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1. Biologie und Hintergrund 

Der Zebrabärbling Danio rerio ist ein Süßwasserfisch, der ursprünglich auf dem indischen 

Subkontinent beheimatet ist. Er ist leicht zu züchten, sehr widerstandsfähig und prinzipiell sehr 

genügsam in seinen Haltungsansprüchen im Labor. Die einzigartige Kombination von 

Eigenschaften wie kleine Körpergröße, zahlreiche Nachkommen, extrauterine Entwicklung 

und optische Transparenz der Embryonen sowie Zugänglichkeit für genetische und chemische 

Screens hat den Zebrabärbling als alternatives Wirbeltier-Modellsystem zu Nagern populär 

gemacht. Das Genom des Zebrabärblings ist vollkommen sequenziert, und er kann mittels 

aller gängigen genetischen, molekularen und zellbiologischen Methoden untersucht werden. 

Durch den Einsatz nicht-invasiver Bildgebungsverfahren können Tiere, insbesondere jüngere 

Stadien, in vivo in hoher Auflösung analysiert werden. 

Zebrabärblinge wurden ursprünglich in der Zell- und Entwicklungsbiologie eingesetzt. 

Mittlerweile werden Zebrafischmodelle neben der Grundlagenforschung auch für die 

unterschiedlichsten translationalen Fragestellungen wie z. B. für kardiovaskuläre Modelle, 

Krebs und neurodegenerative Erkrankungen eingesetzt (u. a. Ablain und Zon 2013; Phillips 

und Westerfield 2014). Auch eignen sich Zebrabärblingslarven für pharmakologisch-

toxikologische Studien, z. B. mit dem Ziel, neue Wirkstoffe zu entdecken (Strähle und Grabher 

2010) oder zur Prüfung der Wasserqualität aus Klärwerken (DIN EN ISO 15088:2009-06; 

Lammer et al. 2009). 

In den letzten 20 Jahren wurde die Haltung von Zebrabärblingen durch systematische Studien 

auf artgerechte Haltungsbedingungen optimiert, welche deren Wohlbefinden, Gesundheit und 

Reproduktionsfähigkeit garantieren. Die zugrundeliegenden Studien umfassen 

Untersuchungen der natürlichen Lebensräume in Indien und Bangladesch sowie die 

Laborhaltung und behandeln z. B. die Bandbreite der Lebensbedingungen (Temperatur, Art 

des Gewässers, Pflanzenbewuchs etc.), Verhaltensmuster (Aggression, Ortspräferenz, 

Gruppenbildung, Territorialverhalten etc.), Stressbedingungen, Reproduktionsverhalten, 

Parasiten und Krankheiten in der Laborhaltung sowie Futter, Wasserbedingungen, 

Aquariensysteme und Besatzdichten. Es zeigt sich, dass Zebrabärblinge in einem breiten 

Spektrum von Haltungsbedingungen gesund und stressfrei gehalten werden können (Parichy 

2015). 

1.1. Morphologie 

Erwachsene wildtypische Zebrabärblinge sind ungefähr 3 – 5 cm lang und zeigen ein 

charakteristisches Muster von horizontalen Streifen, die entlang des Körpers und der Anal- 

und Schwanzflossen verlaufen (Abb. 1). Die schwarz-blauen Streifen werden durch 

Melanophoren gebildet, während die sie trennenden Streifen durch orangegelbe 

Xanthophoren gebildet werden. Der dritte Typ von Pigmentzellen, die Iridophoren, enthält 

guaninreiche Plättchen, die eine irisierende Erscheinung bewirken. Zebrabärblinge zeigen 

einen sexuellen Dimorphismus, der u. a. vom Genotyp abhängig ist. Typischerweise hat das 

Weibchen einen dickeren Bauch als das schlankere und meist kleinere Männchen, welches 

eine auffälligere gelblichere Färbung aufweist (Hutter et al. 2012).  
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Abb. 1:  Zebrafisch-Wildtyp aus der Linie WIK. Männchen (A) sind schlanker und gelblicher 
gefärbt als die Weibchen (B). 

1.2. Systematik 

Wie die meisten Knochenfische gehören die Zebrabärblinge zu den Teleostei oder „Echten 

Knochenfischen“ und sind damit Teil der größten Gruppe innerhalb der strahlenflossigen 

Fische (Actinopterygii). Zebrabärblinge zählen zur Ordnung der Cypriniformes (Karpfenartige) 

und dort zu der Familie Danioidae (Bärblinge) (Nelson et al. 2016). Auch der gemeine Karpfen 

und der Goldfisch gehören zu dieser Ordnung. Von seinem Erstbeschreiber Hamilton im Jahre 

1822 ursprünglich „Danio rerio“ benannt (Hamilton 1822), war der Zebrabärbling für viele Jahre 

als Brachydanio rerio in der Wissenschaftsliteratur bekannt, bevor er aufgrund neuerer 

phylogenetischer Analysen unter Einschluss von DNA-Sequenzdaten wieder der Gattung 

Danio zugeordnet wurde (Mayden et al. 2007). Fang (2003) hat ungefähr 45 Arten zur Gattung 

Danio gerechnet.  

1.3. Laborstämme und Varianten 

Mehrere Forschungslabore haben eine Reihe von verschiedenen Wildtyp-Laborstämmen 

etabliert, die in Gefangenschaft bereits über längere Zeiträume gezüchtet worden sind. 

Folgende populäre Stämme sind oft in den Laboren anzutreffen: 

Als erste Wildtyp-Stämme wurden der AB-Stamm von G. Streisinger in Eugene, Oregon, USA, 

und der Tübingen-Stamm (TÜ) im Laboratorium von C. Nüsslein-Vollhard in Tübingen, 

Deutschland, etabliert (Dahm, Geisler und Nüsslein-Volhard 2006). Diese Stämme wurden, 

ausgehend von Fischen, die in Zoohandlungen gekauft wurden, gezüchtet, während ein 

anderer wichtiger Stamm, WIK, direkt von einem Wildfang in Indien abstammt (Rauch, Granato 

und Haffter 1997). Konsequente Inzucht, wie bei Mäusen, wird wegen Anfälligkeit für eine 

starke Inzuchtdepression nicht empfohlen.  

Zusätzlich zu den Wildtyp-Stämmen werden in Kreuzungsexperimenten häufig Fische genutzt, 

die morphologische Variationen oder Pigmentierungsänderungen zeigen (Abb.2). 
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Abb. 2: Zebrabärbling-Varianten. A: Tüpfel, B: Longfin, C: Nacre, D: Casper 

TLF (Tüpfel Long Fin) (Abb. 2 A) 

Die immer noch in Linien angeordneten Tüpfel werden durch eine rezessive Mutation in leo 

(leopard) ausgelöst (Watanabe et al. 2006). Die langen Flossen basieren auf einer dominant 

homozygoten, lebensfähigen Mutation in lof (longfin) (Stewart et al. 2021). https://zfin.org/ZDB-

GENO-990623-2 

Long Fin (in TÜ-Hintergrund) (Abb. 2B) 

Die langen Flossen basieren auf einer dominant homozygoten, lebensfähigen Mutation in lof 

(longfin) (Stewart et al. 2021). Die Pigmentierung entspricht dem typischen Wildtyp-Muster, in 

dem sich dunkle Streifen von Melanozyten mit hellen Streifen, die vor allem aus reflektierenden 

Iridophoren und gelblichen Xanthophoren bestehen, abwechseln. Das Streifenmuster findet 

sich neben dem Körper auch in der Schwanz- und Analflosse. 

Nacre (im TLF-Hintergrund) (Abb. 2C) 

Homozygote Mutanten weisen eine nicht näher definierte Mutation in mitfa (Zebrafisch-

Homolog von microphthalmia-associated transcription factor) auf. Diese führt zum Verlust des 

schwarzen Pigments im Körper der Fische, wodurch die dunklen Streifen nicht mehr 

ausgebildet werden. https://zfin.org/action/genotype/view/ZDB-GENO-080307-1  

Casper (Abb. 2D) 

Bei dieser Pigmentmutante handelt es sich um eine Doppelmutante aus nacre (s. o.) und roy 

(roy orbison), was zu einem kompletten Verlust der Melanozyten und Iridophoren führt. 

Allerdings sind bei dieser Mutante, anders als bei komplett unpigmentierten crystal-Mutanten, 

die Augen weiterhin pigmentiert. Bis auf die Augen erscheinen die Fische auch im adulten 

https://zfin.org/ZDB-GENO-990623-2
https://zfin.org/ZDB-GENO-990623-2
https://zfin.org/action/genotype/view/ZDB-GENO-080307-1
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Zustand transparent, was auf das Fehlen von Lichtabsorption und Reflektion durch den 

Pigmentverlust zurückzuführen ist (White et al. 2008). Dadurch ist die casper-Doppelmutante 

besonders geeignet für die Anwendung bildgebender Verfahren im lebenden Tier. 

1.4. Lebenszyklus 

Ein wesentlicher Grund für die Relevanz des Zebrabärblings als Modellorganismus ist die 

schnelle, extrauterine Entwicklung der transparenten Embryonen (im Folgenden beispielhafte 

Zeiten bei 28 °C Wassertemperatur). Die grundsätzliche Körperorganisation und die 

Ausbildung der Organanlagen erfolgen in den ersten 24 Stunden. Die weitere 

Ausdifferenzierung erfolgt in den folgenden Tagen und Wochen. Nach 48 bis 72 Stunden 

erfolgt das Schlüpfen. Die geschlüpften Embryonen beziehen ihre Nahrung anfangs 

ausschließlich aus dem Dotter (Strähle et al. 2012). Erst nach 120 Stunden (5 Tage nach 

Befruchtung, TnB) ist bei 28 °C die Schwimmblase mit Luft gefüllt und sind die 

neurophysiologischen Voraussetzungen für eine Jagd vorhanden. Zu diesem Zeitpunkt sind 

auch die Mundwerkzeuge fertig ausgebildet und der Darm ist durchgängig (Ng et al. 2005). 

Das sind die Voraussetzungen für ein selbstständiges Fress- und Jagdverhalten (Avitan et al. 

2020; Clift et al. 2014; Ng et al. 2005; Strähle et al. 2012). Nach der Metamorphose (ca. 

30 TnB) beginnt das Juvenilstadium (Singleman und Holtzman 2014). Ungefähr zur gleichen 

Zeit gibt es die ersten Anzeichen von sexueller Differenzierung auf histologischem Niveau in 

den Gonaden. 3 Monate nach der Befruchtung (in der Wildnis kann dies auch bis zu 6 Monate 

dauern (Engeszer et al. 2007)) ist die sexuelle Reife erreicht, und der Fisch ist ein voll 

ausgewachsenes adultes Tier geworden. Bei domestizierten Zebrabärblingen ist (im 

Gegensatz zu einigen wildlebenden Populationen) das Geschlecht nicht nur durch genetische 

Faktoren festgelegt (Wilson et al. 2014), sondern wird vielmehr später durch epigenetische 

Effekte aufgrund verschiedener äußerer Faktoren beeinflusst (z. B. Besatzdichte, 

Nahrungsangebot, Temperatur etc.). Bei allen Individuen finden sich zunächst meiotische 

Oozyten in den Gonaden, die allerdings nur bei einem Teil der Fische erhalten bleiben. Diese 

Tiere entwickeln sich zu Weibchen. Sterben sie ab, entwickeln sie sich zu Männchen. Ein 

erhöhtes „Stressniveau“ durch äußere Faktoren begünstigt hierbei wohl eher den männlichen 

Entwicklungsweg (Abozaid, Wessels und Hörstgen-Schwark 2012; Hosseini et al. 2022). 

Die maximale Lebensspanne von Fischen unter Laborbedingungen kann stammabhängig 

zwischen 4 und 6 Jahren betragen (Gerhard et al. 2002). Wie bei allen Lebewesen lassen 

auch bei Zebrabärblingen im Alter die Abwehrkräfte gegen Infektionskrankheiten (wie 

Mycobacterium spp. oder Pseudoloma neurophilia) nach, die Legeraten reduzieren sich 

deutlich und das Auftreten von Tumoren steigt (Crim und Riley 2012). Die Haltung von 

Zebrabärblingen über 18 Monate hinaus stellt ein hygienisches Risiko für die gesamte Haltung 

dar, da das die Entstehung und Ausbreitung von Alterskrankheiten fördert (Kent et al. 2020).  

1.5. Habitat und Ökologie 

Zebrabärblinge kommen in ganz Indien in einer Reihe von Habitaten mit geringer 

Fließgeschwindigkeit vor (Engeszer et al. 2007; Spence et al. 2008). Solche Habitate werden 

häufig in Sekundär- und Tertiärzuläufen eines Flusses oder angrenzend an Sumpfland und 

Reisfelder gefunden. Die physikalischen und chemischen Parameter dieser Habitate sind sehr 

divers: So wurden Temperaturbereiche von 6 °C bis 38 °C, pH-Werte von 5,9 bis 9,8 und 
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Leitwerten von 10 µS/cm bis 271 µS/cm beschrieben (Engeszer et al. 2007; Spence et al. 

2006). Diese Befunde passen zu der großen Toleranz gegenüber Umweltbedingungen, die 

Zebrabärblinge in Laborhaltung zeigen (Aleström et al. 2020). 

1.6. Verhalten 

Zebrabärblinge sind primär tagaktive Tiere. Bei Nacht erhöhen sich die Häufigkeit und die 

Dauer von Ruhephasen. Solche Schlafphasen können wenige Minuten dauern und zeichnen 

sich oft durch eine charakteristische Position mit hängenden Schwanzflossen der Fische aus, 

die dabei entweder nahe an der Wasseroberfläche oder am Grund des Aquariums ruhen 

(Yokogawa et al. 2007). Beobachtungen bei Infrarotaufnahmen zeigen aber auch dauerhaftes 

Schwimmen (Zoltan Varga, Zebrafish International Ressource Center, pers. Mitteilung). 

Grundsätzlich ist zu berücksichtigen, dass der genetische Hintergrund der Linie sich auf das 

generelle Verhalten wie z. B. Dominanzverhalten auswirkt. Daher ist eine zuverlässige 

Dokumentation der verwendeten Stämme unerlässlich. 

2. Haltungsform und Platzbedarf 

2.1. Gruppengröße und Besatzdichten 

Zebrabärblinge sind soziale Tiere, die mit ihren Artgenossen lose Schwärme bilden (englisch 

shoaling; Miller und Gerlai 2011). Die Signale, die für die Bildung von Schwärmen 

verantwortlich sind, sind noch wenig verstanden, aber sie scheinen sowohl visuelle als auch 

olfaktorische und mechanische Merkmale zu beinhalten. Zebrabärblinge bevorzugen bei der 

Schwarmbildung Artgenossen gegenüber anderen Arten, verwandte Zebrabärblinge 

gegenüber nichtverwandten und bekannte gegenüber unbekannten Partnern (Miller und Gerlai 

2011). 

Werden Zebrabärblinge permanent in kleinen Gruppen gehalten (weniger als 5 Fische pro 

Aquarium), so zeigen sie hierarchisches und territoriales Verhalten. Diese dominanten 

Verhaltensmuster werden mit zunehmender Anzahl an Fischen in einem Aquarium geringer 

(Pavlidis et al. 2013). Attacken zwischen hierarchischen Männchen in gleichgeschlechtlichen 

Gruppen reduzierten sich, wenn die Dichte von zwei auf sechs Männchen pro Liter erhöht 

wurde. Keine Attacken wurden beobachtet, wenn zehn Individuen in einem Liter Wasser 

gehalten wurden (Pavlidis et al. 2013).  

Die Besatzdichte hat auch Einflüsse auf das Reproduktionsverhalten, das oft als Indikator für 

Stress gilt. Bei Besatzdichten von bis zu 12 Fischen pro Liter war kein negativer Effekt zu 

beobachten (Castranova et al. 2011). 

In der kommerziellen Fischzucht wird für Besatzdichten die Anzahl der Fische auf die 

Fischgröße in Zentimeter Länge oder auf das Fischgewicht pro Liter Wasser bezogen. In 

wissenschaftlichen Zebrabärblingzuchten sind diese Maße für die Festlegung von 

Besatzdichteempfehlungen nicht zu empfehlen, da die Fische als Larven sehr klein sind und 

Messungen ohne eine schädliche Handhabung der Larven und juvenilen Fische nicht genau 

durchgeführt werden können. Jedoch sind die Angaben der Fischgewichte/L durchaus 

vergleichbar zur Zebrafischhaltung: So wird in der EU (Verordnung (EG) Nr. 710/2009 der 
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Kommission vom 5. August 2009) für die kommerzielle Zucht von tropischen 

Süßwasserfischen eine maximale Masse von 10 – 20 kg/m3 gefordert. Dies entspricht, 

umgerechnet auf Zebrafische, einer Dichte von 10 – 20 adulten Fischen pro Liter, wenn von 

einem typischen Weibchen mit maximal 1 g pro Fisch im Alter von etwa 150 TnB (Lawrence 

et al. 2012) ausgegangen wird. 

Zusammenfassend haben sich auf diesen Erkenntnissen Besatzdichten von 5 – 10 adulten 

Zebrafischen pro Liter Wasser für Tierwohl und Forschung als geeignet etabliert. 

Für Jungtierstadien sollten die Besatzdichten in Abhängigkeit vom Alter und dem 

Entwicklungsstadium betrachtet werden. Korrelierend zum Alter sind Standard-Körperlängen 

(SL) in der folgenden Tabelle 1 entsprechend Parichy et al. (2009) aufgeführt. Embryonen 

werden hierbei anfangs in stehenden Wassermedien (z. B. Petrischalen mit geringer Tiefe von 

ca. 8 mm) gehalten ohne Frischwasser- und Sauerstoffzufuhr. Zu beachten ist, dass Larven 

extrem fragil sind und eine hohe Überlebensrate sehr stark abhängig ist, wie sorgsam mit den 

Tieren umgegangen wird. Mit fortschreitender Entwicklung und bei höherer Besatzdichte wird 

ein zunehmender Wasserwechsel notwendig, bis Adulte dann mit bis zu 5x Wasserwechsel 

pro Stunde gehalten werden. Es ist darauf zu achten, dass für eine ausreichende 

Sauerstoffsättigung gesorgt wird und eine vernünftige Balance zwischen Wasserwechsel und 

Futterzugänglichkeit bei den verschieden Entwicklungsstadien gewährleistet ist. 

Tabelle 1:  Besatzdichte in Abhängigkeit von Alter und Größe (gemäß Parichy et al. 2009) 

Stadium 
(SL) 

Alter 
(TnB) 

Zebrabärblinge 
pro Liter 
Wasser 

Anmerkungen 

Embryonen 
(bis ca. 3,8 mm) 

0 – 5  bis zu 2000 
In flachen Schalen mit gepuffertem 
Embryomedium.* 

Frühe Larven 
(ca. 3,9 bis 4,5 mm) 

6 – 10 bis zu 100  

In stehendem, nicht zirkulierendem 
Wasser mit geeigneter Fütterung 
(z. B. Rotiferen oder Größen-
geeignetes Trockenfutter). Aquarien 
täglich auf Verdunstung und die 
Wasserqualität auf Trübung und 
Futterreste kontrollieren. 

Larven 
(ca. 4,5 bis 8 mm) 

11 – 30 bis zu 50 
In einem rezirkulierenden System mit 
Wasseraufbereitung. 
Geringer Wasserwechsel pro Tag. 

Juvenile Fische  
(ca. 8 bis 12 mm) 

31 – 60 bis zu 25 
In einem rezirkulierenden System mit 
Wasseraufbereitung (circa 1 
Wasserwechsel/(Tank*Stunde)). 

Junge Adulte  
(ca. 12 bis 25 mm) 

60 – 90 bis zu 25 

In einem rezirkulierenden System mit 
Wasseraufbereitung, das mindestens 
einen stündlichen Wasseraustausch 
des Tankvolumens realisiert. 

Adulte  
(ca. 25 bis 50 mm) 

> 90 bis zu 10 

In einem rezirkulierenden System mit 
Wasseraufbereitung, das einen 2x- 
bis 5x-fachen stündlichen 
Wasserwechsel realisiert.  

* Für ein Protokoll s. beispielsweise Westerfield (2000). 
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2.2. Einzelhaltung 

Zebrafische sollten nur in Ausnahmefällen einzeln gehalten werden (Scientific Committee on 

Health, Environmental and Emerging Risks, 2023). Das wissenschaftliche Arbeiten mit 

Zebrabärblingen bedingt häufig, dass genetische Veränderungen in einzelnen Tieren 

charakterisiert werden müssen. Dazu ist eine Einzelhaltung notwendig, bis die Veränderung 

charakterisiert oder die Nachfolgegeneration gezüchtet ist. Um dem Sozialverhalten des 

Schwarmfisches hierbei einigermaßen gerecht zu werden, sollte darauf geachtet werden, dass 

der Fisch zumindest Sichtkontakt zu anderen Fischen in benachbarten Becken hat. 

Zebrabärblinge in Einzelhaltung sollten sorgfältig kontrolliert gefüttert werden, um 

Überfütterung zu vermeiden. 

Physikalische Markierungsmethoden (Polymer-Tags, RFID-Tags oder Schwanzflossen-

Markierungen) als Alternative zur Einzelhaltung sind bei Zebrabärblingen auf Grund der 

Zartheit der Tiere und der schnellen Regeneration der Flossen nur eingeschränkt und unter 

Betäubung möglich (Cousin et al. 2012; Hohn und Petrie-Hanson 2013) und daher als 

Refinement nach derzeitigem Kenntnisstand nicht empfehlenswert. 

2.3. Paarungsverhalten und Zucht 

Zebrabärblinge laichen problemlos unter Laborbedingungen. Das Paarungsverhalten und 

Laichen ist auf die ersten Stunden der Lichtphase begrenzt (Darrow und Harris 2004). Der 

farbliche Geschlechtsdimorphismus ist zu diesem Zeitpunkt besonders intensiv ausgeprägt. 

Zebrabärblinge sind Gruppenlaicher, bei denen mehrere Männchen und Weibchen in das 

Fortpflanzungsverhalten eingebunden sind (Spence et al. 2008; Tsang et al. 2017). In der 

freien Natur scheint die Fortpflanzung saisonal unterschiedlich zu sein, wobei die Paarungszeit 

mit der Monsunperiode einhergeht. Jedoch kommen bei in freier Wildbahn gefangenen 

Weibchen reife Eier über das ganze Jahr hinweg vor, was darauf hindeutet, dass die 

beobachtete Saisonalität des Paarungsverhaltens eher mit dem zur Verfügung stehenden 

Futter zu tun hat und kein endogenes saisonales Verhalten reflektiert (Spence et al. 2006). In 

Übereinstimmung damit legen Zebrabärblinge in Laborhaltung das ganze Jahr hindurch Eier 

auch unter verschiedenen Hell-Dunkel-Zyklen (8 – 14 Stunden Licht). 

Beobachtungen zum Ablaichverhalten der Zebrabärblinge in der Wildbahn zeigen, dass diese 

zum Ablaichen bevorzugt flache Uferbereiche ihres Habitats aufsuchen (Sessa et al. 2008). 

Dieses natürliche Verhalten kann in speziellen Ablaichaquarien mit einem geringen 

Wasservolumen und/oder Einsätzen, die eine flache Uferzone simulieren, für einzelne 

Pärchen oder Gruppen genutzt werden, so lange die Haltung zeitlich begrenzt ist (max. 

24 Stunden, Scientific Committee on Health, Environmental and Emerging Risks, 2023). Die 

Tankgröße sollte aber 300 ml Volumen für bis zu 6 Fische nicht unterschreiten, solange die 

normalen Wasserparameter erhalten bleiben (Goolish et al. 1998).  

Da Zebrabärblinge nach der Eiablage keine Brutpflege betreiben und oft ihre eigenen Eier 

unmittelbar nach der Eiablage auffressen, werden zur Laichsicherung spezielle Einsätze mit 

Spalt- oder Netzböden verwendet. 
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3. Aquarien 

In der EU-Direktive 2010/63/EU und der ETS 123/Appendix A (Council of Europe 18.03.1986, 

Appendix A veröffentlicht am 15.06.2006) werden sehr allgemeine Haltungsempfehlungen für 

alle experimentell genutzten Fische abgegeben. Für Zebrafische wurden mit der 

Aktualisierung des Annex III im Jahr 2024 spezifischere Empfehlungen veröffentlicht 

(Delegierte Richtlinie (EU) 2024/1262 der Kommission). Bisher oft herangezogene 

Empfehlungen z. B. zur Haltung von Zierfischen oder für Fischbörsen sind für eine 

Laborfischhaltung von Zebrabärblingen nicht zielführend, da im Wissenschaftsbetrieb hohe 

Anforderungen an Hygiene, gleichbleibende Wasserparameter und Reproduzierbarkeit im 

Vordergrund stehen. Jedoch wurde 2020 ein FELASA Working Group-Bericht veröffentlicht 

(Aleström et al. 2020), der sich speziell mit den Bedürfnissen von Zebrafischen in der 

versuchstierkundlichen Haltung befasst.  

3.1. Aquariengröße 

Für Zebrabärblinge haben sich Aquarien aus Kunststoff oder Glas von 0,7 – 1,5 L (für eine 

kurzfristige Haltung) bis hin zu Größen von 3 – 10 L Aquarien für kleinere Schwärme 

(Einzelfamilien) für die dauerhafte Haltung aus hygienischer Sicht etabliert. Darüber-

hinausgehende größere Aquarien können für die Haltung größerer Schwärme eingesetzt 

werden.  

Typischerweise werden aus Kunststoff im Spritzgussverfahren oder mit geeignetem Silikon 

aus Glasplatten verklebte Aquarien verwendet. Für toxikologische Studien werden auch 

fugenlose Aquarien aus Edelstahl oder Glas eingesetzt.  

3.2. Enrichment  

Enrichment ist derzeit der am meisten untersuchte Parameter im Bereich der Zebrafisch-

Haltung. Es ist sinnvoll, sich in regelmäßigen Abständen über den aktuellen Stand zu 

informieren. Ein guter Ausgangspunkt zur Information sind Metastudien (Gallas-Lopes et al. 

2023; Stevens, Reed und Hawkins 2021). Grundsätzlich ist aber darauf hinzuweisen, dass 

Änderungen in der Umwelt fundamentale Auswirkungen auf die Tiere und die experimentellen 

Daten haben können und daher nicht während laufenden experimentellen Vorhaben 

vorgenommen werden sollten (Jorge et al. 2023, Amaral et al. 2024). Nutzen-Kosten-

Vergleiche zeigen teilweise einen negativen Effekt durch Platzeinschränken bzgl. des 

genutzten Wasservolumens gegenüber keinen messbaren positiven Effekten für das Tierwohl 

(Krachni et al. 2026). 

In Anlehnung an das natürliche Habitat sollten die Böden unter den Aquarien dunkel sein. Da 

der Zebrabärbling in der Wildnis sowohl in pflanzenbewachsenen Bereichen als auch in 

offenen Wasserbereichen zu finden ist, ist es nicht zwingend notwendig, die Tanks mit 

Pflanzen oder Ähnlichem auszugestalten (Aleström et al. 2020). Echte Pflanzen verbieten sich 

aus hygienischen Aspekten in einer Versuchstierhaltung. Pflanzenimitationen oder andere 

„Einrichtungsgegenstände“, zumeist aus Kunststoff, müssen aufgrund der hygienischen 

Anforderungen als auch bezüglich der Inhalts-/Zusatzstoffe in der Versuchstierhaltung sehr 

kritisch gesehen werden. So können zum Beispiel beim Waschen bzw. Autoklavieren 

chemische Weichmacher freigesetzt werden. Solche Weichmacher können zum einen als 
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endokrine Disruptoren wirken und z. B. die Fruchtbarkeit (Geschlechtsentwicklung) der Fische 

beeinträchtigen oder andere endokrine Schäden bei den Fischen auslösen (Zhai et al. 2014). 

Zum anderen kann das Plastikmaterial von künstlichen Pflanzen brüchig werden und 

Mikroplastik-Partikel abgeben, die dann von den Fischen gefressen werden können (Roch, 

Friedrich und Brinker 2020; pers. Kommunikation B. Schmid). Diese Aspekte sind durchaus in 

der Lage, experimentelle Befunde dramatisch zu beeinflussen und stellen darüber hinaus ein 

potenzielles Gesundheitsrisiko für die Fische dar. 

Grundsätzlich muss man seine Fische beobachten und auf auffälliges, vom Normalverhalten 

abweichendes Verhalten entsprechend reagieren. Besondere Beachtung sollten hierbei 

Fische in Einzelhaltung oder gezielte Verpaarungssituationen erfahren, bei denen Enrichment 

als Schutz oder Ablenkung dienen kann. Visuelle Anreize wie Artgenossen in benachbarten 

Tanks oder auch Kieselgrundimitate unter dem Aquarienboden werden durchaus als positiv 

wahrgenommen (Kistler et al. 2011; Schroeder et al. 2014). Die Fütterung von Lebendfutter in 

Form von Salinenkrebsen (Artemia salina), Rotiferen (Branchionus spp.) o. a. wird 

vorgeschlagen, da dies natürliches Jagdverhalten stimuliert und als „behavioral enrichment“ 

gilt. Dabei ist darauf zu achten, dass das Lebendfutter frei von Pathogenen sein muss. 

4. Physikalische Umwelt 

4.1. Aquariensysteme, Wasser 

Zebrabärblinge können leicht im Labor gehalten werden. Falls Fische in kleinen Kolonien 

benötigt werden, so können einzelne Aquarien, inklusive Filtersystem, Licht- und 

Hitzeregulation genutzt werden. Automatisiertere Aquariumssysteme sind vonnöten, wenn 

größere Mengen Fische gehalten werden sollen. Diese Systeme können auf fest installierten 

Aquarien aus Glas beruhen, oder aus einzelnen Kunststoffaquarien bestehen, die in Regale 

flexibel eingesetzt werden und an eine zentrale Wasseraufbereitung angeschlossen werden 

können. Alle diese Systeme besitzen einen zirkulierenden Wasserkreislauf, bei dem das 

Wasser in die Aquarien geleitet und über einen Überlauf oder ein Absaugsystem aus den 

Aquarien entfernt wird. Futterreste und Fäkalien, sowie toxische chemische Abbauprodukte 

wie Ammoniak und Nitrit werden über ein mehrstufiges Filtersystem bestehend aus 

biologischen Filterbakterien (für Details s. Brand, Granato und Nüsslein-Volhard 2002; Ebeling 

und Timmons 2012) und mechanischen Filtern entfernt. In diesen Systemen wird das 

gereinigte Wasser auch mit UV-C Licht bestrahlt, um Pathogene zu unterdrücken und 

Algenwuchs zu minimieren. Das so aufbereitete Wasser wird wieder in die Tanks 

zurückgeleitet. Normalerweise werden pro Tag 5 – 20 % des Haltungsvolumens durch frisches 

Wasser ersetzt, um die Verdunstung zu kompensieren und die Nitratkonzentration zu senken. 

Dabei sollte aus ökologischer Betrachtungsweise nur die Wassermenge ausgetauscht werden, 

die notwendig ist, um den zulässigen Nitratwert (s. Tabelle 2) nicht zu überschreiten. Dies soll 

in mehreren, über den Tag verteilten Teilwasserwechseln erfolgen, um Schwankungen in den 

Haltungsparametern so gering wie möglich zu halten. Zirkulierende Wassersysteme brauchen 

in der Regel keine speziellen Vorkehrungen zur Sauerstoffzufuhr, da die permanente 

Wasserbewegung dafür sorgt, dass genug Sauerstoff gelöst wird, um die Gesundheit der 

Fische zu erhalten. 
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Abb. 3:  Stickstoff-Regulation in aquatischen Haltungen. A: Stickstoff-Metabolismus B: 

Aufbau des Biofilters beim Starten eines neuen Tanks. Ohne Biofilter-Bakterien reichert sich 

zunächst Ammoniak als giftiges Stoffwechselprodukt der Fische an. Nach der Aktivierung des 

Biofilters (entweder durch bakterielle Starterkulturen oder langsam durch natürliche 

Besiedelung) wird dieses durch Nitrosomonas zu weniger giftigem Nitrit oxidiert. Die zur 

weiteren Umsetzung in ungiftiges Nitrat notwendigen Nitrobacter-Bakterien wiederum starten 

ihr Wachstum erst bei Vorhandensein von Nitrit. Bei einer ausreichenden 

Bakterienkonzentration wird Nitrit vollständig in Nitrat umgesetzt, welches dann durch 

Wasserwechsel entfernt wird. So werden schädliche Konzentrationen an Stickstoffmetaboliten 

im System vermieden. C: Prozentualer Anteil von hochtoxischem Ammoniak am 

Gesamtstickstoffgehalt abhängig von Temperatur und pH in den für Zebrafischen relevanten 

Konditionen. Tabelle modifiziert nach Emerson et al. (1975). 

Hinsichtlich des Aquarienwassers sind zwei unterschiedliche Vorgehensweisen etabliert: 

Einige Tierhaltungen benutzen Leitungswasser ohne spezielle Aufbereitung. Allerdings 

besteht die Gefahr, dass vom lokalen Wasserversorger ggf. Chlor zugesetzt wird, was sehr 

toxisch für die Kiemen der Fische ist. Daher ist es notwendig, etwaige Chlorgehalte durch 

einen Aktivkohlefilter mit großer Kapazität vor dem Wassereinlass zu entfernen. Alternativ 

setzen einige Einrichtungen deionisiertes Wasser (idealerweise über eine Umkehrosmose 

gewonnen) ein, dem konzentrierte Salzmischungen zugesetzt werden, um die eingestellten 

Wasserparameter möglichst stabil zu halten. Für optimale Wasserbedingungen haben sich 

eine Leitfähigkeit von 150 bis 1000 µS/cm (bei Larven auch bis 1700 µS/cm) und ein pH-Wert 

von 6,5 bis 8 (Tabelle 2) bewährt, da so der Biofilter stabilisiert und das Pilzwachstum reduziert 

werden, ohne die Fische zu beeinträchtigen. Eine regelmäßige Überwachung der Parameter 
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(Ammonium, Nitrit, Nitrat, pH, Leitfähigkeit, Temperatur, s. Tab. 2) ist aufgrund ihrer 

gegenseitigen Abhängigkeit notwendig (Abb. 3).  

Auch Gesamthärte und Karbonathärte müssen berücksichtigt werden. Die Karbonathärte 

stabilisiert den pH-Wert, die Gesamthärte beeinflusst die Magnesium- und Calciumaufnahme 

und kann sich so auf die Skelettbildung und die Eiqualität auswirken und 

Schwermetallvergiftungen vorbeugen. 

Für Fischanlagen müssen für die lebensnotwendigen Parameter Schwellenwerte (Tabelle 2) 

gelten. Sobald diese erreicht werden, müssen entsprechende Gegenmaßnahmen ergriffen 

werden. Bei großen Anlagen sollten die dauerhaft messbaren Parameter (Temperatur, pH, 

Leitfähigkeit) beim Erreichen des Schwellenwertes einen Alarm auslösen, welcher 

automatisch an die verantwortlichen Personen weitergeleitet wird. Solche automatischen 

Alarme können auch für die Überwachung von UV-Leistung, Pumpenfunktion, Wasserstand 

o. ä. genutzt werden. 

Tabelle 2:  Zusammenfassung der Standard-Haltungsbedingungen in rezirkulierenden Systemen 

Parameter Systeme Werte Kommentar 

Lichtzyklus automatische 
Steuerung 

14/10 Stunden 
hell/dunkel, aber 
auch 12/12  

idealerweise mit 
Dämmerungsphase 

Wasseraufbereitung Zirkulierendes 
Wassersystem, mit 
mechanischen 
Filtern, Biofilter und 
UV-Einheit 

Täglicher 
Wasserverwurf 
10 % 

Täglicher Wasserverwurf von 
5 – 20 % ist üblich. 

Chemische 
Wasserqualität 

pH-Wert 6,5 – 8 In neu zu etablierenden 
Aquariensystemen täglich 
Ammonium, Nitrit, Nitrat, pH-
Wert und Leitfähigkeit 
überprüfen. 
In stabilen eingefahrenen 
Anlagen: Ammonium, Nitrit, 
Nitrat wöchentlich und pH, 
Temperatur und Leitwert 
konstant, mindestens aber 
täglich messen. 

Leitfähigkeit 150 – 1700 
µS/cm 

NH3/NH4
+ ≤0,1 mg/L 

Nitrit ≤0,1 mg/L 

Nitrat ≤25 mg/L 

Gesamthärte 80 – 250 mg/L 

Karbonathärte 50 – 75 ppm 

Sauerstoff 98 – 100 % 
Sättigung 

Wassertemperatur  24,5 – 29 °C  
für alle 
Fischstadien  

Zebrabärblinge können 
höhere und niedrigere 
Temperaturen ohne 
Probleme ertragen (Engeszer 
et al. 2007; Sundin et al. 
2019; J. F. López-Olmeda 
und Sánchez-Vázquez 
2011). Bei einer dauerhaften 
Haltung mit einer Temperatur 
unter 22 °C entwickeln sich 
die Embryonen nicht mehr 
(Scott und Johnston 2012; 
Schnurr, Yin und Scott 2014). 
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4.2. Beleuchtung 

Zebrabärblinge werden in den meisten Laboren unter einem 12/12 bis hin zu einem 14/10 

Stunden Licht- / Dunkelzyklus gehalten. Dauerlicht hat negative Effekte auf Wachstumsraten 

und bedingt erhöhte Missbildungsraten. Gleiches gilt für konstante Dunkelheit, wie sie z. B. in 

nicht-überwachten Inkubatoren auftreten kann. Beides hat einen profunden Effekt auf die 

zirkadiane Rhythmik der Tiere. Neben der Lichtdauer hat auch die Lichtfarbzusammensetzung 

und die Intensität des Lichts einen starken Einfluss auf das Wachstum und die Entwicklung 

der Zebrabärblinge (Villamizar et al. 2014). Hierbei zeigt sich, dass blaues und weißes Licht 

einen positiven Effekt auf die Entwicklung der Fische hat. 

Licht hat aber auch auf das unvermeidliche Wachstum von Algen in den Aquarien einen 

Einfluss. Das Aufwachsen von Algen soll aus hygienischen und aus pflegerischen Gründen 

soweit wie möglich reduziert werden. Warmweißes Licht fördert das Algenwachstum, eine 

leichte Einfärbung von Aquarien reduziert es.  

Einige Parameter der Beleuchtung werden zunehmend hinsichtlich ihrer Bedeutung für das 

Wohlbefinden der Tiere untersucht (López-Olmeda und Sánchez-Vázquez 2009). Die 

Simulation von Dämmerungsphasen (Sonnenauf- und -untergangssimulation) ist einem 

abrupten Helligkeitswechsel vorzuziehen. Die Lichtintensität sollte möglichst gleichmäßig in 

allen Ebenen der Haltungssysteme sein. Grundsätzlich sollte die Lichtintensität nicht zu hoch, 

aber ausreichend für die tierpflegerischen Arbeiten sein. Solide experimentelle Daten zu 

empfohlenen Lux-Werten liegen derzeit nicht vor. 

4.3. Wassertemperatur 

Der Zebrafisch stammt aus den Tropen, daher sollte die Wassertemperatur zwischen 24,5 und 

29 °C liegen und nicht unter 22 °C fallen. Der Stoffwechsel ist direkt abhängig von der 

Wassertemperatur, wodurch die Entwicklungsgeschwindigkeit und Wachstumsrate beeinflusst 

werden. Bei höheren Temperaturen ist daher ein erhöhter Futterbedarf zu berücksichtigen. Die 

Sauerstofflöslichkeit im Wasser nimmt bei höheren Temperaturen ab, was durch die 

gleichzeitig erhöhte Aktivität der Fische zu Problemen führen kann, insbesondere bei 

technischen Defekten, die zu einer schnellen Temperaturerhöhung führen. 

Grundsätzlich gilt für alle Parameter, dass abrupte Wechsel der Bedingungen unbedingt zu 

vermeiden sind.  

4.4. Lärm  

Die EU-Gesetzgebung entsprechend der Richtlinie 2010/63/EU (Europäisches Parlament; 

Europarat 2010) sieht vor, dass das Wohlbefinden von Versuchstieren nicht durch den 

Geräuschpegel beeinträchtigt werden darf.  

Bei den Betrachtungen der Störgeräusche ist es wichtig, zwischen Umgebungsgeräuschen 

(für die Haltung und das Raumklima notwendige technische Geräte), in den Aquarien 

entstehenden Geräusche (Innenfilter, Luftausströmer, Pumpen) und Vibrationen, die sich auf 

die Aquarien übertragen können, zu differenzieren. Zusätzlich ist der Frequenzbereich wichtig, 

in dem diese Störgeräusche abgegeben werden. Geräusche, die im Aquarium und durch 
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Übertragung auf die Aquarien auftreten, sind von größter Bedeutung. Die von außen in das 

Aquarium hineingelangenden Geräusche sind beim Übertritt in Wasser frequenzabhängig 

stark bis sehr stark gedämpft. 

Zebrafische besitzen einen Hörbereich von 100 Hz bis 12 kHz mit einem Maximum zwischen 

600 und 1000 Hz (Lara und Vasconcelos 2019). Besonders die höheren Frequenzen werden 

aber nur bei einer entsprechenden Lautstärke (> 155 – 160 dB) wahrgenommen (Wang et al. 

2015). Zebrafische gehören dabei zu den „Hör-Spezialisten“ mit einer Besonderheit: Ihr 

Innenohr ist über den Weber‘schen Apparat mit der Schwimmblase verbunden, und die 

Schwimmblase wirkt dabei als Schallverstärker. Das natürliche Habitat Wasser sorgt immer 

für einen gewissen Hintergrund-Geräuschpegel, der je nach Habitat zwischen ca. 90 und 

133 dB schwankt (Amoser und Ladich 2010). Fischarten, die in eher ruhigen Gewässern (See, 

langsam fließende Bäche) beheimatet sind, haben oft ein empfindlicheres Gehör als Spezies 

aus „lauten“ Gewässern (schnell fließende Bäche, Ströme) (Amoser und Ladich 2005). 

Zebrabärblinge bewohnen Habitate mit unterschiedlichen Fließgeschwindigkeiten, von fast 

stehend bis lebhaft mit einem Lautstärkebereich von 98 – 126 dB und Frequenzen zwischen 

100 – 4000 Hz (Lara und Vasconcelos 2019). Schall verbreitet sich unter Wasser deutlich 

schneller als an Luft, dadurch ist die Richtungswahrnehmung eingeschränkt. Deshalb nehmen 

Zebrabärblinge von Geräuschen, aber auch anderen Quellen ausgehende Druckwellen im 

Wasser (Strömungen, Wasserschwingungen) zusätzlich auch über das Seitenlinienorgan 

wahr, was bei der Haltung der Tiere berücksichtigt werden muss. Ein Review von Popper und 

Sisneros (2022) gibt einen guten Überblick über das Hörvermögen der Zebrabärblinge und die 

Problematik der Messung von Hörereignissen im Wasser. 

Informationen über den kontinuierlichen Geräuschpegel in Haltungsanlagen durch Pumpen, 

Filter und Wasserfluss sind widersprüchlich und reichen von ca. 50 dB (Barcellos et al. 2018) 

bis zu 129 – 147 dB bei einer Frequenz von unter 1000 Hz und damit im optimalen Hörbereich 

der Tiere (Lara und Vasconcelos 2019). Haltungssysteme, bei denen Pumpen etc. extern 

angebracht (d. h. nicht fest mit dem Haltungsgestell verbunden) sind, haben dabei ein 

geringeres Geräusch- und Vibrationsniveau als Haltungsmodule mit fest integrierter Technik 

(Lara und Vasconcelos 2019). Besonders Vibrationen generierende Ereignisse wie 

Bauarbeiten am oder in der Nähe des Gebäudes sorgen für Stress bei den Tieren und sollten 

nach Möglichkeit verhindert werden. Auf einsetzende Geräusche/Schwingungen reagieren die 

Tiere oft initial mit Angstverhalten (Sabet et al. 2016), welches aber nach einer Weile 

verschwindet.  

4.5. Abwasser 

In Fischhaltungen spielt die Berücksichtigung des Abwassers eine größere Rolle als in 

anderen Tierhaltungen aufgrund der anfallenden Abwassermengen und auch aufgrund 

rechtlicher Vorschriften. So muss bei der Haltung transgener Tiere sichergestellt werden, dass 

weder Fische, noch deren Laich, über das Abwasser in die Umwelt gelangen können (z. B. 

durch thermische Behandlung oder geeignete Filtersysteme). Ebenso muss z. B. in der 

Ökotoxikologie eine Freisetzung von Gefahrstoffen unterbunden werden. 
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5. Fütterung 

Freilebende Zebrabärblinge fressen neben dem in ihrem im Habitat vorkommenden Futter 

auch „allochthones“ Material, also Tiere, die ins Wasser fallen. Die Analyse von Darminhalten 

zeigte neben roten Ameisen und anderen Insekten auch aquatische Insektenlarven, Krebse, 

sowie Zooplankton und Phytoplankton (Spence et al. 2008; McClure, McIntyre und McCune 

2006). Das nach oben gerichtete Maul (“oberständig“) von Zebrabärblingen (Abb. 4) deutet 

darauf hin, dass das Futter an der Wasseroberfläche aufgenommen wird (Gerlai 2013). Im 

Aquarium kann jedoch beobachtet werden, dass Lebendfutter wie z. B. Artemienlarven auch 

in der gesamten Wassersäule von unten gejagt wird (Spence et al. 2008; Engeszer et al. 2007; 

Mearns et al. 2020). Lebendfutter aus unsicheren Quellen, wie z. B. „Wildfänge“ von Tubifex, 

sollte nicht verwendet werden, da dieses Parasiten und Krankheitskeime einschleppen kann. 

Lebendfutter wie Artemien, Paramecien und Rotiferen sollten vielmehr unter kontrollierten 

Bedingungen in der Anlage selbst gezüchtet oder von zuverlässigen professionellen 

Futtermittelherstellern bezogen werden. 

In Tierhaltungen werden je nach Altersstufe und Reproduktionseinsatz unterschiedliche 

Flocken- oder Streufutterformulierungen verwendet, die meist im Wechsel mit Lebendfutter 

angeboten werden. Bei Larven werden wegen der geringen Größe und leichteren 

Verdaulichkeit eher Rotiferen, Paramecia und Tetrahymena gefüttert. Bei Artemien kann die 

Schale zu Schwierigkeiten bei der Aufnahme und Verdauung führen, daher dürfen 

ungeschlüpfte Eier und die Kapsel selbst nicht verfüttert werden. Qualitativ gute Artemien 

schlüpfen selbstständig, und die Kapseln können vom Wasser abgenommen werden. 

Es gibt mittlerweile spezialisierte Anbieter für Zebrabärbling-Futter, die die Bedürfnisse von 

Zebrabärblingen adressieren. Von einer Verwendung von generellem Zierfisch-Futter wird 

abgeraten. 

Abb. 4:  Oberständiges Maul beim Zebrabärbling 

 

6. Krankheitsprophylaxe und Krankheiten in der aquatischen 
Versuchstierhaltung 

Zur Krankheitsprophylaxe zählen alle Maßnahmen, die verhindern, dass sich Keime im 

System übermäßig anreichern oder neue Keime von außen eingeschleppt und in den Anlagen 

verbreitet werden. Somit ist es nötig, sich intensiv mit der Filter-, Wasser- und Beckenpflege 

zu beschäftigen. Im Einzelnen sollten folgende Grundregeln beachtet werden: 

• UV-C Strahler töten Keime im Wasser ab und müssen regelmäßig kontrolliert und ggf. 

entkalkt werden. Idealerweise soll die Strahlungsintensität kontinuierlich gemessen 

und aufgezeichnet werden. Wenn der Wert 120.000 µW.s/cm2 unterschreitet, ist die 
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Entkeimungsleistung nicht mehr ausreichend, und der UV-Strahler muss ausgetauscht 

werden.  

• Je nach Fischbesatz ist ein Wasseraustausch von 5 – 20 % pro Tag mit geeignetem 

Wasser in den Anlagen anzustreben und abhängig von den Nitratwerten einzustellen. 

• Für die Filterpflege und Beckenreinigung sollten Routinezeiten festgelegt und 

dokumentiert werden. 

• Tote Fische müssen schnellstmöglich aus den Becken entfernt und Aufzeichnungen 

gemacht werden. Um mögliche Gesundheitsprobleme frühzeitig zu entdecken, 

empfiehlt sich eine entsprechende Diagnostik oder Sektion. 

• Arbeitsabfolge: Zur Vermeidung von Übertragungen von Krankheiten sollten gesunde 

Aquarien zuerst (Jungfische, dann Adulte), danach Becken mit kranken Fischen und 

zuletzt die Quarantäne versorgt werden (Einbahnstraße). 

• Die Fütterung sollte immer vor den Pflegemaßnahmen oder nachdem die Hände 

gründlich gereinigt und desinfiziert wurden, erfolgen. 

• Kescher, Becher und andere Fangeinrichtungen sollten immer nach Gebrauch 

gründlich gereinigt und desinfiziert werden. Werden Desinfektionsmittel eingesetzt, 

müssen diese durch Spülen gründlich ausgewaschen werden, da sie in der Regel 

toxisch für die Fische sind.  

• Eine Quarantäne ist zwingend vorzusehen, wenn Fische von extern importiert werden 

sollen. Wenn möglich, sollten in die Quarantäne nur Oberflächen-desinfizierte 

(„gebleichte“) Eier und nur in Ausnahmefällen Fische aufgenommen werden. Aus der 

Quarantäne dürfen jedoch ausschließlich gebleichte Eier in die Hauptfischanlage 

übernommen werden, niemals erwachsene Fische. Protokolle zur Oberflächen-

Behandlung von Eiern finden sich hier: 

https://zebrafish.org/wiki/_media/protocols/ess/customer_egg_bleaching.pdf, 

https://zfin.org/zf_info/zfbook/chapt1/1.5.html 

• Es sollte eine strikte Trennung aller Fischräume und Kreisläufe hinsichtlich der 

Gerätschaften eingehalten werden. Netze, Fischbehälter etc. sollten vor Einsatz in 

anderen Räumen nach Möglichkeit gereinigt, desinfiziert und ggf. autoklaviert werden. 

Beim Wechsel von Kreislauf zu Kreislauf ist das Händewaschen eine wichtige 

Prophylaxemaßnahme. 

Im Folgenden werden die häufigsten haltungsbedingten Erkrankungen in Versuchstier-

haltungen stichpunktartig aufgeführt: 

Laichverhärtung 

Das regelmäßige Verpaaren bzw. die Haltung in Geschlechter-gemischten Gruppen ist für ein 

regelmäßiges natürliches Reproduktionsverhalten wichtig, ansonsten kann es zu einer sog. 

„Laichverhärtung“ (engl. „egg-bound“) kommen. Dabei kommt es zur Nekrotisierung von Eiern 

im Bauchraum der Fische, welche die Eileiter blockieren, so dass sich die nachfolgend 

gebildeten Eier im Bauchraum anreichern. Das kann zu einer Oozyten-assoziierten 

Entzündung führen, die bei starker Ausprägung bis hin zu Hautulcera und Nekrosen führt (Kent 

et al. 2020).  

https://zebrafish.org/wiki/_media/protocols/ess/customer_egg_bleaching.pdf
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Sauerstoffmangel 

Sauerstoffmangel ist eine Situation, die man häufig als ersten Hinweis auf Haltungsprobleme 

erhält. Er kann ursächlich durch unterschiedliche Probleme ausgelöst werden, so dass sich 

die Symptome jeweils unterschiedlich darstellen können:  

• Erhöhte Wassertemperatur  

Diese bedingt eine verminderte Sauerstofflöslichkeit des Wassers. Zebrafische gelten als 

relativ Hypoxie-tolerant (Rees, Sudradjat und Love 2001), und in den Haltungssystemen wird 

durch den Wasserfluss in der Regel ausreichend Sauerstoff in das Wasser eingebracht. 

Allerdings befinden sich die meisten Haltungen durch die relativ hohe Wassertemperatur 

schon in einem Bereich, der der Sauerstofflöslichkeit des Wassers nicht mehr viel Spielraum 

nach oben lässt. Als Grenzwert, ab wann Schäden durch den Sauerstoffmangel entstehen 

können, kann man ca. 1 mg/L annehmen (Feng et al. 2016). Auch stationäre Haltungen ohne 

zusätzliche Belüftung oder Sauerstoffbehandlung des Wassers können zu einem 

Sauerstoffmangel führen. Als Hinweis gilt vor allem das Verhalten der Fische: Eine 

„Notatmung“ (Luftschnappen an der Wasseroberfläche) oder das permanente Aufhalten in der 

Nähe des Wasserzulaufs zusammen mit einer erhöhten Atemfrequenz sind Hinweis auf einen 

Sauerstoffmangel, im Extremfall werden die Tiere lethargisch. Zur Beseitigung dient eine 

regelmäßige Umwälzung des Wassers, bei besonderen Situationen können auch spezielle 

Belüfter eingesetzt werden.  

• Ammoniak-Vergiftung 

Ammoniak entsteht beim Abbau von stickstoffhaltigen Abfallprodukten im Wasser. Es wird 

auch als primäres stickstoffhaltiges Stoffwechselendprodukt von den Fischen über die Kiemen 

abgegeben. Im Wasser wird es im Biofilter über Nitrit zu Nitrat umgebaut. Das giftige 

Ammoniak steht mit dem ungiftigen Ammonium im pH- und Temperatur-abhängigen 

Gleichgewicht (s. Abb. 3). Symptome einer akuten Ammoniak-Vergiftungen sind entzündlich 

rote, geschwollene Kiemen und häufig geöffnete Kiemendeckel. Histologisch ist eine 

Hyperplasie des Kiemenepithels nachweisbar. Milde Hyperplasien können reversibel sein, 

schwere Hyperplasien sind irreversibel und führen fast immer, auch unter Sauerstofftherapie, 

zum Tod. 

• Nitrit-Vergiftung 

Nitrit wird aktiv über die Kiemen transportiert und ins Blut aufgenommen. Dort oxidiert es 

Hämoglobin zu Methämoglobin. Da Methämoglobin Sauerstoff weniger effizient bindet, zeigen 

betroffene Fische Symptome wie Lethargie und Luftschnappen an der Wasseroberfläche etc. 

Aufgrund der braunen Färbung von Methämoglobin verfärben sich Blut und Kiemen 

entsprechend („Brown Blood Disease“).  

• Chlor- und Chloramin-Vergiftungen 

Bereits geringe Konzentrationen von Chlor oder Chloraminen im Haltungswasser führen zu 

Stress und gereizten Kiemen, häufig erkennbar an Rötung der Kiemen und erhöhter 

Schleimproduktion. Die Sauerstoffaufnahme ist dadurch eingeschränkt, und Tiere zeigen 
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häufig Anzeichen von Sauerstoffmangel. Hohe Konzentrationen sind tödlich. Die Quelle von 

Chlor oder Chloraminen ist häufig die Verwendung von städtischem Leitungswasser für die 

Haltung, besonders bei hygienischen Maßnahmen durch den Wassernetzbetreiber.  

Gasblasenkrankheit 

Die Gasblasenkrankheit (Gas bubble disease) ist ein Krankheitsbild, das aufgrund überhöhter 

Gassättigung im Haltungswasser auftritt. Es zeichnet sich durch das Auftreten von Blasen in 

den Kiemen und Kiemenfilamenten, unter der Haut und an den Augen aus. Diese können 

makroskopisch sichtbar sein (s. Abb. 5 A), aber auch im mikroskopischen Stadium bereits 

massive Gewebeschädigungen (s. Abb. 5 B) hervorrufen. Die Krankheitssymptomatik ist 

gekennzeichnet durch Embolien, Gewebeschädigungen (Emphyseme) oder entstehende 

Gasblasen, welche die Blutversorgung durch die Kapillaren verhindern. 

Die Gründe für eine Übersättigung des Wassers mit atmosphärischen Gasen kann sowohl 

natürliche als auch technische Ursachen haben. So kann z. B. eine Gasübersättigung von 

Wasser durch ein sehr schnelles Aufheizen von kaltem, zu 100 % gasgesättigtem Wasser 

entstehen. Da wärmeres Wasser eine geringere Gaslöslichkeit hat als kaltes Wasser, ist das 

wärmere Wasser mit Gas übersättigt, das in der Folge langsam ausgasen wird. Auch technisch 

kann eine Gasübersättigung des Wassers hervorgerufen werden, indem zum Beispiel auf der 

Saugseite von Pumpen Luftblasen eingesaugt werden und diese dann unter Druck (z. B. nach 

einer Pumpe) im Wasser gelöst werden. Sinkt der Druck dann wieder, z. B. in einem 

Haltungsbecken, so ist das Wasser mit den gelösten Gasen übersättigt, die erst in Folge dann 

langsam wieder ausgasen. Die Erkrankung kann auch bei Versand während Flugtransporten 

auftreten, wenn z. B. der Druckausgleich im Flugzeug nicht funktioniert. 

 

 

Abb. 5: A: Gasblasenkrankheit beim Zebrabärbling in einer extremen Ausprägung mit 

makroskopisch sichtbarer Blasenbildung. B: Gasblasenbildung histologisch im 

retrobulbären Gewebe [Nach zebrafish.org. Quelle: Speare 2010] 
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Kohlendioxid-Vergiftung 

Mangelnde Pufferung in Kombination mit erhöhten CO2-Werten (> 20 ppm) führen zu einer 

Erniedrigung des pH-Wertes und Ansäuerung des Haltungswassers durch Entstehung von 

Kohlensäure (H2CO3). Betroffene Fische wirken desorientiert, vergleichbar mit der initialen 

Wirkung von Anästhetika. 

Schwermetall-Vergiftungen (z. B. mit Cu2+, Zn2+, Sn2+, Pb2+, As, Cr) 

Schwermetalle können unter Umständen aktiv über die Kiemen aus dem Wasser 

aufgenommen und im Gewebe angereichert werden. Sie können je nach Schwermetall zu 

einer Vielzahl von Problemen führen, z. B. zu verbogener Wirbelsäule, fehlenden oder 

aufgerollten Kiemendeckeln, verzögerten Schlupfraten, geringeren Überlebenschancen von 

Larven, Entwicklungsstörungen, Neurotoxizität, geringerem Wachstum und chronischen 

Entzündungen. Geringe Wasserhärten potenzieren die Giftigkeit von zweiwertigen 

Schwermetallen, da diese Magnesium und Calcium in biologischen Prozessen ersetzen. 

Messing und Rotgussbauteile, wie sie beispielsweise in Druckminderern und Messuhren 

verbaut werden, sind häufig eine Quelle für Schwermetallvergiftungen, v. a. wenn entsalztes 

Wasser (Reverse Osmose oder vollentsalzt) genutzt wird. Deshalb ist eine genaue Kenntnis 

der Infrastruktur-Installationen wichtig. Chrom findet sich häufig in industriell „decapsulated“ 

Artemien-Zysten aus China. 

Folgen zu geringer Wasserhärte 

Die Wasserhärte wird maßgeblich durch zweiwertige Ionen (Magnesium, Calcium etc.) 

definiert. Bei einer unzureichenden Wasserhärte kommt es zu einem Calciummangel mit den 

entsprechenden Problemen bei der Knochenbildung, der Osmoregulation, der Blutgerinnung 

und vielen weiteren physiologischen Prozessen, bei denen Calcium als second messenger 

genutzt wird. Darüber hinaus wird auch die Pufferkapazität des Wassers vermindert, was zu 

starken Schwankungen der Wasserparameter führen kann. Daher ist ein Mindestmaß an 

Wasserhärte zu berücksichtigen. 

Altersbedingte Veränderungen 

Zebrabärblinge zeigen wie Menschen im Lauf ihres Lebens eine Verkürzung der Telomere in 

zahlreichen Geweben (Carneiro, Castro und Ferreira 2016). Damit einhergehend sind häufig 

typische altersbedingte Veränderungen. Beispiele sind unter anderen durch 

Muskeldegeneration verursachte Wirbelsäulenverkrümmungen (Gerhard et al. 2002), 

zurückgehende Reproduktionsfähigkeit, häufigeres Auftreten von Tumoren und 

pathologischen Läsionen, höhere Anfälligkeit für Infektionen sowie Entzündungen der inneren 

Organe. 

Wann diese Alterserscheinung auftreten, ist stark vom jeweiligen Stamm abhängig (Gerhard 

et al. 2002). Außerhalb von “Seneszenz-Studien” sollten Zebrabärblinge aufgrund der oben 

beschriebenen, nachteiligen Veränderungen mit Eintreten von Alterserscheinungen aus der 

Experimentalhaltung entfernt werden (Kent et al. 2020). Unter Analogie zu § 28 TierSchVersV 

kann eine Tötung gerechtfertigt sein, wenn ein Weiterleben des Tieres nur unter mehr als 

geringfügigen Schmerzen, Leiden oder Schäden möglich ist. 
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