. 2008; Smith et al. 

2018). Acht von zehn Tiere der eigenen Untersuchungen waren juvenile Vögel aus dem Jahr 

2019 und Abmagerung bzw. Verhungern durch Unerfahrenheit bei der Jagd, Traumata sowie 

klinische Infektionen mit Trichomonas spp. sind als Haupttodesursachen für Habichte im 

ersten Lebensjahr beschrieben (Morishita et al. 1998; Kenward et al. 1999; Wiens et al. 2006; 

Merling De Chapa et al. 2020). Eine schlechte Körperkonstitution und Immunsuppression der 

Vögel bedingt durch eine WNV-Infektion könnte sekundäre Infektionen begünstigt und damit 

auch zu dem sehr akuten und progressiven Verlauf (die mediane Überlebenszeit lag bei zwei 

Tagen) bei den zehn Habichten beigetragen haben. Wie bei Wünschmann et al. (2005), die im 

Rahmen eines Monitoring-Programmes in den USA insgesamt zwölf Tierkörper von WNV-

infizierten Habichten untersucht haben, standen auch bei den pathohistologischen 

Untersuchungsergebnissen der Studie 2 eine Meningoenzephalitis und Myokarditis im 

Vordergrund. Zudem war auch eine Myositis häufig (7/10), wohingegen Skelettmuskulatur 

histologisch und immunhistochemisch bei Wünschmann et al. (2005) nur bei vier von zwölf 

Habichten untersucht wurde. Eine Pankreatitis, die Wünschmann et al. (2005) bei sechs von 
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zwölf Habichten diagnostizierte, konnte dagegen bei keinem der Tiere festgestellt werden. 

Während bei Wünschmann et al. (2005) WNV-Antigen am häufigsten im Gehirn (85 %), in der 

Milz (75 %), im Herzmuskel (58 %) und im Auge (50 %) nachgewiesen wurde, gelang dies bei 

den Habichten der Studie 2 vor allem in Gehirn- (90 %), Skelettmuskel- (90 %), Nieren- (80 %) 

und Herzmuskelgewebe (50 %). Die Unterschiede in der Verteilung der histopathologischen 

und immunhistochemischen Befunde sind unklar, es könnten allerdings Unterschiede in der 

Wirtspopulation oder der Viruslinie eine Rolle spielen (Gamino und Höfle 2013). So handelte 

es sich in der Studie von Wünschmann et al. (2005) überwiegend um falknerisch gehaltene 

Habichte in guter Körperkonstitution. Zudem waren die Habichte von Wünschmann et al. 

(2005) mit einer anderen Viruslinie (WNV Linie 1) als die Habichte der eigenen 

Untersuchungen (WNV Linie 2) infiziert (Ziegler et al. 2020). Allerdings konnte bei 

experimentell infizierten Großfalken kein Unterschied der pathohistologischen Läsionen 

zwischen den beiden Viruslinien festgestellt werden (Ziegler et al. 2013). 

Aufgrund des schnellen Todes der betroffenen Tiere wurde die ätiologische Diagnose in dieser 

Studie postmortal gestellt. Da ein WNV-Nachweis bei sechs von acht Tieren aus dem 

Blutkuchen gelang und bei allen serologischen untersuchten Tieren teilweise bereits hohe 

WNV-spezifische AK-Titer mittels ELISA nachgewiesen werden konnten, sind unsere 

Ergebnisse auch für eine Diagnose einer WNV-Infektion bei lebenden Habichten interessant. 

Im Jahr 2020 waren im Rahmen des nationalen Monitoring-Programmes unter den 

seropositiven Vögeln im östlichen Deutschland vor allem Habichte, von denen der größte 

Anteil verstarb (Ziegler et al. 2022). Es gibt allerdings auch Berichte von überlebenden, in 

Gefangenschaft gehaltenen Habichten (Erdelyi et al. 2007; Ziegler et al. 2020; Straub et al. 

2021). Im Patientengut der Klein- und Heimtierklinik waren zudem zwei weitere Habichte aus 

dem Jahr 2019, die hohe WNV-AK-Titer, jedoch keine mit WNV-assoziierten Symptome 

aufwiesen. Auch bei einem Habicht dieser Studie wurden nur milde histopathologische 

Befunde in Kombination mit einem hohen AK-Titer nachgewiesen. Diese Befunde sprechen 

bei diesen drei Habichten dafür, dass die Tiere die Infektion fast oder vollständig überstanden 

hatten. Daher erscheint für eine Diagnose einer WNV-Infektion bei lebenden Habichten die 

Kombination aus einer Untersuchung auf WNV-spezifische AK und Nukleinsäuren aus Serum 

und Blutkuchen sinnvoll. 
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4.3 Schlussfolgerung und Ausblick 

Beide Studien hatten das übergeordnete Ziel die klinische Untersuchung und 

Diagnosestellung von Erkrankungen mit neurologischen Symptomen bei Vögeln zu 

verbessern. Es wurde erstmals die Anwendbarkeit des neurologischen Untersuchungsganges 

bei gesunden Individuen aus insgesamt fünf verschiedenen Vogelarten untersucht. Dabei 

wurden geeignete neurologische Tests identifiziert, die sich jedoch zwischen den einzelnen 

Vogelarten unterschieden. Dies sollte bei der Anwendung des Untersuchungsganges bei 

anderen Vogelspezies bedacht werden und verdeutlicht auch die Notwendigkeit von 

zukünftigen Untersuchungen zur Anwendbarkeit der neurologischen Untersuchung bei 

weiteren Vogelspezies. Weitere Untersuchungen sind zudem nötig, um den neurologischen 

Untersuchungsgang als Diagnostikum für bestimmte neurologische Erkrankungen bei Vögeln 

zu validieren. Aufgrund der multifokalen Verteilung der Läsionen innerhalb des Nervensystems 

und Involvierung multipler Organsysteme erscheint eine WNV-Infektion bei Vögeln nicht als 

geeignete „Modellerkrankung“ für eine derartige Validierung. Jedoch konnte demonstriert 

werden, dass eine neuroanatomische Lokalisation des Krankheitsprozesses bei allen 

untersuchten Tieren möglich war. In Kombination mit allen anderen klinischen Befunden 

lieferte diese Lokalisation die Basis für eine Diagnose einer WNV-Infektion bei zehn 

freilebenden Habichten – einer Viruserkrankung, die erstmals im Vorjahr in Deutschland 

aufgetreten und bis dahin bei Habichten nicht ausführlicher klinisch charakterisiert war. Da 

Habichte eine Indikatorspezies für das WNV-Vorkommen in einer Region sind, ist die Kenntnis 

der klinischen Befunde bei dieser Vogelart für eine möglichst frühe Diagnose wichtig und auch 

als Monitoring-Maßnahme anzusehen (Alba et al. 2017). Es ist nicht vorherzusehen, wie sich 

das WNV-Infektionsgeschehen in den nächsten Jahren in Deutschland verhält, jedoch ist mit 

Erkrankungen bei Menschen und anderen Tierarten zu rechnen (Friedrich-Loeffler-Institut 

2023, November 29). Bei Habichten mit entsprechenden neurologischen Symptomen sollte, 

insbesondere im Sommer, eine WNV-Infektion als Differenzialdiagnose in Betracht gezogen 

werden. 
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5. Zusammenfassung
Untersuchungen zur Anwendbarkeit der neurologischen Untersuchung bei 
ausgewählten Vogelspezies und Charakterisierung einer Erkrankung mit 
neurologischen Symptomen durch das West-Nil-Virus bei Habichten (Accipiter gentilis) 

Sina Feyer 

Die Diagnose neurologischer Erkrankungen bei Vögeln ist oft herausfordernd. Die 

neurologische Untersuchung stellt einen wesentlichen diagnostischen Schritt dar, der zur 

Lokalisation der symptomauslösenden Läsion innerhalb des Nervensystems führt und damit 

die Basis für die Einschätzung möglicher Differenzialdiagnosen bildet. Allerdings sind Daten 

bezüglich der Anwendbarkeit neurologischer Tests bei Vogelarten nur sehr begrenzt in der 

Fachliteratur verfügbar. Darüber hinaus sind klinische Beschreibungen von Krankheitsbildern 

bei Wildvögeln oft nur spärlich vorhanden. Das Ziel dieser Dissertation bestand darin, die 

neurologische Untersuchung sowie die Diagnosestellung von Erkrankungen mit 

neurologischen Symptomen bei Vögeln zu verbessern.  

In der ersten Studie wurden physiologische Reflexantworten und Reaktionen im Rahmen der 

neurologischen Untersuchung klinisch gesunder Individuen verschiedener Vogelarten 

ermittelt. Bei 42 Tauben (Columba livia domestica), 42 Höckerschwänen (Cygnus olor) und 42 

Greifvögeln, darunter zwölf Mäusebussarde (Buteo buteo), 24 Turmfalken (Falco 

tinnunculus) und sechs Habichte (Accipiter gentilis), wurde eine neurologische 

Untersuchung durchgeführt. Eine Reihe von neurologischen Tests konnte 

artenunterschiedlich als geeignet für die untersuchten Spezies identifiziert werden. Bei 

Tauben und Höckerschwänen wurden bei fast allen Haltungs- und Stellreaktionen 

reproduzierbar zuverlässige Reaktionen beobachtet. Im Gegensatz dazu waren 

die Haltungs- und Stellreaktionen der Hintergliedmaßen bei Greifvögeln aufgrund 

von Abwehrverhalten oft nicht durchführbar. Die Überprüfung der Kopfnerven und der 

meisten spinalen Reflexe ergaben artspezifisch variable Ergebnisse. Insbesondere der 

Gastrocnemiusreflex war bei keinem Individuum der Studie auslösbar. Die Ergebnisse 

deuten darauf, dass es vogelartspezifisch sowohl Unterschiede in der Durchführbarkeit der 

neurologischen Untersuchung als auch in der Auslösbarkeit und Ausprägung der 

Antworten im Rahmen der verschiedenen Tests gibt.  

In einer weiteren Studie wurden die klinischen, pathologischen und virologischen Aspekte 

von Infektionen mit dem West-Nil-Virus (WNV) bei zehn freilebenden Habichten aus 

Deutschland beschrieben. Das WNV ist ein zoonotisches Arbovirus, das erstmals 2018 in 

Deutschland nachgewiesen wurde und zu einer neuroinvasiven Erkrankung mit erhöhter 

Mortalität bei Vögeln, Menschen und anderen Säugetieren führen kann. 
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Habichte sind besonders empfänglich für eine klinische Erkrankung und gelten als Indikatorart 

für das Auftreten des WNV in Europa. Aus diesem Grund sind Daten über das klinische 

Erscheinungsbild von großer Bedeutung für die frühzeitige Identifizierung von 

Verdachtsfällen. Zwischen Juli und September 2019 wurden insgesamt zehn 

freilebende Habichte (8/10 waren juvenil und 9/10 weiblich) in die Klein- und Heimtierklinik 

der Freien Universität Berlin verbracht und umfassend untersucht. Die klinischen Befunde, 

die im Laufe des stationären Aufenthaltes erhoben wurden, waren Apathie und 

Inappetenz (10/10), ein schlechter Ernährungszustand (10/10), eingeschränkter Visus 

ohne okuläre Befunde (4/7), Uveitis (3/7), Hyphäma (1/7) und eine Hornhauterosion (1/7). 

Alle Tiere entwickelten im Verlauf neurologische Symptome, darunter Stupor (3/10), 

Krampfanfälle (3/10), Kopftremor (2/10), Kopfschiefhaltung (2/10), Monoplegie eines Beines 

(2/10) und Ataxie (2/10) und eine neurologische Untersuchung ergab eine multifokale 

neuroanatomische Lokalisation (8/9) oder eine fokale Lokalisation auf das Großhirn (1/9). 

Zusätzlich wurden Aerosacculitiden oder Pneumonien (7/10), traumatische 

Verletzungen (3/10) wie z.B. Frakturen der Carina sterni, klinisch apparente Infektionen mit 

Eucoleus spp. und Trichomonas spp. (3/10) sowie Myiasis (2/10) festgestellt. 

Trotz symptomatischer Behandlung verschlechterte sich der Zustand der Vögel, was zum 

Tod oder zur Euthanasie bei einer medianen Überlebenszeit von zwei Tagen führte. Die 

häufigsten histopathologischen Befunde waren eine Meningoenzephalitis (9/10), 

Myokarditis (8/10), Iridozyklitis (8/8) und Myositis (7/10). Die WNV-Infektion wurde mittels 

quantitativer Echtzeit-Polymerase-Kettenreaktion mit reverser Transkription (RT-qPCR) in 

Organproben (10/10) und Blut (6/8) diagnostiziert und durch serologische und 

immunhistochemische Untersuchungen bestätigt. 

Die Ergebnisse dieser kumulativen Dissertation beschreiben artspezifische, physiologische 

Reflexantworten und Reaktionen im Rahmen der neurologischen Untersuchung 

bei verschiedenen Vogelarten. Diese sollten bei der Interpretation neurologischer Tests 

bei den entsprechenden Spezies beachtet werden, um die Untersuchung möglichst 

aussagekräftig und stressarm für den Patienten zu gestalten. Dieser Untersuchungsgang 

konnte in einem weiteren Teil der kumulativen Dissertation bei Habichten mit 

neurologischen Symptomen ebenfalls angewendet und eine, in Deutschland relativ neue, 

Infektionserkrankung durch das WNV bei zehn freilebenden Habichten umfassend 

klinisch, pathologisch und virologisch charakterisiert werden. Diese Erkrankung sollte 

bei Habichten mit entsprechenden neurologischen Symptomen, insbesondere im 

Sommer, als wichtige Differenzialdiagnose Berücksichtigung finden. Insgesamt 

tragen diese Untersuchungen zur besseren Diagnosestellung neurologischer 

Erkrankungen bei Vögeln bei.
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6. Summary 
Investigations on the applicability of the neurological examination in selected bird 
species and characterization of a disease with neurological symptoms caused by 
West Nile virus in goshawks (Accipiter gentilis) 
 
Sina Feyer 
 
The diagnosis of neurological diseases in birds is often challenging. A neurological 

examination is essential for determining the localization of neurological lesions and for the 

assessment of possible differential diagnoses. However, quantitative data on the feasibility of 

neurological tests are very limited for avian species. Additionally, an understanding of the 

clinical presentation and underlying pathology is crucial for accurate diagnosis of a 

neurological disease, but clinical descriptions of disease presentation in free-ranging birds are 

often scarce. The aim of these investigations was to improve the neurological examination and 

diagnosis of diseases with neurological signs in birds. 

One study aimed to establish normative data for the neurological examination obtained from 

clinically healthy individuals of various bird species. A total of 42 domestic and feral pigeons 

(Columba livia domestica), 42 mute swans (Cygnus olor), and 42 raptors including twelve 

common buzzards (Buteo buteo), 24 common kestrels (Falco tinnunculus), and six northern 

goshawks (Accipiter gentilis) underwent a prior defined neurological examination. A number of 

suitable neurological tests were identified for the examined species. In pigeons and mute 

swans, consistent responses were observed in nearly all postural reaction tests. In contrast, 

postural reaction tests of the legs in raptors were often not feasible due to defensive behavior. 

Cranial nerve tests and most spinal reflexes revealed variable results depending on the 

species. Notably, the gastrocnemius reflex was not provokable in any of the individuals in the 

study. The results indicate species-specific differences in the feasibility of the neurological 

examination and consistency of responses.  

In a further study, the clinical, pathological, and virological aspects of West Nile virus (WNV) 

infections in ten free-ranging northern goshawks from Germany were described in detail. WNV 

is a zoonotic arbovirus that was first detected in Germany in 2018 and can lead to a 

neuroinvasive disease with increased mortality in birds, humans and other mammals. 

Goshawks are particularly susceptible to clinical disease and are therefore considered an 

indicator species for the occurrence of WNV in Europe. Data on clinical presentation is 

therefore of great importance for the early identification of suspected cases. Between July and 

September 2019, ten free-ranging goshawks (8/10 were juvenile and 9/10 were female) were 

brought to the Small Animal Clinic of the Freie Universität Berlin. The clinical findings recorded 

during hospitalization included obtundation and inappetence (10/10), poor body condition 
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(10/10), impaired vision without ocular abnormalities (4/7), uveitis (3/7), hyphema (1/7) and 

corneal erosion (1/7). All animals developed neurological signs including stupor (3/10), 

seizures (3/10), head tremor (2/10), head tilt (2/10), monoplegia of a leg (2/10) and ataxia 

(2/10). Neurological examination revealed a multifocal localization (8/9) or a focal localization 

to the forebrain (1/9). Furthermore, the following conditions were identified: Aerosacculitis or 

pneumonia (7/10), traumatic injuries (3/10) such as fractures of the carina sterni, clinically 

apparent infections with Eucoleus spp. and Trichomonas spp. (3/10) and myiasis (2/10). 

Despite symptomatic treatment, the condition of the birds deteriorated, leading to death or 

euthanasia with a median survival time of two days. The most frequent histopathological 

findings were meningoencephalitis (9/10), myocarditis (8/10), iridocyclitis (8/8) and myositis 

(7/10). WNV infection was diagnosed by real-time quantitative reverse-transcription 

polymerase chain reaction (RT-qPCR) in organ samples (10/10) and blood (6/8), with further 

confirmation by serological and immunohistochemical examinations. 

In conclusion, the results of this research provide normative data for the neurological 

examination in different bird species, thereby improving the interpretation of the neurological 

examination in the respective bird species. Furthermore, this examination protocol was also 

applied to goshawks with neurological signs due to WNV infection, a recently emerged 

infectious disease in Germany. This study provides a detailed description of the clinical, 

pathological, and virological characteristics of the WNV infections in ten free-ranging goshawks 

in Germany. This disease should be considered as an important differential diagnosis in 

goshawks presenting with corresponding neurological signs, particularly during the summer 

months. In conclusion, these studies contribute to the improvement of diagnostic accuracy for 

birds with neurological conditions. 
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