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Stellungnahme der ZKBS zur Risikobewertung von 

Plasmodium berghei, Plasmodium chabaudi, Plasmodium yoelii und 

Plasmodium vinckei 

als Spender- oder Empfängerorganismen 

gemäß § 5 Absatz 1 GenTSV 

 

Allgemeines 

Bei Plasmodium berghei, Plasmodium chabaudi, Plasmodium yoelii und Plasmodium vinckei 

handelt es sich um einzellige Parasiten, die zur Untergattung Vinckeia der Gattung 

Plasmodium in der Familie der Plasmodiidae gehören.  

Der Wirtsbereich beschränkt sich auf murine Nagetiere, in denen sie Malaria auslösen. Als 

natürlicher Hauptwirt war bis vor kurzem (außer für P. berghei) fast ausnahmslos die 

Dickichtratte Grammomys poensis (früher Thamomnys rutilans) Zentralafrikas beschrieben [1]. 

Inzwischen wurde in einer Studie gezeigt, dass zumindest für P. yoelii und P. vinckei als 

natürlicher Wirt auch die Echte Streifengrasmaus (Lemniscomys striatus), die Natal-

Vielzitzenmaus (Mastomys natalensis), die Afrikanische Weichratte (Praomys sp.) sowie die 

in Afrika invasive Spezies der Hausmaus (Mus musculus) dienen und somit vermutlich für alle 

Nagetier-Plasmodien weitere natürliche murine Wirtstiere existieren [1]. Experimentelle 

Infektionen von Mäusen, Hamstern und anderen Rattenspezies bestätigen dies [2–4]. 

Eine Übertragung zwischen den Wirtstieren erfolgt vektorbasiert. Bis 2019 war als einziger 

natürlicher Vektor die Stechmücke Anopheles dureni millecampsi beschrieben. In einer 

kürzlich veröffentlichten Studie wurden jedoch als weitere Vektoren A. moucheti, A. nili, 

A. gabonensis, A. vinckei und A. marshalii beschrieben und vermutet, dass neben diesen noch 

weitere Anopheles-Spezies eine Rolle bei der natürlichen Übertragung spielen [1]. Dafür 

spricht auch, dass experimentell eine Vielzahl weiterer Anopheles-Spezies, wie z. B. 

A. stephensi als Vektor genutzt werden können [5]. 

Die Genome von P. berghei, P. chabaudi, P. yoelii und P. vinckei sind sequenziert und zeigen 

eine hohe Übereinstimmung mit dem Genom des humanen Malaria-Parasiten Plasmodium 

falciparum [6–9]. Dies spiegelt sich auch in ihrer Biologie wieder, die viele Gemeinsamkeiten 

mit den humanpathogenen Plasmodien aufweist, weshalb sie als Modellorganismus in vielen 

in vivo-Versuchen an Nagetieren genutzt werden [3]. Sie vollführen den für Plasmodien 

typischen Lebenszyklus mit Wirtswechsel von Stechmücken auf Säugetiere [10].  

Die Vermehrung des Parasiten im Blut des Endwirtes führt zu den typischen Malaria-

Symptomen wie veränderte Körpertemperatur, Gewichtsverlust, Blutarmut sowie der 

Schädigung von Leber, Lunge und Milz und in Folge dessen oft zum Tod [11, 4]. Außerhalb 

von Wirtstieren sind die Plasmodien nur unter definierten Kulturbedingungen lebensfähig [12]. 

Unterschiede zwischen den vier Nagetier-pathogenen Plasmodien finden sich beispielsweise 

in ihrer Morphologie, der Entwicklungsdauer, der Größe einzelner Entwicklungsstadien, der 

Präferenz für verschiedene Populationen roter Blutzellen und den Charakteristika der Seques-

trierung, also der Anheftung infizierter Erythrozyten, die späte Entwicklungsstadien des 
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Parasiten enthalten, an die Endothelien des Wirtes. Diese Eigenschaften beeinflussen die 

Wirt-Parasiten-Interaktion, die Virulenz und die Pathogenität, weshalb der Infektionsverlauf in 

den vier Spezies mitunter verschiedenen ist [3]. Selbst verschiedene Isolate einer Spezies 

können Variationen aufweisen, die die Parasiten-Wirt-Interaktion beeinflussen, und auch die 

Genetik der Wirtstiere selbst besitzt einen signifikanten Einfluss [3, 13]. 

 

P. berghei 

P. berghei wurde 1948 in Zentralafrika aus A. dureni isoliert und die Dickichtratte Grammomys 

surdaster als natürlicher Wirt beschrieben [14, 12]. Als Vektoren können experimentell neben 

der oft genutzten A. stephensi auch verschiedene andere Anopheles-Spezies wie z. B. 

A. annupiles, A. atroparvus, A. freeborni, A. gambiae, A. maculipennis und 

A. quadrimaculatus dienen [12]. 

P. berghei befällt murine Retikulozyten und weist eine asynchrone Entwicklung seiner 

Blutstadien auf. P. berghei befällt auch die Lunge und das Gehirn. Die Infektion im Nager 

verläuft i. d. R. letal [3]. 

 

P. chabaudi 

P. chabaudi wurde zuerst 1965 beschrieben, nachdem es aus dem Blut einer Dickichtratte 

(G. poensis) in Zentralafrika isoliert wurde [13, 15]. 

P. chabaudi invadiert murine Erythrozyten und weist eine synchrone Entwicklung seiner 

Blutstadien auf. Im Wirtstier verläuft die Infektion i. d. R. nicht letal, sondern chronisch, wobei 

die Lunge nur mäßig befallen wird [3, 13]. Die konkreten Charakteristika der Pathogenität 

hängen stark vom jeweiligen Stamm ab [13]. 

 

P. yoelii 

P. yoelii wurde zuerst 1966 beschrieben [13] und die Dickichtratte G. poensis als natürlicher 

Wirt identifiziert. Als experimentelle Vektoren sind Spezies des A. culicifacies Komplexes [16], 

A. freeborni [17], A. gambiae [18], A. quadrimaculatus [19], A. stephensi [20] sowie 

A. minimus, A. saperoi und A. sinensis [21] beschrieben. 

P. yoelii invadiert murine Retikulozyten, wobei sich seine Blutstadien asynchron entwickeln. 

Im Wirtstier verläuft die natürliche Infektion i. d. R. letal, experimentell ist die Virulenz abhängig 

von der verwendeten Mausspezies und dem Stamm von P. yoelii. Die Lungenpathogenität von 

P. yoelii ist begrenzt [3].  

 

P. vinckei 

P. vinckei wurde 1952 aus A. dureni isoliert [13] und die Dickichtratte G. poensis als natürlicher 

Wirt beschrieben. Als experimentelle Vektoren sind auch Spezies des A. culicifacies 

Komplexes beschrieben [16]. 

P. vinckei weist eine Präferenz für murine Erythrozyten auf. Die Entwicklung der Blutstadien 

erfolgt synchron. Die Infektion verläuft i. d. R. letal mit zum Teil ausgeprägter Lungenpathologie 

(abhängig von der Mausspezies) [3]. 

 

https://en.wikipedia.org/w/index.php?title=Grammomys_surdaster&action=edit&redlink=1
https://en.wikipedia.org/w/index.php?title=Grammomys_surdaster&action=edit&redlink=1
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P. berghei, P. chabaudi, P. yoelii und P. vinckei werden in den Technischen Regeln für 

Biologische Arbeitsstoffe 464 „Einstufung von Parasiten“ der Risikogruppe 1 mit dem Zusatz 

t2 zugeordnet1 [22]. 

 

Empfehlung 

Nach § 5 Absatz 1 GenTSV i. V. m. den Kriterien im Anhang I GenTSV werden Plasmodium 

berghei, Plasmodium chabaudi, Plasmodium yoelii und Plasmodium vinckei als Spender- und 
Empfängerorganismen für gentechnische Arbeiten der Risikogruppe 2 zugeordnet. 

Werden gentechnische Arbeiten mit P. berghei, P. chabaudi, P. yoelii und P. vinckei ohne 

Überträgerorganismen bzw. mit nicht-infektiösen Lebensstadien der Parasiten durchgeführt, 
können die gentechnischen Arbeiten der Sicherheitsstufe 1 zugeordnet werden. 

 

Begründung 

Es handelt sich um tierpathogene Erreger, deren Wirtsbereich sich auf murine Nagetiere 

begrenzt und die vektorbasiert übertragen werden. Eine Infektion des Menschen ist bisher 

nicht beschrieben und ist aufgrund des engen Wirtsbereiches auch nicht zu erwarten. 

Die Übertragung erfolgt natürlicherweise über Mücken, die bisher nicht in Deutschland 

verbreitet sind [23]. Einzelne Mückenspezies, die experimentell mit einem Nagetier-

Plasmodium infiziert werden können, sind bereits in Deutschland verbreitet. 

Eine direkte Übertragung zwischen Nagetieren erfolgt nicht. Eine Verbreitung der Plasmodien 

außerhalb der gentechnischen Anlage ist ausgeschlossen, solange keine infizierten Mäuse 

aus der gentechnischen Anlage entweichen und/oder keine Mücken, in denen sich die 

Plasmodien vermehren können, in das Labor gelangen können. Unter Heranziehung des Index 

„d“ der Liste der Spender- und Empfängerorganismen nach § 5 GenTSV können daher 

gentechnische Arbeiten, die ohne Überträger oder infektiöse Stadien durchgeführt werden, 

unter Sicherheitsmaßnahmen der Stufe 1 durchgeführt werden. Bei diesen gentechnischen 

Arbeiten sind folgende Vorgaben einzuhalten: 

- Die gentechnische Anlage ist so auszustatten, dass ein Ein- bzw. Ausflug von 

Mücken verhindert wird (z. B. durch einen Mückenschutz). 

- Im Labor sind Mittel zum Abtöten von Mücken bereitzustellen (ggf. Fliegenklatsche, 

Insektenspray). 

- Die Versuchstiere sind durch geeignete Maßnahmen an der Flucht zu hindern (z. 

B. Aufstellen von Fallen). 
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