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Zusammenfassung 

I 

Zusammenfassung 

Vibrio parahaemolyticus und V. vulnificus kommen weltweit ubiquitär in Meeres- und Ästuargewässern 
vor. Lebensmittelbedingte Erkrankungen durch Vibrio spp. sind in Asien und Südamerika von grosser 
Bedeutung und in den USA gelten sie als die Hauptursache für menschliche Gastroenteritis im Zu-
sammenhang mit dem Verzehr von Meeresfrüchten. In Europa hingegen wurden bis heute nur wenige 
Ausbrüche verzeichnet und sporadisch kommt es zu Infektionen. Es wird vermutet, dass durch die 
klimatischen Veränderungen, insbesondere in gemässigten Regionen, die Rate an Vibrio Infektionen 
steigen wird. Ausserdem hat der internationale Handel von Meeresfrüchten und der Verzehr von rohen 
oder leicht gegarten Meeresfrüchten zugenommen, was ebenfalls weltweit zu einer Zunahme der Zahl 
der Vibrio Infektionen beiträgt. Im Gegensatz zu Japan, Kanada, Neuseeland oder den USA, sind in 
Europa und der Schweiz keine gesetzliche Grundlage oder Empfehlungen vorhanden, die zur einer 
Reduktion des Risikos einer Vibriose beitragen können. Ziel dieser Literaturstudie war deshalb, die 
Prävalenzen von V. parahaemolyticus und V. vulnificus in Meeresfrüchten und Fischen zu evaluieren. 
Aufgrund dieser Ergebnisse wurden dann im Anschluss Handlungsoptionen empfohlen. 
Die Auswertung von Literaturstudien hat ergeben, dass die Prävalenz von V. parahaemolyticus und 
V. vulnificus in Meeresfrüchten 43.1 %, resp. 17 % beträgt. Die höchste Prävalenz wurde für beide 
Spezies in Austern berechnet (V. parahaemolyticus 43.5 %; V. vulnificus 34.2 %). Die tiefsten Prä-
valenzen wurden für Muscheln kalkuliert (V. parahaemolyticus 25.4 %; V. vulnificus 2.5 %). Die Prä-
valenz von V. parahaemolyticus in Fischen und Garnelen und Krabben beträgt 33.1 %, resp. 30.8 % 
und von V. vulnificus 14.1 %, resp. 14.9 %. Die beiden Vibrio Spezies wurden auf allen Kontinenten 
bereits nachgewiesen, jedoch kann gesagt werden, dass die Prävalenzen ausserhalb Europas, zum 
Zeitpunkt der Auswertung der Studien, höher sind. Die höchsten Prävalenzen liegen laut Literatur in 
Asien (China und Indien) und in Nord- und Mittelamerika (Mexiko und USA) vor. Laut publizierten 
Studien wurden in Europa zusätzlich potentiell pathogene Stämme von V. parahaemolyticus (tdh+ 
und/oder trh+) und V. vulnificus (C-Typ und vcg) nachgewiesen. Eindeutige Aussagen zur Rolle der 
Virulenzmarker, insbesondere bei V. vulnificus, können zum jetzigen Stand der Forschung nicht ge-
macht werden. Liegen saisonale Schwankungen in einem Erntegebiet vor, können ebenfalls Schwan-
kungen bei den Prävalenzen von V. parahaemolyticus und V. vulnificus beobachtet werden. In den 
wärmeren Sommermonaten liegen höhere Konzentrationen der Vibrio spp. vor. V. vulnificus scheint 
dabei stärker von der Wassertemperatur beeinflusst zu sein. Ein weiterer Faktor der zu Schwankungen 
der Spezies beiträgt ist die Salinität des Wassers. Aber auch Umwelteinflüsse wie der pH und Sauer-
stoffgehalt des Wassers, die Trübung und die Konzentrationen an Chlorophyll tragen zu einem gewis-
sen Grad zur Abundanz dieser Bakterien bei.  
Aufgrund der Ergebnisse werden dem BLV drei Handlungsoptionen empfohlen, welche kurz-, mittel-
fristig und langfristig implementiert werden können. Als erste Handlungsoption wird eine Kampagne 
zur Information der Stakeholder entlang der Wertschöpfungskette empfohlen. Das Tragen von Hand-
schuhen bei der Verarbeitung von Meeresfrüchten und Fischen könnte dazu beitragen, dass das Ri-
siko einer V. vulnificus Infektion minimiert wird. Beim Verkauf der Produkte sollte ausserdem darauf 
geachtet werden, dass diese nicht direkt auf Eis gelegt werden, um Kreuzkontaminationen zu verhin-
dern. Kunden sollten zudem informiert werden, dass Produkte, welche roh verzehrt werden, spätes-
tens 2 h nach der Entnahme aus dem Kühlschrank konsumiert werden sollten. Als zweite Hand-
lungsoption wird eine Studie zur Prävalenz von V. parahaemolyticus und V. vulnificus in Meeresfrüch-
ten und Fischen empfohlen, welche in der Schweiz konsumiert werden können. Der Fokus sollte dabei 
auf Austern und Muscheln gelegt werden, da diese oft roh oder nur leicht gegart konsumiert werden. 
Die Studie sollte sich über ein ganzes Jahr belaufen und Proben sollten von allen möglichen Verkaufs-
stellen bezogen werden. Und auf langfristige Sicht wird empfohlen, Änderungen in der Hygieneverord-
nung vorzunehmen. So sollte vorgeschrieben werden, bei welcher Temperatur Produkte die in die 
Kategorie Lebende Muscheln fallen, gehalten werden sollen, wie es bereits bei der Kategorie Fische-
reierzeugnisse implementiert wurde. Die empfohlene Temperatur beträgt ≤ 7 °C. Ausserdem wird emp-
fohlen, im Anhang 1 der HyV Grenzwerte für V. parahaemolyticus und V. vulnificus festzulegen. Dabei 
sollte allerdings unterschieden werden, ob die Produkte einem Verfahren zur Verlängerung der Halt-
barkeit unterzogen wurden. Ist dies der Fall, ist ein Grenzwert von 30 MPN / g empfehlenswert. Sind 
die Produkte hingegen roh und nicht behandelt, wird ein Grenzwert von 100 MPN / g empfohlen. Für 
die dritte Handlungsoption wurden bereits implementierte Gesetze oder Empfehlungen aus Japan, 
Kanada, Neuseeland und den USA als Vorlage verwendet.  
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1. Einleitung 

Vibrio Spezies sind Gram-negative, stäbchenförmige Bakterien, die zu der Familie der Vibrionaceae 
gehören. Die Gattung Vibrio besteht aus über hundert Spezies, wobei circa 12 Vibrio spp. Krankheiten 
bei Menschen, bekannt als Vibriose, hervorrufen können. Infektionen geschehen meistens durch Kon-
takt mit Meerwasser oder Verzehr roher oder nicht durchgegarter Meeresfrüchte (Baker-Austin et al., 
2017; Gomez-Gil et al., 2014; Mok, Ryu, Kwon, Kim, et al., 2019; Robert-Pillot et al., 2014). Die wich-
tigsten Spezies, welche eine Vibriose verursachen, sind Vibrio parahaemolyticus, V. vulnificus und V. 
cholerae (Mok, Ryu, Kwon, Kim, et al., 2019). Vibrios kommen weltweit ubiquitär in Meeres- und Ästu-
argewässern vor. Die meisten Spezies sind halophil und benötigen 0.5 – 3 % NaCl für ein optimales 
Wachstum (Huehn et al., 2014). Lebensmittelbedingte Erkrankungen, verursacht durch V. parahae-
molyticus, sind in Asien und Südamerika von grosser Bedeutung und in den USA gelten sie als die 
Hauptursache für Gastroenteritis im Zusammenhang mit dem Verzehr von Meeresfrüchten. In Europa 
hingegen, wurden bis heute nur wenige Ausbrüche und sporadisch Infektionen gemeldet (Caburlotto 
et al., 2016). In der Literatur wird allerdings darauf hingedeutet, dass die Zahl an Vibrio spp. bedingten 
Krankheiten weltweit zunehmen. In den USA meldete das Centers for Disease Control and Prevention 
(CDC), dass die Rate der Vibrio Infektionen, zwischen 1996 und 2005 um 41% zugenommen hat. Die 
Faktoren, die dazu beitragen, sind sehr wahrscheinlich komplex und multifaktoriell. Es wird jedoch 
vermutet, dass die Klimaveränderung, insbesondere in gemässigten Regionen, eine signifikante Rolle 
spielt (Baker-Austin et al., 2017). Die Zunahme des internationalen Handels von Meeresfrüchten und 
des Verzehrs von rohen oder leicht gegarten Meeresfrüchten tragen ebenfalls dazu bei, dass weltweit 
die Zahl der Vibrio Infektionen zunimmt (Caburlotto et al., 2016). Diese Entwicklungen sind von Be-
deutung, da im Gegensatz zu Japan, Kanada, Neuseeland oder den USA, in Europa und der Schweiz 
keine gesetzliche Grundlage oder Empfehlungen vorhanden sind, die zur Prävention von Vibrio be-
dingten Erkrankungen beisteuern können. 
 

1.1. Die Rolle von V. parahaemolyticus 

Im Gegensatz zu den anderen Vertretern der Gattung Vibrio, besitzt V. parahaemolyticus nicht die 
typische Zellform eines gekrümmten Stäbchens, sondern ist lediglich stäbchenförmig. Dank monopo-
larer und monotricher Begeisselung, kann sich das opportunistische Bakterium im Wasser fortbewe-
gen (Gomez-Gil et al., 2014). V. parahaemolyticus kommt natürlich in Meeres- und Ästuargewässern 
vor, wobei die Verbreitung in Gewässern, Meeresfrüchten und Fischen stark von der Jahreszeit und 
dem Standort abhängig ist. In den wärmeren Sommer- und Herbstmonaten ist die V. parahaemolyticus 
Zelldichte tendenziell grösser als in den Wintermonaten. Das Bakterium wurde erstmals als Hauptur-
sache für den Ausbruch einer durch Meeresfrüchte übertragenen Krankheit im Jahr 1950 in Japan 
nachgewiesen. Gastroenteritis verursacht durch V. parahaemolyticus hat Cholera-ähnliche Symp-
tome, wie Durchfall mit leichtem Fieber, Bauchkrämpfe, Übelkeit, Erbrechen, wässriger Stuhl mit sicht-
barem Schleim und Dehydrierung (Akther et al., 2016). Die Erkrankung ist mild und selbstlimitierend, 
kann aber vor allem bei immungeschwächten Patienten tödlich verlaufen. Symptome können zwischen 
4 h und 96 h einsetzen und bis 3 Tage andauern. Die Behandlung erfolgt durch Rehydrierung, und nur 
selten besteht Bedarf an Antibiotika, da diese Krankheit selbstlimitierend ist (Gomez-Gil et al., 2014). 
Die häufigste Ursache für eine durch V. parahaemolyticus verursachte Vibriose beim Menschen ist der 
Verzehr von rohen oder zu wenig gekochten Meeresfrüchten, wie beispielsweise Austern, Garnelen, 
Fische und andere Schalentiere (Akther et al., 2016; Gomez-Gil et al., 2014). Austern und Muscheln 
sind Filtrierer, wodurch sie V. parahaemolyticus aus den Gewässern aufnehmen und ihrem Organis-
mus akkumulieren können. Darüber hinaus, kann sich das Bakterium nach der Ernte bei milden Tem-
peraturen im Gewebe der Schalentiere vermehren (DePaola et al., 2003; Jones et al., 2017).  
Laut Literatur korreliert die Pathogenität von V. parahaemolyticus mit der Freisetzung eines thermos-
tabilen Exotoxins, welches eine hämolytische Aktivität aufweist. Das Toxin wird mit TDH (thermostabi-
les, direktes Hämolysin) abgekürzt, welches durch das tdh Gen codiert wird. Zusätzlich oder alternativ 
zu TDH, wird das TDH-verwandte Toxin (TRH, thermostabiles verwandtes Hämolysin, thermostable-
related haemolysin) freigesetzt, welches von trh codiert wird (Akther et al., 2016; Gomez-Gil et al., 
2014). Nahezu alle V. parahaemolyticus Stämme, die aus klinischen Proben stammen, besitzen eine 
β-hämolytische Aktivität, die auf TDH oder TRH zurückzuführen ist. Diese Isolate sind in der Lage, 
menschliche Erythrozyten zu lysieren, wenn sie auf ein salzreiches Medium namens Wagatsuma Agar 
aufgetragen werden, das als Kanagawa-Phänomen (KP) bezeichnet wird (Broberg et al., 2011). Aus 
diesen Gründen werden TDH und TRH als primäre Virulenzfaktoren bezeichnet. Mehr als 95 % der 
aus menschlicher Gastroenteritis isolierten Stämme erzeugen das Kanagawa-Phänomen, aber nur 
etwa 1 % der Umweltstämme tun dies (Gomez-Gil et al., 2014). Laut Literatur wird vermutet, dass ca. 
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1-2 % der Umweltisolate das tdh- und/oder trh-Gen besitzen (Zarei et al., 2012). Aus aktuelleren Stu-
dien gehen jedoch höhere Prävalenzen der Virulenzgene hervor, wo bis zu 10 % der Umweltproben 
eines der Gene nachgewiesen wurde (Paria et al., 2019; Robert-Pillot et al., 2014). Des Weiteren 
wurde gezeigt, dass 27 % der untersuchten klinischen Isolate, weder tdh noch trh besassen (Jones et 
al., 2012; Julie et al., 2010). Stämme die eine akute Gastroenteritis nach dem Konsum von Muscheln 
verursacht haben, zeigten ausserdem in einer Studie, dass sie zwar zytotoxisch und adhesiv waren, 
ihnen jedoch die wichtigen Virulenzfaktoren fehlten (Donatella Ottaviani et al., 2012). Anhand dieser 
unterschiedlichen Beobachtungen kann vermutet werden, dass entweder nicht-toxigene Stämme 
ebenfalls eine akute Gastroenteritis hervorrufen können oder dass noch weitere Virulenzfaktoren bei 
der Infektion eine Rolle spielen. Die Deletion von sowohl tdhA als auch tdhS zeigte keinen Einfluss auf 
die Zytotoxität gegenüber kultivierter HeLa Zellen. Dies deutet auf die Existenz anderer Virulenzfakto-
ren hin (Broberg et al., 2011). Kürzlich wurde beschrieben, dass das Typ III Sekretionssystem (T3SS) 
bei der Zyto- und Enterotoxizität beteiligt sind (Caburlotto et al., 2016). Die Sequenzierung des ge-
samten Genoms des klinischen V. parahaemolyticus Stammes RIMD22106633 zeigte das Vorhan-
densein zweier Sekretionssysteme (T3SSs). T3SS1 ist bei der zytotoxischen, T3SS2 hingegen bei der 
enterotoxischen Aktivität beteiligt (Gavilan et al., 2013). Die Rolle von T3SS bei der Virulenz ist von 
anderen Gram-negativen Pathogenen wie Yersina, Salmonella und Shigella bekannt und untersucht 
worden. Die Rolle dieses Sektretionssystems ist noch nicht abschliessend erforscht, jedoch wurden 
bereits machgewiesen, dass T3SS2α und T3SS2β mit der Präsenz von tdh resp. trh korrelieren. Der 
Nachweis dieser beiden genetischen Apparaturen, in Abwesenheit von tdh und trh zeigt, dass die 
Nachweismethoden für pathogene V. parahaemolyticus Stämme überdacht werden muss. Um die Vi-
rulenz besser verstehen zu können, ist aber weitere Grundlagenforschung notwendig (Caburlotto et 
al., 2016).  
V. parahaemolyticus produziert drei Oberflächenantigene: H (flagellar), hitzestabiles O (somatisch) 
und hitzelabiles K (kapsulär) (Gomez-Gil et al., 2014). Alle Stämme teilen einen gemeinsames H An-
tigen, jedoch existieren 13 O und 71 K Antigene, wobei viele Stämme nicht typisierbar sind (Akther et 
al., 2016). Bis 1996 wurden V. parahaemolyticus Infektionen sporadisch durch mehrere und unter-
schiedliche Serotypen verursacht. Danach tauchte ein neuer Klon auf, der O3:K6-Stamm, der das tdh 
Gen, aber nicht das trh Gen trägt. Dieser Stamm war für eine Pandemie verantwortlich, die sich in 
ganz Asien verbreitet hatte (Hara-Kudo et al., 2012). Der anschliessende Nachweis dieses Klons, der 
Infektionen in Peru und Chile im Jahr 1997 verursachte, deuteten auf die Ausbreitung des pandemi-
schen O3:K6 Serovars hin. Danach wurden aus vielen verschiedenen Regionen der Welt, wie Nord- 
und Südamerika und Europa Fälle von Gastroenteritis im Zusammenhang mit dem O3:K6-Klon ge-
meldet (ca. 50 – 80 % der Fälle) (Akther et al., 2016; Gavilan et al., 2013). Obwohl sich das O3:K6 
Serovar schnell ausbreitete, nahm er in den folgenden Jahren auch wieder ab. In Japan wurde 1998 
der Peak erreicht, was parallel zu einer V. parahaemolyticus Infektionswelle verlief. Bis 2009 nahmen 
die Ausbrüche um den Faktor 60 ab (Hara-Kudo et al., 2012). In Chile wurde 2005 der Höhepunkt von 
Ausbrüchen, bedingt durch O3:K6, festgestellt. Neben einem Anstieg der Wasserobflächentemperatur 
wird vermutet, dass die Anwesenheit des lytischen Bakteriphagens VP93 einen selektiven Vorteil für 
den pandemischen Stamm geschaffen hat, wodurch es zu einem markanten Anstieg an Infektionen 
kam. Der anschliessende Rückgang des pandemischen Stammes könnte jedoch durch den tempe-
renten Phagen VP58.5 begünstigt worden sein, der diesen Stamm abtötet und die UV-Empfindlichkeit 
lysogenisierter phagenresistenter Zellen erhöht (García et al., 2013). Epidemiologische Untersuchun-
gen haben gezeigt, dass einige Serotypen, z.B. O4:K68, O1:K25, O1:K untypisierbar (O1:KUT), 
O1:K56, O3:K75, O3:KUT, O4:K8, O5:KUT, mit Ausbrüchen von Gastroenteritis in Asien, Afrika und 
Amerika assoziiert wurden. Sie sind genetisch eng mit dem pandemischen Serotyp O3:K6 verwandt 
und gelten als Serovarianten, die sich vom Vorfahren O3:K6 durch Serokonversion entwickelt haben. 
Das rasche Auftauchen von Serovarianten von O3:K6 deutet auf eine genetische Rekombination und 
natürliche Evolution des pandemischen Klons hin, der mehr als 20 Serotypen erzeugt, die zum pan-
demischen Klonkomplex von V. parahaemolyticus gehören (Akther et al., 2016). Trotz der hohen Se-
rodiversität beherbergen die pandemischen V. parahaemolyticus Stämme ubiquitär zwei genetische 
Marker. Dies beinhaltet ein einzigartiges offenes Leseraster (open reading frame, orf8) des filamentö-
sen Phagen f237 und eine toxRS-Operon Variante, mit einer pandemischen gruppenspezifischen Se-
quenz, die zur Unterscheidung mittels PCR zwischen pandemischen und nicht-pandemischen Merk-
malen verwendet werden können (Akther et al., 2016; Gomez-Gil et al., 2014). Obwohl Infektionen 
bedingt durch pandemische V. parahaemolyticus Stämme abgenommen haben, nimmt der Anteil an 
Infektion durch nicht-pandemischen Stämmen zu (Ottaviani et al., 2013).  
Damit V. parahaemolyticus wachsen und sich vermehren kann, spielt die Temperatur (Wasser- und 
Umgebungstemperatur) eine entscheidende Rolle. Aus verschiedenen Studien geht hervor, dass die 
minimale Wachstumstemperatur bei 9 – 10 °C und das Optimum bei 37 °C liegt. Es wird vermutet, 
dass die Bakterien unter 10 °C in den lebensfähigen, aber nicht kultivierbaren Zustand übergehen 
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(viable but not-culturable, VBNC) (Moore et al., 2014). Da in Norwegen bei einer Temperatur von 
< 1 °C V. parahaemolyticus nachgewiesen wurde, zeigt auf, dass der VBNC Wert nicht für jede Region 
angewendet werden kann (Bauer et al., 2006). Der Temperaturbereich, in dem V. parahaemolyticus 
wachsen kann, ist laut WHO mit 5 – 43 °C ebenfalls breiter (Moore et al., 2014). In mehrere Studien 
wurde eine positive Korrelation zwischen der Dichte von V. parahaemolyticus in Austern und der Was-
sertemperatur aufgezeigt, wobei in den wärmeren Monaten (Sommermonaten höhere Konzentratio-
nen festgestellt wurden (DePaola et al., 2003; Jones et al., 2012; Parveen et al., 2008). Der Salzgehalt 
ist der andere wichtige Faktor, der das Wachstum von V. parahaemolyticus beeinflusst, wobei das 
Optimum bei ca. 2 - 3 % Salzgehalt liegt. Es wurden jedoch auch hohe Zellzahlen in dem Bereich von 
1 – 3.4 % nachgewiesen (Moore et al., 2014). Mit steigendem Salzgehalt nahm die Dichte an V. pa-
rahaemolyticus in Austern zu (DePaola et al., 2003). Eine positive Korrelation wurde ebenfalls bis zum 
Optimum bei 2.4 % nachgewiesen, wurde dieser Wert aber überschritten, lag eine negative Korrelation 
vor (Jones et al., 2012). Mit diesen beiden Faktoren alleine können die Variationen der Zelldichten von 
V. parahaemolyticus nicht erklärt werden. Andere Faktoren, wie pH, Sauerstoffsättigung im Wasser, 
Trübung des Wasser, die genetischen Eigenschaften der Meeresbewohner und weitere Umweltein-
flüsse nehmen ebenfalls einen Einfluss auf das Wachstum (Sullivan & Neigel, 2018). Neuste Erkennt-
nisse deuten darauf hin, dass die globalen Durchschnittstemperaturen seit dem späten 19. Jahrhun-
dert um fast 0.8 °C gestiegen sind und in den letzten 25 Jahren um etwa 0.2 °C pro Jahrzehnt zuge-
nommen haben. Ausserdem wird angenommen, dass der Salzgehalt in den nächsten Jahren abneh-
men wird. Die erwartete Erwärmung und der verringerte Salzgehalt in Küstenregionen in hohen Brei-
tengraden wird neue Gebiete für das natürliche Vorkommen pathogener Stämme schaffen (Baker-
Austin et al., 2013). In Nordskandinavien beispielsweise wurde im Sommer 2014 eine Hitzewelle be-
obachtet, wodurch es in Schweden und Finnland zu erheblich mehr Infektionen in den Küstenregionen 
kam. Es wurden sogar zahlreiche Infektionen in subarktischen Regionen gemeldet, wobei Fälle ca. 
160 km vom Polarkreis entfernt gemeldet wurden (Baker-Austin et al., 2016). Auch in Alaska wurden 
2004 erstmals Infektionen mit V. parahaemolyticus beobachtet. Zuvor wurde angenommen, dass die 
Gewässer zu kalt (< 15 °C) für das Bakterium sind (McLaughlin et al., 2005).  
 

1.2. Die Rolle von V. vulnificus 

V. vulnificus ist ein gekrümmtes stäbchenförmiges Bakterium, dass durch monopolarer und monotri-
cher Begeisselung motil ist (Kim et al., 2014). Das halophile, opportunistische Bakterium kommt genau 
wir V.parahaemolyticus natürlich in Meeres- und Ästuargewässern vor. In den sogenannten Filtrierern 
wie Austern und Muscheln kommt V. vulnificus in hohen Zelldichten vor, insbesondere in den warmen 
Sommermonaten (Baker-Austin & Oliver, 2018; Paz et al., 2007). 1975 wurde das Bakterium zum 
ersten Mal in Japan in einem Aal nachgewiesen, in der Fischzucht wurde es hingegen Ende der 
1980er, ebenfalls in einem Aal, in Spanien nachgewiesen (Li et al., 2019; Sumithra et al., 2019). V. 
vulnificus Infektionen beim Menschen können auf zwei Wege akquiriert werden: nach Konsum von 
Meeresfrüchten (primäre Sepsis) und durch den Kontakt mit Meerwasser oder Meeresfrüchten (Wund-
infektionen) (Baker-Austin & Oliver, 2018). Werden rohe, oder nicht durchgegarte Meeresfrüchte, ins-
besondere Austern konsumiert, kann es zur primären oder Gastroenteritis kommen. Jedoch kommt es 
zur Sepsis hauptsächlich bei immunsupprimierten Personen und Patienten mit Vorerkrankungen wie 
Lebererkrankungen, Alkoholismus und Diabetes (Cruz et al., 2016). Vibrio vulnificus ist ein schwer-
wiegender Krankheitserreger beim Menschen, der für über 95 % der Todesfälle im Zusammenhang 
mit Meeresfrüchten in den Vereinigten Staaten verantwortlich ist (Baker-Austin & Oliver, 2018). Die 
Mortalitätsrate einer V. vulnificus bedingten Sepsis liegt bei rund 50 %, was die höchste Rate aller 
Lebensmittel relevanter Pathogene ist. Jedoch ist laut CDC die Infektionsrate mit 100 Fällen pro Jahr 
relativ tief. Bei fast allen Fällen kommt es zu Infektionen durch den Konsum von rohen Austern, wobei 
die Fälle sporadisch auftreten (DePaola et al., 2010). Die Infektionsdosis ist unbekannt, aber es wird 
vermutet, dass bereits 1000 Zellen ausreichend sind. Dies entspricht 3.3 Zellen pro Gramm Gewebe 
bei einer 300 g Portion von Meeresfrüchten (Cruz et al., 2016). V. vulnificus Infektionen sind durch 
eine kurze Inkubationszeit von 24 h zwischen dem Einsetzen von Symptomen und der Hospitalisierung 
geprägt. Erste Symptome einer Sepsis sind Fieber, Schüttelfrost, Übelkeit, Erbrechen und Bauch-
schmerzen. Eine Hospitalisierung von bis zu 43 Tagen, mit einem Durchschnitt von 8 Tagen ist mög-
lich. Bis zu 60 % der Patienten erleiden einen septischen Schock. An den Gliedmassen können se-
kundäre Hautläsionen auftreten, beispielsweise Ödeme, subkutane Blutungen und oberflächliche Nek-
rosen. Diese Läsionen werden oft nekrotisch (nekrotisierende Fasziitis) und erfordern eine Wundaus-
schneidung oder eine Amputation. Aufgrund dieses schwerwiegenden Verlaufes der Infektionen, ist 
das Herausfinden der Ursache der Erkrankung und deren Behandlung mit Antibiotika essentiell 
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(Baker-Austin & Oliver, 2018; Gomez-Gil et al., 2014). Wunden können ebenfalls mit V. vulnificus infi-
ziert werden, wenn sie Meerwasser, rohem Fisch oder Meeresfrüchten ausgesetzt sind, wobei auch 
gesunde Menschen betroffen sind. Eine Entzündung der Wunde kann durch lokale Schmerzen, Öde-
men, Erythemen und Nekrosen des umgebenden Gewebes beobachtet werden, was eine Amputation 
zur Folge hat (Gomez-Gil et al., 2014).  
Die Virulenz von V. vulnificus scheint vielseitig zu sein und ist noch nicht vollständig erforscht, jedoch 
geht die FDA davon aus, dass alles Stämme potentiell infektiös sind. Kombinationen aus dem Vorhan-
densein und dem Fehlen phänotypischer Merkmale lässt V. vulnificus in verschiedene Biotypen ein-
ordnen. Bisher wurden drei Biotypen beschrieben: Biotyp 1 setzt sich aus Stämmen zusammen, die 
humanpathogen sind, Biotyp 2 beinhaltet Stämme, die hauptsächlich Aale befalle und selten Men-
schen und Biotyp 3 ist ein Hybrid aus den anderen beiden Biotypen und scheint nur in Israel vorzu-
kommen, jedoch ist er ebenfalls humanpathogen (Baker-Austin et al., 2010; Cruz et al., 2016). Warum 
V. vulnificus Infektionen so schwerwiegend verlaufen, ist nicht abschliessend geklärt, jedoch spielen 
mehrere Faktoren eine Rolle. Es wurden bereits mehrere Faktoren erforscht, wie Säureneutralisierung, 
Expression von Kapselpolysacchariden, Eisenerwerb von Transferrin, Zytotoxizitätssysteme, Motilität 
und Expression von Proteinen, die an Anheftung und Adhäsion beteiligt sind (Baker-Austin & Oliver, 
2018; Drake et al., 2007). Eisen ist ein limitierender Faktor für das Überleben von Bakterien im 
menschlichen Organismus. V. vulnificus ist in der Lage, aus Hämoglobin und Transferrin, Eisen zu 
gewinnen. Da Menschen mit einer Lebererkrankung, insbesondere durch Alkoholmissbrauch, erhöhte 
Transferrinwerte aufweisen, sind sie besonders anfällig (Gomez-Gil et al., 2014). Im Gegensatz zu 
anderen Pathogenen wie V. cholereae und V. parahaemolyticus, ist die Suche nach molekularen Mar-
kern wie Hämolysin oder Toxingene, die für die Unterscheidung zwischen pathogenen und nicht-pa-
thogenen Keimen genutzt werden können, für V. vulnificus noch in den Anfängen (Baker-Austin & 
Oliver, 2018). Ein Virulenzgen (vcg) wurde im Biotyp 1 entdeckt. Mit Hilfe dieses Markers konnten 
Umweltisolate (vcgE) und klinische Isolate (vcgC) voneinander unterschieden werden (Cruz et al., 
2016). Die Sequenzierung des gesamten Genoms hat weitere potenzielle Marker hervorgebracht, wie 
ein Hämolysin (vvhA), ein Eisenerwerb verwandtes und drei Skretionssystem-relevante Gene (Typ I, 
II und VI) (Baker-Austin & Oliver, 2018). 
V. vulnificus ist empfindlich gegenüber der Wassertemperatur und dem Salzgehalt, weshalb es in Ge-
bieten und in Monaten bei denen die Temperatur von 18 °C überschritten wird, gut wächst (Paz et al., 
2007). Bei Temperaturen unter 10 °C geht V. vulnificus in den lebensfähigen, aber nicht kultivierbaren 
Zustand über, was vermutlich als Überlebensstrategie dient (Gomez-Gil et al., 2014). Aufgrund des 
bevorzugten Wachstums bei wärmeren Temperaturen, werden ca. 85 % der Infektionen in den Mona-
ten von Mai bis Oktober registriert (Baker-Austin et al., 2010). In Studien wurde eine positive Korrela-
tion zwischen der Wassertemperatur und dem Wachstum von V. vulnificus nachgewiesen. In anderen 
Studien wurde hingegen keine Korrelation gefunden, dies könnte der Tatsache geschuldet gewesen 
sein, dass die Schwankungen der Wassertemperaturen zu gering waren (Cruz et al., 2016). Die Ma-
ximaltemperatur, bei welcher V. vulnificus wachsen kann liegt bei 36 °C (Baker-Austin et al., 2010). 
Der Salzgehalt, bei dem das Bakterium wachsen kann, liegt zwischen 1.5 und 2.5 % angeben. Es wird 
vermutet, dass beim Überschreiten dieses Salzgehaltes das Wachstum unterdrückt wird. Jedoch 
wurde in Austern in Neuseeland in 17 % der untersuchten Austern V. vulnificus nachgewiesen, obwohl 
der Salzgehalt in den Gewässern zwischen 3 und 3.5 % lag (Cruz et al., 2016). Wie bereits bei V.  pa-
rahaemolyticus beschrieben wurde, wird vermutet, dass es durch die Veränderung des Klimas zu einer 
Verbreitung von V. vulnificus kommen wird und dass dadurch die Infektionsrate steigen wird (Baker-
Austin et al., 2010). Untersuchungen aus Israel haben ergeben, dass pathogene V. vulnificus Stämme, 
die 1996 für Ausbrüche gesorgt haben, molekularbiologisch identisch mit einem Stamm waren, der 
1981 bereits nachgewiesen wurden, jedoch nicht zu einem Ausbruch geführt hatte. Dies macht deut-
liche, dass Stämme vor einem Ausbruch bereits jahrelang im Ökosystem ungeahnt zirkulieren können 
und sobald die Umwelteinflüsse stimmen, zu Ausbrüchen führen können. Im Jahr 1996 gab es in Israel 
eine Hitzewelle, wodurch es zu V. vulnificus Infektionen kam. Auffallend war dabei, dass erst 25 bis 
30 Tage nach einer extremen Hitzewelle Fälle festgestellt wurden (Paz et al., 2007). 
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1.3. V. parahaemolyticus und V. vulnificus in der kommerziellen 
Zucht 

Laut der FAO sind Aquakulturen der am schnellsten wachsende Lebensmittelsektor. Die weltweite 
Aquakulturzucht nahm zwischen 2011 und 2017 jährlich um 4.8 % zu. 2017 wurden 53.4 Mio. Tonnen 
Fische, 17.4 Mio. Tonnen Mollusken und 8.4 Mio. Tonnen Schalentiere produziert. Die grössten Pro-
duzenten waren dabei China (46.8 Mio. Tonnen), Indien (6.2 Mio. Tonnen), Indonesien (6.2 Mio. Ton-
nen), Vietnam (3.8 Mio. Tonnen) und Bangladesch (2.3 Mio. Tonnen). Mit 20 % aller Importe, ist die 
Europäische Union der grösste Importeur von Fisch und Meeresfrüchten aus Aquakulturen. Darauf 
folgen die USA und Japan, die zusammen einen Anteil von 25 % haben. China ist nicht nur der grösste 
Produzent, sondern auch mit Abstand der grösste Exporteur (FAO, 2019).  
V. parahaemolyticus und V. vulnificus sind nicht nur eine Gefahr für die Gesundheit der Konsumenten, 
sondern sorgt auch für Schäden in der Aquakulturindustrie. Durch Infektionen kommt es zum Massen-
sterben von Tieren in Aquakulturen, was grosse wirtschaftliche Verluste zur Folge hat. Besonders 
anfällig für Infektionen sind Krabben, Garnelen aber auch Fische wie der Tilapia (Sumithra et al., 2019; 
Yin et al., 2019). Damit die Nachfrage gedeckt werden kann, werden in industriellen Aquakulturen auf 
engstem Raum eine hohe Anzahl an Fischen oder Meeresfrüchten gezüchtet. Dies hat zur Folge, dass 
sich Infektionen mit V. parahaemolyticus und V. vulnificus schnell verbreiten können. Um eine schnelle 
Ausbreitung der Bakterien zu verhindern, werden Antibiotika eingesetzt, jedoch wird vermehrt zu viel 
davon eingesetzt. Dies hat zur Folge, dass vermehrt antibiotikaresistente Stämme in Aquakulturen 
nachgewiesen werden. Ein weiteres Problem stellt die Bildung von Biofilmen dar. Vibrio spp. sind in 
der Lage, in wässrigen Umgebungen Biofilme zu produzieren. Diese weisen ebenfalls eine hohe Re-
sistenz gegen Antibiotika auf und sind schwer aus einer Aquakultur zu entfernen, was einen Vorteil für 
das Überleben und die Verbreitung von beispielsweise V. parahaemolyticus darstellt (Mok, Ryu, Kwon, 
Kim, et al., 2019; Sumithra et al., 2019; Yin et al., 2019). Antibiotikaresistente Vibrios sind in der Me-
dizin von Bedeutung, da eine Behandlung mit einem Antibiotikum von Vibriosen, insbesondere verur-
sacht von V. Vulnificus, essentiell sind (Yin et al., 2019). Nicht nur in Aquakulturen werden vermehrt 
resistente Vibrio Spezies nachgewiesen, sondern auch in Meeresgwässern. Durch Abwassereinlei-
tung von Aquakulturen in Gewässer, werden pathogene und resistente Keime, sowohl auch Antibio-
tika, die sich bei der Zucht akkumuliert haben, in der Umwelt gebracht. Infolgedessen können natürlich 
vorkommende aquatische Bakterien, einschließlich pathogener Vibrio Stämme, als Reservoir für Re-
sistenzgene dienen und eine wichtige Rolle bei der Entwicklung und Verbreitung von Antibiotikaresis-
tenzen in aquatischer Umgebung spielen (Mok, Ryu, Kwon, Park, et al., 2019). V. parahaemolyticus 
und V. vulnificus können durch einen horizontalen Gentransfer (HGT) Resistenzgene verbreiten und 
akquirieren (Zhao et al., 2020). Insbesondere Vibrio Stämme mit multipler Antibiotikaresistenz können 
eine ernste Bedrohung für die menschliche Gesundheit und die Meeresfrüchteindustrie darstellen 
(Mok, Ryu, Kwon, Park, et al., 2019).  
Da V. parahaemolyticus extensiver erforscht wurde als V. vulnificus, ist auch mehr über Antibiotikare-
sistenzen bekannt. Nach aktuellem Stand der Forschung scheint es, dass V. parahaemolyticus gegen 
eine grössere Anzahl an Antibiotika resistent ist als V. vulnificus. Gegen das β-Lactam Ampicillin wei-
sen die meisten V. parahaemolyticus Stämme eine Resistenz auf. Je nach Studie weisen zwischen 82 
und 87 % der getesteten Isolate eine Resistenz gegen dieses Antibiotikum auf. Eine Resistenz gegen-
über Streptomycin (Aminoglykosid) wird ebenfalls häufiger erwähnt, jedoch variieren die Werte zwi-
schen 40 und 75 %. Gegenüber dem Cephalosporin Cefazolin sind je nach Studie 70 – 78 % der 
getesteten V. parahaemolyticus Stämme resistent (Kang et al., 2017; Lei et al., 2020; Mala et al., 2016; 
Mok, Ryu, Kwon, Kim, et al., 2019; Mok, Ryu, Kwon, Park, et al., 2019). Laut Yang et al. (2017) war 
Rifamipicin das einzige Antibiotikum, gegen das V. vulnificus resistent (94 % der getesteten Isolate) 
war. Gegenüber den restlichen 18 getesteten Antibiotika wurde nur eine mittlere Resistenz, resp. eine 
Anfälligkeit nachgewiesen. In einer weiteren Studie wiesen alle der getesteten V. vulnificus Isolate eine 
Resistenz gegenüber Streptomycin auf. In derselben Studie wurde gegenüber Aztreonam ebenfalls 
eine Resistenz bei ca. 75 % der Isolate nachgewiesen (Mok, Ryu, Kwon, Park, et al., 2019). Ebenfalls 
wird in der Literatur von Multiresistenzen bei V. parahaemolyticus und V. vulnificus berichtet. So wurde 
nachgewiesen, dass bei 25 % der untersuchten Isolate Resistenzen gegenüber 5 verschiedener Anti-
biotika vorlagen (Kang et al., 2017; Mok, Ryu, Kwon, Kim, et al., 2019; Mok, Ryu, Kwon, Park, et al., 
2019; Yang et al., 2017). Diese Ergebnisse machen deutlich, dass nicht nur die Prävelanz von Vibrio 
spp. und von pathogenen Stämmen von Bedeutung sind, sondern auch das Nachweisen von Antibio-
tikaresistenzen.  
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1.4. Ziel der Literaturstudie 

In Europa kommen die Erreger V. parahaemolyticus und V. vulnificus (noch) kaum vor. Es bestehen 
Befürchtungen, dass diese Erreger mit der Erwärmung der Meere von zunehmender Bedeutung sein 
werden. In den USA und in Asien ist die Vibriose eine der häufigsten Lebensmittelbedingten Erkran-
kungen. In Japan, Kanada, Neuseeland und den USA sind bereits Gesetze implementiert, welche 
Infektion mit V. parahaemolyticus und V. vulnificus verhindern sollen. Im ersten Teil dieser Studie soll 
die Prävalenz und somit das Risiko dieser beiden Vibrio Spezies evaluiert werden. Auf Basis dieser 
Ergebnisse soll empfohlen werden, welche Handlungsoptionen für die Kontrollbehörden möglich sind. 
 
 
 

2. Methodik 

Die für die Studie verwendete Literatur wurde zwischen 14. Januar und 15. Mai 2020 recherchiert. 
Artikel zu den spezifischen Themen wurden durch Datenbankrecherche gefunden, hauptsächlich mit 
ScienceDirect, PubMed und Wiley Online Library. Als erste Inspiration zur Recherche halfen das Vib-
rioNet Europe und E3 Geoportal. Die Stichwörter wurden alle auf verschiedenen Datenbanken und in 
Kombination miteinander verwendet. Eine Liste der verwendeten Schlagwortkombinationen und Tref-
fer in verschiedenen Datenbanken können der Tabelle 1 entnommen werden. Es gilt zu beachten, 
dass die Liste nicht abschliessend ist.  
 
Tabelle 1: Verwendete Schlagwörter, Kombinationen und Anzahl Treffer der einzelnen Datenbanken. 

 

Schlagwörter Science 
Direct 

PubMed Wiley  
Online Library 

V. parahaemolyticus Fish  3430 490 1532 
V. parahaemolyticus Sea food  1278 746 1792 
V. parahaemolyticus Shell fish  761 10 246 
V. vulnificus Fish  1886 223 1024 
V. vulnificus Sea food  731 355 1079 
V. vulnificus Shell fish  379 6 154 
V. parahaemolyticus pathogenic Fish 2290 292 1352 
V. parahaemolyticus pathogenic Sea food 886 520 1529 
V. parahaemolyticus pathogenic Shell fish 524 2 224 
V. vulnificus pathogenic Fish 1235 159 918 
V. vulnificus pathogenic Sea food 501 242 955 
V. vulnificus pathogenic Shell fish 271 2 139 
V. parahaemolyticus tdh Fish 238 55 162 
V. parahaemolyticus tdh Sea food 123 221 241 
V. parahaemolyticus tdh Shell fish 59 0 23 
V. parahaemolyticus trh Fish 202 46 131 
V. parahaemolyticus trh Sea food 114 180 185 
V. parahaemolyticus trh Shell fish 52 0 17 
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3. Ergebnisse und Diskussion 

3.1. Prävalenz von V. parahaemolyticus 

Für die Ermittlung der Prävalenzen in Meeresfrüchten und Fischen wurden in den gängigen Daten-
banken nach veröffentlichten Studien gesucht. Die Ergebnisse der Prävalenzen von V. parahaemoly-
ticus sind in der folgenden Tabelle 1 zusammengefasst. 
 
Tabelle 2: Prävalenz von V. parahaemolyticus bezogen auf Land und Lebensmittel basierend auf publizierten Studien. N = Anzahl 

untersuchter Proben, P = Prävalenz und virulente Isolate = Prozentualer Nachweis der Virulenzmarker tdh, trh und des Sektreti-

onssystems T3SS2. 

 
Land Jahr Lebensmittel N P virulente Isolate Referenz 

Brasilien 2004-05 Austern 123 99.2% <1 % tdh+ (Costa Sobrinho 
et al., 2010) 

Brasilien 2006-07 Austern 
Crassostrea bra-
siliana 

74 100 % negativ (Costa Sobrinho 
et al., 2011) 

Brasilien 2008-09 Austern 
Crassostrea gi-
gas 

60 35 % 6.7 % tdh+ 
38.3 % trh+  

(Ramos et al., 
2014) 

Chile 2004-05 Muscheln 
Mytilus chilen-
sis, Venus anti-
qua 
Austern 
Tiostrea chilen-
sis 

309 53 % 6 % tdh+oder 
trh+ 

(Fuenzalida et 
al., 2006) 

Chile 2008, 09 Meeresfrüchte 44 93.2 % 27.3 % tdh+ (García et al., 
2009) 

Chile 2010, 11 Meeresfrüchte 60  89% negativ (García et al., 
2013) 

China 2006-07 Meeresfrüchte 574 47.2 % 8.5 % tdh+ 

1.5 % trh+ 
(Chao et al., 
2009) 

China 2007-08 Austern 
Magallana gigas 

202 89.3 % 3.3 % tdh+oder 
trh+ 

< 1 % tdh+ / trh+ 

(Chen et al., 
2010) 

China 2012-13 Garnelen 273 37.7 % 2 % trh+ (Xu et al., 2014) 

China 2013-15 Muscheln 
Anadara subcre-
nata 

316 83.9% 6.3 % tdh+ 

1.6 % tdh+ / trh 
(Wu et al., 2019) 

China 2014-15 Austern, Mus-
cheln 

140 34.8 % 1.4 % tdh+ (Q. Yu et al., 
2016) 

China 2014-15 Fisch, Garnelen, 
RTE Produkte 
(Fleisch, Ge-
müse, Suppen) 

784 20.8 % 1.1 % tdh+ 

3.6 % trh+ 

< 1 % tdh+ / trh 

(Lei et al., 2020) 

Deutsch-
land 

2004-05 Muscheln 
Mytilus edulis 

90 39.5 % negativ (Lhafi & Kühne, 
2007) 

Deutsch-
land 

2008-09 Garnelen 
Meersesfrüchte 

338 10.1 % < 1 % trh+ (Messelhäusser 
et al., 2010) 

Deutsch-
land 

2009-10 Muscheln 
Mytilus edulis 

166 9 % negativ (Oberbeckmann 
et al., 2011) 

Deutsch-
land 

2015-16 Garnelen, Mu-
scheln 

160 27.5 % negativ (Vu, Alter, & 
Huehn, 2018) 

Ecuador 2012-13 Garnelen 229 80.8 % negativ (Sperling et al., 
2015) 

Elfen-
beinküste 

2009-10 Garnelen, Krab-
ben 

322 2.8 % negativ (Traoré et al., 
2012) 

England 2003-06 Krabben 
Eriocheir sinen-
sis 

- 100 % < 1 % tdh+/trh+ (Wagley et al., 
2009) 
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Land Jahr Lebensmittel N P virulente Isolate Referenz 

Frank-
reich 

2006-07 Miesmuscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 
Teppichmu-
scheln 
Ruditapes 
decussatus 

- - < 1 % tdh+ (Cantet et al., 
2013) 

Frank-
reich 

2008-09 Muscheln 
Mytilus edulis 

48 - trh+ - Nachweis (Julie et al., 
2010) 

Frank-
reich 

- Garnelen 85 54 % - (Robert-Pillot et 
al., 2010) 

Frank-
reich 

- Meeresfrüchte, 
Fische 

167 31.1 % 25 % tdh+oder 
trh+  

(Robert-Pillot et 
al., 2014) 

Indien 2002 Austern 
Crassostrea 
madrasensis 

46 93.9 % 10.2 % tdh+ (Deepanjali et 
al., 2005) 

Indien 2003-05 Austern 
Crassostrea 
madrasensis 
Muscheln 
Meritrix meritrix 
Fische, Gar-
nelen 
Panaeus mono-
don 

83 89.2 % 6 % tdh+ (Raghunath et 
al., 2008) 

Iran 2010 Garnelen 300 11 % < 1 % tdh+ (Zarei et al., 
2012) 

Indien 2014-17 Garnelen 
Litopenaeus 
vannamei 

350 52.3 % 1.7 % tdh+ 
4 % trh+ 

1.7 % T3SS2 

(Paria et al., 
2019) 

Italien 1997-98 Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

72 1.6 % negativ (Ripabelli et al., 
1999) 

Italien 2006-07 Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

144 32.6 % 4.9 % tdh+ (Di Pinto et al., 
2008) 

Italien 2007 Muscheln 559 11.6 % < 1 % trh+ (D Ottaviani et 
al., 2010) 

Italien 2008-09 Fische 
Mugil cephalus, 
Liza aurata 

295 55 % 19 % tdh+ 
12 % trh+ 

< 1 % tdh+/ trh+ 

(Serracca et al., 
2011) 

Italien 2009-10 Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

195 13.3 % - (Di Pinto et al., 
2012) 

Italien 2011-12 Muscheln 
Ruditapes de-
cussatus, Myti-
lus galloprovin-
cialis 

68 24.2 % 1 % tdh+ 
1 % trh+ 

(Lamon et al., 
2019) 

Italien 2011-12 Austern, Mu-
scheln 

147 40.8 % 2.1 % tdh+ 
2.1 % trh+ 

(Suffredini et al., 
2014) 

Italien 2011-13 Krustentiere 143 28 % < 1 % trh+ 

T3SS2β 
< 1 % T3SS2α 

(Caburlotto et 
al., 2016) 

Japan 2001 Abalonen, Aus-
tern, Muscheln, 
Markelen, Seei-
gel 

329 52.6 % 10 % tdh+ (Hara-Kudo et 
al., 2003) 

Japan 2007-09 Austern, Mak-
rele, Muscheln 

842 85.2 % 7.7 % tdh+ (Hara-Kudo et 
al., 2012) 

Kanada 1984-86 Austern 120 25 % - (Kelly & Dan 
Stroh, 1988) 

Malaysia 2010 Meeresfrüchte, 
Fische, Tintenfi-
sche 

150 29% 1.3 % tdh+ 

4 % trh+ 
(Paydar et al., 
2013) 

Marokko 2002 Austern, Garne-
len, Muscheln 

220 20 % negativ (Cohen et al., 
2007) 
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Land Jahr Lebensmittel N P virulente Isolate Referenz 

Mexiko 2010-11 Austern 
Crassostrea cor-
teziensis 

68 77.9 % 23.5 % tdh+ 

32.4 % trh 
5.9 % tdh+/ trh+ 

(Villicaña et al., 
2019) 

Mexiko 2012 Austern 
Crassostrea vir-
ginica 

- 100 % 62.5 % tdh+ 

12.5 % trh+ 
(López-
Hernández et 
al., 2015) 

Neusee-
land 

2008-09 Austern 
Crassostrea gi-
gas 

58 94.8 % 3.4 % tdh+ (Kirs et al., 
2011) 

Neu-
seeland 

2009-12 Austern 
Crassostrea gi-
gas, Ostrea chi-
lenses 
Muscheln 
Perna canalicu-
lus 

311 51.1 % 1 % tdh+ (Cruz et al., 
2015) 

Nieder-
lande 

2006-08 Austern 
Crassostrea gi-
gas 
Muscheln 
Mytilus edulis 

- 10 % negativ (Schets et al., 
2010) 

Norwe-
gen 

2002-04 Miesmuscheln 
Mytilus edulis 

885 10.3 % < 1 % trh+ (Bauer et al., 
2006) 

Polen 2009-12 Austern, Mus-
cheln 

400 17.5% - (Lopatek et al., 
2015) 

Schweiz 2010 Fisch, Mu-
scheln, Tinten-
fisch 

138 5.8 % negativ (Schärer et al., 
2011) 

Senegal 2007-09 Garnelen 123 30.1% negativ (Coly et al., 
2013) 

Spanien 2004-06 Muscheln 1551 12.5 % < 1 % tdh+ (Martinez-Urtaza 
et al., 2008) 

Spanien 2006, 08 Austern, Mu-
scheln 

784 19.6 % 15.6 % tdh+ 
7.1 % trh+ 
< 1 % tdh+ / trh+ 

(Roque et al., 
2009) 

Spanien 2006-10 Austern 
Crassostrea gi-
gas 
Muscheln  
Mytilus gallopro-
vincialis, 
Ruditapes spp 

1459 14.2 % 3.8 % tdh+ 

und/oder trh+ 
(Lopez-Joven et 
al., 2015) 

Südkorea 2015 Austern 
Crassostrea gi-
gas 

117 37.6 % 9.1 % trh+ (Kang et al., 
2017) 

Südkorea 2017 Austern 
Crassostrea gi-
gas 
Muscheln 
Scapharca 
broughtonii, 
Mytilus gallopro-
vincialis 

127 39.4 % 9.5 % trh+ (Mok, Ryu, 
Kwon, Kim, et 
al., 2019) 

Südkorea 2017 Austern, Mu-
scheln 

77 40.3 % < 1 % tdh+ 

12.3 % trh+ 
(Mok, Ryu, 
Kwon, Park, et 
al., 2019) 

Türkei 2005-06 Muscheln, 
Fische (frisch, 
prozessiert) 

120 26.7 % 10.8 % tdh+ 
5 % trh+ 
10.8 % tdh+ / 
trh+ 

(Terzi et al., 
2009) 

USA 1972 Muscheln 
Mya arenaria 

100 30 % -  (Earle & Crisley, 
1975) 

USA 1984-85 Austern 
Crassostrea gi-
gas, virginica 

65 - < 1 % tdh+ (DePaola et al., 
1990) 

USA 1997-98 Austern - - < 1 % tdh+ / trh+  

USA 1998-99 Austern 370 72.7% 4 % tdh+ (Cook et al., 
2002) 
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Land Jahr Lebensmittel N P virulente Isolate Referenz 

USA 1999-2000 Austern 156 - 21.8 % tdh+ (DePaola et al., 
2003) 

USA 2001-03 Austern 
Crassostrea vir-
ginica 

84 93 % - (Moore et al., 
2014) 

USA 2008-10 Austern - 81.5 % tdh+ und trh+ (Johnson et al., 
2012) 

USA 2012 Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus 

- 100 % 32 % tdh+ 

36 % trh+ 
(Rodgers et al., 
2014) 

USA 2014-15 Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus 

564 17.5 % - (Sullivan & 
Neigel, 2018) 

 
 
Aus der Tabelle 1 ist ersichtlich, dass Studien aus 26 Ländern konsultiert wurden: Brasilien (3), Chile 
(3), China (6), Deutschland (4), Ecuador (1), Elfenbeinküste (1), England (1), Frankreich (4), Indien 
(2), Iran (1), Italien (8), Japan (2), Kanada (1), Malaysia (1), Marokko (1), Neuseeland (2), Niederlande 
(1), Norwegen (1), Polen (1), Schweiz (1), Senegal (1), Spanien (3), Südkorea (3), Türkei (1), und USA 
(9). Werden die Daten vollständiger Studien (Probenzahl und Prävalenz) summiert, so beträgt die 
Durchschnittliche Prävalenz von V. parahaemolyticus in Meeresfrüchten und Fischen 43.5 % (n = 
15915). Diese Prävalenz ist im Einklang mit einer publizierten Studie, welche ebenfalls Literaturdaten 
als Basis zur Berechnung der Prävalenz von V. parahaemolyticus hernahm. Bei 48 analysierten Stu-
dien lag die Prävalenz bei 47.5 % (n = 5811) (Odeyemi, 2016). Die Prävalenz von V. parahaemolyticus 
ist laut 22 Studien (Tabelle 1) mit 43.1 % bei Austern (n = 3132) am höchsten. Darauf folgen Fische 
mit einer Prävalenz von 33.1 % (6 Studien, n = 767) und Garnelen und Krabben 30.8% (13 Studien, n 
= 2806). Mit einem Wert von 25.4 % wurde die tiefste Prävalenz bei Muscheln beobachtet (26 Studien, 
n = 7099). Die restlichen Werte (n = 2111) wurden nicht weiter kategorisiert, da sie entweder in den 
Studien nicht genau definiert wurden, oder nur wenige Resultate vorlagen. Werden diese Ergebnisse 
mit der Studie von Odeyemi (2016) verglichen, welcher Metaanalysen durchgeführt hat, weichen die 
hier ermittelten Werte davon ab: Austern 63.4 % (n = 951), Muscheln 28 % (n = 1670), Garnelen und 
Krabben 48.3 % (n = 1422) und Fische 51 % (n = 998). Gründe für die abweichenden Ergebnisse 
könnte die Anzahl der konsultierten Studien, resp. der Anzahl in den Studien untersuchten Proben. 
Ausserdem weichen die Kategorien dieser Studie von derjenigen von Odeyemi (2016) ab.  
In den analysierten Studien in dieser vorliegenden Arbeit, bestand die Kategorie Austern aus den Gat-
tungen Crassostrea, Magallana und Triostrea. Die relevantesten Arten der Kategorie Muscheln sind 
Archenmuscheln (Anadara subcrenata), Herzmuscheln, Jakobsmuscheln (Patinopecten spp.), Mies-
muscheln (Mytillus spp.), Schwertmuscheln und Venusmuscheln (Ruditapes spp. Tapes spp., Venus 
antiqua). In der Kategorie Garnelen und Krabben sind die Arten Blaukrabbe (Callinectes sapidus), 
Sandgarnele (Metapenaeus ensis), Schwarze Tigergarnele (Penaeus monodon) und Weissbeingar-
nelen (Litopenaeus vannamei). Bei der letzten Kategorie Fische waren die häufigsten Arten Brassen 
(Megalobrama amblycephala, Parabramis pekinensis), Lachs, Makrele (Trachurus japonicus), 
Meeräsche (Mugil cephalus, Liza aurata) Pangasius und Thunfisch.  
Werden die Prävalenzen aus Tabelle 1 verglichen, so fällt auf, dass die Werte stark variieren (< 10 % 
- 100 %). Ob diese Werte in Wirklichkeit vorliegen, kann nicht abschliessend gesagt werden, da die 
ermittelten Prävalenzen von mehreren Faktoren abhängen. So schwanken die Prävalenzen von Jahr 
zu Jahr, aber auch innerhalb eines Jahres (saisonale Schwankungen). Das Versuchsdesign kann 
ebenfalls einen Einfluss auf die Ergebnisse haben. So können die Anzahl an analysierten Proben oder 
die Analysenmethode die Prävalenzen beeinflussen (Bauer et al., 2006). Nichts desto trotz können mit 
den Ergebnissen Tendenzen beobachtet werden. So kann gesagt werden, dass die Prävalenzen von 
V. parahaemolyticus ausserhalb von Europa tendenziell höher sind. Die Prävalenzen sind Europa, mit 
ein paar Ausnahmen, kleiner als und ausserhalb davon grösser als 50 %. Hohe Prävalenzen werden 
in Nord- und Mittelamerika und Südamerika und in Asien mit China und Indien beobachtet. Innerhalb 
Europas wurden in Italien und Frankreich die höchsten Prävalenzen ermittelt.  
Der Nachweis von V. parahaemolyticus ist ein Anhaltspunkt für die Einschätzung von potenziellen 
Infektionen durch den Konsum von Meeresfrüchten und Fischen. Nicht weniger entscheidend ist aber 
der Nachweis von potentiell virulenten Stämmen und das Kontaminationslevel in den untersuchten 
Lebensmitteln. Das Kontaminationsdichte mit V. parahaemolyticus variiert von Studie zu Studie und 
von Produkt zu Produkt. Die Werte schwanken zwischen 10 und 103 KbE / g. Selten werden Werte 
grösser 104 KbE / g erreicht, was laut FDA als bedenklich eingestuft wird (level of concern) (Moore et 
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al., 2014). Vereinzelt werden in Proben Werte oberhalb dieses Schwellenwertes nachgewiesen. Je-
doch handelt es sich bei diesen Werten oft um Ausreisser und werden zu anomalen Wetterbedingun-
gen, wie beispielsweise Hitzewellen, registriert. In Ländern wie Brasilien (Costa Sobrinho et al., 2010, 
2011), China (Chen et al., 2010), Indien (Deepanjali et al., 2005; Raghunath et al., 2008), Italien 
(Caburlotto et al., 2016), Japan (Hara-Kudo et al., 2012), Neuseeland (Cruz et al., 2015) und den USA 
wurden solche Ausreisser nachgewiesen (Cook et al., 2002; Johnson et al., 2012; Moore et al., 2014; 
Rodgers et al., 2014).  
Aus zahlreichen Studien ging hervor, dass nur 1-2 % der V. parahaemolyticus Umweltisolate die Viru-
lenzgene tdh und trh tragen. Hingegen wird davon ausgegangen, dass ca. 90 % der klinischen Isolate 
mindestens einer dieser Marker tragen (DePaola et al., 2003). Werden die Ergebnisse aus der Tabelle 
1 in Betracht gezogen, so trifft dies auf ca. 40 % der Studien zu. Bei den meisten der konsultierten 
Studien war die Prävalenz von pathogenen V. parahaemolyticus Stämmen grösser als 2 %. Nicht nur 
ausserhalb Europas werden erhöhte Prävalenzen detektiert. In Frankreich wurden in 25 % die unter-
suchten Meeresfrüchte und Fischen pathogene Gene (tdh oder trh) nachgewiesen (Robert-Pillot et al., 
2014). Aber auch in Italien oder Spanien lagen die Prävalenz in Fischen, Austern und Muscheln bei 
über 10 % (Roque et al., 2009; Serracca et al., 2011). Dass sowohl hohe Prävalenzen nicht-pathoge-
ner und pathogener V. parahaemolyticus in Europa nachgewiesen werden macht deutlich, dass die 
Erstellung von Massnahmen zur sanitären Überwachung von Meeresfrüchten und Fischen notwendig 
sind, um Vibriosen bei Konsumenten zu verhindern. Des Weiteren ist nicht geklärt, ob noch weitere 
Marker, wie beispielsweise solche des Typ III Sekretionssystems, bei Lebensmittelbedingten Infektio-
nen beteiligt sein können, was die Prävalenz von pathogenen V. parahaemolyticus Stämmen in der 
Umwelt erhöhen könnte. Da V. parahaemolyticus durch horizontalen Gentransfer genomische Regio-
nen, welche auch Pathogenitätsmarker enthalten, von pathogenen auf nicht-pathogene Stämme über-
tragen werden können, kann die Prävalenz weiter erhöhen (Caburlotto et al., 2016). 
 
Der pandemische Serotyp 03:K6 und dessen Serovarianten O4:K68, O1:K25, O1:KUT, O1:K56, 
O3:K75, O3:KUT, O4:K8, O5:KUT wurden bis ca. Ende der Nullerjahre des 21. Jahrhunderts mit Aus-
brüchen von Gastroenteritis in Verbindung gebracht (Akther et al., 2016). Beim Analysieren der Lite-
raturstudien fiel auf, dass diese Stämme sehr selten in Meeresfrüchten und Fischen nachgewiesen 
werden und in den letzten Jahren weiter abgenommen haben (Fuenzalida et al., 2006; Kirs et al., 
2011; Mala et al., 2016; Roque et al., 2009; Villicaña et al., 2019; W.-T. Yu et al., 2013). Infektionen 
bedingt durch pandemische V. parahaemolyticus Stämme haben zwar abgenommen, jedoch nimmt 
der Anteil an Infektion durch nicht-pandemischen Stämmen zugenommen (Donatella Ottaviani et al., 
2012). Diese Beobachtung macht es nicht leichter, Vibriosen bei Konsumenten zu verringern, es macht 
aber deutlich, dass ein Präventionsprogramm von Notwendigkeit ist. 
Zahlreiche Studien haben belegt, dass die Temperatur und der Salzgehalt vom Wasser wichtige Fak-
toren für das Wachstum von V. parahaemolyticus sind. Es wurden signifikanten und positive Korrela-
tionen zwischen dem Nachweis des Bakteriums und der Wassertemperatur in Brasilien (Costa 
Sobrinho et al., 2010), Italien (Lamon et al., 2019; Suffredini et al., 2014), Frankreich (Julie et al., 
2010), Deutschland (Oberbeckmann et al., 2011), Neuseeland (Cruz et al., 2015) oder den USA (Flynn 
et al., 2019) nachgewiesen. In Ländern wo die Wassertemperatur weniger stark schwankt, beispiels-
weise in tropischen Regionen, kann keine Korrelation nachgewiesen werden. In Indien, wo die Was-
sertemperatur stets grösser 25 °C ist, wurden in Austern während des ganzen Jahres ähnliche Konta-
minationslevel von V. parahaemolyticus nachgewiesen. In tropischen Regionen korreliert der jahres-
zeitliche Zyklus des Organismus vielmehr mit der Regen- und Trockenzeit, wobei die niedrigsten Zah-
len in Regenmonaten und die höchsten Zahlen in der Trockenzeit nachgewiesen werden (Deepanjali 
et al., 2005). In den Gewässern von Ecuador konnte ebenfalls kein Trend festgestellt werden, da die 
durchschnittliche Wassertemperatur während des ganzen Jahres 25 °C beträgt (Sperling et al., 2015). 
Eine weniger stark ausgeprägte Saisonale Abhängigkeit wurde ebenfalls im Golf von Mexiko festge-
stellt, da die Gewässer in den Wintermonaten stets über 10 °C warm sind (López-Hernández et al., 
2015). Aber selbst in Italien wurde eine weniger ausgeprägte Abhängigkeit von der Wassertemperatur 
und der Abundanz von V. parahaemolyticus in Miesmuscheln festgestellt. Ein Grund dafür könnte ein 
milder Winter gewesen sein (> 12 °C) (Di Pinto et al., 2008). In den gemässigten Zonen zeigt sich laut 
Studien, dass während der warmen Monate (Frühling bis Herbst) die Prävalenz von V. parahaemoly-
ticus höher ist als während der kalten Monate. Laut dem CDC werden Vibriosen in den USA zu 80 % 
zwischen Mai und Oktober beobachtet (Centers for Disease Control and Prevention, 2019). Diese 
Aussage ist mit Studien mit Miesmuscheln aus Deutschland und Frankreich übereinstimmend, wo zwi-
schen den Monaten Juni und September (Cantet et al., 2013; Oberbeckmann et al., 2011), resp. Mai 
und Oktober die höchsten Prävalenzen beobachtet wurden (Julie et al., 2010). In Italien wurde in Aus-
tern, Muscheln und anderen Krustentieren dieselbe saisonale Abhängigkeit beobachtet (Caburlotto et 
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al., 2016; Suffredini et al., 2014). Weitere Studien aus den Niederlanden (Schets et al., 2010), Norwe-
gen (Bauer et al., 2006), Spanien (Martinez-Urtaza et al., 2008), aber auch aus China (Chao et al., 
2009), Shanghai (Q. Yu et al., 2016), Südkorea (Mok, Ryu, Kwon, Park, et al., 2019) und den USA 
(Rodgers et al., 2014) bestätigen dies. Auf der Südhalbkugel werden ebenfalls während der warmen 
Monate höhere Zellzahlen beobachtet, wie beispielsweise in Neuseeland zwischen Dezember und Mai 
in Austern und Muscheln (Cruz et al., 2015; Kirs et al., 2011). Daraus lässt sich schliessen, dass die 
Beobachtung der Wassertemperatur ein Hilfsmittel zur Präventionen von V. parahaemolyticus Infekti-
onen eignen könnte. Mehr als 85 % der positiven Proben wurden in Italien in Meeresfrüchten bei Tem-
peraturen ≥ 16 °C beobachtet (Suffredini et al., 2014). In Neuseeland wurde ein Kontaminationslevel 
von grösser 1000 MPN/g nur dann beobachtet, wenn die Wassertemperaturen ≥ 19 °C waren (Cruz 
et al., 2015). Eine weitere nicht zu vernachlässigende Beobachtung ist der Zusammenhang zwischen 
der Wassertemperatur und dem Verhältnis pathogener zu aller detektierter V. parahaemolyticus 
(tlh:tdh). Es wurde eine negative Korrelation nachgewiesen, was bedeutet, dass pathogene Stämme 
bei kälteren Temperaturen einen Vorteil haben und sich besser vermehren können. Jedoch besteht 
eine positive Korrelation zwischen der Wassertemperatur und tdh+ Stämme (DePaola et al., 2003; 
Flynn et al., 2019). Dies könnte auch bedeuten, dass pathogene Isolate unter kalten Bedingungen 
überleben, oder die ersten Isolate sind, die in Gewässern auftreten und langsam durch nicht-patho-
gene Isolate ersetzt werden, wenn sich das Wasser erwärmt.  
Eine weitere Erklärung könnten die Nachweismethoden sein. Es könnte sein, dass der Nachweis von 
pathogenen bei höheren totalen V. parahaemolyticus Zellzahlen beeinflusst wird, da die Methoden 
nicht sensitiv genug sind (Lamon et al., 2019). Nichts desto trotz kann gesagt werden, dass die höchs-
ten Prävalenzen von tlh und tdh wahrscheinlich gefunden werden, wenn die Wassertemperaturen 
nahe ihren Maxima liegen, jedoch aber die niedrigste Prävalenzen nicht unbedingt bei ihren Minima 
gefunden werden (Flynn et al., 2019). 
Der Zusammenhang zwischen der Salinität und der Prävalenz von V. parahaemolyticus kann nicht 
pauschalisiert werden. Es gibt sowohl Studien die eine signifikante Korrelation als auch Studien die 
keine Korrelation belegen können. Eine positive Korrelation wurde in Austern (Johnson et al., 2012; 
Zimmerman et al., 2007) und Blaukrabben (Sullivan & Neigel, 2018) in den USA nachgewiesen. Hin-
gegen keine Korrelation zwischen Salzgehalt und der Abundanz von sowohl totaler als auch pathoge-
ner V. parahaemolyticus in Meeresfrüchten wurde in Brasilien (Costa Sobrinho et al., 2011), Frankreich 
(Julie et al., 2010), Indien (Deepanjali et al., 2005), Italien (Suffredini et al., 2014), Neuseeland (Cruz 
et al., 2015) und den USA (Flynn et al., 2019) beobachtet. Gründe für diese Varianz könnte sein, dass 
bei Studien hohe Salzgehalte in den Gewässern vorliegen und diese im Verlaufe der Untersuchungen 
nicht stark genug schwanken (Suffredini et al., 2014; Zimmerman et al., 2007). 
Die Kontaminationslevel mit V. parahaemolyticus in Meeresfrüchten und Fischen scheinen laut Litera-
turwerten nicht hoch zu sein, jedoch können in den Lebensmitteln innerhalb weniger Stunden bei einer 
falschen Lagerung die Infektionsdosis von ≥ 105 KbE/g erreicht werden, weshalb die Prozesse nach 
dem Ernten nicht vernachlässigt werden dürfen (Quilici et al., 2005). Eine Studie in den USA hat ver-
schiedene Lagerungsarten nach der Ernte von Austern untersucht. Dabei wurde gezeigt, dass nach 
einer 5 stündigen Lagerung bei Umgebungstemperatur die Zellzahlen von V. parahaemolyticus signi-
fikant höher waren im Vergleich zu den Zellzahlen bei der Ernte. Ausserdem wurde gezeigt, dass die 
Lagerung im Eis zu tieferen Zellzahlen führte als bei einer Lagerung im Kühlschrank. Diese Ergebnisse 
deuten darauf hin, dass das Vibrioserisiko durch kürzere Lagerzeiten und schnelleres Abkühlen der 
Austern gemindert werden kann (Jones et al., 2017). Eine weitere Studie in den USA hat Nachern-
teprozesse, wie leichtes Erhitzen, Einfrieren und HPP bei Austern verglichen. Im Vergleich zu frischen 
Austern waren die Kontaminationslevel um 5 bis 6 log-Stufen tiefer, was den Konsum von Austern um 
vielfaches weniger riskant macht. Lediglich 12 - 13 % der gefrorenen Proben wiesen mehr als 30 MPN 
V. parahaemolyticus pro Gramm Austern auf (DePaola et al., 2009). Diese Ergebnisse sind in Einklang 
mit einer Studie aus Frankreich, bei welcher gefrorene Garnelen von Märkten untersucht wurden. Der 
Grossteil der Proben hatte ein Kontaminationslevel das kleiner als 102 KbE/g war (Robert-Pillot et al., 
2014). In Berliner Supermärkten wurden frische und rohe Meeresfrüchte und Fische auf Vibrio spp. 
untersucht. Dabei zeigte sich, dass Produkte die unverpackt auf Eis gekühlt waren, eine signifikant 
höhere Prävalenz von Vibrio spp. aufwies als bei verpackten Produkten. Ein Grund für die höhere 
Prävalenz könnten Kreuzkontaminationen mit anderen Meeresfrüchten und Fischen gewesen sein. 
Wenn die Produkte direkt auf Eis gelagert werden, können Produkte durch auftauendes Wasser kreuz-
kontaminiert werden (Vu, Alter, & Huehn, 2018).  
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3.2. Prävalenz von V. vulnificus 

Für die Ermittlung der Prävalenzen wurde wie in Kapitel 2.1 beschrieben vorgegangen. Die Ergebnisse 
der Prävalenzen von V. vulnificus sind in der folgenden Tabelle 2 zusammengefasst.  
 
Tabelle 3: : Prävalenz von V. vulnificus bezogen auf Land und Lebensmittel basierend auf publizierten Studien. N = Anzahl unter-

suchter Proben, P = Prävalenz und virulente Isolate = Prozentualer Nachweis der Genotype C und E, sowie A, B und A/B.  

 
Land Jahr Lebensmittel N P virulente Isolate Referenz 

Brasilien 2008-09 Austern 
Crassostrea gi-
gas 

60 10 % -  (Ramos et al., 
2014) 

China 2007-08 Austern 
Magallana gigas 

202 54.9 %  (Chen et al., 
2010) 

China 2009 Garnelen 239 58.6 % 33 % C-Typ 
3.3 % E-Typ 

(Ji et al., 2011) 

Deutsch-
land 

2004-05 Muscheln 
Mytilus edulis 

90 3.5 % - (Lhafi & Kühne, 
2007) 

Deutsch-
land 

2008-09 Garnelen 
Meersesfrüchte 

338 1.8 % - (Messelhäusser 
et al., 2010) 

Deutsch-
land 

2015-16 Garnelen, Mu-
scheln 

160 0.6 % - (Vu, Alter, & 
Huehn, 2018) 

Ecuador 2012-13 Garnelen 229 3.5 % - (Sperling et al., 
2015) 

Frank-
reich 

2006-07 Miesmuscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 
Teppichmu-
scheln 
Ruditapes 
decussatus 

- -  (Cantet et al., 
2013) 

Frank-
reich 

- Meeresfrüchte, 
Fische 

167 12.6 % - (Robert-Pillot et 
al., 2014) 

Italien 1997-98 Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

72 17.7 % - (Ripabelli et al., 
1999) 

Italien 2008-09 Fische 
Mugil cephalus, 
Liza aurata 

295 1 % - (Serracca et al., 
2011) 

Italien 2011-12 Muscheln 
Ruditapes 
decussatus, My-
tilus galloprovin-
cialis 

68 2.9 % - (Lamon et al., 
2019) 

Kanada 1984-86 Austern 120 14.2 % - (Kelly & Dan 
Stroh, 1988) 

Mexiko 2010-11 Austern 
Crassostrea cor-
teziensis 

68 32.8 % - (Villicaña et al., 
2019) 

Neusee-
land 

2008-09 Austern 
Crassostrea gi-
gas 

58 17.2 % 80 % Typ A 
10 % Typ B 
10 % Typ A/B 

(Kirs et al., 
2011) 

Neusee-
land 

2009-12 Austern 
Crassostrea gi-
gas,  

311 13.6 % < 1 % C-Typ 
6.1 % E-Typ 

(Cruz et al., 
2016) 

Norwe-
gen 

2002-04 Miesmuscheln 
Mytilus edulis 

885 < 1 % - (Bauer et al., 
2006) 

Schweiz 2010 Fisch, Mu-
scheln, Tinten-
fisch 

138 0 % - (Schärer et al., 
2011) 

Spanien 2007 Austern, Mu-
scheln 

40 10 % - (Cañigral et al., 
2010) 
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Land Jahr Lebensmittel N P virulente Isolate Referenz 

Südkorea 2017 Austern 
Crassostrea gi-
gas 
Muscheln 
Scapharca 
broughtonii, 
Mytilus gallopro-
vincialis 

127 0 % - (Mok, Ryu, 
Kwon, Kim, et 
al., 2019) 

Südkorea 2017 Austern, Mu-
scheln 

77 6.5 % - (Mok, Ryu, 
Kwon, Park, et 
al., 2019) 

USA 1998-99 Austern 370 63.2 % - (Cook et al., 
2002) 

USA 2008-10 Austern - 86.3 % - (Johnson et al., 
2012) 

USA  2009-11 Fische 242 37.2 % 62 % Typ A 
29 % Typ B 
9 % Typ AB 

(Tao et al., 
2012) 

USA 2012 Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus 

- 100 % 32 % C-Typ (Rodgers et al., 
2014) 

USA 2014-15 Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus 

564 5 % - (Sullivan & 
Neigel, 2018) 

 
 
Aus der Tabelle 2 ist ersichtlich, dass Studien aus 14 Ländern konsultiert wurden: Brasilien (1), China 
(2), Deutschland (3), Ecuador (1), Frankreich (2), Italien (3), Kanada (1), Mexiko (1), Neuseeland (2), 
Norwegen (1), Schweiz (1), Spanien (1), Südkorea (2) und USA (5). Werden die Daten vollständiger 
Studien (Probenzahl und Prävalenz) summiert, so beträgt die Durchschnittliche Prävalenz von V. vul-
nificus in Meeresfrüchten und Fischen 17 % (n = 4920). Im Vergleich zu V. parahaemolyticus ist die 
Prävalenz bei V. vulnificus deutlich tiefer (43.5 %, n = 15915). Der Vergleich muss allerdings mit Vor-
sicht betrachtet werden, da die Prävalenz von V. vulnificus auf weniger Studien (26) beruht. Die Prä-
valenz von V. vulnificus ist laut 10 Studien (Tabelle 2) mit 34.2 % bei Austern (25 Studien, n = 3132) 
am höchsten. Darauf folgen Garnelen und Krabben mit 14.9 % (5 Studien, n = 1223) und Fische mit 
14.1 % (4 Studien, n = 703). Die tiefste Prävalenz von V. vulnificus wurde in Muscheln mit 2.5 % 
berechnet (9 Studien, n = 1349). Die restlichen Werte (n = 335) wurden nicht weiter kategorisiert, da 
sie entweder in den Studien nicht genau definiert wurden, oder nur wenige Resultate vorlagen. Die 
verschiedenen Arten und Gattungen die zu den Kategorien zugeordnet wurden, unterschieden sich 
nicht von denjenigen, wie sie in Kapitel 2.1 beschrieben wurden. Ein Vergleich der Daten ist aufgrund 
der Datenmengen schwierig, aber tendenzielle kann gesagt werden, dass die Prävalenzen in Europa 
(< 20 %) tiefer sind als in China und den USA, wo Werte grösser 50 % beobachtet werden können. 
Ob die Prävalenzen tatsächlich tiefer sind als diejenigen von V. parahaemolyticus kann nicht ab-
schliessend gesagt werden. Es könnte sein, dass die Nachweismethoden das Bild verzerren, da die 
Parameter bei Voranreicherungen zu strikt für V. vulnificus sind (Bauer et al., 2006). Aus Studien geht 
hervor, dass mehrere Vibrio spp. gleichzeitig vorkommen können. In Frankreich waren knapp 10 % 
der untersuchten Meeresfrüchte gleichzeitig mit V. parahaemolyticus und V. vulnificus kontaminiert 
(Robert-Pillot et al., 2014). In Miesmuscheln in Deutschland wurde in über 35 % der untersuchten 
Proben zwei und in unter 2 % drei Vibrio spp. gleichzeitig nachgewiesen (Lhafi & Kühne, 2007). Dass 
mehrere Spezies gleichzeitig vorkommen, erhöht das Risiko von lebensmittelbedingten Infektionen, 
weshalb bei der Wahl der Nachweismethoden auf sensitive Methoden zurückgegriffen werden sollte, 
damit falschnegative Ergebnisse möglichst ausgeschlossen werden können. Nach einem Konsum von 
rohen Meeresfrüchten in einem Restaurant in Spanien kam es zum Ausbruch von Gastroenteritis bei 
3 Gästen. Bei einem Gast wurden Noroviren (NoV) und V. parahaemolyticus gleichzeitig nachgewie-
sen. Daher könnte es sein, dass Vibriosen und noch häufiger, gemischte (Vibrio spp. und NoV) Aus-
brüche zu wenig erkannt werden. Falsche Diagnosen könnten zu falschen Behandlungen bei Patien-
ten führen, was insbesondere bei V. vulnificus fatale Folgen haben könnte (Sala et al., 2009). 
Die Pathogenität von V. vulnificus Stämmen ist noch nicht vollständig erforscht und entschlüsselt. So 
kann zum jetzigen Stand der Forschung nicht gesagt, ob alle Stämme potentiell virulent sind, oder ob 
nur spezifische Stämme Infektionen bei den Konsumenten hervorrufen können. Der erste beschrie-
bene Marker, der als Indikator für die Virulenz verwendet wurde, war ein Polymorphismus im 16S 
rRNA Gen, das die Isolate als 16S rRNA Typ A und 16S rRNA Typ B klassifiziert. Darüber hinaus 
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können einige Stämme beide 16S rRNA Genallele aufweisen und werden als 16S rRNA Typ AB klas-
sifiziert. Auf der Grundlage epidemiologischer Daten sind bis zu 75 % der klinischen V. vulnificus Iso-
late 16S rRNA Typ B, wobei dieser Prozentsatz auf bis zu 94 % steigt, wenn klinische Todesfälle in 
Betracht gezogen werden (Kirs et al., 2011; Tao et al., 2012). In anderen Studien wird für die Katego-
risierung von V. vulnificus zwischen dem klinischen C-Typ (clinical type) und dem Umwelt E-Typ (en-
vironmental type) unterschieden. Dabei haben Stämme des C-Typs eine DNA-Sequenz, welche in 
Isolaten von Patienten zu finden sind (Ji et al., 2011; Rodgers et al., 2014). Die Angabe von Prävalen-
zen potentiell virulenter Isolate ist deshalb nicht aussagekräftig, da neben dem Stand der Forschung 
auch wenig Daten publiziert wurden. Auf Basis der wenigen Studien kann aber gesagt werden, dass 
seltener Stämme aus Meeresfrüchten und Fischen isoliert werden, die klinischen Isolaten ähneln (C-
Typ und Typ B). Um Klarheit zu schaffen, könnte der Nachweis des genetischen Markers vcg helfen. 
Mit Hilfe dieses Markers kann zwischen klinischen Stämmen (vcgC) und Umweltstämmen (vcgE) un-
terschieden werden, was bei der Unterscheidung zwischen virulenter und nicht-virulenten beisteuern 
könnte (Cruz et al., 2016; Rodgers et al., 2014). 
Zahlreiche Studien haben gezeigt, dass die Prävalenz von V. vulnificus von Umwelteinflüssen wie der 
Wassertemperatur und der Salinität abhängig sind. Im Vergleich zu V. parahaemolyticus scheint 
V. vulnificus dabei empfindlicher auf Schwankungen dieser Parameter, insbesondere Schwankungen 
der Wassertemperatur, zu reagieren. Die minimale Wachstumstemperatur für V. vulnificus beträgt 10 
– 13 °C und für V. parahaemolyticus 7 °C (Cook et al., 2002). Deshalb ist es möglich, dass V. parah-
aemolyticus auch in Wintermonaten isoliert werden kann, V. vulnificus hingegen nur in den wärmeren 
Monaten (Cantet et al., 2013; Lamon et al., 2019). Signifikante Korrelationen zwischen der Wasser-
temperatur und dem Nachweis von V. vulnificus wurde in Fischen (Tao et al., 2012) und Austern in 
Neuseeland (Cruz et al., 2016) und den USA (Johnson et al., 2012) nachgewiesen. Laut Johnson et 
al. (2012) war die Temperatur der Wasseroberfläche der einzige Faktor, der signifikante Einflüsse auf 
den Nachweis von V. vulnificus hatte. Die anderen Faktoren Salinität und der Chlorophyllgehalt hatten 
hingegen keinen signifikanten Einfluss. Wie bei V. parahaemolyticus können bei der Abundanz von 
V. vulnificus saisonale Trends beobachtet werden. In den wärmeren Monaten werden höhe Prävalen-
zen beobachtet, wie beispielsweise in Garnelen in China (Ji et al., 2011), in Muscheln in Deutschland, 
Frankreich und Italien (Cantet et al., 2013; Lamon et al., 2019; Lhafi & Kühne, 2007) oder in Austern 
in Mexiko und Neuseeland (Cruz et al., 2016; Villicaña et al., 2019). Laut dem CDC, kommen 80 % 
der Vibriosen in den USA zwischen den Monaten Mai und Oktober vor (2019). Laut verschiedener 
Studien liegt das Maximum an detektierbaren V.vulnificus in den Monaten Juni bis August, oder De-
zember bis Februar auf der Südhalbkugel vor (Cantet et al., 2013; Cruz et al., 2016; Lhafi & Kühne, 
2007; Rodgers et al., 2014). Die Wassertemperaturen, bei welchen V. vulnificus detektiert werden 
konnte, variieren zwischen 13 und 22 °C in Muscheln in Deutschland (Lhafi & Kühne, 2007), zwischen 
20 und 24 °C in Frankreich (Cantet et al., 2013), 16 und 24 °C in Italien (Lamon et al., 2019) in Austern 
in Mexiko, wenn die Temperatur über 20 °C war. In Neuseeland konnte V. vulnificus in Austern nur 
nachgewiesen werden, wenn die Wassertemperatur über 20 °C betrug (Cruz et al., 2016). In manchen 
Ländern kann das ganze Jahr V. vulnificus nachgewiesen werden, jedoch sind die Zellzahlen während 
der warmen Monate um das bis zu 100-fache grösser (Chen et al., 2010; Cook et al., 2002). In Kapitel 
2.1 wurde bereits beschrieben, dass bei Analysen von Meeresfrüchten auffiel, dass mehrere Vibrio 
spp. gleichzeitig nachgewiesen wurde. In Austern in den USA korrelierten die Zellzahlen von V. pa-
rahaemolyticus und V. vulnificus (Cook et al., 2002). In Neuseeland wurde ähnliches in Austern beo-
bachtet. Wurden in Proben Zellzahlen von > 100 KbE/g bei V. vulnificus beobachtet, so war dies bei 
V. parahaemolyticus auch der Fall. Das Gegenteilige konnte jedoch nicht gezeigt werden. Bei tiefen 
V. vulnificus Zahlen (< 1 KbE/g) lagen gleichzeitig in derselben Probe keine tiefen V. parahaemolyticus 
Zellzahlen vor (> 1000 KbE/g) (Cruz et al., 2016). Der Einfluss des Faktors Salinität auf die Prävalenz 
von V. vulnificus ist umstritten. Eine negative Korrelation zwischen der Salinität und der Prävalenz von 
V. culnificus wurde in Fischen in den USA (Tao et al., 2012) und in Muscheln in Frankreich (Cantet et 
al., 2013) nachgewiesen. Hingegen konnte keine Korrelation in Austern in Neuseeland (Cruz et al., 
2016) und den USA (Johnson et al., 2012) nachgewiesen werden. Wenn eine Salinität von grösser 
3 % vorliegt, wird diese zum entscheidenden Wachstumsfaktor, auch wenn Temperaturen von grösser 
18 °C vorliegen (Tao et al., 2012). Dies ist insbesondere für Filtrierer wichtig, da diese bei zu hohen 
Salzgehalten das Filtrieren aus der Umgebung reduzieren (Lamon et al., 2019). Tao et al. (2012) 
konnte aufzeigen, dass in den Sommermonaten, wo die Wassertemperaturen grösser als 25 °C be-
trugen und die Salinität bei 3 % lag, V. vulnificus nachgewiesen werden kann. In ihren Modellierungen 
war die Salinität mit rund 85 % der grösste Einfluss auf die Variabilität für den Nachweis von V. vulni-
ficus und die Wassertemperatur steuerte dabei weniger als 10 % bei. 
Die Infektionsdosis von V. vulnificus ist nicht abschliessend erforscht, jedoch sind bereits wenige Zel-
len von 3 MPN / g ausreichend (Cruz et al., 2016). Zu den Kontaminationslevels ist wie bei den Prä-
valenzen von V. vulnificus wenig publiziert worden. Tendenziell kann aber gesagt werden, dass wie 
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die Prävalenzen auch die Kontaminationslevel von V. vulnificus tiefer als von V. parahaemolyticus 
sind. In Austern werden zwar Aussreiser mit Werten von grösser als 104 MPN / g in China und den 
USA nachgewiesen (Chen et al., 2010; Cook et al., 2002; Johnson et al., 2012), jedoch ist der Median 
in der Regel < 100 MPN / g. Wie beispielsweise in Austern in Mexiko (Villicaña et al., 2019) und Neu-
seeland (Kirs et al., 2011) oder in Muscheln in Frankreich (Cantet et al., 2013; Robert-Pillot et al., 
2014). Blaukrabben (Callinectes sapidus) sind laut Untersuchungen aus den USA ein Reservoir von 
V. vulnificus weshalb Zellzahlen von > 105 MPN / g nachgewiesen wurden. Da Proben, welche Stämme 
des C-Typs enthielten, Kontaminationslevel unterhalb der Infektionsdosis aufwiesen und Krabben aus-
serdem nicht roh verzehrt werden, kann das Risiko einer Infektion als gering eingeschätzt werden 
(Rodgers et al., 2014). Auch wenn durch das Kochen Lebensmittel als sicher eingestuft werden kön-
nen, besteht für Fischer, Verkäufer und Konsumenten eine Gefahr bei der Handhabung und Verarbei-
tung von rohen Meeresfrüchten und Fischen. So kam es zwischen 1996 und 1998 zu 89 Fällen von 
Wundinfektionen in Israel bei Menschen, die Kontakt mit Meeresfrüchten und Fischen hatten. Diese 
Beobachtungen machen deutlich, dass auch bei diesen Produkten Implementierungen von Gegen-
massnahmen notwendig sind, insbesondere da diese Ausbrüche nach Hitzewellen beobachtet werden 
konnten, welche durch Klimaveränderungen häufiger beobachtet werden könnten (Paz et al., 2007). 
 

3.3. Reglemente für V. parahaemolyticus und V. vulnificus 

Da die Erreger in Europa noch kaum vorkommen, sind diese bis dato weder in der schweizerischen, 
noch der europäischen Rechtsetzung reguliert. In Ländern, in welchen die Prävalenzen von Vibrio spp. 
höher sind und es öfters zu Lebensmittelbedingten Ausbrüchen kommt, wurden bereits Gesetze oder 
Richtlinien implementiert, welche Infektionen verhindern sollen. Nach unserem Kenntnisstand wurden 
diese bereits in Kanada, Japan, Neuseeland und den USA eingeführt. Japan hat dabei vermutlich die 
striktesten Regeln, was aber auch zu einer 60-fachen Reduktion von V. parahaemolyticus bedingten 
Ausbrüchen beigetragen hat. In den Jahren 1999 und 2000 empfahl das japanische Ministerium für 
Gesundheit, Arbeit und Wohlfahrt (MHLW) den Fischverarbeitern, desinfiziertes oder künstliches 
Meer- oder Trinkwasser für die Verarbeitung von Schalen- und Weichtieren zu verwenden. Die Höchst-
temperatur für Meeresfrüchte während der Distribution und Lagerung wurde auf ≤ 10 °C festgelegt und 
auf ≤ 4 °C empfohlen. Grenzwerte für V. parahaemolyticus wurden ebenfalls definiert. So darf dieses 
Bakterium nicht in 25 g von gekochtem Tintenfisch und Krabben (rte-Produkte) nachgewiesen werden 
und darf den Grenzwert von 100 MPN / g in rohen Fisch und Meeresfrüchten für den Rohverzehr nicht 
überschreiten. Des Weiteren wurde den Konsumenten empfohlen, Meeresfrüchte innerhalb von 2 h 
nach Entnahme aus dem Kühlschrank zu konsumieren (Hara-Kudo et al., 2012). In Kanada gibt es 
eine Guideline (Bacteriological guidelines for fish and fish products (end product)), die besagt, dass 
wenn V. parahaemolyticus in nur einer von fünf lebenden Austern den Wert von 100 KbE/g überschrei-
tet, das Ergebnis als unbefriedigend eingestuft werden muss. Um dies zu vermeiden, wurden Gegen-
massnahmen an verschiedenen Stellen entlang der Wertschöpfungskette empfohlen. Für die Produ-
zenten der Austern wird empfohlen, die Wassertemperatur zu beobachten und wenn die Temperaturen 
von 15 °C während der V. parahaemolyticus Saison überschritten wird, sollten die Zellzahlen in den 
Austern regelmässig überprüft werden. Nach der Ernte sollten die Austern im Inneren möglichst 
schnell auf 4 °C abgekühlt werden. Das Abkühlen der Austern ist dabei von der Wasser- oder Pro-
dukttemperatur abhängig. Bei ≥ 15 °C sollte eine Temperatur von 10 °C im Inneren der Austern inner-
halb von 20 min erreicht werden, sind die Temperaturen < 15 °C sollten die 10 °C innerhalb von 3 h 
erreicht werden. Während des gesamten Transportprozesses sollte die Temperatur im Inneren der 
Austern 4 °C betragen (Canadian Food Inspection Agency, 2019). In Neuseeland müssen filtrierende 
Meeresfrüchte (Austern und Muscheln) nicht auf Vibrio spp. untersucht werden, jedoch müssen Re-
geln zu Temperaturen eingehalten werden, um das Risiko minimal zu halten. Während des Transport 
muss die Umgebungstemperatur ≤ 7 °C betragen. Ausserdem ist geregelt, wie viel Zeit vergehen darf, 
bis die Produkte bei einer Temperatur von 7 °C gelagert werden müssen. Dies ist abhängig von der 
durchschnittlichen Maximaltemperatur des jeweiligen Monats: 36 h bei ≤ 18 °C, 24 h bei 19 – 27 °C 
und 20 h bei ≥ 27 °C. Importiert werden dürfen nur Produkte dieser Kategorie, sofern sie gekocht, 
getrocknet oder gefroren und frei von Schalen sind (King et al., 2018). In den USA ist die Situation 
komplizierter, da jeder Bundesstaat seine eigenen Massnahmenpläne implementieren darf. Dies ist 
bedingt durch die grosse Variabilität der Umwelteinflüsse der einzelnen Staaten. Die Lebensmittelsi-
cherheitsvorschriften für Austern und Muscheln der USA werden im Rahmen eines Kooperationspro-
gramms festgelegt, das von der Interstate Shellfish Sanitation Conference (ISSC) verwaltet wird. Die 
Vorschriften werden im National Shellfish Sanitation Program Guide for the Control of Molluscan Shell-
fish (NSSP) veröffentlicht und von den staatlichen Regulierungsbehörden für Meeresfrüchte umge-
setzt. Der NSSP gibt vor, dass in einem Bundesstaat, in welchem Austern oder Muscheln (Mercenaria 
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mercenaria) geerntet werden, jedes Jahr eine Risikobeurteilung bezüglich V. parahaemolyticus durch-
geführt werden muss. Dabei sollen folgende Faktoren einbezogen werden, welche zum Risiko einer 
Infektion durch den Konsum von Austern und Muschen beisteuern: 

- Die Zahl der V. parahaemolyticus Fälle in epidemiologischem Zusammenhang mit dem Ver-
zehr von Austern und Muscheln aus dem jeweiligen Bundesstaat 

- Prävalenzen totaler und tdh+ V. parahemolyticus 
- Die Wassertemperatur der jeweiligen Ernteregionen 
- Die Umgebungstemperatur der jeweiligen Ernteregionen 
- Salinität der jeweiligen Ernteregionen 
- Die angewandten Erntemethoden 
- Die Erntemengen und deren Weiterverwendung 

Stellt die Risikobewertung fest, dass das Risiko einer Erkrankung durch den Verzehr von Austern oder 
Muscheln mit hinreichender Wahrscheinlichkeit auftritt, so entwickelt der Bundesstaat einen V. parah-
aemolyticus Kontrollplan und setzt diesen um. Diese Risikobewertung und die Implementierung eines 
Massnahmenplans gilt ebenfalls für V. vulnificus (NSSP, 2017). Ausserdem wurden von der FDA Si-
cherheitsniveaus definiert, bei welche die Agentur rechtliche Schritte einleiten könnte, um ein Produkt 
vom Markt zu nehmen. Nach der Ernte verarbeitete Muscheln, Miesmuscheln, Austern, ganze Jakobs-
muscheln und Reismuscheln, frisch oder gefroren, mit der Angabe "verarbeitet, um Vibrio vulnificus 
oder V. parahaemolyticus auf nicht nachweisbare Werte zu reduzieren", haben ein Niveau von ≥ 30 
MPN / g. Für rohe Muscheln gilt ein Sicherheitsniveau ≥ 104 KbE / g (U.S. Department of Health and 
Human Services, 2020). 
 

3.4. Nachweismethoden für V. parahaemolyticus und V. vulnifi-
cus 

Für den Nachweis von V. parahaemolyticus und V. vulnificus wurden in der Literatur zahlreiche Me-
thoden beschrieben. Darüber hinaus gibt es offizielle Methoden, wie von der FDA empfohlen oder eine 
ISO-Methode. Das Bacteriological Analytical Manual (BAM) der FDA sind die empfohlenen Laborme-
thoden der Behörde für mikrobiologische Analysen von Lebensmitteln und Kosmetika. Im Kapitel 9 
des BAMs wird die Isolation und den Nachweis von Vibrio spp beschrieben. Für den quantitativen 
Nachweis von V. parahaemolyticus werden drei Methoden von der FDA empfohlen. Das MPN-Verfah-
ren wird von den Laboratorien am häufigsten verwendet, welches für V. vulnificus nahezu identisch 
ist. Die zweite Methode ist eine Membranfiltration unter Verwendung eines hydrophoben Gittermemb-
ranfilters (HGMF). Die dritte ist eine direkte Plattierungsmethode unter Verwendung von DNA-Sonden 
zur Identifizierung der gesamten V. parahaemolyticus Population und pathogener (tdh+) Stämme. Beim 
MPN-Verfahren werden 50 g Probe in 450 ml PBS für eine Minute bei 8000 RPM homogenisiert. Für 
50 g Probe sollten 12 Einzeltiere inkl. Fleisch, Innereien und Flüssigkeit (Austern) gesammelt und 
homogenisiert werden. Mit PBS werden 1:100, 1:1000 und 1:10000 Verdünnungsreihen erstellt. Im 
Anschluss werden 10 ml Alkalisches Peptonwasser (APW) mit 1 ml der jeweiligen Verdünnung in 
Triplikaten inokuliert. Danach wird dies über Nacht bei 35 ± 2 °C inkubiert. Nach diesem Schritt kann 
mit kulturellen oder molekularbiologischen Methoden fortgefahren werden. Für die kulturellen Metho-
den werden die 3 höchsten Verdünnungsstufen, bei welchen ein Wachstum beobachtet wird, mittels 
Impföse auf TCBS (thiosulfate citrate bile salts sucrose) für V. parahaemolyticus und mCPC (modified 
cellobiose-polymyxin B-colistin) oder CC (Cellobiose colistin) Agar für V. vulnificus gebracht. TCBS 
Agarplatten werden bei 35 ± 2 °C und mCPC oder CC bei 39 – 40 °C über Nacht inkubiert. V. parah-
aemolyticus erscheinen als runde, opake, grüne oder bläuliche Kolonien mit einem Durchmesser von 
2 bis 3 mm auf TCBS Agar. Die meisten Stämme von V. parahaemolyticus wachsen nicht auf mCPC 
oder CC Agar. Die V. vulnificus Kolonien sind rund, flach, opak, gelb und haben einen Durchmesser 
von 1 bis 2 mm. Im Anschluss müssen die Kolonien biochemisch bestätigt werden, wobei die verwen-
deten Medien 2 bis 3 % NaCl enthalten sollen. Biochemisch sind V. parahaemolyticus und V. vulnificus 
phänotypisch ähnlich, können aber durch Unterschiede des ONPG, der Salztoleranz, der Cellobiose- 
und Laktosereaktionen unterschieden werden. In der Tabelle 3 sind die phänotypischen Reaktionen 
zusammengefasst.  
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Tabelle 4: Wachstumsverhalten und biochemische Reaktionen von V. parahaemolyticus und V. vulnificus. Modifiziert nach (Kaysner 

et al., 2004). 

 
Nachweis V. parahaemolyticus V. vulnificus 

TCBS Agar + + 

mCPC Agar - - 

CC Agar - - 

Oxidase + + 

Wachstum in (w/v):  0 % NaCl + + 

 3 % NaCl + + 

 6 % NaCl + + 

 8 % NaCl + - 

 10 % NaCl - - 

Substrat Saccharose - - 

 D-Cellobiose variabel + 

 Lactose - + 

 Arabinose + - 

 D-Mannose + + 

 D-Mannitol + variabel 

 ONPG - + 

 
 
Alternativ können Isolate durch DNA Sondenhybridisierung oder PCR als V. parahaemolyticus oder V. 
vulnificus identifiziert werden. Hierfür eignet sich eine Multiplex PCR, bei welcher tlh (thermolabiles 
Hämolysin), das spezifisch für V. parahaemolyticus ist, tdh und trh nachgewiesen wird. Dadurch kann 
zusätzlich zwischen pathogenen und nicht-pathogenen Isolaten unterschieden werden. Die Bestäti-
gung von V. vulnificus kann mittels des Nachweises des vvhA Gens erfolgen (Kaysner et al., 2004). 
Die ISO Methode „Mikrobiologie von Lebensmitteln und Futtermitteln – Horizontales Verfahren zum 
Nachweis von potentiell enteropathogenen Vibrio spp. - Teil 1: Nachweis von Vibrio parahaemolyticus 
und Vibrio cholerae (ISO 21872-1:2017)“ unterscheidet sich nicht wesentlich von der FDA beschrie-
benen MPN-Methode. Die Vorgehensweise ist in der Abbildung 1 zusammengefasst. Um zwischen V. 
parahaemolyticus und V. vulnificus unterscheiden zu können, werden verschiedene Temperaturen bei 
der primären und sekundären Anreicherung gewählt. Dabei wird V. vulnificus stets bei 37 °C inkubiert, 
V. parahaemolyticus hingegen bei der primären Anreicherung bei 37 °C oder 41.5 °C, abhängig vom 
Produkt (verarbeitet oder frisch). Bei der primären Anreicherung wird bei der ISO Methode ebenfalls 
TCBS Agar verwendet. Kolonien von V. parahaemolyticus und V. vulnificus sind typischerweise glatt, 
grün und haben einen Durchmesser von 2 – 3 mm. Zur verbesserten Anzüchtung von V. vulnificus 
werden ebenfalls die Medien mCPC und CC Agar empfohlen. Für die Bestätigungsreaktionen sollten 
präsumtive Kolonien auf einem zweiten Nährmedium, beispielsweise Kochsalz-Nähragarplatten (SNA) 
überimpft werden. Ist der Nachweis von pathogenen V. parahaemolyticus von Bedeutung, sollten min-
destens 5 Kolonien subkultiviert werden. Je mehr präsumtive Kolonien subkultiviert werden, desto 
höher ist die Wahrscheinlichkeit, dass pathogene Stämme nachgewiesen werden können. Für die Be-
stätigung von V. parahaemolyticus wird der Nachweis des toxR Gens verwendet, zusätzlich wird der 
Nachweis der Virulenzmarker tdh und trh empfohlen. Für V. vulnificus wird das Gen vvH verwendet. 
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Abbildung 1: Fliessschema der ISO-Methode 21872-1:2017 zum Nachweis von V. parahaemolyticus und V. vulnificus. Aus: 

(Schweizerische Normen-Vereinigung, 2017).  
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4. Empfehlungen und Schlussfolgerung 

Laut den Ergebnissen der Kapitel 2.1 und 2.2 beträgt die Prävalenz von V. parahaemolyticus und 
V. vulnificus in Meeresfrüchten und Fischen 43.1, resp. 17 %. Durch Auswerten von Literaturstudien 
wurde festgestellt, dass bei beiden Spezies die höchste Prävalenz in Austern (V. parahaemolyticus 
43.5 %; V. vulnificus 34.2 %) vorliegt. Die tiefsten Prävalenzen wurden hingegen für Muscheln (V. 
parahaemolyticus 25.4 %; V. vulnificus 2.5 %) berechnet. Die Ergebnisse der Prävalenz von V. parah-
aemolyticus ist in Einklang mit einer Metastudie, bei welcher ebenfalls Literaturstudien ausgewertet 
wurden (Odeyemi, 2016). Dass die Prävalenz von V. parahaemolyticus höher ist als diejenige von 
V. vulnificus wurde in Studien nachgewiesen, welche beide Bakterien gleichzeitig nachgewiesen ha-
ben (Chen et al., 2010; Cruz et al., 2016; Ramos et al., 2014; Robert-Pillot et al., 2014; Vu, Alter, & 
Huehn, 2018). Neben dem Nachweis von Vibrio spp., ist die Detektion von pathogenen Isolaten eben-
falls von Bedeutung. Lange wurde davon ausgegangen, dass lediglich 1 bis 2 % der V. parahaemoly-
ticus Umweltisolate Virulenzmarker (tdh und trh) und somit pathogen wirken (DePaola et al., 2003). 
Ausserdem wurde angenommen, dass die Prävalenz in europäischen Gewässern tief ist. So betrug 
die Prävalenz von V. parahaemolyticus in Muscheln in der Adria 1996 1.6 % (Ripabelli et al., 1999). 
Da in denselben Gewässern in 2007 in 33 % der untersuchten Muscheln V. parahaemolyticus präsent 
waren, wovon 5 % Virulenzmarker trugen, macht deutlich, dass nicht-pathogene und pathogene 
Stämme auf dem europäischen Kontinent ähnlich problematisch werden könnten wie in Nordamerika 
und Asien (Di Pinto et al., 2008). Der Nachweis der Virulenzmarker ist in der Forschung allerdings 
umstritten, da es zu einer akuten Gastroenteritis kam, obwohl diese fehlten (Donatella Ottaviani et al., 
2012). Daraus lässt sich schliessen, dass entweder nicht-toxigene Stämme ebenfalls eine akute Gast-
roenteritis hervorrufen können oder dass noch weitere Virulenzfaktoren bei der Infektion eine Rolle 
spielen. Kürzlich wurde beschrieben, dass das Typ III Sekretionssystem (T3SS) bei der Zyto- und 
Enterotoxizität beteiligt sind. Die Virulenzmechanismen von V. parahaemolyticus sind nicht abschlies-
send erforscht, jedoch sollten diese bei zukünftigen Studien zur Prävalenz in Meeresfrüchten und Fi-
schen nicht vernachlässigt werden (Caburlotto et al., 2016). Die Pathogenität von V. vulnificus Stäm-
men ist nicht abschliessend erforscht, weshalb nicht zwischen pathogenen und nicht-pathogenen un-
terschieden werden kann. Häufig wird allerdings zwischen C- und E-Typen unterschieden, wobei C-
Typen oft bei Patienten isoliert werden, E-Typen hingegen aus der Umwelt (Cruz et al., 2016). 
Mit Hilfe von Modellen lassen sich Risikoabschätzungen durchführen und es kann abgeschätzt wer-
den, wie sich Vibrio spp. in Lebensmitteln bei gewissen Paramatern entwickeln werden. Die FDA hat 
im Jahr 2005 eine quantitative Risikobewertung zu den Auswirkungen des pathogenen V. parahae-
molyticus in rohen Austern auf die öffentliche Gesundheit durchgeführt. Die dabei berechnete Wahr-
scheinlichkeit einer Infektion war relativ gering (<0,001%) bei einer Aufnahme von 104 V. parahaemo-
lyticus Zellen/Portion (entspricht etwa 50 Zellen/Gramm Austern). Der Verzehr von etwa 108 V. parah-
aemolyticus Zellen/Portion (5 * 105 Zellen/Gramm Austern) erhöht die Krankheitswahrscheinlichkeit 
auf etwa 50%. Eine weitere Erkenntnis war, dass jeder, der V. parahaemolyticus ausgesetzt ist, sich 
infizieren und eine Gastroenteritis entwickeln kann. Der wichtigste treibende Faktor zur Vorhersage 
des Vorkommens von V. parahaemolyticus in Austern ist die Wassertemperatur. Die höchsten Kon-
zentrationen von V. parahaemolyticus wurden in den wärmeren Sommer- und Frühlingsmonaten, die 
niedrigsten Konzentrationen im Herbst und Winter vorhergesagt. Der Unterschied zwischen den Kon-
taminationslevel von V. parahaemolyticus bei der Ernte und beim Verzehr ist weitgehend auf das Aus-
mass des Wachstums zurückzuführen, das auftritt, bevor die Austern auf wachstumsfreie Temperatu-
ren abgekühlt werden. Das bedeutet ebenfalls, dass die Verkürzung der Zeit zwischen Ernte und Küh-
lung im Sommer und Frühjahr wichtiger ist als im Herbst und Winter. Das Verhindern des Wachstums 
von V. parahaemolyticus in Austern nach der Ernte, vor allem in den Sommermonaten wird das Kon-
taminationslevel an V. parahaemolyticus in Austern senken und infolgedessen die Zahl der mit dem 
Verzehr von rohen Austern verbundenen Krankheiten verringern (Center for Food Safety and Applied 
Nutrition, 2005). Diese Risikobeurteilung basierend auf einem Modell wurde von der FAO und WHO 
untersucht und evaluiert und kamen zum Schluss, dass diese das Wachstum von V. parahaemolyticus 
in Austern angemessen prognostiziert. Des Weiteren kam die Studie zum Schluss, dass das Monito-
ring von Meerwassers auf V. parahaemolyticus und V. vulnificus in Erntegebieten von Muscheln nur 
von begrenztem Wert ist, um das Vorhandensein dieser Krankheitserreger vorherzusagen. Es wurde 
keine lineare Beziehung zwischen den Vibrio Konzentrationen im Meerwasser und in Muscheln gefun-
den. Das Monitoring von Meeresfrüchten auf diese krankheitserregenden Vibrios wurde als der geeig-
netste Weg angesehen, um einen Einblick in den Gehalt der Krankheitserreger in diesen Waren zum 
Zeitpunkt der Ernte zu erhalten (FAO & WHO, 2020).  
Laut der Studie der FDA ist das Risiko einer Infektion mit V. parahaemolyticus durch den Konsum von 
rohen Austern gering (Center for Food Safety and Applied Nutrition, 2005). Allerdings ist diese Studie 
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aus dem Jahr 2005. In den letzten Jahren wurden vermehrt Infektionen von Vibrio spp. in Europa 
festgestellt, welche mit anormalen Umwelteinflüssen, wie Hitzewellen korrelierten. Ausserdem wurden 
V. parahaemolyticus und V. vulnificus in nördlichen Regionen, nicht unweit des Polarkreises detektiert 
(Baker-Austin et al., 2016; Le Roux et al., 2015). Obwohl die Kontaminationslevel laut der konsultierten 
Studien in Meeresfrüchten und Fischen tief zu sein scheinen und somit unterhalb der Infektionsdosis 
liegen, werden Handlungsempfehlungen zur Prävention von Infektionen mit V. parahaemolyticus und 
V. vulnificus beschrieben. Dies aus den Gründen da sich das Klima verändert und vermehrt Hitzewel-
len beobachtet werden und die Nachfrage an Meeresfrüchten steigt und diese vermehrt roh oder leicht 
gegart verzehrt werden (Baker-Austin et al., 2017).  
Da die Schweiz keine Anbindung an ein Meer hat, ist sie abhängig von Importen für Meeresfrüchte 
und Fische. Laut Bundesamt für Statistik (BAFU) wurden 2019 in der Schweiz 2800 Tonnen Fische 
gefangen, resp. gezüchtet. Im gleichen Jahr wurden 72000 Tonnen Fische und Meeresfrüchte in die 
Schweiz importiert. Davon waren ca. 2/3 der Produkte lebend, frisch oder gefroren. Im Jahr davor 
wurde in etwa die gleiche Menge importiert, wobei 22 % der Importware Meeresfrüchte und 38 % 
Meerfische waren (Bundesamt für Statistik, 2020). Deshalb ist eine Empfehlung einer Grenztempera-
tur und ein Zeitfenster, bis diese Temperatur nach dem Ernten erreicht werden soll, nicht sinnvoll. 
Solch eine Empfehlung wäre nur für inländische Produzenten in Aquakulturen sinnvoll. Deshalb ist die 
gute Hygienepraxis (GHP) entlang der Wertschöpfungskette eine Möglichkeit zur Minimierung von 
Vibrio spp. Infektionen. Laut der Verordnung des EDI über Lebensmittel tierischer Herkunft (VLtH) 
werden Meeresfrüchte und Fische in zwei Kategorien eingeteilt: „Lebende Muscheln“ und „Fischerei-
erzeugnisse“. Die Kategorie Fischereierzeugnisse beinhaltet alle Meerestiere, ohne die in der Katego-
rie beschriebene lebenden Muscheln. Die beiden Kategorien werden in der Hygireneverordnung (HyV) 
separat reglementiert. Die Kategorie Fischereizeugnisse ist in der HyV detailliert beschrieben. Es ist 
reglementiert bei welcher Temperatur Produkte gelagert und verarbeitet werden müssen. Die Katego-
rie Lebende Muscheln ist hingegen offengehalten und lässt Interpretationsraum. Art. 39 Abs. 1 besagt, 
dass Produkte dieser Kategorie bei einer Temperatur gelagert, transportiert und gehalten werden müs-
sen, die ihre Lebensfähigkeit und die Lebensmittelsicherheit nicht beeinträchtigt. Wir empfehlen diesen 
Artikel zu präzisieren und die Temperatur auf ≤ 7 °C festzulegen, bei welcher lebende Muscheln gela-
gert, transportiert und gehalten werden müssen. Diese Empfehlung stützt auf einem reguliertem Kon-
trollschema aus Neuseeland (Regulated Control Scheme -Bivalve Molluscan Shellfish for Human Con-
sumption) (Dansted, 2018). Die minimalen Wachstumstemperaturen von V. parahaemolyticus und V. 
vulnificus betragen 7, resp. 13 °C (Cook et al., 2002). Wenn die Temperatur entlang der Wertschöp-
fungskette eingehalten werden kann und es zu keinen Unterbrüchen in der Kühlkette kommt, kann 
verhindert werden, dass in Muscheln und Austern die Infektionsdosis von ≥ 105 KbE/g von V. paraha-
emolyticus überschritten wird (Quilici et al., 2005). Die Infektionsdosis von V. vulnificus ist nicht ab-
schliessend erforscht, jedoch wird vermutet dass 3 MPN / g bereits ausreichend sind (Cruz et al., 
2016). Werden lebende Muscheln bei ≤ 7 °C gehalten, wird kann eine Vermehrung von V. vulnificus 
vermutlich verhindert werden. Des Weiteren empfehlen wir, V. parahaemolyticus und V. vulnificus im 
Anhang der Hygieneverordnung aufzunehmen und einen Grenzwert festzulegen. Dabei sollte zwi-
schen rohen und verarbeiteten Produkten unterschieden werden. Werden Produkte einem Verfahren 
unterzogen, um die Haltbarkeit zu verlängern (Erhitzung, HPP, Gefrieren), wird ein Grenzwert von 
30 MPN / g (n = 5, c = 0) in 25 g Probe empfohlen, wie es in den USA durch die FDA geregelt ist (U.S. 
Department of Health and Human Services, 2020). Sind die Produkte allerdings nicht verarbeitet und 
für den rohen oder leicht gegarten Verzehr gedacht, kann ein höherer Grenzwert festgelegt werden. 
Wir empfehlen einen Grenzwert von 100 MPN / g (n = 5, c = 0) in 25 g Muscheln und Fischerzeugnis-
sen. Im Gegensatz zu den USA, ist dieser Grenzwert tiefer (104 MPN/g). Jedoch hat dieser strikte 
Grenzwert in Japan dazu beigetragen, dass die Lebensmittelbedingte Infektionen durch V. parahae-
molyticus abgenommen haben (Hara-Kudo et al., 2012). 
Bevor solche Änderungen in der Gesetzgebung vorgenommen werden können, sollten die Prävalen-
zen von V. parahaemolyticus und V. vulnificus in Meeresfrüchten und Fischen, die in der Schweiz 
konsumiert werden, evaluiert werden. Dabei sollten Proben schweizweit erhoben werden und die Stu-
die sollte sich idealerweise während eines ganzen Jahres durchgeführt werden, um sagen zu können, 
ob saisonale Unterschiede vorliegen. Proben sollten von verschiedenen Verkaufsstellen erhoben wer-
den: Aquakulturen (sofern vorhanden), Importeure, Fischhändler, Detailhandel und Verpflegungsein-
richtungen. Sofern es möglich ist, sollten Informationen über die Herkunft der Proben erhoben werden. 
Der primäre Fokus bei der Probenwahl sollte auf Austern und Muscheln gelegt werden, da diese in 
der Regel roh oder nur leicht gegart konsumiert werden (Vu, Alter, Braun, et al., 2018). Fische, Gar-
nelen und Krabben sollten ebenfalls untersucht werden, da diese wie Austern und Muscheln kontami-
niert sind, aber seltener roh verzehrt werden. Für den Nachweis von V. parahaemolyticus und V. vul-
nificus wird die Methode nach ISO 21872-1:2017 empfohlen. Idealerweise wird dabei als Bestätigung 
eine real time PCR verwendet, da diese sensitiver als biochemische Methoden ist. Da der Nachweis 
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der Virulenzmarker tdh und trh umstritten ist, sollte der Nachweis Typ 3 Sektretionssystems zusätzlich 
in Betracht gezogen werden (Caburlotto et al., 2016). 
Da eine solch angelegte Studie und die Anpassung der Hygieneordnung ein länger andauernder Pro-
zess ist, könnte kurzfristig eine Kampagne zur Sensibilisierung der Händler, Restaurantbetreiber und 
Konsumenten ausgearbeitet werden. So könnten die Konsumenten darauf aufmerksam gemacht wer-
den, dass Meeresfrüchte und Fische die roh verzehrt werden, spätestens 2 h nachdem sie aus dem 
Kühlschrank genommen wurden, konsumiert werden sollten. Für verarbeitende Betriebe könnte emp-
fohlen werden, dass Handschuhe getragen werden sollen, um das Risiko von V. vulnificus Wundin-
fektionen zu verringern. Ausserdem sollten die Hygienestandards eingehalten werden, um Kreuzkon-
taminationen zu verhindern. In den Verkaufsstellen und Restaurants sollte darauf geachtet werden, 
dass bei der Auslage von Meeresfrüchten und Fischen auf Eis, die verschiedenen Produktkategorien 
getrennt voneinander platziert werden, idealerweise in einem Behälter, der den direkten Kontakt zum 
Eis verhindert. Dadurch kann verhindert werden, dass es durch das Schmelzwasser zu Kreuzkonta-
minationen kommen kann. 
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Anhang 

Prävalenz von V. parahaemolyticus in Meeresfrüchten und Fischen 
 
Tabelle 5: Prävalenz von V. parahaemolyticus bezogen auf Land und Lebensmittel basierend auf publizierten Studien. M = Nachweismethode, N = Anzahl untersuchter Proben, P = Prävalenz, virulente Isolate = Prozentualer 

Nachweis der Virulenzmarker tdh, trh und des Sektretionssystems T3SS2, Saisonalität = Saisonale Maxima in der Prävalenz. 

 

Land Region Jahr Lebensmittel M N P Kontaminationslevel 
virulente 
Isolate 

Saisonali-
tät Referenz 

Brasilien 
São Paulo (Südat-
lantik) 2004-05 Austern MPN-PCR 123 99.2% <3 – 105 MPN/g 

<1 % 
tdh+ Kein Trend 

(Costa Sobrinho 
et al., 2010) 

Brasilien 
São Paulo (Südat-
lantik) 2006-07 

Austern 
Crassostrea brasi-
liana MPN-PCR 74 100 % 

Median: 104-105 MPN/g 
Max: > 106 MPN/g negativ Januar-Mai 

(Costa Sobrinho 
et al., 2011) 

Brasilien 
Santa Catarina 
(Südatlantik) 2008-09 

Austern 
Crassostrea gigas MPN-PCR 60 35 % < 1 - > 102 MPN/g 

6.7 % 
tdh+ 
38.3 % 
trh+  - 

(Ramos et al., 
2014) 

Chile 
Puerto Montt 
(Südpazifik) 2004-05 

Muscheln 
Mytilus chilensis, 
Venus antiqua 
Austern 
Tiostrea chilensis MPN-PCR 309 53 % 3 – 93 KbE/g 

6 % 
tdh+oder 
trh+ 

Dezember-
März 

(Fuenzalida et 
al., 2006) 

Chile Los Lagos 2008, 09 Meeresfrüchte MPN-PCR 44 93.2 % 1.5 - > 100 MPN/g 
27.3 % 
tdh+ - 

(García et al., 
2009) 

Chile Los Lagos 2010, 11 Meeresfrüchte MPN-PCR 60  89% 0.7 – 110 MPN/g negativ - 
(García et al., 
2013) 

China 
Jiangsu (Gelbes 
Meer) 2006-07 Meeresfrüchte 

CHROMag
ar + PCR 574 47.2 % - 

8.5 % 
tdh+ 

1.5 % 
trh+ 

Mai-Okto-
ber 

(Chao et al., 
2009) 

China 
Südchina (Ostchi-
nesisches Meer) 2007-08 

Austern 
Magallana gigas MPN-PCR 202 89.3 % 

Median: 102-103 MPN/g 
Max: ≥ 104 MPN/g 

3.3 % 
tdh+oder 
trh+ 

< 1 % 
tdh+ / 
trh+ kein Trend 

(Chen et al., 
2010) 

China Ostküste China 2012-13 Garnelen MPN-PCR 273 37.7 % < 10 - > 103 MPN/g 2 % trh+ - (Xu et al., 2014) 

China 
Zhousan (Ostch-
inesisches Meer) 2013-15 

Muscheln 
Anadara subcre-
nata MPN-PCR 316 83.9% 

Median: 42 MPN/g 
Max: > 103 MPN/g 

6.3 % 
tdh+ 

1.6 % 
tdh+ / trh Kein Trend 

(Wu et al., 
2019) 
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Land Region Jahr Lebensmittel M N P Kontaminationslevel 
virulente 
Isolate 

Saisonali-
tät Referenz 

China 
Shanghai (Ostchi-
nesisches Meer) 2014-15 

Austern, Mu-
scheln 

CHROMag
ar + PCR 140 34.8 % - 

1.4 % 
tdh+ 

April-Okto-
ber 

(Q. Yu et al., 
2016) 

China Landesweit 2014-15 

Fisch, Garnelen, 
RTE Produkte 
(Fleisch, Gemüse, 
Suppen) 

Bioche-
misch + 
PCR 784 20.8 % - 

1.1 % 
tdh+ 

3.6 % 
trh+ 

< 1 % 
tdh+ / trh - (Lei et al., 2020) 

Deutschland Nordsee 2004-05 
Muscheln 
Mytilus edulis 

Bioche-
misch + 
PCR 90 39.5 % - negativ - 

(Lhafi & Kühne, 
2007) 

Deutschland 
Bayern (Detailhan-
del) 2008-09 

Garnelen 
Meersesfrüchte 

real time 
PCR 338 10.1 % - 

< 1 % 
trh+ - 

(Messelhäusser 
et al., 2010) 

Deutschland 
Helgoland (Nord-
see) 2009-10 

Muscheln 
Mytilus edulis 

FISH + 
PCR 166 9 % - negativ 

Juni-Sep-
tember 

(Oberbeckmann 
et al., 2011) 

Deutschland 
Berlin (Detailhan-
del) 2015-16 

Garnelen, Mu-
scheln 

Bioche-
misch + 
PCR 160 27.5 % - negativ - 

(Vu, Alter, & 
Huehn, 2018) 

Ecuador Cuenca (Südpazifik) 2012-13 Garnelen mPCR 229 80.8 % - negativ Kein Trend 
(Sperling et al., 
2015) 

England London (Themse) 2003-06 

Krabben 

Eriocheir sinensis MPN-PCR - 100 % 103 - 108 MPN/g 
< 1 % 
tdh+/trh+ 

März-Au-
gust 

(Wagley et al., 
2009) 

Elfenbein-
küste 

Abidjan (Golf von 
Guinea) 2009-10 

Garnelen, Krab-
ben MPN-PCR 322 2.8 % - negativ - 

(Traoré et al., 
2012) 

Frankreich 
Montpellier (Mittel-
meer) 2006-07 

Miesmuscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 
Teppichmuscheln 
Ruditapes decus-
satus MPN-PCR - - 

9 – 210 MPN/g 
1.5 – 2.1 MPN/g 

< 1 % 
tdh+ 

Juni-Sep-
tember 

(Cantet et al., 
2013) 

Frankreich 
La Rochelle (Atlan-
tik) 2008-09 

Muscheln 
Mytilus edulis MPN-PCR 48 - - 

trh+ - 
Nach-
weis 

Mai-Okto-
ber 

(Julie et al., 
2010) 

Frankreich 
Boulogne-sur-Mer 
(Import) - Garnelen 

real-time 
qPCR 85 54 % <10 - > 103 Zellen/g - - 

(Robert-Pillot et 
al., 2010) 

Frankreich 
Boulogne-sur-Mer 
(Import) - 

Meeresfrüchte, Fi-
sche 

real-time 
PCR 167 31.1 % <102 – 104 Zellen/g 

25 % 
tdh+oder 
trh+  - 

(Robert-Pillot et 
al., 2014) 
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Land Region Jahr Lebensmittel M N P Kontaminationslevel 
virulente 
Isolate 

Saisonali-
tät Referenz 

Indien 
Südwestindien (Ar-
abisches Meer) 2002 

Austern 
Crassostrea mad-
rasensis 

DNA-Ko-
lonie-Hy-
bridisier-
ung 
(tlh) 46 93.9 % 

Median: > 103 KbE/g 
Max: > 104 KbE/g 

10.2 % 
tdh+ 

Januar-Mai 
(Trocken-
saison) 

(Deepanjali et 
al., 2005) 

Indien 
Südwestindien (Ar-
abisches Meer) 2003-05 

Austern 
Crassostrea mad-
rasensis 
Muscheln 
Meritrix meritrix 
Fische, Garnelen 
Panaeus mono-
don 

DNA-Kolo-
nie-Hybri-
disierung 
(tlh) 83 89.2 % 10 - > 105 KbE/g 6 % tdh+ - 

(Raghunath et 
al., 2008) 

Iran 
Südwesten (Persi-
scher Golf) 2010 Garnelen 

Bioche-
misch + 
PCR 300 11 % - 

< 1 % 
tdh+ 

Frühling-
Herbst 

(Zarei et al., 
2012) 

Indien 

Arabisches Meer, 
Golf von Bengalen 
(Aquakulturen) 2014-17 

Garnelen 
Litopenaeus van-
namei 

CHROMag
ar + PCR 350 52.3 % - 

1.7 % 
tdh+ 
4 % trh+ 

1.7 % 
T3SS2 - 

(Paria et al., 
2019) 

Italien 
Campobasso (Ad-
ria) 1997-98 

Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

Bioche-
misch + 
PCR 72 1.6 % - negativ - 

(Ripabelli et al., 
1999) 

Italien Apulien (Adria) 2006-07 

Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

Bioche-
misch + 
PCR 144 32.6 % - 

4.9 % 
tdh+ kein Trend 

(Di Pinto et al., 
2008) 

Italien 
Venetien bis Apu-
lien (Adria) 2007 Muscheln 

Bioche-
misch + 
PCR 559 11.6 % - 

< 1 % 
trh+ - 

(D Ottaviani et 
al., 2010) 

Italien 
La Spezia (Liguri-
sches Meer) 2008-09 

Fische 
Mugil cephalus, 
Liza aurata 

Bioche-
misch + 
PCR 295 55 % - 

19 % 
tdh+ 
12 % 
trh+ 

< 1 % 
tdh+/ trh+ - 

(Serracca et al., 
2011) 

Italien Apulien (Adria) 2009-10 

Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

PCR-
ELISA 195 13.3 % - - - 

(Di Pinto et al., 
2012) 

Italien 

Sardinien (Mit-
telmeer, Tyrrhe-
nisches Meer) 2011-12 

Muscheln 
Ruditapes decus-
satus, Mytilus gal-
loprovincialis 

CHROMa-
gar + PCR 68 24.2 % - 

1 % tdh+ 
1 % trh+ 

Frühling-
Herbst 

(Lamon et al., 
2019) 



 

33 

Land Region Jahr Lebensmittel M N P Kontaminationslevel 
virulente 
Isolate 

Saisonali-
tät Referenz 

Italien 

Sardinien (Mittel-
meer, Tyrrheni-
sches Meer) Vene-
tien (Adria) 2011-12 

Austern, Mu-
scheln 

CHROMag
ar + PCR 147 40.8 % < 10 - > 103 KbE/g 

2.1 % 
tdh+ 
2.1 % 
trh+ 

Mai-Sep-
tember 

(Suffredini et al., 
2014) 

Italien Venetien (Adria) 2011-13 Krustentiere MPN-PCR 143 28 % 
Median: 100 MPN/g 
Max: ≥ 105 MPN/g 

< 1 % 
trh+ 

T3SS2β 
< 1 % 
T3SS2α 

März-Okto-
ber 

(Caburlotto et 
al., 2016) 

Japan - 2001 
Austern, Mu-
scheln MPN-PCR 173 95.4 % 0.3 – 11000 MPN/g 

10 % 
tdh+ - 

(Hara-Kudo et 
al., 2003) 

Japan - 2007-09 
Austern, Garne-
len, Muscheln MPN-PCR 842 85.2 % 0 - >14000 MPN/g 

7.7 % 
tdh+ - 

(Hara-Kudo et 
al., 2012) 

Kanada 
British Columbia 
(Pazifik) 1984-86 Austern 

Bioche-
misch 120 25 % - - Juli-August 

(Kelly & Dan 
Stroh, 1988) 

Malaysia 
Klang (Strasse von 
Malakka) 2010 

Meeresfrüchte, Fi-
sche, Tintenfische 

CHROMag
ar + PCR 150 29% - 

1.3 % 
tdh+ 

4 % trh+ - 
(Paydar et al., 
2013) 

Marokko 
Casablanca (Nord-
atlantik) 2002 

Austern, Garne-
len, Muscheln 

Bioche-
misch + 
PCR 220 20 % - negativ - 

(Cohen et al., 
2007) 

Mexiko 
Nordwesten (Golf 
von Kalifornien) 2010-11 

Austern 
Crassostrea cor-
teziensis 

Bioche-
misch + 
PCR 68 77.9 % < 3 – > 103 MPN/g 

23.5 % 
tdh+ 

32.4 % 
trh 
5.9 % 
tdh+/ trh+ - 

(Villicaña et al., 
2019) 

Mexiko 

Laguna Magadina 
Grande (Golf von 
Mexiko) 2012 

Auster 
Crassostrea virgi-
nica MPN-PCR - 100 % - 

62.5 % 
tdh+ 

12.5 % 
trh+ 

Januar-
Juni 

(López-
Hernández et 
al., 2015) 

Neuseeland Nordinsel (Pazifik) 2008-09 
Austern 
Crassostrea gigas MPN-PCR 58 94.8 % < 3 – 1500 MPN/g 

3.4 % 
tdh+ 

Januar-
März 

(Kirs et al., 
2011) 

Neuseeland 

Nordinsel (Pazifik), 
Südinsel (Tas-
mansee) 2009-12 

Austern 
Crassostrea gi-
gas, Ostrea 
chilenses 
Muscheln 
Perna canaliculus MPN-PCR 311 51.1 % 

Median: 10-102 MPN/g 
Max: > 104 MPN/g 1 % tdh+ 

Dezember-
Mai 

(Cruz et al., 
2015) 

Niederlande 
Oosterschelde (Ost-
see) 2006-08 

Austern 
Crassostrea gigas 
Muscheln 
Mytilus edulis 

Bioche-
misch + 
PCR - 10 % - negativ 

Juni-Okto-
ber 

(Schets et al., 
2010) 
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Land Region Jahr Lebensmittel M N P Kontaminationslevel 
virulente 
Isolate 

Saisonali-
tät Referenz 

Norwegen 
West- und Südküste 
(Nordsee) 2002-04 

Miesmuscheln 
Mytilus edulis 

DNA-Kolo-
nie-Hybri-
disierung 
(tdh) 885 10.3 % 

Median: < 100 KbE/g 
Max.: 1800 KbE/g 

< 1 % 
trh+ 

Mai-Okto-
ber 

(Bauer et al., 
2006) 

Polen 
Import (FR, IT, NL, 
NO) 2009-12 

Austern, Mus-
cheln 

Bioche-
misch + 
PCR 400 17.5% - - 

Mai-Sep-
tember 

(Lopatek et al., 
2015) 

Schweiz 
Import (FR, ES, VT, 
diverse) 2010 

Fisch, Muscheln, 
Tintenfisch 

Bioche-
misch + 
PCR 138 5.8 % - negativ - 

(Schärer et al., 
2011) 

Senegal 
Westküste (Nordat-
lantik) 2007-09 Garnelen MPN-PCR 123 30.1% 

Median: 3 MPN/g 
Max: 7.5 MPN/g negativ kein Trend 

(Coly et al., 
2013) 

Spanien 
Galizien (Nordatlan-
tik) 2004-06 Muscheln MPN-PCR 1551 12.5 % 

Median: > 102 MPN/g 
Max: > 103 MPN/g 

< 1 % 
tdh+ 

März-No-
vember 

(Martinez-
Urtaza et al., 
2008) 

Spanien 
Katalonien (Balea-
ren-Meer) 2006, 08 

Austern, Mu-
scheln 

CHROMag
ar + PCR 784 19.6 %  

15.6 % 
tdh+ 
7.1 % 
trh+ 
< 1 % 
tdh+ / 
trh+ - 

(Roque et al., 
2009) 

Spanien 
Katalonien (Balea-
ren-Meer) 2006-10 

Austern 
Crassostrea gigas 
Muscheln  
Mytilus gallopro-
vincialis, 
Ruditapes spp 

CHRO-
Magar + 
PCR 1459 14.2 % - 

3.8 % 
tdh+ 

und/oder 
trh+ - 

(Lopez-Joven et 
al., 2015) 

Südkorea 
Westküste (Gelbes 
Meer) 2015 

Austern 
Crassostrea gigas 

Bioche-
misch + 
PCR 117 37.6 % - 

9.1 % 
trh+ - 

(Kang et al., 
2017) 

Südkorea 
Gyeongnam (Ko-
reastrasse) 2017 

Austern 
Crassostrea gigas 
Muscheln 
Scapharca 
broughtonii, Myti-
lus galloprovin-
cialis MPN-PCR 127 39.4 % < 0.3 – 46 MPN/g 

9.5 % 
trh+ 

Mai-Sep-
tember 

(Mok, Ryu, 
Kwon, Kim, et 
al., 2019) 

Südkorea 
Incheon, Jeonnam 
(Gelbes Meer) 2017 

Austern, Mus-
cheln MPN-PCR 77 40.3 % < 0.3 – 210 MPN/g 

< 1 % 
tdh+ 

12.3 % 
trh+ 

Juni-Ok-
tober 

(Mok, Ryu, 
Kwon, Park, et 
al., 2019) 
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Land Region Jahr Lebensmittel M N P Kontaminationslevel 
virulente 
Isolate 

Saisonali-
tät Referenz 

Türkei 
Samsun (Schwar-
zes Meer) 2005-06 

Muscheln, Fische 
(frisch, 
prozessiert) 

Bioche-
misch + 
PCR 120 26.7 % - 

10.8 % 
tdh+ 
5 % trh+ 
10.8 % 
tdh+ / 
trh+ - 

(Terzi et al., 
2009) 

USA 
Massachusetts 
(Nordatlantik) 1972 

Muscheln 
Mya arenaria 

Bioche-
misch 100 30 % 

Median: 170 KbE/g 
Max: 1700 KbE/g -  - 

(Earle & Crisley, 
1975) 

USA 

Diverse (RI, VA, 
SC, FL, AL, TX, 
WA, CA) Nordatlan-
tik, Golf von Mexiko, 
Pazifik 1984-85 

Austern 
Crassostrea gi-
gas, virginica 

hydropho-
bic grid 
membrane 
filter 
method 65 - 

Median: > 103 KbE/g 
Max: > 104 KbE/g 

< 1 % 
tdh+ 

Frühling, 
Sommer 

(DePaola et al., 
1990) 

USA 
Texas (Golf von 
Mexiko) 1997-98 Austern MPN-PCR - - 

Median: > 103 KbE/g 
Max: > 104 KbE/g 

< 1 % 
tdh+ / 
trh+ 

Frühling, 
Sommer 

(DePaola et al., 
2000) 

USA 
Diverse (Detailhan-
del) 1998-99 Austern MPN-PCR 370 72.7% 

Median: ≤ 100 MPN/g 
Max: > 105 MPN/g 4 % tdh+ 

April-Sep-
tember 

(Cook et al., 
2002) 

USA 
Mississippi (Golf 
von Mexiko) 

1999-
2000 Austern 

DNA-Ko-
lonie-Hy-
bridisier-
ung (tdh) 156 - 

Median: 200 KbE/g 
Max: > 103 KbE/g 

21.8 % 
tdh+ 

Frühling, 
Sommer 

(DePaola et al., 
2003) 

USA 

Mississippi, South 
Carolina (Golf von 
Mexiko) 2001-03 

Austern 
Crassostrea vir-
ginica 

DNA-Ko-
lonie-Hy-
bridisier-
ung 
(tlh) 84 93 % < 10 - > 104 KbE/g - 

März-No-
vember 

(Moore et al., 
2014) 

USA 

Diverse (WA, LA, 
MS, MD) Pazifik, 
Golf von Mexiko, 
Nordatlantik 2008-10 Austern 

DNA-Ko-
lonie-Hy-
bridisier-
ung 
(tlh) - 81.5 % 

Median: 186 KbE/g 
Max: > 104 KbE/g 

tdh+ und 
trh+ - 

(Johnson et al., 
2012) 

USA 
Maryland (Nor-
datlantik) 2012 

Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus MPN-PCR - 100 % < 10 - > 107 MPN/g 

32 % 
tdh+ 

36 % 
trh+ 

April-Ok-
tober 

(Rodgers et al., 
2014) 

USA 
Louisiana (Golf von 
Mexico) 2014-15 

Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus 

real-time 
PCR 564 17.5 % - - - 

(Sullivan & 
Neigel, 2018) 
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Prävalenz von V. vulnificus in Meeresfrüchten und Fischen 
 
Tabelle 6: Prävalenz von V. vulnificus bezogen auf Land und Lebensmittel basierend auf publizierten Studien. M = Nachweismethode, N = Anzahl untersuchter Proben, P = Prävalenz, virulente Isolate = Prozentualer Nachweis der 

Virulenzmarker tdh, trh und des Sektretionssystems T3SS2, Saisonalität = Saisonale Maxima in der Prävalenz. 

 

Land Region Jahr Lebensmittel M N P 
Kontaminationsle-
vel 

virulente 
Isolate Saisonalität Referenz 

Brasilien 
Santa Catarina 
(Südatlantik) 2008-09 

Austern 
Crassostrea gigas MPN-PCR 60 10 % < 1 - > 102 MPN/g 

6.7 % tdh+ 
38.3 % trh+  - 

(Ramos et al., 
2014) 

China 
Südchina (Ostchi-
nesisches Meer) 2007-08 

Austern 
Magallana gigas MPN-PCR 202 54.9 % 

Median: < 25 
MPN/g 
Max: ≥ 104 MPN/g  kein Trend 

(Chen et al., 
2010) 

China 

Westküste (Gelbes 
und Ostchinesi-
sches Meer) 2009 Garnelen MPN-PCR 239 58.6 % 3.7 – 5648 MPN/g 

33 % C-
Type 
3.3 % E-
Type - (Ji et al., 2011) 

Deutschland Nordsee 2004-05 
Muscheln 
Mytilus edulis 

Bioche-
misch + 
PCR 90 3.5 % - - - 

(Lhafi & Kühne, 
2007) 

Deutschland 
Bayern (Detailhan-
del) 2008-09 

Garnelen 
Meersesfrüchte 

real time 
PCR 338 1.8 % - - - 

(Messelhäusser 
et al., 2010) 

Deutschland 
Berlin (Detailhan-
del) 2015-16 

Garnelen, Mu-
scheln 

Bioche-
misch + 
PCR 160 0.6 % - - - 

(Vu, Alter, & 
Huehn, 2018) 

Ecuador Cuenca (Südpazifik) 2012-13 Garnelen mPCR 229 3.5 % - - - 
(Sperling, Alter, 
& Huehn, 2015) 

Frankreich 
Montpellier (Mittel-
meer) 2006-07 

Miesmuscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 
Teppichmuscheln 
Ruditapes decus-
satus MPN-PCR - - < 1 – 41 MPN/g  

Juni-Sep-
tember 

(Cantet et al., 
2013) 

Frankreich 
Boulogne-sur-Mer 
(Import - 

Meeresfrüchte, Fi-
sche 

real-time 
PCR 167 12.6 % <102 Zellen/g - - 

(Robert-Pillot, 
Copin, Himber, 
Gay, & Quilici, 
2014) 

Italien 
Campobasso (Ad-
ria) 1997-98 

Muscheln 
Mytilus gallopro-
vincialis 

Biochem-
isch + PCR 72 17.7 % - - - 

(Ripabelli et al., 
1999) 

Italien 
La Spezia (Liguri-
sches Meer) 2008-09 

Fische 
Mugil cephalus, 
Liza aurata 

Bioche-
misch + 
PCR 295 1 % - - - 

(Serracca et al., 
2011) 

           



 

37 

Land Region Jahr Lebensmittel M N P 
Kontamina-
tionslevel 

virulente 
Isolate Saisonalität Referenz 

Italien 

Sardinien (Mit-
telmeer, Tyrrhe-
nisches Meer) 2011-12 

Muscheln 
Ruditapes decus-
satus, Mytilus gal-
loprovincialis 

CHROMa-
gar + PCR 68 2.9 % - - - 

(Lamon et al., 
2019) 

Kanada 
British Columbia 
(Pazifik) 1984-86 Austern 

Bioche-
misch 120 14.2 % - - Juli-August 

(Kelly & Dan 
Stroh, 1988) 

Mexiko 
Nordwesten (Golf 
von Kalifornien) 2010-11 

Austern 
Crassostrea corte-
ziensis 

Bioche-
misch + 
PCR 68 32.8 % < 3 – > 15 MPN/g - - 

(Villicaña et al., 
2019) 

Neuseeland Nordinsel (Pazifik) 2008-09 
Austern 
Crassostrea gigas MPN-PCR 58 17.2 % < 1 – 20 MPN/g 

80 % Typ A 
10 % Typ C 
10 % Typ 
A/C - 

(Kirs et al., 
2011) 

Neuseeland 

Nordinsel (Pazifik), 
Südinsel (Tas-
mansee) 2009-12 

Austern 
Crassostrea gi-
gas,  MPN-PCR 311 13.6 % < 1 – 9300 MPN/g 

< 1 % C-
Type 
6.1 % E-
Type 

November-
März 

(Cruz, Chycka, 
Hedderley, & 
Fletcher, 2016) 

Norwegen 
West- und Südküste 
(Nordsee) 2002-04 

Miesmuscheln 
Mytilus edulis 

Bioche-
misch 885 < 1 % - - - 

(Bauer, 
Østensvik, 
Florvåg, 
Ørmen, & 
Rørvik, 2006) 

Schweiz 
Import (FR, ES, VT, 
diverse) 2010 

Fisch, Muscheln, 
Tintenfisch 

Bioche-
misch + 
PCR 138 0 % - - - 

(Schärer, 
Savioz, 
Cernela, 
Saegesser, & 
Stephan, 2011) 

Spanien 
Valencia (Mittel-
meer) 2007 

Austern, Mu-
scheln 

real-time 
PCR 40 10 % - - - 

(Cañigral, 
Moreno, 
Alonso, 
González, & 
Ferrús, 2010) 

Südkorea 
Gyeongnam (Ko-
reastrasse) 2017 

Austern 
Crassostrea gigas 
Muscheln 
Scapharca 
broughtonii, Myti-
lus galloprovin-
cialis MPN-PCR 127 0 % - - - 

(Mok, Ryu, 
Kwon, Kim, & 
Park, 2019) 

Südkorea 
Incheon, Jeonnam 
(Gelbes Meer) 2017 

Austern, Mu-
scheln MPN-PCR 77 6.5 % - - - 

(Mok, Ryu, 
Kwon, Park, & 
Shim, 2019) 
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Land Region Jahr Lebensmittel M N P 
Kontaminationsle-
vel 

virulente 
Isolate Saisonalität Referenz 

USA 
Diverse (Detailhan-
del) 1998-99 Austern MPN-PCR 370 63.2 % 

Median: ≤ 100 
MPN/g 
Max: > 105 MPN/g - 

April-Sep-
tember 

(Cook et al., 
2002) 

USA 

Diverse (WA, LA, 
MS, MD) Pazifik, 
Golf von Mexiko, 
Nordatlantik 2008-10 Austern 

DNA-Ko-
lonie-Hy-
bridisier-
ung 
(vvhA) - 86.3 % 

Median: 674 KbE/g 
Max: > 104 KbE/g - - 

(Johnson et al., 
2012) 

USA  

Alabama, Missis-
sippi (Golf von Mex-
iko) 2009-11 Fische 

Biochem-
isch + PCR 242 37.2 % - 

62 % Typ A 
29 % Typ B 
9 % Typ AB 

Juni-Sep-
tember 

(Tao, Larsen, 
Bullard, Wright, 
& Arias, 2012) 

USA 
Maryland (Nor-
datlantik) 2012 

Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus MPN-PCR - 100 % < 10 - > 105 MPN/g 

32 % C-
Type 

Mai-Sep-
tember 

(Rodgers et al., 
2014) 

USA 
Louisiana (Golf von 
Mexico) 2014-15 

Blaukrabben 
Callinectes sapi-
dus 

real-time 
PCR 564 5 % - - - 

(Sullivan & 
Neigel, 2018) 

 


