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1. Einleitung 

1.1 Historie 

In Deutschland traten in den letzten Jahrhunderten immer wieder Ausbrüche einer Krankheit 

beim Menschen auf, die in Zusammenhang mit dem Verzehr geräucherter Wurstwaren 

gebracht wurden (sog. "Wurstvergiftung“). Bei einem gut dokumentierten Ausbruch in 

Wildbad im Jahr 1793, der durch den Verzehr von einer Art Blutwurst verursacht wurde, 

erkrankten mehrere Landwirte tödlich (Kreyden et al., 2000). Die Zahl der gemeldeten Fälle 

von Wurstvergiftung, die später als Botulismus bezeichnet wurde, stieg in den folgenden 

Jahrzehnten rasch an und veranlasste den deutschen Amtsarzt Justinus Kerner (1786-

1862), eine groß angelegte medizinische Studie durchzuführen. Er sammelte Daten von 

Botulismus-Erkrankungen und konnte erstmals eine Kausalität zu dem Verzehr vergifteter 

Wurstwaren herstellen (Kerner, 1822). Aufgrund seiner Arbeiten in diesem Gebiet 

bezeichnete man Botulismus damals auch als Kerner’sche Erkrankung. Die Untersuchung 

eines Ausbruchs in Süddeutschland im Jahr 1895 lieferte grundlegende Informationen, aus 

denen ein Großteil unseres modernen Wissens über Botulismus resultiert. Nach Verzehr 

eines rohen, gesalzenen Schinkens erkrankten innerhalb der folgenden Tage 23 Menschen 

an einer zunehmend schweren, neuromuskulären Lähmung. Dieses Ereignis erregte die 

Aufmerksamkeit des belgischen Mikrobiologen Emile Pierre Marie van Ermengem (1851-

1922), Professor für Bakteriologie an der Universität Gent und Schüler von Robert Koch 

(1843-1910), der 1882 das Tuberkelbazillus entdeckte, und die Grundzüge der modernen 

Bakteriologie legte. Im Zuge seiner Untersuchungen konnte ein bis dato unbekanntes 

sporenbildendes, obligat anaerobes, Toxin-produzierendes Bakterium isoliert werden (van 

Ermengem, 1897), wodurch die Fettsäuren-Theorie von Kerner widerlegt wurde. Er benannte 

den Organismus aufgrund seiner erstmaligen Isolierung aus Wurst Bacillus botulinus 

(v. lat. „botulus“, dt. „Wurst“) und stellte fest, dass Extrakte des Schinkens für Versuchstiere 

giftig waren und eine paralytische Krankheit auslösten, die große Ähnlichkeit zu Botulismus 

beim Menschen aufwies. Der Organismus, der für einen Botulismusausbruch in Deutschland 

verantwortlich war, wurde durch Landman 1904 aus in Dosen verdorbenen weißen Bohnen 

isoliert (Landmann, 1904). Dieser produzierte ein Toxin mit sehr ähnlicher Wirkung wie der 

von van Ermengem isolierte Organismus, konnte jedoch nicht durch ein Antitoxin gegen van 

Ermengems Stamm neutralisiert werden. Daher musste davon ausgegangen werden, dass 

es mindestens zwei Arten bzw. Toxine von B. botulinus gab (Leuchs, 1910). Die beiden 

Typen erhielten die Bezeichnung - Typ A und Typ B - gemäß ihrer chronologischen 

Entdeckung erst später (Burke, 1919). Der erste Typ C Toxin-produzierende Stamm wurde 

1925 in den Vereinigten Staaten und Australien entdeckt und aus einer Goldfliegenlarve 

(Lucilia caesar), zur Familie der Schmeißfliegen (Calliphoridae) gehörig, isoliert (Bengston, 
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1922), wohingegen Typ D erstmals aus dem Kadaver einer Kuh isoliert wurde, die an einer 

Erkrankung mit Lähmungserscheinungen verstarb. Dieselbe Erkrankung galt als Ursache für 

den Tod zahlreicher Rinder in Südafrika (Robinson, 1929). Typ E wurde fast zur gleichen 

Zeit in Russland und in den Vereinigten Staaten bei Ausbrüchen von Botulismus isoliert, die 

mit dem Konsum von Fischereiprodukten assoziiert wurden (Gunnison et al., 1936). Typ F-

Toxin wurde von Moller und Scheibel (1960) entdeckt (Moller und Scheibel, 1960).  

Sie isolierten einen Organismus nach einem Ausbruch von Botulismus, der durch den 

Verzehr von hausgemachter Leberpastete verursacht wurde. Ein weiterer Toxintyp von 

C. botulinum, Typ G, wurde im Boden eines Maisfeldes in Argentinien gefunden (Giménez 

und Ciccarelli, 1970a). Der bis heute zuletzt isolierte Toxintyp von C. botulinum, Typ H, 

wurde aus einem Baby isoliert, welches an Säuglingsbotulismus erkrankt war (Barash und 

Arnon, 2014). 1949 konnte gezeigt werden, dass die Wirkung von Botulinumtoxin nicht, wie 

bisher angenommen, durch eine postsynaptische Blockade, sondern durch eine 

präsynaptische Hemmung der Acetylcholin-Ausschüttung bedingt ist (Burgen et al., 1949). 

Die Genus Bezeichnung „Clostridium“ (griechisch: „Spindelchen“) wurde 1880 durch 

Prazmowski etabliert (Prazmowski, 1880). Um das anaerobe, sporenbildende, stäbchen-

förmige Bakterium von den aeroben Sporenbildnern abzugrenzen, wurde von Bengston eine 

neue Terminologie vorgeschlagen, so dass der Erreger als Clostridium botulinum bezeichnet 

wurde (Bengston, 1924). Heute ist C. botulinum die taxonomische Sammelbezeichnung für 

alle bekannten Organismen, die Botulinum-Neurotoxine (BoNT) produzieren und dadurch die 

Fähigkeit aufweisen, Botulismus bei Mensch und Tier auszulösen (Prévot, 1953). 

1.2 Clostridia: Taxonomie und Eigenschaften 

Stämme der Klasse Clostridia, die ein breites Spektrum an obligat anaeroben, stäbchen-

förmigen, sporenbildenden, Gram-positiven Bakterienarten mit niedrigem GC-Gehalt enthält, 

kommen im Boden (Saprophyten), Wasser und verrottendem organischen Material 

(Destruenten) vor und sind ubiquitär in der Umwelt verbreitet. Unter der Vielzahl von Arten 

der Gattung Clostridium innerhalb der Familie Clostridiaceae produzieren einige Arten 

potente Neurotoxine und sind daher für neurologische Erkrankungen bei Mensch und Tier 

wie Tetanus (C. tetani), Gasbrand (C. perfringens) und Botulismus (C. botulinum) (Böhnel et 

al., 2001; Johnson und Bradshaw, 2001), verantwortlich. Die Clostridien-Neurotoxine (CNT) 

sind für Menschen die am stärksten toxischen Proteine und beinhalten Botulinum-Neuro-

toxine (BoNT) und das Tetanus-Neurotoxin (TeNT). Der Neurotropismus der CNT basiert auf 

der bevorzugten Bindung an Neuronen und der Aufnahme in diese, gefolgt von einer 

spezifischen Spaltung neuronaler SNARE (Soluble NSF Acceptor Protein Receptor) -

Proteine. Auf der anderen Seite sind viele Clostridien-Stämme aufgrund ihrer großen Stoff-

wechselvielfalt (z.B. vielfältige Gärungsformen) in der biotechnologischen Industrie wichtige 

Produzenten von Lösungsmitteln wie Aceton, Ethanol und Butanol (Dürre, 2008; Jang et al., 
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2012) oder Methan und Biogas (Andreesen et al., 1989). Ein gemeinsames Merkmal der 

Clostridien ist die Fähigkeit, bei schlechten Umweltbedingungen, wie z.B. einer reduzierten 

Nährstoffversorgung, oder sobald für das Wachstum andere limitierende Faktoren auftreten, 

extrem widerstandsfähige Endosporen zu bilden (Smith und Sugiyama, 1988). 

Die Art Clostridium botulinum ist äußerst heterogen; sie besteht aus Stämmen und 

Untergruppen mit verschiedenen biochemischen Eigenschaften. Die Zellen sind gerade bis 

leicht gebogene Stäbchen von 2 - 10 µm Länge und einem Durchmesser von 0,5 - 1 µm 

(Montecucco et al., 2006). Die Zellen sind aufgrund peritricher Geißeln mobil und treten 

einzeln oder in Paaren bzw. kurzen Ketten auf. Obwohl es sich bei C. botulinum um eine 

obligat anaerobe Bakterienart handelt, ist diese, verglichen mit anderen Vertretern der 

Clostridiaceae, relativ tolerant hinsichtlich Luftsauerstoff. Die Zellwand von C. botulinum hat 

einen für Gram-positive Bakterien typischen Aufbau. Die Zellen können sich jedoch nach 

Übergang in die vegetative Wachstumsphase Gram-variabel verhalten. Oberflächlich 

lokalisierte Proteine können als Bestandteile der Zellwand oder als Komponenten von 

Oberflächenstrukturen oder Anhängseln der Zelle, wie Flagellen und Fimbrien, vorkommen 

und zur Pathogenese beitragen. Zellwandproteine wirken als Immunogene; dies führt bei 

einer Infektion zur Auslösung einer Immunantwort. 

Die Sporen von C. botulinum zählen zu den widerstandsfähigsten aller bekannten 

Überdauerungsformen, die z.B. mehr als 30 Jahre in Böden persistieren können (Hofer und 

Davis, 1972). Sie weisen eine extrem hohe Widerstandsfähigkeit gegenüber Hitze und Kälte, 

Trockenheit, verschiedenen Arten von Strahlung (UV-Strahlung, radioaktive Strahlung), 

chemischen Substanzen (Natriumhydroxid, Ameisensäure, Phenole, organische Lösungs-

mittel, Alkohole (Smith und Sugiyama, 1988)), Enzymen (Lysozym) und extremen pH-Werten 

auf. Diese Widerstandskraft beruht auf der Ausbildung einer mehrschichtigen Zellwand bzw. 

innerer und äußerer Sporenhüllschichten, der Einlagerung von Calciumdipicolinat und einem 

relativ geringen Wassergehalt, sowie metabolischer Inaktivität. Die im Protoplasten 

enthaltene DNS wird von der zytoplasmatischen Membran und einer kortikalen Membran, 

welche primär aus Peptidoglycan besteht und 2,6-Diaminopimelinsäure enthält, umgeben 

und durch sog. SASP (small acid soluble proteins) geschützt. Die Sporen aller C. botulinum-

Stämme sind subterminal lokalisiert, wobei sie in ihrer Morphologie variieren und je nach 

Stamm gelegentlich dicker als die Mutterzelle sind und daher das vegetative Sporangium 

z.T. deutlich anschwellen lassen. Die Transformation der ruhenden Sporen in multiplikations-

fähige vegetative Zellen verläuft unter geeigneten Wachstumsbedingungen in drei Stufen. 

Der erste Schritt ist die Aktivierung, wodurch die Keimung induziert wird. Die zweite Stufe 

beinhaltet degenerative Änderungen, wodurch die Sporen ihre Hitze- und Strahlungs-

widerstandsfähigkeit verlieren. Die dritte Stufe ist durch die Synthese von Zellkomponenten 

gekennzeichnet, wodurch vegetative Zellen entstehen. 
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Diversität (16S-rRNS und DNS-Hybridisierungen) haben gezeigt, dass verschiedene 

Entwicklungslinien innerhalb des C. botulinum-Komplexes existieren, die durch genetisch 

unterscheidbare Cluster repräsentiert werden und die Organismen anhand ihrer 

physiologischen Eigenschaften vier phänotypischen Gruppen (I bis IV) zugeordnet werden 

können (Hutson et al., 1993; Collins und East, 1998) [Tabelle 1.1]. Innerhalb der Gruppen 

sind die Stämme untereinander, unabhängig vom Toxintyp (Böhnel und Seifert, 1995), 

entsprechend ihrer phänotypischen Eigenschaften, DNS/DNS-Homologie und 16S-rRNS-

Sequenz eng miteinander verwandt und bilden jeweils einen eigenen phylogenetischen 

Zweig im taxonomischen Stammbaum. Die optimale Wachstumstemperatur, sowie der 

optimale pH-Wert für das Wachstum, sind abhängig von der jeweiligen Gruppe [1.2]. 
 

Tabelle 1.1:  Vier phänotypische Gruppen (I bis IV) von C. botulinum. 
 (Collins und East, 1998; Smith und Sugiyama, 1988). 
 

Gruppe I II III IV 

Toxintyp 
Typ A und 

proteolytische Typ B 
und F-Stämme 

Typ E und 
saccharolytische Typ B 

und F-Stämme 

Typ C und D-
Stämme 

Typ G- 
Stämme 

Wachstumsoptimum 35°C – 40°C 18°C – 25°C 40°C 37°C 

Minimale 
Wachstumstemperatur 

10°C 3°C 15°C n.b. 

Hitzeresistenz der 
Sporen 

112°C 80°C 104°C 104°C 

 
Die Gruppe I beinhaltet nur proteolytische Stämme und umfasst alle Stämme des Typ A, 

proteolytische Stämme des Typ B und Typ F [Tabelle 1.1] und die der dualen Toxintypen AB, 

Ab, Af und Bf (Hutson et al., 1996; Barash und Arnon, 2004). Toxigene C. butyricum und 

C. baratii-Stämme sind genetisch und phänotypisch mit Stämmen der Gruppe I verwandt 

(Popoff, 1995). Im Fall der dualen Toxintyp-Stämme werden zwei Neurotoxine in der Regel 

in unterschiedlichen Anteilen produziert (Schreibweise aB, Ab; Großbuchstabe = 

mengenmäßig primär gebildeter BoNT-Typ). Die vegetativen Zellen der Gruppe I sind 

mesophil und somit in der Lage, in einem Temperaturbereich von 10°C bis 48°C zu wachsen 

(Smith und Sugiyama, 1988). Ihre Sporen haben eine hohe Hitzebeständigkeit mit bis zu 

112°C (Scott und Bernard, 1982). Die optimale Wachstumstemperatur liegt bei ca. 37°C.  

Der optimale pH-Wert beträgt 6,8 bis 7,0, wobei unter bestimmten Bedingungen ein 

Wachstum bis zu einem pH-Wert von 4,3 auftreten kann. Des Weiteren besteht eine 

ausgeprägte DNS-Homologie zu dem atoxischen C. sporogenes-Stamm. Eine Abgrenzung 

aufgrund von metabolischen oder biochemischen Parametern ist daher unmöglich (Kiritani et 

al., 1973; Cato, 1986). Stämme der Gruppe I weisen ein Genom mit ca. 4 Mb (Lin und 

Johnson, 1995) auf und bilden sowohl Fermentationsprodukte wie Essigsäure und 

Buttersäure, als auch Isobutter- und Isovaleriansäure und mehrere Alkohole. 
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In Gruppe II finden sich die hauptsächlich Kohlenhydrat-verwertenden Stämme des Typ E 

und nicht-proteolytische (saccharolytische) Stämme von Typ B und Typ F [Tabelle 1.1].  

Die vegetativen Zellen aller Organismen dieser Gruppe zeigen eine psychrotrophe Natur mit 

hoher Kältetoleranz und sind in der Lage, bei Temperaturen bis zu 3°C zu wachsen (Eklund 

et al., 1967). Sporen der Gruppe II haben eine moderate Hitzebeständigkeit bis zu 80°C 

(Lindström et al. 2003). Ihre optimale Wachstumstemperatur liegt bei etwa 18°C bis 25°C. 

Der limitierende pH-Wert ist von vielerlei Faktoren abhängig. Der niedrigste pH-Wert, der 

einen Übergang von Sporen in die vegetative Wachstumsphase von Typ E-Sporen erlaubt, 

ist pH 6,2 bei 5°C bzw. pH 5,4 bei einer Inkubationstemperatur von 16°C (Emodi und 

Lechowich, 1969). Auch die limitierende Salzkonzentration ist temperaturabhängig und liegt 

im Bereich von 3% NaCl (aw-Wert: 0,985) bei 5°C bis 5% NaCl (aw-Wert: 0,975) bei 16°C. 

Organismen der Gruppe II sind widerstandfähiger bezüglich Natriumchlorid als Organismen 

der Gruppen I und III. Wie bei Gruppe I liegt die Genomgröße der Organismen der Gruppe II 

bei ca. 4 Mb (Hielm et al., 1998a). Verglichen mit Gruppe I ist die genetische Vielfalt der 

Gruppe II, vor allem bei C. botulinum Typ E, größer (Hielm et al., 1998a; Keto-Timonen et al., 

2005; Kirkwood et al., 2006; Leclair et al., 2006). Die Tatsache, dass viele Clostridium Isolate 

ein oder mehrere Plasmide enthalten, erhöht die Biodiversität (Strom et al., 1984; Hielm et 

al., 1998). Im Gegensatz zur Gruppe I zeigt Gruppe II konsequent drei große Cluster (Hielm 

et al., 1998; Leclair et al., 2006; Hill et al., 2007). Im Allgemeinen bestehen zwei dieser 

Cluster alleine aus Typ E und das dritte Cluster enthält Typ B- und Typ F-Stämme, was 

darauf hindeutet, dass die drei Cluster genetisch unterschiedliche Linien repräsentieren  

(Hill et al., 2007). 

Gruppe III besteht aus nicht- oder schwach proteolytischen Stämmen der Toxintypen C  

und D. Die optimale Wachstumstemperatur beträgt etwa 40°C und liegt somit leicht höher als 

die der Stämme anderer C. botulinum-Gruppen. Die meisten Stämme wachsen gut bei 37°C 

bis 45°C, schlecht bei 25°C und kaum noch bei 15°C. Bei 10°C findet auch nach langer 

Inkubation kein Wachstum statt (Segner et al., 1971a; Segner und Schmidt, 1971; Segner et 

al., 1971b). Das frühe Wachstum in Nährlösung ist gleichmäßig, gefolgt von der Bildung 

eines Sediments oder von Zelllyse. Die limitierende Salzkonzentration variiert über einen 

weiten Bereich in Abhängigkeit von Faktoren, wie pH-Wert und Temperatur, wobei 10% NaCl 

das Wachstum der meisten Stämme hemmt. Eine Ausnahme stellen marine Stämme dar, für 

die die limitierende Salzkonzentration höher ist. Gruppe III Sporen haben eine Hitze-

beständigkeit bis zu 104°C. Die Typ C und D-Toxine sind hinsichtlich ihrer Antigene 

verwandt [1.5]. Kolonien zeigen auf festen Nährmedien eine kreisförmige Form mit leicht 

unregelmäßigen Rändern, die durchscheinend bis grau-weiß gefärbt auftreten.  

Die wichtigsten Gärungsprodukte der Gruppe III Organismen sind Propionsäure und 

Buttersäure mit geringeren Mengen an Essigsäure, Valerian- und Bernsteinsäure.  
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Gelatine wird verflüssigt, Fleisch und Milch wird von einigen Stämmen langsam abgebaut. 

Stämme vom Typ C und D sind sich physiologisch sehr ähnlich. Ein Typ kann in den 

anderen über nicht-Toxin-produzierende Serotypen transformiert werden [1.5]. 

Die Gruppe IV besteht aus Stämmen, die langsam proteolytisch sind, wobei sie zwei- bis 

viermal so lange wie Typ A-Stämme benötigen, um geronnenes Serum, Eiweiß oder Fleisch 

zu verdauen. Sie sind nicht-saccharolytisch und das Enzym Lipase fehlt ihnen (Solomon et 

al., 1985). Das einzige produzierte Toxin der Stämme dieser Gruppe, in der 7 Vertreter 

beschrieben sind, ist Typ G. Die optimale Wachstumstemperatur beträgt 37°C, obwohl 

Kulturen bei Temperaturen von 25°C und 45°C wachsen können (Collins und East, 1998). 

Stämme des Typ G werden ab 6,5% NaCl gehemmt. Diese Gruppe, zu der auch nicht-

toxigene Stämme von C. subterminale und C. hastiforme zählen, unterscheidet sich 

metabolisch von den anderen Gruppen. Wegen der phänotypisch und genetisch verschieden 

ausgeprägten Eigenschaften wurden die Stämme der Gruppe IV einer anderen Art 

zugeordnet und in der Artbezeichnung C. argentinense zusammengefasst (Suen et al., 

1988a; Suen et al., 1988b). 

1.4 Vorkommen und Ökologie von C. botulinum 

Clostridium botulinum ist ubiquitär verbreitet; vor allem die für lange Zeit in der Umwelt 

überdauernden Sporen können weltweit nachgewiesen werden. Das Vorkommen der 

verschiedenen physiologischen Gruppen [1.3] von C. botulinum hängt weitgehend von 

Temperatur, Wasseraktivität (aw-Wert), pH-Wert und Nährstoffversorgung ab. Gruppe I  

und II-Stämme stellen unterschiedliche Ansprüche an deren Umwelt. Durch den heutzutage 

globalen Tier-, Reise- und Warenverkehr wird eine weltweite Verbreitung begünstigt (Böhnel 

und Seifert, 1995). Clostridium botulinum-Stämme der Gruppe I dominieren in wärmeren 

Regionen der Welt, wohingegen Gruppe II-Organismen überwiegend in Gebieten mit einem 

milden Klima in der nördlichen Hemisphäre auftreten. Gruppe I zeigt generell eine hohe 

Prävalenz in Böden, Sedimenten im Landesinneren und ehemaligen Viehgründen, die sich 

durch relativ geringen Niederschlag (niedriger aw-Wert) und durch ein warmes Klima 

auszeichnen (Smith und Moryson, 1975; Chulkova et al., 1976; Hauschild und Dodds, 1993; 

Lindström et al., 2001). Darüber hinaus scheinen Insekten eine wichtige Rolle in der 

Epidemiologie der Gruppe I zu spielen. So werden Gruppe I-Stämme häufig in Bienen, 

Bienenstöcken und auch in Honig nachgewiesen (Nevas et al., 2005; Nevas et al., 2006). 

Eine besonders hohe Inzidenz von Gruppe I Typ B-Stämmen wurde in Ländern festgestellt, 

in denen ein gängiger Infektionsweg verdorbenes Fleisch darstellt (Hauschild und Dodds, 

1993). 
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Das natürliche Auftreten der Gruppe II-Stämme, Typ E im Besonderen, scheint eng mit der 

aquatischen Umwelt mit einem hohen aw-Wert assoziiert zu sein (Hauschild und Dodds, 

1993). Typ E-Stämme können oft aus Proben aquatischer Herkunft isoliert werden, wie aus 

Wasser und Sedimenten von Süßwasserseen und Bächen (Eklund et al., 1966; Eklund und 

Poysky, 1966), sowie aus Wasser der Nord- und Ostsee (Hielm et al., 1998). Häufig kommt 

C. botulinum, vor allem Typ E, in Fischereiprodukten wie Süß- (Hielm et al., 1998) und 

Salzwasserfischen (Hyytiä et al., 1999) und Krustentieren vor. Aus Süßwassersedimenten 

stammend, werden die Organismen und deren Sporen über Flüsse bis ins Meer gespült 

(Johannsen, 1963). Die Isolierung eines identischen Typ E-Genotypen aus verschiedenen 

aquatischen Standorten (Hielm et al., 1998) zeigt, dass Vertreter der Gruppe II große 

Entfernungen zusammen mit Bodenwasser zurücklegen (Huss, 1980). Typ E-Stämme 

zeigen die Tendenz, am besten in relativ kühlen Regionen zu wachsen. Typ F-Stämme 

wurden aus marinen Sedimenten (Eklund et al., 1966; Eklund und Poysky, 1966) isoliert. 

Das wichtigste Reservoir der Gruppe III, Typ C und D-Stämme, sind Sedimente oder Böden, 

die in Kontakt mit Wasser stehen und von denen aus die Sporen in den Gastrointestinaltrakt 

von Tieren übertragen werden. Typ C-Stämme haben als einen ihrer wichtigsten 

Lebensräume den Schlamm von Seen und Flüssen (Serikawa et al., 1977) und sind weltweit 

in der Umwelt verbreitet (Ohishi et al., 1979). Es scheint möglich, dass Organismen der 

Gruppe III, ähnlich wie Typ E, in marinen Sedimenten auftreten, jedoch ursprünglich aus 

Süßwasserbächen stammen. Die niedrigeren Temperaturen im Winter hemmen das 

Wachstum der Typ C-Stämme, wodurch der Einfluss der Umgebungstemperatur auf das 

Auftreten deutlich wird (Marion et al., 1983). Typ D-Stämme konnten in nächster Nähe zu 

einer aquatischen Umwelt auch in Boden, Schlamm, Sand und Wasserproben von 

Küstengebieten und Sedimenten, insbesondere solche aus den wärmeren Teilen der Welt, 

gefunden werden. Vertreter der Gruppe III sind oft obligate Darmbakterien von vielen 

Säugetier- und Vogelarten und stellen einen Teil der Darmflora im Gastrointestinaltrakt dar 

(Lindström et al., 2001) [1.6.1]. Aas ermöglicht die Übertragung der Sporen auf andere Tiere, 

Pflanzen und die Umwelt. 

Zwei Stämme der Gruppe IV (Typ G), darunter der erste beschriebene Stamm, wurden aus 

Bodenproben in Argentinien (Giménez und Ciccarelli, 1970b) isoliert. Fünf Stämme wurden 

in der Schweiz bei einer Autopsie von Patienten isoliert (Sonnabend et al., 1981; Sonnabend 

et al., 1987). 
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1.5 Toxine von C. botulinum 

Neben den BoNT werden weitere Proteine beschrieben, die z.T. auch als Toxine bezeichnet 

werden können (Bonventre et al., 1967). Dazu gehören das von C und D-Stämmen gebildete 

C2-Toxin (Ohishi und Tsuyama, 1986; Ohishi, 1987) und das ebenfalls bei BoNT C 

vorkommende C3-Toxin (Aktories et al., 1987). Die BoNT, sowie C2- und C3-Toxin stellen 

Exoenzyme dar, die sezerniert werden. Sonstige Proteine mit Enzymcharakter, wie 

Proteinasen, Lipasen, Desoxyribonukleasen, Esterasen und Thiaminasen und auch Proteine 

mit toxischen Eigenschaften, wie Autolysin und Hämolysin, konnten nachgewiesen werden 

(Popoff und Bouvet, 2009). 

Das binäre, als Porenbildner geltende (Böhnel und Gessler, 2005) C2-Toxin (Simpson, 

1984) wirkt auf nicht-neuronale Zellen zytotoxisch und verursacht zwar keine Lähmungen 

aufgrund neuromuskulärer Blockade, kann jedoch für Mäuse, Enten und Gänse aufgrund 

einer fatalen Hypotonie mit verbundener Hypovolämie, beispielsweise durch Blutungen in der 

Lunge, tödlich sein (Simpson, 1982). 

Weder der physiologische Grund der Toxinbildung noch die auslösenden Umweltsignale sind 

bisher, abgesehen von der Stoffwechselbeeinflussung durch Phagen, bekannt (Böhnel und 

Seifert, 1995). 

BoNT 

Basierend auf den serologischen Eigenschaften können die produzierten Neurotoxine durch 

Antikörper (monoklonale Antiseren, Maus-Bioassay, Standard-Referenzmethode für die 

Analyse von BoNT) neutralisiert werden (Smith und Sugiyama, 1988) und traditionell in acht 

Typen (BoNT A – BoNT H) unterschieden werden (Collins und East, 1998) [Tabelle 1.2]. 

Diese lassen sich wiederum aufgrund ihrer immunologischen Eigenschaften in verschiedene 

Subtypen unterteilen. In der Gruppe III können Mosaik-Toxin-Gene (bont C-D, D-C) 

vorkommen, die von den klassischen Toxintypen der C und D-Stämme unterschieden 

werden. Die Toxin-Chimären bont C-D bzw. D-C besitzen ein Toxin-Gen-Cluster, das eine 

Mischung eines typischen bont C und bont D Toxin-Gen-Clusters darstellt. Ein bont C-D 

Toxin-Gen besteht am 5´-Ende der AS-Sequenz aus einem Abschnitt eines bont C Toxin-

Gens und am 3`-Ende aus einem bont D Toxin-Gen und umgekehrt für bont D-C Toxin-Gene 

(Woudstra et al., 2012). C und D-Toxine sind oft bezüglich ihrer Antigene identisch, wodurch 

monoklonale Antikörper beide Toxine neutralisieren. C und D-Toxine scheinen ein Spektrum 

von Antigenen zu besitzen, dessen Extreme durch die serologisch unterschiedlichen 

Toxintypen repräsentiert werden. 
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Tabelle 1.2: Toxintypen und Quellen (Collins und East, 1998). 
 

Toxintyp Hauptsächlich pathogen für Quelle und Vehikel 

A Mensch, Hühner Konserven: Gemüse, Obst, Fleisch, Fisch 

B Mensch, Pferde, Rinder 
verarbeitete Gerichte, besonders 
Schweinefleischprodukte 

C Wasservögel verrottende Vegetation alkalischer Sümpfe, 
Wirbellose 

D Rinder Aas, Gastrointestinaltrakt 

E Mensch, Fische, Wasservögel Meeres- und andere Fischereiprodukte 

F Mensch Fleischprodukte 

G n.b. Boden 

H n.b. n.b. 

 

In der Regel bilden die einzelnen Serovare ihren jeweiligen spezifischen Neurotoxintyp, 

wobei auch Stämme gefunden wurden, die zwei verschiedene Toxine gleichzeitig 

produzieren [1.3] (Hatheway und McCroskey, 1987; Collins und East, 1998), sowie andere, 

die nur einen Toxintyp produzieren, jedoch ein „stilles“, nicht aktives Gen für ein anderes 

Toxin tragen (Kirma et al., 2004). Die verschiedenen Botulinum-Neurotoxintypen werden als 

pharmakologisch ähnliche Giftstoffe definiert, die auf cholinerge Rezeptoren der 

Nervenenden wirken. 

BoNT ist Teil eines Komplexes. Die Neurotoxin-Gene (bont) und die Gene, die für assoziierte 

nicht-toxische Proteine (antp) kodieren, sind in unmittelbarer Nachbarschaft in einem DNS-

Segment gruppiert und bilden den sogenannten Botulinum-Neurotoxin-Lokus. 

Ein Sequenzvergleich der Neurotoxin-Gene deutet darauf hin, dass sich die bont-Gene in 

verschiedenen genetischen Hintergründen getrennt voneinander entwickelt haben (Hill et al., 

2007). Die genetische Vielfalt der BoNT spiegelt auch eine unterschiedliche geographische 

Verbreitung der Stämme [1.4] wider. 

Die verschiedenen BoNT gelten als die am stärksten toxischen aller bekannten biologischen 

Substanzen (Lamanna, 1959) mit einer intraperitonealen tödlichen Dosis von BoNT A mit 

1ng/kg Körpergewicht für den Menschen, wobei nicht alle Tierarten in gleichem Maße auf die 

Wirkung eines spezifischen Toxins reagieren (van Ermengem, 1897). Die Toxizität wird 

generell entweder als LD50 (mittlere letale Dosis, die bei 50% der Versuchstiere zum Tod 

führt) oder als MLD (minimale letale Dosis, die für ein Versuchstier tödlich ist) angegeben. 

BoNT können durch Erhitzung auf 85°C für 5 min in ihrer Wirkung inhibiert werden (Arnon et 

al., 2001), jedoch nicht nach oraler Aufnahme durch Verdauungsenzyme. 

Die Neurotoxin-Synthese ist ein stark regulierter Prozess und die Expression von Botulinum-

Neurotoxin-Lokus-Genen findet während des vegetativen Wachstums in der späten 

exponentiellen Phase bzw. während des Übergangs von der exponentiellen in die stationäre 
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Wachstumsphase (maximales Level) statt (Lövenklev et al., 2004a; Lövenklev et al., 2004b; 

Couesnon et al., 2006). Die höchste Toxin-Konzentration wird nach 24 h (12 h nach der 

maximalen Genexpression) beobachtet und ist für einen Zeitraum von mindestens 5 Tagen 

konstant (Couesnon et al., 2006). 

Molekülstruktur der BoNT 

Botulinum-Neurotoxine sind Zink-abhängige Metalloproteasen (Schiavo et al., 1992), die 

zunächst als Vorläuferproteine synthetisiert werden (Krysinski und Sugiyama, 1981).  

Das Toxin erlangt seine charakteristische hohe Toxizität erst außerhalb des Bakteriums, 

nachdem es, je nach Enzymausstattung, entweder durch eigene Proteasen (proteolytische 

Stämme) (Hobbs, 1976; Dekleva und DasGupta, 1989) oder durch exogene Proteasen 

(Verdauungsenzyme nach oraler Aufnahme) (Ohishi und Sakaguchi, 1979) oder durch 

proteolytische Enzyme anderer Mikroorganismen (Sakaguchi und Tohyama, 1955; 

Sakaguchi und Sakaguchi, 1959) eine proteolytische Spaltung (nicking) durchlaufen hat 

(Ohishi und Sakaguchi, 1979; Lacy et al., 1998). Sowohl die Molekülstruktur als auch die 

Kristallstruktur des Botulinum-Neurotoxins, sowie die endogenen Änderungen des 

Vorläufertoxins, werden schematisch u.a. von Lacy et al. (1998) dargestellt (Lacy et al., 

1998). Die Molekülstruktur aller BoNT-Typen ist untereinander vergleichbar, wobei sich das 

Molekulargewicht unterscheidet, jedoch generell mit 150 kDa (Binz et al., 1990) angegeben 

wird. Isolierte Toxine sind jedoch mindestens doppelt so groß (300 kDa), da das Toxin-

Molekül innerhalb eines hoch stabilen Vorläufer-Toxin-Komplexes sezerniert wird, der 

zusätzlich zum Neurotoxin, je nach Serotyp bzw. Subtyp, mehrere atoxische Neurotoxin-

assoziierte Proteine (NAP) und assoziierte nicht-toxische Proteine (ANTP) von etwa der 

Größe des Toxins enthält (Collins und East, 1998). 

Pharmakologie der BoNT 

Die aufgenommenen oder direkt in vivo synthetisierten [1.6] Neurotoxine werden aus dem 

Darm über die Schleimhaut, ohne Veränderung der Epithelzellen, durch Transzytose 

resorbiert (Sakaguchi, 1982; Couesnon et al., 2008) und via Körperflüssigkeiten (Blut und / 

oder Lymphe) (Rossetto et al., 2001) zur Zielzelle transportiert. Die Wirkung der BoNT tritt 

hauptsächlich an peripheren, cholinergen, neuromuskulären, motorischen Nervenendungen 

auf (Gessler et al., 2005), an denen die Membranfusionsprozesse gehemmt werden und 

daher die Exozytose des Neurotransmitters Acetylcholin zum Erliegen kommt bzw. die durch 

Nervenimpulse normalerweise freigegebene Menge von Acetylcholin progressiv abnimmt. 

Wird ein Schwellwert unterschritten, so wird bei Mensch und Tier die charakteristische 

schlaffe Lähmung der postsynaptischen Muskeln als klassisches Symptom von Botulismus 

[1.6] hervorgerufen. 
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Die Wirkungsweise der BoNT besteht aus einer Abfolge von vier Schritten: Bindung des 

Toxins (Ligand) an einen Rezeptor, Internalisierung, Translokation und intrazelluläre Aktivität 

(Simpson, 2004). BoNT bindet an spezifische Rezeptoren auf nicht-myelinisierten Bereichen 

der präsynaptischen Membran cholinerger Nervenenden. Anschließend findet eine 

Internalisierung des rezeptorgebundenen Toxins über rezeptorvermittelte Endozytose in die 

Nervenzelle statt (Rossetto et al., 2001; Turton et al., 2002). Das ins Zytosol translozierte 

Toxin (Hoch et al., 1985) spaltet spezifisch innerhalb der neuromuskulären Synapse an 

spezifischen Bindungsstellen unterschiedliche Proteine des SNARE-Komplexes (VAMP, 

SNAP25 und Syntaxin) im nicht-assemblierten Zustand (Singh, 2000), der an 

Fusionsprozessen der Acetylcholinvesikel mit der präsynaptischen Membran beteiligt ist 

(Montecucco und Schiavo, 1994). Dadurch wird die freigesetzte Menge des Neuro-

transmitters Acetylcholin (Wonnacott et al., 1978) reduziert bzw. die Freisetzung komplett 

unterbunden (Pellegrini et al., 1995). Der molekulare Mechanismus der Toxinwirkung von 

BoNT wird u.a. von Simpson (2004) bzw. Brüggemann und Gottschalk (2009) dargestellt. 

BoNT werden hinsichtlich ihrer Substratspezifität als die höchst selektiven Proteasen 

betrachtet (Arndt et al., 2006). Alle BoNT verursachen eine Blockade der erregenden 

Nervenreizweiterleitung, die jedoch in ihrer Intensität und Dauer je nach Neurotoxintyp 

variiert (Meunier et al., 2002). 

Genetische Lokalisierung der Neurotoxin-Gene 

Der Botulinum-Neurotoxin-Lokus ist, abhängig vom jeweiligen Stamm, im Genom auf 

verschiedenen genetischen Elementen lokalisiert. Er kann chromosomal-, Plasmid- oder 

durch Bakteriophagen kodiert vorliegen. In der C. botulinum-Gruppe I und II sind die Toxin-

Gene der Typen A, B, E und F im bakteriellen Chromosom lokalisiert (Binz et al., 1990; 

Thompson et al., 1990; Sebaihia et al., 2007). Das bont G-Toxin-Gen von C. argentinense 

(Gruppe IV) liegt auf einem 76 MDa großen Plasmid lokalisiert (Eklund et al., 1988; Zhou et 

al., 1995). Die Toxin-Gene der Typ C und D-Stämme werden durch Bakteriophagen kodiert 

(Eklund und Poysky, 1974; Poulain et al., 1996; Skarin et al., 2011), wodurch das 

Toxinbildungsvermögen der Gruppe III von deren Anwesenheit abhängig ist. Zwischen 

diesen Phagen und C. botulinum besteht eine pseudolysogene Beziehung (instabile 

Lysogenie, Pseudolysogenie). Abhängig vom Stamm und den jeweiligen Wachstums-

bedingungen wird ein Teil der Zellen lysiert und freigesetzte Bakteriophagen können 

wiederum andere Zellen infizieren. Solche Lysogenie- und Reinfektionszyklen treten in der 

Umwelt (Boden, Darmtrakt von Tieren) auf (Eklund und Poysky, 1974) und sind für die 

Isolierung von nicht-toxigenen oder nur schwach-toxigenen Phänotypen verantwortlich. 

Typ C bzw. D-Stämme der Gruppe III konnten durch gezielte Behandlung mittels 

Acridinorange oder UV-Licht von ihren Phagen befreit werden (curing) und die erhaltenen 

atoxischen Stämme konnten mit Phagen, die aus toxigenen C. botulinum C oder D-Stämmen 
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isoliert worden waren, infiziert (Reinfektion) und in die jeweils andere Art umgewandelt 

werden (Inoue und Iida, 1971; Eklund und Poysky, 1972; Eklund und Poysky, 1974).  

Der Verlust der toxigenen Bakteriophagen verändert die biochemischen Eigenschaften der 

Stämme der Typen C und D nicht (Oguma et al., 1986). 

1.6 Botulismus 

Botulismus ist eine weltweit, sowohl beim Menschen als auch bei vielen Säugetier- und 

Vogelarten, auftretende Erkrankung, die durch BoNT verursacht wird und generell tödlich 

verläuft, wenn sie nicht behandelt wird. BoNT blockieren die Transmitter-(Acetylcholin)-

Ausschüttung in Motoneuronen und deren autonomen, cholinergen Synapsen [1.5], wodurch 

eine charakteristische, paralytische Lähmung der postsynaptischen Muskulatur hervor-

gerufen wird. Die Art C. botulinum wird in vier physiologische Gruppen (I-IV) unterteilt [1.3]. 

Organismen der Gruppen I und II verursachen Botulismus beim Menschen und Organismen 

der Gruppe III bei Tieren. Gruppe IV (Typ G) konnte nur in äußerst wenigen Fällen mit 

menschlichen Botulismus in Verbindung gebracht werden (Sonnabend et al., 1981). 

Clostridium botulinum Typ C und D, sowie deren Mosaik-Varianten C-D und D-C werden in 

der Regel mit Vogel- und Säugetierbotulismus in Verbindung gebracht. Clostridium botulinum 

wird in klinischen Proben, kontaminierten Lebensmitteln und Kulturen im Labor durch den 

Nachweis des Neurotoxins unter Verwendung eines „Maus-Bioassays“ und / oder „in vitro-

assays“ nachgewiesen. 

1.6.1 Botulismus bei Tieren 

Obwohl viele Tiere für die verschiedenen Botulinumtoxine anfällig sind, werden die meisten 

Fälle von Botulismus bei Säugetieren und Vögeln durch Organismen der Gruppe III 

verursacht. Für Geflügel wie Enten, Gänse und Hühner ist v.a. Typ C, für Tiere wie Pferde, 

Rinder, Schafe, Hunde, Rehe, Nerze u.v.m. ist besonders Typ D pathogen. Je nach 

aufgenommener Toxinmenge ist die Inkubationszeit variabel. Botulismus bei Tieren kann als 

Intoxikation, Infektion und Toxikoinfektion (Swerczek, 1980a; 1980b) auftreten, wobei es 

Misch- und Übergangsformen gibt. Neben der typischen Intoxikation sind weitere 

Krankheitsbilder beschrieben, wie ein die Eingeweide betreffender Botulismus („viszeraler 

Botulismus“) beim Rind (Böhnel et al., 2001; 2005; Krüger et al., 2012). Botulismus tritt bei 

Pferden weltweit meist sporadisch auf (Galey, 2001). Typ C und D sind am häufigsten die 

Verursacher, obwohl Pferde auch sehr empfindlich auf Typ B-Toxin reagieren. Bei Fohlen ist 

eine Erkrankung namens shaker foal syndrome (Swerczek, 1980a; 1980b) bekannt, die als 

Toxikoinfektion eine weitere Form von Botulismus darstellt. Hunde scheinen besonders 

anfällig für Typ C-Toxin zu sein, da diese Art bei fast jedem Ausbruch zu finden ist 

(Richmond et al., 1978). Da Aasfresser (Truthahngeier, Krähen, Kojoten und Bären) 

aufgrund ihrer Ernährungsweise dem Toxin oft ausgesetzt sind, werden in ihren Seren oft 
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hämagglutinierende Antikörper gegen C. botulinum-Toxine gefunden (Ohishi et al., 1979). 

Ausbrüche von Botulismus bei Füchsen und Löwen (Greenwood, 1985) wurden beschrieben. 

Botulismus bei Fischen zieht ernsthafte wirtschaftliche Konsequenzen durch hohe Verluste 

für kommerzielle Betreiber von Regenbogenforellen nach sich (Eklund et al., 1967; Huss und 

Eskildsen, 1974). Fische sind extrem anfällig für Typ E-Toxin. Vogelbotulismus, generell 

durch mit der Nahrung aufgenommenes Typ C-Toxin verursacht, tritt in fast jeder Vogelart in 

allen Teilen der Welt auf (Wobeser, 1997). 

Ursachen der Krankheitsentstehung 

Botulismus tritt weltweit oft als Folge einer sog. Grünfuttervergiftung durch den Verzehr 

von Futter wie Heu bzw. Silage auf (klassische Verlaufsform), das z.B. kontaminierten 

Hühnermist (Payne et al., 2011) oder aufgrund der Verwesung von Tierkadavern Toxin 

enthält (Tokarnia et al., 2002). Die Toxinquelle sind oft mit C. botulinum kontaminierte kleine 

Tiere wie Hasen, Vögel oder Katzen, die beispielsweise bei der Heuernte getötet und 

versehentlich in das Futtermittel eingebracht wurden (Galey, 2001), wodurch innerhalb ihres 

Kadavers C. botulinum-Sporen unter anaeroben Bedingungen (vgl. Silage) auskeimen, in 

das Gewebe eindringen und dort Toxin produzieren können. Das Toxin diffundiert in das 

umliegende Futtermittel, das dadurch für Monate toxisch sein kann. Darüber hinaus dient ein 

Kadaver auch als Quelle für Fliegenmaden, die selbst unempfindlich gegen die Wirkung von 

BoNT sind, jedoch durch den Fraß des Kadavers Toxin aufnehmen, sowie Träger von Zellen 

und Sporen von C. botulinum werden können, und daher eine Infektionsquelle 

beispielsweise für Vögel darstellen (Hubálek und Halouzka, 1991; Wobeser, 1997; Evelsizer 

et al., 2010). Aufgrund der hohen Widerstandsfähigkeit von Katzen bezüglich des Typ C-

Toxins, können diese beispielsweise durch ihren Kot Überträger sowohl für Sporen als auch 

für das Toxin selbst sein. Hühnermist, der Typ C oder D-Toxin enthält, hat sich als Ursache 

für Botulismus bei Rindern gezeigt (Kennedy und Ball, 2011). Die Ausscheidung von 

C. botulinum mit dem Kot infizierter Tiere dauert mehrere Wochen an und kontaminiert 

entweder direkt oder indirekt über die Verwendung von Gülle und Mist als biologischen 

Dünger in der Landwirtschaft beispielsweise die Weiden, von der sich die Tiere ernähren, 

bzw. das daraus produzierte Futter (Heu, Stroh, Silage). Weitere Infektionsquellen stellen 

Futtermittel, wie verdorbener und Toxin-haltiger Fisch oder Fleisch, sowie Aas, bzw. Wasser 

aus Teichen oder Brunnen, die den Kadaver eines infizierten Nagetieres enthalten und über 

Wochen lang toxisch sind, dar. In Regionen, in denen sich aufgrund langer Trockenheit bzw. 

geringer Niederschlagsmengen nur ein äußerst karger Bewuchs von Weideland zeigt und ein 

Phosphormangel in Böden vorherrscht (z.B. Südamerika, Afrika), wird das Auftreten von 

Botulismus bei Rindern und Schafen oft durch den Verzehr von Kadavern oder dem Kauen 

von Knochen (Pica) ausgelöst, die durch das Wachstum vom Typ D-Stämmen mit Toxin 

belastet sind (Critchley, 1991; Cameron, 2009). 
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1.6.1.1 Rinderbotulismus 

Rinderbotulismus tritt meist in Folge einer Vergiftung durch BoNT C und D von Gruppe III-

Stämmen mit hohen Letalitätsraten auf und zieht oft große Ausbrüche mit enormen 

wirtschaftlichen Verlusten nach sich. In den letzten 15 bis 20 Jahren wird in Deutschland ein 

Anstieg der klinischen Fälle von C. botulinum assoziierten Erkrankungen bei Rindern 

beobachtet, wobei der Grund für diese Entwicklung derzeit nicht bekannt ist.  

In Abbildung 1.1 werden die Symptome, wie die schlaffe Paralyse, Steifigkeit der Muskulatur 

und Koordinationsstörungen am Beispiel eines Rindes sichtbar. 
 

 

 
 

 
Abbildung 1.1: Botulismus beim Rind. 
(Böhnel et al., 2001).  
Die charakteristischen Lähmungserschei-
nungen schreiten, am Kopfbereich beginnend, 
kaudal fort. Im Falle einer generalisierten 
Lähmung tritt häufig der Tod durch 
Atemstillstand oder Dehydrierung ein. 

 

Die Lähmungserscheinungen beginnen am Vorderende und schreiten in Richtung hinterem 

Ende des Tieres bis zu einer generalisierten Lähmung fort. Die Muskeln des Kopfes und 

Halses zeigen in der Regel vor denen der Gliedmaßen erste Schwächen. Es gibt aufgrund 

der Muskellähmung der Speiseröhre oft Schwierigkeiten beim Kauen und Schlucken, 

wodurch z.T. Wasser und Nahrung verweigert wird. Die Pupillen sind häufig geweitet und ein 

vermehrter Speichel- und Tränenfluss ist weit verbreitet (Böhnel und Seifert, 1995). Da die 

Muskeln des Bewegungsapparates sukzessive immer stärker betroffen werden, weist das 

Tier eine charakteristische allgemeine Körperschwäche auf und es kommt zu Schwierig-

keiten beim Aufrichten. Eine schwere Lähmung der Halsmuskulatur führt oft dazu, dass der 

Kopf flach auf dem Boden liegt und es zu einem Festliegen des Tieres kommt. Manchmal tritt 

bereits vor Ausprägung dieser Erscheinungen plötzlich der Tod durch Atemstillstand oder 

Dehydrierung ein. Eine schlaffe Lähmung kann für vier bis sechs Wochen andauern. 

Die atypische Form von Botulismus verläuft langsamer und mit weniger ausgeprägten 

Symptomen. Die Tiere liegen oft am Boden und zeigen ein erschwertes Aufrichten, nehmen 

jedoch über einen relativ langen Zeitverlauf der Erkrankung noch Futter und Wasser zu sich, 

bevor nach einiger Zeit vermehrt Lähmungserscheinungen auftreten. Im weiteren Verlauf 

kann es sowohl zu sporadischer Heilung als auch zu schleichender Abmagerung und 

Siechtum der infizierten Tiere kommen. Die Ursachen für diese Verlaufsform kann eine 

Aufnahme geringer Toxinmengen oder verschiedenartiger Toxintypen sein (Böhnel und 

Seifert, 1995). 
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Chronische Form von Botulismus bei Rindern 

Obwohl Botulismus in der Regel eine akute und oft tödliche Krankheit darstellt, die durch die 

Aufnahme von BoNT verursacht wird, gibt es auch anerkannte Formen wie Säuglings-

botulismus, Wundbotulismus oder "Botulismus undefinierten Ursprungs", die dadurch 

gekennzeichnet sind, dass C. botulinum einen Wirt kolonisiert und das Toxin in situ 

produziert wird [1.6.2]. Es gibt Hinweise, dass sich innerhalb der letzten zwei Jahrzehnte bei 

Rindern und Menschen, die in nahem Kontakt zu erkrankten Tieren standen, eine 

chronische, viszerale Form von Botulismus entwickelt hat (Rodloff und Krüger, 2012). In den 

letzten Jahren wurden in Deutschland immer mehr Fälle von „chronischem Botulismus“ 

durch Tierärzte diagnostiziert und auch in den Medien wurde bereits über diese Verlaufsform 

berichtet. Die viszerale Verlaufsform von Botulismus wurde erstmals 2001 in Deutschland 

beim Rind beschrieben und ist noch weitgehend unerforscht (Böhnel et al., 2001; Krüger et 

al., 2012). Die Pathogenese der Toxikoinfektion zeichnet sich dadurch aus, dass der 

Darmtrakt durch C. botulinum besiedelt wird und vom Erreger in vivo gebildetes Toxin direkt 

aus dem Darm über das Kreislaufsystem in den Organismus gelangt und die Symptome 

verursacht (Böhnel et al., 2001). Wie beim Säuglingsbotulismus [1.6.2.2] stellt diese Form, 

die auch bei Hühnern und Pferden beschrieben wurde, statt einer Intoxikation eine Infektion 

dar. Aufgrund der in vivo Toxinproduktion konnte bei Ausbrüchen des viszeralen Botulismus 

keine äußere Quelle des Toxins nachgewiesen werden, obwohl die Symptome eindeutig auf 

Botulismus hindeuteten. Diese Form existiert insbesondere dort, wo große Gruppen von 

Tieren zusammen kommen (z.B. Futterplätze, Wasserlöcher, Stallungen, Massentier-

haltung). Ab 2005 wurde häufig über chronische Verläufe von Botulismus bei Rindern 

(„chronischer viszeraler Botulismus“) berichtet (Rodloff und Krüger, 2012; Krüger et al., 

2013). Weitere Krankheitsbezeichnungen sind Morbus Kerner, „Hemorrhagic Bowel 

Syndrom“ (HBS) und Clostridiose. 

1.6.2 Humaner Botulismus 

Clostridium botulinum-Stämme, die in Zusammenhang mit Botulismus beim Menschen 

stehen, produzieren Toxine der Typen A, B und / oder F (Gruppe I) bzw. Toxine der Typen B, 

E oder F (Gruppe II). Typisch für alle Formen von Botulismus beim Menschen ist eine 

aufgrund der Wirkung des Neurotoxins [1.5] fortschreitende, absteigende, schlaffe 

Lähmung, die in den dicht innervierten Bereichen des Kopfes beginnt und symmetrisch 

kaudal fortschreitet (Sobel, 2005). Sobald das Toxin die Weiterleitung von Reizen von den 

motorischen Nerven zu den Muskeln verhindert, treten erste Symptome wie Schwierigkeiten 

bei der Fokussierung, Gesichtslähmung sowie Konzentrationsschwierigkeiten als frühe 

Anzeichen für Botulismus auf. Im weiteren Verlauf kommen Symptome wie eine 

Beeinträchtigung beim Schlucken (Dysphagie), Sprechstörungen, eine Schwäche der 

Nackenmuskulatur und Mundtrockenheit sowie Lähmungen aller Muskeln des Körpers hinzu. 
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Sind Muskeln, die für die Atmung benötigt werden, das Diaphragma und die Muskeln des 

Intercostalraums oder die Herzmuskulatur betroffen, so tritt, wenn nicht medizinisch 

entgegengesteuert wird (z.B. künstliche Beatmung), schließlich der Tod ein (Sobel, 2005). 

Botulismus tritt beim Menschen in fünf verschiedenen Formen auf: Klassischer Botulismus 

als Lebensmittelvergiftung, Wundbotulismus, Säuglingsbotulismus („Infant botulism“ (Midura 

und Arnon, 1976; Pickett et al., 1976) und eine ähnliche Form beim Erwachsenen, dem adult 

infektiösen Botulismus („Hidden botulism“ (Chia et al., 1986), und iatrogener Botulismus. 

1.6.2.1 Durch Lebensmittel übertragener Botulismus 

Die bekannteste Form des humanen Botulismus ist die Lebensmittelvergiftung, die dem 

Verzehr verdorbenen Lebensmitteln folgt, in denen der Erreger das Neurotoxin gebildet hat. 

Da es sich bei dieser Form um eine Intoxikation und nicht um eine Infektion handelt, ist 

diese nicht ansteckend. Abhängig von der Menge an Toxin variiert die Inkubationszeit in der 

Regel von 12 h bis 72 h, kann sich aber auch auf mehreren Wochen erstrecken (Gao et al., 

1990). Bei durch Lebensmittel verursachtem Botulismus gehen dem Auftreten von 

Lähmungen oft zusätzliche Magen-Darm-Symptome wie Übelkeit und Erbrechen voraus, 

obwohl diese gastrointestinalen Störungen nicht vom Neurotoxin verursacht werden, sondern 

durch andere Substanzen die von C. botulinum während seines Wachstums in Lebensmitteln 

produziert werden. Das Auftreten und die Schwere des Krankheitsverlaufs sind in hohem 

Maße vom verursachenden C. botulinum-Stamm abhängig (Hatheway, 1995). Generell wird 

diese Form von Botulismus durch zu Hause zubereitete Lebensmittel wie Wurstwaren, 

Gemüsekonserven und fermentierte Fischprodukte als Folge einer unzureichenden 

Haltbarkeitsmachung durch Erhitzung verursacht [Tabelle 1.2]. Die Letalität des durch 

Lebensmittel übertragbaren Botulismus liegt in den entwickelten Ländern in der Regel bei 

weniger als 10% (Sobel et al., 2004). 

1.6.2.2 Säuglingsbotulismus 

Infantiler Botulismus bzw. Säuglingsbotulismus resultiert als Folge aufgenommener Sporen 

neurotoxischer C. botulinum-Stämme und stellt eine Infektion bzw. Toxikoinfektion dar, die 

durch Toxin verursacht wird, das innerhalb des Körpers (in vivo) im infantilen 

Gastrointestinaltrakt aufgrund von Sporenkeimung und vegetativem Wachstum gebildet wird. 

Clostridium botulinum ist nur dann in der Lage, sich im Darmtrakt zu vermehren und sein 

Toxin in dieser Umgebung zu produzieren, wenn keine ausgeprägte bakterielle Population 

innerhalb der Darmflora vorhanden ist. Sobald ein Neugeborenes eine komplexe Darmflora 

erwirbt, zeigt sich, wie beim Erwachsenen, eine Immunität gegen eine Besiedlung. Die 

Krankheit befällt daher in der Regel Kleinkinder unter einem Jahr (Keet et al., 2005), wobei 

die meisten Fälle bei Säuglingen unter sechs Monaten festgestellt wurden. Das Krankheits-

bild variiert von subklinisch bis hin zum plötzlichen Kindstod (Arnon und Chin, 1979). Ein 

Lebensmittel, das häufig mit Säuglingsbotulismus assoziiert wird, ist Honig [1.4], der oft eine 
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hohe Zahl von C. botulinum-Sporen beinhaltet, die durch Bienen in der Natur aufgenommen 

wurden (Nevas et al., 2005; 2006). Da Staub ein weiteres wichtiges Übertragungsvehikel 

darstellt (Nevas et al., 2005), kann ein Säugling durch Ablecken von Oberflächen und in der 

Folge durch Verschlucken der Sporen Botulismus entwickeln. 

1.6.2.3 Wundbotulismus 

Einige C. botulinum-Stämme können im menschlichen Organismus, vor allem in 

kontaminierten Wunden, wachsen und in vivo Toxin erzeugen, wodurch sie Botulismus 

auslösen. Wundbotulismus wird zunehmend unter injizierenden Drogenabhängigen aufgrund 

der Verwendung von kontaminierten Nadeln oder unreinem Heroin diagnostiziert (Akbulut et 

al., 2005; Aguirre-Balsalobre et al., 2007). Nach einer Latenzzeit, die für die Schaffung 

geeigneter anaerober Bedingungen in tiefen Wunden oder Abszessen benötigt wird, findet 

ein Wachstum der Clostridien und eine in vivo Produktion des Toxins und dessen Verteilung 

im Körper statt. Die mittlere Inkubationszeit beträgt 7 Tage und die geschätzte Letalität liegt 

bei 15% (Hatheway, 1995). Die Form der Wunde entsteht oft durch eine gemischte 

Begleitinfektion und kann z.T. auf mehrere Toxin-produzierende Stämme zurückgeführt 

werden (Akbulut et al., 2005). 

1.6.2.4 Infektiöser Botulismus beim Erwachsenen 

Aufgrund von beispielsweise Bauchchirurgie (Freedman et al., 1986), längerer Behandlung 

mit Antibiotika oder gastrointestinalen Wunden und Abszessen (Chia et al., 1986), können 

Erwachsene wegen der dadurch verursachten Abwesenheit einer protektiven, natürlichen 

Darmflora bzw. einer veränderten phylogenetischen bakteriellen Diversität im Darm, die 

normalerweise in Konkurrenz mit C. botulinum steht, anfällig für eine Infektion und 

Kolonisation des Darmtrakts mit Toxin-produzierenden Clostridien (Chia et al., 1986; Fenicia 

et al., 2007; Rodloff und Krüger, 2012), ähnlich wie Säuglinge [1.6.2.2], werden. Es gibt 

Beobachtungen, dass normalerweise sehr widerstandsfähige, erwachsene Mäuse durch 

C. botulinum besiedelt werden können, wenn sie zunächst mit Antibiotika (Kanamycin-

Erythromycin oder Metronidazol) behandelt worden sind (Burr und Sugiyama, 1982). 

1.6.2.5 Andere Formen von Botulismus 

Botulismus durch Inhalation als Folge einer Dispersion des Neurotoxins ist sehr selten (Bossi 

et al., 2004), wobei einige Fälle berichtet worden sind (Holzer, 1962). Iatrogener Botulismus 

mit lokaler oder generalisierter Schwäche entwickelt sich als Folge einer therapeutischen 

Injektion des Neurotoxins (Bakheit et al., 1997). Bis heute tritt diese Form selten auf, aber die 

erhöhte therapeutische und kosmetische Verwendung von Botulinumtoxin (vgl. BotoxTM) 

kann weltweit zu einem Anstieg von Fällen führen. Abhängig von der Toxin-Dosis kann 

iatrogener Botulismus mit besonders schweren Lähmungen und langfristigen neuronalen 

Schäden assoziiert sein (Chertow et al., 2006; Souayah et al., 2006). 
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Gegen Botulismus ist keine spezifische Therapie bekannt. Die biochemische Denervierung 

ist irreversibel, somit ist eine Heilung von Botulismus unmöglich. Die Rückgewinnung der 

Funktionalität der neuromuskulären Reizweiterleitung nach Lähmung durch eine subletale 

BoNT-Intoxikation wird durch Auswachsen von neuen intramuskulären Axonen und 

motorischen Nerven erreicht. Die progressive Lähmung, die bei allen Formen von Botulismus 

auftritt, muss durch eine intensive, symptomatische Vorgehensweise mit besonderer 

Aufmerksamkeit der Aufrechterhaltung der Atemfunktion (vgl. künstliche Beatmung) (Bossi et 

al., 2004) behandelt werden. Zunächst sollte noch nicht adsorbiertes Toxin möglichst rasch 

aus dem Gastrointestinaltrakt entfernt werden. Um das zirkulierende Neurotoxin effektiv zu 

neutralisieren, ist die Verabreichung eines Antitoxins (Kombination monoklonaler Antikörper) 

sofort nach der Aufnahme des Toxins nötig (Koenig et al., 1964; Rogers et al., 1964). Sobald 

das Toxin jedoch den Blutkreislauf verlassen hat und in den Nervenenden angelangt ist, wird 

eine Verabreichung irrelevant. Bei Formen von Botulismus, die durch eine in situ 

Toxinproduktion verursacht werden, kann die Verabreichung von einem Immunglobulin zu 

einer deutlich verkürzten Krankheitsdauer führen (Arnon et al., 2006). Zu einer spezifischen 

Behandlung von Wundbotulismus gehört die gründliche, chirurgische Entfernung von 

infiziertem, geschädigtem oder abgestorbenem (nekrotischem) Gewebe, sowie die 

Anwendung antimikrobieller Wirkstoffe. Eine Impfung mit einem pentavalenten BoNT-Toxoid-

Impfstoff, um zirkulierende Antikörper zu bilden, welche die BoNT binden, neutralisieren und 

entfernen, bevor sie internalisiert werden können, ist die wirksamste Form des Schutzes 

gegen Botulismus. Auch zur Bekämpfung von Rinderbotulismus sind in Folge einer Impfung 

gebildete neutralisierende Antikörper der effektivste Weg für einen effizienten Schutz gegen 

BoNT (Gil et al., 2013). Zwar werden Antitoxine und zuverlässige Impfstoffe für 

landwirtschaftliche Nutztiere wie Rinder vom Typ C und D hergestellt (Gil et al., 2013; Webb 

und Smith, 2013), jedoch sind sie in Deutschland nicht zugelassen bzw. bedarf ihr Einsatz 

einer Sondergenehmigung. Sowohl in Südamerika und Südafrika als auch in Australien hat 

sich jedoch eine Immunisierung von Rindern in gefährdeten Gebieten mit Typ C und D-

Toxoid als äußerst wirksam erwiesen (Jansen et al., 1976). 

1.7 Mikroben-Pflanzen-Interaktionen 

Die Rhizosphäre der Pflanzen ist ein Lebensraum mit außerordentlicher Bedeutung für die 

Lebensgemeinschaften in Böden und die Ernährung und Gesundheit der Pflanzen. Wurzel-

ausscheidungen (Exsudate) liefern große Mengen leicht abbaubarer, organischer 

Kohlenstoffquellen, die eine reiche und hochaktive Mikroflora der Rhizosphäre anziehen und 

unterstützen (Assmus et al., 1995). Die Populationen der Rhizosphäre und ihre 

physiologischen Aktivitäten tragen daher wesentlich zur Primärproduktion in terrestrischen 

Ökosystemen bei. 
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1.7.1 Interaktionen von Symbionten und PGPR mit Pflanzen 

Da das Pflanzenwachstum durch eine Reihe von Faktoren wie hormonales und 

ernährungsbedingtes Ungleichgewicht, Ionen-Toxizität, physiologische Störungen, 

Anfälligkeit für Krankheiten usw. bestimmt wird, stellen biotische als auch abiotische 

Stressfaktoren Einschränkungen für die landwirtschaftliche Produktion von Feldfrüchten dar. 

Unter diesen Bedingungen kann das Pflanzenwachstum durch die Anwendung einer 

mikrobiellen Inokulation mit pflanzenwachstumsfördernden Rhizobakterien und 

Mykorrhiza-Pilzen verbessert werden. Diese Mikroben können das Pflanzenwachstum durch 

die Regelung des Nahrungs- und Hormonhaushalts, der Herstellung von Pflanzen-

wachstumsregulatoren sowie der Verfügbarmachung von Nährstoffen und Induzierung von 

Resistenzen gegen Pflanzenpathogene fördern. Zusätzlich zu ihren Interaktionen mit 

Pflanzen können diese Mikroben auch synergistische sowie antagonistische Wechsel-

wirkungen mit anderen Mikroben in der Bodenumgebung zeigen. Diese Wechselwirkungen 

können von entscheidender Bedeutung für eine nachhaltige Landwirtschaft sein, weil sie vor 

allem auf biologischen Prozessen statt auf Agrochemikalien basieren und das Pflanzen-

wachstum und die Entwicklung sowie die richtige Bodengesundheit unter Stress-

bedingungen aufrecht erhalten. Die Rolle der Rhizobakterien und Mykorrhiza allein und / 

oder in Kombination bei der Verbesserung des Pflanzenwachstums unter Stress-

bedingungen und die wichtigsten Mechanismen, die an der Pflanzenstresstoleranz und der 

Wirksamkeit der Inokulation mit Mikroorganismen beteiligt sind, zeigt eine Reihe von 

Forschungsartikeln (Franche et al., 2008; Richardson et al., 2009; Nadeem et al., 2013). 

Die Rhizosphäre weist Symbiosen von Pflanzen und Mikroorganismen auf, wie z. B. die 

Wurzelknöllchen, die durch Rhizobien bei Leguminosen (Werner, 1992) induziert werden und 

die Mykorrhiza (Abbott und Gazey, 1994). Zusätzlich zu den symbiotischen Pflanzen-

Mikroorganismen Systemen ist eine große Vielfalt von Pflanzen-assoziierten Bodenbakterien 

in der Lage, das Wachstum von einer breiten Palette von wirtschaftlich bedeutenden 

Pflanzen zu verbessern (Nadeem et al., 2013). Diese taxonomisch diverse Gruppe von 

Bakterien wird als plant growth promoting rhizobacteria (PGPR) bezeichnet. Azospirillum 

ist eine Gattung, der vielseitige, pflanzenwachstumsfördernde Rhizobakterien zugeordnet 

werden (Assmus et al., 1995), welche die Rhizosphäre vor allem von Getreide in tropischen 

und subtropischen Regionen (Steenhoudt und Vanderleyden, 2000) besiedeln. Deren 

potenziell für die Pflanze vorteilhafte Eigenschaften beinhalten Fixierung von molekularem, 

atmosphärischem Stickstoff (Tarrand et al., 1978), Nitratreduktion (Hartmann und Zimmer, 

1994) und Phytohormon-Produktion (Hartmann et al., 1983). Diese pflanzenwachstums-

fördernde Fähigkeiten führen zu Wachstumsstimulation in Feldversuchen, wenn geeignete 

Inokulationstechniken angewendet wurden (Okon und Labandera-Gonzalez, 1994). 
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1.7.2 Interaktionen von pathogenen Mikroorganismen mit Pflanzen 

Ein großer Bereich bei der Erforschung von durch Lebensmittel übertragbaren, 

humanpathogenen Krankheitserregern hat sich auf die Übertragung durch Lebensmittel 

tierischer Herkunft konzentriert. Lange Zeit wurden z.B. Infektionen mit Salmonellen mit dem 

Konsum tierischer Lebensmittel in Verbindung gebracht. Auch Infektionen mit Shiga-Toxin-

produzierenden Escherichia coli O157 Stämmen wurden primär mit Rindfleisch assoziiert. 

Jüngste Untersuchungen haben jedoch frisches Obst und Gemüse, vor allem grünes 

Blattgemüse (insbesondere Salat), welches roh verzehrt wird, als Ursache für viele 

lebensmittelbedingte Krankheitsausbrüche identifiziert (Greene et al., 2008). Daher wird 

heutzutage angenommen, dass diese pflanzlichen Lebensmittel einen viel größeren Beitrag 

als Vehikel für Krankheitserreger, wie E. coli O157:H7 und S. enterica Serovare, haben, als 

bisher geglaubt (Franz und van Bruggen, 2008). In den letzten Jahren wurde weltweit ein 

kontinuierlicher Anstieg von Erkrankungen beim Menschen festgestellt, die auf den Verzehr 

von mikrobiologisch belasteten Pflanzen (z.B. Gemüse) zurückgeführt werden konnten 

(Cooley et al., 2003; Brandl, 2006; Berger et al., 2010). Auch für Erkrankungen bei Nutz- und 

Wildtieren, wie Botulismus, ist ein deutlicher Anstieg in den letzten Jahren festzustellen 

(Payne et al., 2011). Trotz der zunehmenden Bedeutung von Obst und Gemüse als Quelle 

von Krankheitserregern, gibt es derzeit nur ein begrenztes Wissen über die Zeitpunkte der 

Kontamination in der Produktionskette oder über den Mechanismus, durch den es 

menschlichen Krankheitserregern möglich ist, auf oder in Pflanzen zu persistieren (Berger et 

al., 2010). Detailwissen über den Weg der Infektion und über kritische Pflanzen- und 

Mikroben-Faktoren, welche die Besiedlungseffizienz von Pflanzen durch humanpathogene 

Bakterien beeinflussen, ist für die Produktion sicherer Lebensmittel wichtig. Dies hat zur 

verstärkten Erforschung der Mechanismen geführt, durch die kontaminierende, 

magensaftresistente Krankheitserreger in der Lage sind, auf und in dieser Nicht-Wirts-

Umgebung zu persistieren (Critzer und Doyle, 2010). Pflanzen, insbesondere deren 

Rhizosphären, bieten nicht nur Habitate für „harmlose“ Mikroorganismen wie Azospirillen 

[1.7.1], sondern auch für pflanzen- und sogar humanpathogene oder Toxin-produzierende 

Bakterien (Tauxe, 1997; Berg et al., 2005; Mierau und Kleerebezem, 2005; Brandl, 2006; 

Kutter et al., 2006). Mikroorganismen können Pflanzen sowohl auf diversen Oberflächen, 

aber auch endophytisch besiedeln. Viele pathogene Stämme sind phylogenetisch oft sehr 

nah mit Stämmen verwandt, die für Pflanzen zum Teil große Vorteile mit sich bringen [1.7.1], 

für die Gesundheit von Tier und Mensch jedoch völlig unbedenklich sind. Bei einer 

endophytischen Besiedlung der Wurzel besteht die Gefahr, dass die Pflanze auch im Spross 

systemisch von potentiellen Krankheitserregern kolonisiert werden kann. Diese Keime 

können nicht durch Abwaschen entfernt werden und somit im Folgenden über die 

Nahrungskette auf Tier und Mensch übertragen werden und sich negativ auf deren 
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Gesundheit auswirken. Interaktionen zwischen Krankheitserregern und Pflanzen sowie 

Interaktionen zwischen natürlich vorkommenden mikrobiellen Gemeinschaften tragen zur 

epiphytischen und endophytischen Kolonisation bei, wobei die Wahrscheinlichkeit, dass ein 

Produkt kontaminiert wird, in einer Umgebung größer ist, in der das Erregerlevel hoch ist. 

Die Internalisierung von Salmonella enterica Typhimurium über die Blätter wurde 

wissenschaftlich untersucht und es konnte gezeigt werden, dass S. enterica in 

Tomatenpflanzen und deren Früchte eindringen kann, die in natürlichem Boden gewachsen 

sind (Gu et al., 2011). Es wurden auch verschiedene Interaktionen humanpathogener 

S. enterica-Stämme mit handelsüblichen Kopfsalatsorten beschrieben. Die Prävalenz und 

der Grad der endophytischen Kolonisierung von axenisch angebautem Salat durch 

S. enterica Serovare ergab eine signifikante Wechselwirkung zwischen Serovar und Sorte für 

den Grad der Besiedlung. Salmonella enterica kann Samen (Winthrop et al., 2003), 

Keimlinge (O’Mahony et al., 1990), Blätter (Horby et al., 2003; Klerks et al., 2007a) und 

Früchte (Guo et al., 2002) einer Vielzahl von Pflanzenarten besiedeln. Mehrere Salmonellen-

Serovare konnten ins Wurzelgewebe eindringen und sich im Spross verbreiten (Klerks et al., 

2007b), so dass eine systemische Ausbreitung nachgewiesen werden konnte (Kutter et al., 

2006). Escherichia coli O157 ist beispielsweise durch Mechanismen wie Typ III-Sekretions-

systeme, Geißeln und Pili in der Lage, sich an Salatblätter anzuheften, und so konnten 

schwere Ausbrüche auf den Verzehr von kontaminierten Rettichsprossen und abgepacktem 

Spinat zurückverfolgt werden (Berger et al., 2010). Eine Studie von Hassan et al. zeigte eine 

bakterielle Belastung von krankheitserregenden Darmbakterien auf rohem Gemüse von 3 bis 

8 log(10) cfu/g für aerobe Bakterien und bis zu 1 bis 4 log(10) cfu/g für coliforme Keime 

sowie Enterobacteriaceae (Hassan et al., 2011). Einer Studie zu Folge, kann der Verzehr 

von rohem Gemüse und frischem Obst, vor allem wenn diese verpackt vorliegen, ein 

Risikofaktor für die Infektion Campylobacteriose durch Campylobacter sein (Verhoeff-

Bakkenes et al., 2011). 

In der Literatur werden neben den klassischen Lebensmittelkontaminanten wie Salmonellen, 

EHEC und Campylobacter (Verhoeff-Bakkenes et al., 2011) auch opportunistische 

Krankheitserreger wie Roseomonas spp. und Klebsiella spp., aber auch Gram-positive 

Bakterien wie Stämme der Gattungen Staphylococcus, Streptococcus, Bacillus oder 

Clostridium genannt (Hassan et al., 2011). 2011 erlebte Deutschland einen 

lebensmittelbedingten Ausbruch eines Shiga-Toxin-produzierenden E. coli (STEC O104:H4) 

Stammes, der zu 53 Todesfällen führte und mit dem Verzehr von Bockshornklee-Sprossen 

korrelierte (Muniesa et al., 2012; Vonberg et al., 2013). Insbesondere durch Salmonellen 

kontaminierte Tomaten haben zu mehreren internationalen Ausbrüchen mit jeweils 

Hunderten von Fällen geführt (Cummings et al., 2001; Greene et al., 2008) [1.7.2]. 
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Aufgrund der potentiellen Bedrohung des durch Lebensmittel übertragbaren Botulismus, ist 

C. botulinum seit langen Jahren im Fokus der Lebensmittelindustrie und den Regulierungs-

behörden. Eine Art des Erregers kontaminiert in der Regel eine bestimmte Art von 

Lebensmitteln [Tabelle 1.2]. Um die Sicherheit von Lebensmitteln, wie beispielsweise 

Konserven, zu gewährleisten, werden routinemäßig strenge Provokationstests der 

Verarbeitungsbedingungen und der Zusammensetzungen von Lebensmitteln durchgeführt 

(Bradshaw et al., 2010). Das die Vergiftung verursachende Toxin ist in der Regel im Produkt 

selbst oder in einem Bestandteil dessen produziert worden. In Produkten, die nicht 

vollständig die ernährungsphysiologischen Bedürfnisse der Organismen [1.3] erfüllen, kann 

kein vegetatives Wachstum und somit auch keine Toxigenese stattfinden. Von größter 

Bedeutung sind allerdings die Sporen, da diese für lange Zeit inaktiv sein können und 

Behandlungen überstehen, die vegetative Zellen abtöten würden. Da C. botulinum eine 

obligat anaerobe Art darstellt, werden für das Wachstum reduzierende Bedingungen benötigt 

und eine Kontamination von Nahrungs- und Futtermitteln mit elektronegativen 

Redoxpotential erscheint wahrscheinlicher (Hauschild und Dodds, 1993). Humanpathogene 

Stämme wachsen in einem Temperaturbereich von 3°C bis 45°C, wobei sich die 

Wachstumstemperaturen der Stämme der Gruppen I und II unterscheiden [1.3]. Eine 

Kühlung des Produkts stellt daher kein ausreichendes Maß an Sicherheit dar, da die 

Toxigenese dadurch nicht verhindert werden kann (Lynt et al., 1982; Simunovic et al., 1985). 

Da Clostridien-Stämme, darunter C. botulinum, weitgehend in der Natur allgegenwärtig sind 

[1.4], können sie häufig in landwirtschaftlicher Umgebung sowie in Silage, Rinderkot oder 

Einstreu nachgewiesen werden (Hauschild und Dodds, 1993). In einer Untersuchung von 

Kompost konnten beispielsweise in mehr als 50% der untersuchten Proben toxigene 

C. botulinum-Stämme nachgewiesen werden (Böhnel und Lube, 2000). Kompost, Mist und 

Gülle aus der Tierhaltung sowie fermentierte Vergärungsrückstände aus der Biogas-

produktion finden als wirtschaftliche Alternative zu chemischen Düngemitteln z.B. im 

ökologischen Landbau immer mehr Verwendung. Solche Substrate können die Einbringung 

von Krankheitserregern, wie toxigene C. botulinum-Stämme, in den Ackerboden fördern 

(Girardin et al., 2005). 

1.8 Klee (Trifolium) als Modellpflanze 

Die Produktivität landwirtschaftlicher Systeme ist stark von Stickstoff abhängig.  

Ein Stickstoffeintrag in Böden kann durch die Anwendung von exogenem Stickstoffdünger 

erfolgen. Alternativ kann Stickstoff durch eine symbiotische Stickstofffixierung [1.7.1], die 

beispielsweise durch Knöllchenbakterien (Rhizobien) bei Hülsenfrüchten realisiert wird, 

gewonnen werden. Dies ist in natürlichen und landwirtschaftlichen Umgebungen ein 

wichtiger biologischer Prozess, der durch die Sonnenstrahlung und die Nutzung des 

atmosphärischen CO2 angetrieben wird. 
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Klee umfasst sowohl einjährige Arten (Trifolium subterraneum) als auch ausdauernde Arten 

(z.B. T. pratense, T. repens und T. polymorphum), die von subtropischen bis hin zu 

gemäßigten Klimazonen angepasst sind und daher in Nord- und Südamerika, Europa, Afrika 

und Australien vorkommen. Weißklee (T. repens) (von Linné, 1753), auch Kriechklee 

genannt, gehört zur Familie der Hülsenfrüchtler (Fabaceae oder Leguminosae). Hierbei wird 

er der Unterfamilie der Schmetterlingsblütler (Faboideae) zugeordnet. Weißklee stellt eine 

krautige, ausdauernde Pflanze dar, die in Europa weit verbreitet ist und in der Regel 

Wuchshöhen von 5 - 20 cm erreicht. In Deutschland gilt er als eine der am weitest 

verbreiteten Pflanzen überhaupt. Der Weißklee besiedelt zum größten Teil Wiesen und 

Weideland. Er bevorzugt nährstoffreiche, leicht kalkhaltige, lehmige und feuchte Böden. Klee 

wird vor allem wegen seines hohen Anteils an verdaulichem Eiweiß (Schmeil-Fitschen, 2002; 

Düll und Kutzelnigg, 2011) in der Landwirtschaft als Futtermittel kultiviert, da er sowohl als 

Grünfutter genutzt, als auch siliert oder zu Kleeheu getrocknet werden kann. Wie auch viele 

andere Leguminosen lebt Klee in einer mutualistischen Symbiose mit Knöllchenbakterien 

(Rhizobiaceae). Diese besitzen die Fähigkeit, Klee zu nodulieren, elementaren, molekularen 

Stickstoff aus der Luft zu assimilieren und in chemische Verbindungen zu überführen, die 

von Pflanzen genutzt werden können. Dies trägt zur Erhaltung der Bodenfruchtbarkeit bei. 

Es treten wirtsspezifische Rhizobium-Stämme auf, die sich auf bestimmte Kleearten 

spezialisiert haben und mit anderen Hülsenfrüchtlern keine erfolgreiche Symbiose etablieren 

können. So geht zum Beispiel der Wiesenklee (T. pratense) ausschließlich eine Symbiose 

mit Rhizobium trifolii ein. Im Gegensatz hierzu lebt Weißklee (T. repens) mit 

R. leguminosarum symbiotisch zusammen. Rhizobium leguminosarum gehört zu den 

weltweit in der Landwirtschaft am meisten genutzten Arten an Wurzelknöllchenbakterien. 

1.9 Biogasproduktion 

Im Zuge der zunehmenden Energiegewinnung aus erneuerbaren Ressourcen wie Wind, 

Wasser und Geothermie gewinnt auch die Energiegewinnung aus Biomasse über die 

Biogasproduktion aus erneuerbaren Rohstoffen heutzutage immer mehr Bedeutung 

(Kleerebezem und van Loosdrecht, 2007). Biogasproduktionsanlagen [Abbildung 1.2] 

können einen bedeutenden Beitrag zur nachhaltigen Energieversorgung, zum Klimaschutz 

und zur Verwertung biologischer Abfälle leisten (Oleskowicz-Popiel et al., 2012). 



Einleitung 

31 

 

Abbildung 1.2: Biogasproduktion und Nutzung der Rückstände als Dünger in der Landwirtschaft 
 (Agentur für Erneuerbare Energien e.V.). 
 

Abbildung 1.2 zeigt schematisch die Biogasproduktion und Nutzung der Rückstände als 

Dünger in der Landwirtschaft. Energiepflanzen (z.B. Mais und Getreide) oder auch 

Abfallprodukte aus der Viehhaltung wie Gülle oder Mist, Kompost, Bioabfälle sowie Biomüll, 

die in einer Vorgrube gesammelt werden, dienen als Biomasse zur Gewinnung von Biogas. 

In einem Fermenter wird die Biomasse in einem Gärprozess von Mikroorganismen unter 

Ausschluss von Licht und Sauerstoff abgebaut und Methan und Kohlendioxid, das Biogas, 

entsteht. Das entstandene Biogas wird in der Haube des Fermenters, direkt über der 

gärenden Biomasse, gespeichert und anschließend beispielsweise zur Energieerzeugung in 

nachgeschalteten Prozessen genutzt. Ist die Biomasse im Fermenter vergoren, kommen die 

Reststoffe zunächst in ein Gärrestelager, um dann als hochwertiger Dünger verwendet zu 

werden. Dadurch reduziert sich der Mineraldüngereinsatz in der Landwirtschaft erheblich. 

Wie sich in einer Umfrage der Bayerischen Landesanstalt für Landwirtschaft (LfL) zeigte, 

waren Ende 2006 alleine in Bayern 1.348 Biogasanlagen mit einer durchschnittlichen 

Leistung von 190 kWel in Betrieb (Neser, 2007). In der überwiegenden Anzahl der Anlagen  

(>90%) wurden ausschließlich Wirtschaftsdünger und/oder nachwachsende Rohstoffe 

eingesetzt. In ca. 9% der Anlagen wurden auch organische Abfälle vergoren (Neser, 2007). 

Diese organischen Abfälle (Lebensmittelindustrie, Schlachtabfälle, Gastronomie, Biotonne 

etc.) können aufgrund ihrer hohen Energiewerte gut zur Gewinnung von Biogas verwendet 

werden. Bei ca. 75% aller Fermenter, die in Bayern betrieben werden, läuft die Fermentation 

bei einer Temperatur von 35°C bis 44°C ab [Abbildung 1.3]. 
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Abbildung 1.3: 
Temperaturführung 
der Fermenter zur 
Biogasproduktion 
(Neser, 2007). 85% 
aller Biogasanlagen 
in Bayern werden 
bei Temperaturen 
zwischen 30°C und 
49°C betrieben. 
 

 

Sind die Mikroben in der Lage den Sterilisationsprozess zu überleben (Sporenbildner, 

thermophile Bakterien), so kann eine rasche Proliferation der Kontaminanten im Fermenter 

nicht ausgeschlossen werden, da die Bedingungen zur Fermentation (Anaerobiose, Wärme 

[Abbildung 1.3], Nährstoffangebot) für ein Wachstum von z.B. Clostridien bestens geeignet 

sind. Werden die Gärrückstände anschließend in der Landwirtschaft verwendet und als 

Dünger auf Felder ausgebracht, so besteht potentiell die Gefahr, dass pathogene, Toxin-

produzierende Bakterien, wie beispielsweise enthaltene C. botulinum-Stämme, in den Boden 

eingebracht werden und in der Folge die Rhizosphäre von Kulturpflanzen und Feldfrüchten 

jeglicher Art kontaminieren können (Böhnel und Lube, 2000). Werden anschließend die 

geernteten Feldfrüchte an Tiere verfüttert (Mais, Gerste, Hafer, Klee), oder vom Menschen 

konsumiert (Salat, Tomaten, etc.), so könnten diese Bakterien über die Nahrungskette 

übertragen werden. 

1.10 Ausgangslage für die vorliegende Arbeit 

In den letzten Jahren wurde weltweit ein kontinuierlicher Anstieg von Erkrankungen durch 

Botulismus [Abbildung 1.4] bei Rindern festgestellt (Böhnel und Gessler, 2013; Krüger et al., 

2013). Als mögliche Ursache wird die Fütterung mit mikrobiologisch belasteten Futtermitteln 

genannt. In diesem Zusammenhang wird die Zunahme von Biogasproduktionsanlagen [1.9] 

kontrovers diskutiert, da die Rückstände dieser Anlagen oft als natürlicher Dünger auf die 

Felder ausgebracht werden. Allerdings spielt auch die Verbesserung innerhalb der 

Diagnostik eine gewisse Rolle. 
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Abbildung 1.4: Auftreten toxikologischer 
Clostridien-Infektionen bei Rindern (1997- 
2004). Seit 1997 ist in Deutschland ein 
kontinuierlicher Anstieg von Erkran-
kungen durch Botulismus bei Rindern 
festgestellt worden. 
 

Vorversuche der Gruppe des Kooperationspartners Dr. Frank Gessler vom Institut für 

angewandte Biotechnologie in den Tropen der Universität Göttingen und der Firma miprolab 

zeigten, in wie weit C. botulinum-Sporen im Boden überleben können (Gessler und Böhnel, 

2006). In einem Freilandversuch wurden Parzellen (2 x 5 m) eines Forschungsfeldes nahe 

Göttingen mit Kompost, der mit 103 oder 105 Sporen eines C. botulinum Typ D-Stammes 

(IBT 2301) angereichert worden war, in vier Replikaten gedüngt. Die Kontrollparzellen 

wurden mit demselben Kompost, allerdings ohne Sporen, gedüngt. Die Negativkontrollen 

stellten Parzellen ohne Kompostdüngung dar. Am Tag 138 wurde eine Klee-/ Grassamen 

Mischung auf den Parzellen ausgesät. Nach Abschluss des Freilandversuches zeigte sich 

auf den Parzellen, die mit Clostridien-Sporen-haltigem Kompost gedüngt worden waren, ein 

deutlicher Wachstumsunterschied hinsichtlich der Größe und der Biomasse der dort 

gewachsenen Kleepflanzen verglichen mit den Kontrollen [Abbildung 1.5]. 

 

 

Abbildung 1.5: Parzellen 
eines Forschungsfeldes, die 
mit einer Klee / Gras-
Mischung bepflanzt und 
mit Kompost gedüngt 
wurden, der z.T. 
C. botulinum 2301 Sporen 
enthielt. In Parzellen, in 
denen der Boden mit 
Sporen vorbehandelt 
wurde (rote Pfeile), konnte 
ein Unterschied im Wachs-
tum von Klee beobachtet 
werden (Aufnahme von  
F. Gessler, Göttingen).  
(Zeiller et al., 2015). 
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Ziel dieser Risikobewertungsstudie war es, das Fortbestehen toxigener C. botulinum Typ D-

Sporen zu überwachen, die im Boden nach Ausbringung von angereichertem Kompost in 

landwirtschaftlichem Boden existierten. Als Ergebnis wurde festgehalten, dass in den 

Parzellen, die mit Kompost (105 Sporen g-1) versetzt worden waren, über den gesamten 

Untersuchungszeitraum von 939 Tagen C. botulinum-Sporen nachgewiesen werden 

konnten. Zudem wurde auf den Parzellen, die mit C. botulinum-Sporen angereichert wurden, 

im zweiten Jahr des Feldversuchs eine auffallende pflanzenwachstumsfördernde Wirkung 

auf Klee [Abbildung 1.5] festgestellt. Eine Erhöhung der Biomasse um das 2,6-fache im 

Vergleich zu den Kontrollen wurde gemessen und mindestens im Folgejahr aufrechterhalten. 

Bodenproben der Rhizosphäre der Pflanzen wurden gesammelt. Im Boden wurden 20 

C. botulinum-Sporen pro Gramm Boden nachgewiesen, während 5x104 Sporen pro Gramm 

Rhizosphärenboden und 2x102 pro Gramm Frischgewicht von Kleewurzeln gezählt wurden. 

Diese Daten zeigen einen Anstieg der Anzahl von Sporen in Richtung der Kleewurzeln  

(F. Gessler, mündliche Mitteilung). 

1.11 Aufgabenstellung 

Der Effekt der Erhöhung der Biomasse [1.10] sollte in Experimenten unter kontrollierten 

Laborbedingungen innerhalb einer Klimakammer reproduziert und im Detail analysiert 

werden. Daher wurde in der vorliegenden Arbeit derselbe C. botulinum-Stamm (Typ D, IBT 

2301), welcher durch zur Düngung ausgebrachter Fermentationsrückstände in den Boden 

eingebracht werden könnte, hinsichtlich seines Besiedlungsverhaltens und seiner Interaktion 

mit Weißklee (T. repens) und „Deutschem Weidelgras“ (Lolium perenne), die beide häufig als 

Futterpflanzen dienen, genauer untersucht. Da C. botulinum schwer zu kultivieren ist, sollten 

zu Beginn dieser Arbeit Optimierungen zur Kultivierung und zur Inokulation von Weißklee 

angestellt werden. Die Effizienz und die Ausprägung der möglichen Wurzelbesiedlung sollten 

mittels in situ-Lokalisierungsexperimenten (Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung [FISH], 

Reportergenmarkierung) in Kombination mit konfokaler Laser-Scanning-Mikroskopie (CLSM) 

analysiert werden. Zudem sollten spezifische, PCR-gestützte Verfahren zum Nachweis von 

Botulinum-Neurotoxin (bont) kodierenden Genen angewendet werden. 
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1%iges Tween 80 

Hierfür wurde Tween 80 im Verhältnis 1:100 (v/v) mit H2Odem. gemischt und anschließend 

autoklaviert. 

EtOH 

Soweit nichts anderes angegeben ist, handelt es sich hierbei um 99%iges, vergälltes 

Ethanol. 

Verwendete Antibiotika 

Um Pflanzensamen zu sterilisieren [2.4.1] und von evtl. anhaftenden Bakterien zu befreien, 

und um selektive Wachstumsbedingungen in Kulturmedien für eine Selektion von 

Transformanden nach der Transformation des evoglow-Plasmids [3.8.1] zur Verfügung zu 

haben, wurden diverse Antibiotika verwendet. Die Sensitivität bzw. Resistenz der Stämme 

bezüglich dieser Antibiotika wurde in Experimenten getestet. Um eine Vorratslösung (i.d.R. 

100 bis 1000-fach) gewisser Konzentration (mg/ml) [Tabelle 2.2] zu erhalten, wurden die 

Antibiotika in H2Oreinst bzw. MeOH gelöst, steril filtriert (0,22 µm) und nach einer Aliquotierung 

dunkel bei -20°C gelagert. 

Tabelle 2.2: Antibiotika (Konzentration der Arbeitslösung bzw. eingesetzte Endkonzentration). 

Arbeitslösung Verwendung [Endkonzentration] 

Penicillin [60 mg/ml] Samensterilisation [0,6 mg/ml] 

Streptomycin [250 mg/ml] Samensterilisation [0,25 mg/ml] 

Ampicillin [100 mg/ml] Selektion von Transformanden [0,1 mg/ml] 

Kanamycin [50 mg/ml] Selektion von Klonen [0,05 mg/ml] 

Gentamycin [20 mg/ml] Resistenz-Überprüfung [0,02 mg/ml] 

Tetracyclin [20 mg/ml] Resistenz-Überprüfung [0,02 mg/ml] 

2.3 Kulturführung und Medien 

Zur Kultivierung der Bakterien auf festem Medium (Agarplatten) wurde das jeweilige 

Flüssigmedium mit Agar verfestigt. Hierzu wurde dem Medium vor dem Autoklavieren 1,5% 

Agar zugegeben. Nach erfolgter Sterilisation wurde dieses in einer Sterilwerkbank (BDK Luft- 

und Reinraumtechnik GmbH, Sonnenbühl-Genkingen, Deutschland) in Petrischalen (mit 

„Nocken“: anaerobe Kulturführung; ohne „Nocken“: aerobe Kulturführung) gegossen. Sollten 

Selektivmedien mit hitzelabilen Substanzen (z.B. Antibiotika) hergestellt werden, so wurde 

vor der Zugabe darauf geachtet, dass das Medium eine Temperatur von ca. 50°C bis 60°C 

nicht überschritt. 
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2.3.1 Clostridien-Stämme 

Die beiden Clostridien-Stämme, C. botulinum 2301 bzw. C. sporogenes 1739, wurden unter 

anaeroben Bedingungen bei 37°C angezogen. Der Einsatz von Reinforced Clostridial 

Medium (RCM) zeigte sich zur Anzucht der Clostridien als optimal geeignet. Neben 

kommerziellem RCM, das nach Herstellerangaben verwendet wurde, wurde RCM auch 

selbst hergestellt. 

Zusammensetzung RCM 

Pepton aus Casein 10 g 

Fleischextrakt 10 g 

NaCl 5 g 

D-Glukose 5 g 

Hefeextrakt 3 g 

Na-Acetat 3 g 

L-Cystein-Hydrochlorid 0,5 g 

Stärke (löslich) 1 g 

Agar 0,5 g 

Ad 1000 ml H2Odem.  
pH 6,8±0,2  

Als Kulturgefäße wurden gasundurchlässige Serumflaschen oder Hungate-Röhrchen 

verwendet, die mit jeweils 100 ml bzw. 10 ml des Mediums befüllt wurden und mit 

gasundurchlässigen Septen aus Butylkautschuk verschlossen wurden, da nur diese die 

Kulturen vor Sauerstoffeinstrom schützten. Die Septen wurden mit Aluminiumkappen auf den 

Serumflaschen mit einer Bördelzange fixiert. Anschließend wurden diese unter anaeroben 

Bedingungen in einer Stickstoffatmosphäre bei 121°C für 20 min mit jeweils einer durch die 

Septen gestochenen Kanüle autoklaviert, um einen Gasaustausch zu ermöglichen. Um das 

Einströmen von Sauerstoff zu verhindern, wurden die Medien zum Druckausgleich auf RT 

abgekühlt, bevor sie aus dem Autoklaven entnommen wurden. Einmal geöffnete 

Kulturgefäße wurden, um anaerobe Verhältnisse zu garantieren, nicht wieder verschlossen 

und erneut verwendet. 

Alternativ zum Autoklavieren unter Stickstoffatmosphäre konnten die Medien, um gelöstes O2 

auszutreiben, auch für ca. 20 min mit N2 gespült werden und erst im Anschluss verschlossen 

und ohne Stickstoffbegasung autoklaviert werden. 
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Medienzubereitung nach Widdel 

Die Zubereitung von Medien zur anaeroben Kulturführung erfolgte auch wie 1980 von Widdel 

beschrieben wurde (Widdel, 1980). RCM wurde hierbei in einem Widdelkolben (3 l) für 

20 min bei 121°C sterilisiert. Die Gasphase wurde durch Spülen mit N2 ausgetauscht. 

Nachdem das Medium auf Raumtemperatur abgekühlt war, wurde der pH-Wert ermittelt und 

gegebenenfalls mit sterilem HCL (2 M) oder NaOH (1 M) auf pH 6,8±0,2 eingestellt. 

Anschließend wurde das Medium in sterile Serumflaschen abgefüllt, diese mit einem Septum 

aus Butylkautschuk verschlossen und bei Raumtemperatur gelagert. Bevor das Medium für 

die Kultivierung von Mikroorganismen eingesetzt wurde, sollte es mindestens 24 h 

equilibrieren. 

Resazurin 

Resazurin wurde als Redoxindikator eingesetzt und diente der Kontrolle der anaeroben 

Verhältnisse. Dazu wurden 2,5 mg Resazurin in 1 l Medium gelöst. Das Resazurin 

enthaltende Medium zeigte durch einen Farbumschlag von farblos zu rot ein positives 

Redoxpotential an, was auf Sauerstoff im Medium hinwies. Erfolgte kein Farbumschlag von 

farblos (anaerob) zu rot (aerob), so konnten die Medien verwendet werden. Sollten Kulturen 

photometrisch bestimmt werden, so wurde auf die Zugabe verzichtet, da ansonsten eine 

Bestimmung der OD nicht möglich war. 

Die Lyophilisate der Clostridien-Stämme wurden in je 10 ml RCM für 3 d innerhalb eines 

Anaerobentopfes (Oxoid Limited, Cambridge, Großbritannien) bei 37°C reaktiviert.  

Das anaerobe Milieu wurde mittels Anaerogen® (Oxoid Limited, Cambridge, Großbritannien) 

geschaffen. Das Wachstum wurde anhand der Trübung des Mediums photospektrometrisch 

verfolgt. Um mit Einzelkolonien arbeiten zu können, wurden die bewachsenen Flüssig-

kulturen auf RCM-Platten ausgestrichen und wiederum anaerob bei 37°C für 3 d inkubiert. 

Aus den Einzelkolonien wurden Vorkulturen (10 ml RCM) unter anaeroben Kultur-

bedingungen angezogen. Die Röhrchen wurden mit nicht fest verschlossenem Deckel bei 

37°C in einem Anaerobentopf für 24 h inkubiert. Nach Öffnen des Anaerobentopfes wurden 

die Röhrchen zügig verschlossen. Zum Animpfen der Hauptkulturen in Serumflaschen wurde 

das Septum mit einer Kanüle durchstochen. Probennahmen erfolgten analog mittels einer 

Spritze. 

Sporulation 

Da die Pflanzsysteme [2.4] sowohl mit vegetativen Zellen als auch mit Sporen der beiden 

Clostridien-Stämme inokuliert werden sollten, wurden neben Wachstumsmedien auch 

Sporulationsmedien zur Generierung von Endosporen verwendet. 

 

 

 



Material und Methoden 

40 

Generierung von Sporen 

Da die Sporulationsrate stark vom verwendeten Medium abhängt und sich die Sporulations-

raten bezüglich der beiden Stämme in den unterschiedlichen Medien unterschieden, wurden 

zunächst verschiedene, zur Erzeugung von Sporen geeignete Medien wie RCM, Trypticase, 

Trypticase-Peptone-Glucose-Yeast (TPGY) und Cooked Meat Medium (CMM) auf deren 

Effizienz zur Sporengewinnung getestet. 

Zusammensetzung Trypticase Medium 

 

Pepton aus Casein 50 g 

Fleischextrakt 5 g 

Ad 1000 ml H2Odem.  

pH 6,8±0,2  

 

Zusammensetzung Cooked Meat Medium (CMM) 

Dieses Medium wurde kommerziell erworben und setzte sich laut Herstellerangaben 

folgendermaßen zusammen: 

 

Herzmuskel 454 g 

Pepton 10 g 

Lab-Lemco Pulver 10 g 

NaCl 5 g 

Glukose 2 g 

Ad 1000 ml H2Odem.  

pH 6,8±0,2  

 

Zusammensetzung Sporulationsmedium: CMM Mod. bzw. CMM Var. 

CMM wurde auch in abgewandelter Form eingesetzt. Hierzu wurde statt 1 l H2Odem. entweder 

nur 500 ml H2Odem. (CMM Var.) oder anstelle von H2Odem. folgendes Medium zu den festen 

pellets des CMM gegeben (CMM Mod.): 
 

Hefeextrakt 10 g 

Ammoniumsulfat 10 g 

Glucose 10 g 

L-Cystein 0,5 g 

Ad 1000 ml H2Odem.  

pH 6,8±0,2  
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Zusammensetzung Trypticase-Peptone-Glucose-Yeast Medium (TPGY) 
 

Trypticase 50 g 

Pepton aus Casein 5 g 

Hefeextrakt 20 g 

Dextrose 4 g 

Natriumthioglykolat 1 g 

Ad 1000 ml H2Odem.  

pH 6,8±0,2  

Von diesen Medien wurden je 90 ml in Serumflaschen gefüllt, mit Butylkautschukseptum und 

Aluminiumkappe verschlossen, analog zu RCM autoklaviert und bei Raumtemperatur 

gelagert. Zur Erzeugung von Sporen wurden Kulturen unter anaeroben Bedingungen in RCM 

bei 37°C angezogen und anschließend 10% der Kultur (v/v) in die anaeroben Sporulations-

medien überführt. Um die Sporulationsrate der gewachsenen Clostridien zu ermitteln, 

wurden über 5 bis 7 Tage täglich Aliquote aus den wachsenden Sporulationskulturen 

entnommen und an einem Mikroskop [2.9.1] mittels eines Zählokulars auf das Verhältnis 

vegetative Zellen/Sporen untersucht. Lag das Verhältnis von Sporen gegenüber vegetativen 

Zellen bei mehr als 90%, so wurden die Sporen durch Zentrifugation geerntet. 

Gewinnung von Clostridien-Sporen 

Um Medienrückstände zu entfernen, wurden die bewachsenen Sporulationsmedien durch 

eine sterile Gaze (37 µm Maschenweite, Bückmann, Mönchengladbach, Deutschland) filtriert 

und anschließend auf Zentrifugenbecher (250 ml) aufgeteilt, die für 10 min bei 7000 rpm 

(Sorvall Evolution RC, Rotor SLA-1500, Thermo Fisher Scientific, Inc., Waltham, MA, USA) 

zentrifugiert wurden. Der Überstand wurde verworfen. Das resultierende Zellmaterial wurde 

zweimal in je 30 ml PBS resuspendiert und wiederum für je 10 min bei 7000 rpm 

zentrifugiert, bevor es in 7 ml PBS resuspendiert und zusammengeführt wurde. 

Anschließend wurden die geernteten Sporen, um eine Ausprägung der Sporenhülle und 

Reifung der Sporen zu gewährleisten, in einer Sporulation-Salt-Solution (SSS) für eine 

Woche bei 4°C inkubiert. 

Zusammensetzung Sporulation-Salt-Solution (SSS) 
 

CaCl2 * 2 H2O 2,65 mg 

MgSO4 * 7 H2O 8,2 mg 

MnSO4 * H2O 8,8 mg 

Ad 1000 ml H2Odem.  

 

Nach mikroskopischer Überprüfung der Reifung wurden die Sporen in PBS überführt und bis 

zur Verwendung in den entsprechenden Versuchen bei 4°C gelagert. 
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2.3.2 Rhizobium leguminosarum 

Für die Anzucht von R. leguminosarum wurde ein Medium verwendet, dem ergänzend ein 

Bodenextrakt zugesetzt wurde (DSMZ Medium #98). 

Zusammensetzung Bodenextrakt 
 

Boden (Freiland) 120 g 

Na-Carbonat 0,3 g 

H2Odem. 300 ml 

 

Der Bodenextrakt wurde für 20 min bei 121°C autoklaviert und anschließend ca. 12 h 

gelagert, bis sich ein Bodensatz bildete. Mit einer Pipette wurde der Überstand (~250 ml) in 

einen Zentrifugenbecher überführt und bei RT für 15 min bei 7000 rpm zentrifugiert. 

Der geklärte Überstand wurde folgendem Medium zugesetzt: 

Rhizobium-Medium 
 

Hefeextrakt 1 g 

Mannitol 10 g 

Boden-Extrakt (geklärt) 200 ml 

Ad 1000 ml H2Odem.  

pH 7,1±0,2  

Die Vorkulturen wurden mit Einzelkolonien von Platte angeimpft und unter aeroben 

Bedingungen in 50 ml Medium in 100 ml Erlenmeyerkolben mit Schikane bei 30°C und 

175 rpm angezogen. Anschließend wurden die Hauptkulturen (50 ml) mit ca. 100 µl der 

Vorkulturen angeimpft und analog inkubiert. 

2.3.3 Escherichia coli 

Für die Anzucht von Escherichia coli wurde LB Medium verwendet. 

Zusammensetzung LB-Medium 
 

Pepton aus Casein 10 g 

Hefeextrakt 5 g 

NaCl 5 g 

Ad 1000 ml H2Odem.  

pH 7,2±0,2  

 

Die Bestandteile dieses Mediums wurden in H2Odem. gelöst und anschließend für 20 min bei 

121°C autoklaviert. 
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2.3.4 Stammhaltung 

Zur längerfristigen Stammhaltung der verwendeten Bakterien wurden Glycerinkulturen 

angelegt. Hierfür wurden 4 ml einer Übernachtkultur, ausgehend von einer Einzelkolonie, bei 

7000 rpm für 5 min zentrifugiert, anschließend in 1 ml Glycerin / PBS 1:4 (v/v) gewaschen 

und nochmals bei 7000 rpm für 5 min zentrifugiert. Das sedimentierte Zellmaterial wurde in 

1 ml Glycerin / PBS aufgenommen und in Reaktionsgefäße zur Kryokonservierung überführt. 

Die Reaktionsgefäße wurden unmittelbar nach dem Verschließen in flüssigem N2 

schockgefroren und im Anschluss bei -80°C gelagert. Um Einzelkolonien für die folgenden 

Versuche zu erhalten, wurden die jeweiligen Kryoröhrchen auf Trockeneis in eine 

Sterilwerkbank eingebracht und die Glycerinkulturen unter sterilen Bedingungen auf 

Agarplatten des jeweiligen Mediums angeimpft. Hierfür wurde in der Regel ein 3-Ösen-

Ausstrich angewandt. 

Animpfen von Flüssigkulturen 

Die auf den Platten gewachsenen Einzelkolonien wurden mit einer sterilen Impföse 

abgenommen und in Flüssigmedium überführt. Wurden die Flüssigkulturen wiederum 

subkultiviert, so wurde die Hauptkultur immer im Verhältnis 1:500 (v/v) bzw. 1:1000 (v/v) aus 

der Vorkultur beimpft. 

Reinheit 

Alle verwendeten Bakterienstämme wurden sowohl mikroskopisch als auch durch 

Sequenzierung der 16S-rDNS auf ihre Reinheit hin überprüft. Zusätzlich wurde die Reinheit 

der Kulturen in PFA- bzw. EtOH-fixierten Proben durch Verwendung phylogenetischer, 

fluoreszierender Gensonden überprüft. Für die Experimente wurden nur Kulturen verwendet, 

die keine Kontamination zeigten. 

2.4 Pflanzsysteme 

Innerhalb dieser Arbeit wurden das Besiedlungsverhalten und der wachstumsfördernde 

Effekt der Clostridien auf verschiedene Pflanzen in unterschiedlichen Pflanzsystemen 

untersucht. Die inokulierten Keimlinge wurden ca. 4 Wochen in einer Phytokammer (BioLine 

VB1514, Vötsch Industrietechnik GmbH, Reiskirchen, Deutschland) unter definiertem Klima 

angezogen. Die spezifischen Klimabedingungen sind der Tabelle 2.5 zu entnehmen.  

Das verwendete Substrat bestand entweder aus feinkörnigem, autoklaviertem Quarzsand 

oder Boden. Neben Boden aus dem Versuchsgut Scheyern wurden auch, wie unter 2.4.3 

beschrieben, kommerzielle Gärtnererden verwendet. 



Material und Methoden 

44 

2.4.1 Verwendete Pflanzen 

Als Modellpflanze diente zum einen Weißklee (Trifolium repens) „Barbian“ D560 BN 1777 

und zum anderen „Deutsches Weidelgras“ (Lolium perenne). Die Samen wurden von der 

Firma Herbiseed (Twyford, Großbritannien) bezogen. 

Oberflächensterilisation der Samen 

Um die zu verwendenden Samen von Pilzsporen bzw. bakterieller Kontamination zu 

befreien, wurden die Samen einer Oberflächensterilisation unterzogen. Die Samen wurden 

hierfür für 2 min in 1% Tween 80 inkubiert. Anschließend wurden sie für 5 min in EtOH70% 

inkubiert und daraufhin für 15 min mit 2% NaOCl unter Rühren behandelt. Die Samen 

wurden dann 5-mal mit H2Odem. gewaschen, bevor sie für 30 min in einer Antibiotika-Lösung 

(Penicillin [0,6 mg/ml], Streptomycin [0,25 mg/ml]) desinfiziert wurden. 

Keimung der Samen 

Für die Keimung der Samen wurde festes NB No.4 Medium verwendet. Dieses kommerzielle 

Medium wurde in H2Odem. gelöst, für 20 min bei 121°C autoklaviert und in Petrischalen 

gegossen. 

NB No.4 Medium 

NB No.4 Medium 8 g 

Agar 15 g 

Ad 1000 ml H2Odem.  

Nach der Oberflächensterilisierung wurden die Samen der jeweiligen Pflanzenart mit einer 

Pinzette steril auf Platten ausgelegt, dunkel bei RT für 3 - 4 Tage inkubiert und dadurch zur 

Keimung gebracht. Dies diente zum einen dazu, die Oberflächensterilisierung zu überprüfen 

und zum anderen, um ausgekeimte Samen für die folgenden Inokulationen zur Verfügung zu 

haben. Die gekeimten Samen, deren Wurzeln ca. 1 - 2 cm lang waren und die keine 

Kontamination zeigten, wurden vor der Inokulation 5-mal mit H2Odem. gewaschen, um evtl. 

anhaftende Antibiotika zu entfernen. 

2.4.2 Axenisches System 

Um das direkte Kolonisierungsverhalten der Bakterien auf Pflanzen ohne Einfluss einer 

konkurrierenden Mikroflora untersuchen zu können, wurden Versuche in einem mono-

axenischen System durchgeführt. Das hierfür verwendete Substrat bestand aus 

feinkörnigem, gewaschenem und autoklaviertem Quarzsand. 
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Quarzsand für axenisches System 

Um feine Quarzstaubpartikel zu entfernen, wurde der grobkörnige Quarzsand (ca. 3 mm 

Korngröße) in einem Sieb mit Leitungswasser mehrmals gespült. Anschließend wurde 

überschüssiges Wasser entfernt, der feuchte Sand autoklaviert und im Anschluss bei 105°C 

im Trockenschrank getrocknet. 

Nährlösung für Pflanzen 

Als Nährlösung für die inokulierten Pflanzen im axenischen System diente MS-Medium 

(Murashige und Skoog, 1962). Hierfür wurde 2,15 g MS-Medium in 500 ml H2Odem. gelöst. 

Der pH-Wert des Mediums wurde aufgrund der Wachstumsbedingungen der Clostridien mit 

NaOH (1 M) von 5,2 auf 6,8 angehoben. Anschließend wurde das Medium autoklaviert und 

bis zur Verwendung bei 4°C gelagert. 

2.4.2.1 Axenisches System in Schott-Duram Röhren 

Als Anzuchtgefäße dienten zum einen Schott-Duram Röhren (Ø 30 mm, Schott Glas, Schott 

AG, Mainz, Deutschland), die, mit Alu-Steckkappen (Schuett-biotec GmbH, Göttingen, 

Deutschland) verschlossen, autoklaviert wurden. Diese wurden mit ca. 100 g Quarzsand 

befüllt, autoklaviert und anschließend getrocknet, bevor 10 ml MS-Medium pro Röhre steril 

zugegeben und darauffolgend je ein Keimling steril in das System mit einer Pinzette 

eingepflanzt wurde. Dieses System wurde um eine zweite Röhre ergänzt, die invertiert auf 

die erste Röhre gesetzt und mit Parafilm M® (Alcan Packaging, Neenah, WI, USA) verbunden 

wurde. Da Gras primär in die Höhe wächst, eignete sich dieser Versuchsaufbau gut für 

dessen Kultivierung. 

2.4.2.2 Axenisches System in PhytatrayTM-Boxen 

Da Weißklee vornehmlich in die Breite wächst, wurden für dessen Kultivierung Phytatray 

Kunststoffboxen (Sigma-Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) verwendet. In jede Phytatray Box 

wurden ca. 300 g gewaschener, steriler Quarzsand und 25 ml MS-Medium gegeben. 

2.4.3 Bodensystem (Topfexperimente) 

Um Resultate zu erhalten, die mehr den natürlichen Bedingungen im Freiland ähneln, wurde 

zur Kultivierung der Pflanzen auch ein Pflanzsystem mit nicht sterilem Boden verwendet. 

Hierbei wurde landwirtschaftlich genutzter Boden bzw. kommerzielle Gärtnererde eingesetzt. 

Neben Boden aus dem Versuchsgut Scheyern wurden auch Erden der Typen ED-73 

(„Einheitserde“) und CL-T („Topferde“) verwendet. 

Die Bodenparameter sind folgender Tabelle 2.3 zu entnehmen. 

 

 

 



Material und Methoden 

46 

Tabelle 2.3:  Bodenparameter des verwendeten Bodensubstrats (Herstellerangaben). 
 

Erde / 

Boden 

bestehend 

aus: 

pH-Wert 

(CaCl2) 

Salz-

gehalt 

g/l (KCl) 

Stickstoff 

(N) mg/l 

(CaCl2) 

Phosphat 

(P2O5) 

mg/l 

(CAL) 

Kalium 

(K2O) 

mg/l 

(CAL) 

Schwefel 

(S) mg/l 

(Frisch-

masse) 

Magnesium 

(Mg) mg/l 

(Frisch-

masse) 

CL-T bzw. 

ED-73 

Naturton, 

Weißtorf, 

Sodentorf 

5,8 2,0 - 2,5 250 - 340 300 - 380 400 - 420 200 700 

Die verwendeten Substrate wurden einer Spurenelementanalyse unterzogen. Hierbei wurde 

die Konzentration von Ammonium (NH4
+)-, Nitrat (NO3

-)- und Phosphat (PO4
3-)-Ionen 

bestimmt [Tabelle 2.4]. 

Tabelle 2.4:  Zusammensetzung der verwendeten Substrate (Analytik). 

Substrat NH4
+ NO3

- PO4
3- 

ED-73 11,8 mg/kg 3,20 g/kg 243 mg/kg 

CL-T (1)* 20,6 mg/kg 6,62 g/kg 246 mg/kg 

CL-T (2)* 6,35 mg/kg 6,10 g/kg 225 mg/kg 

Boden Scheyern 7,78 mg/kg 35,6 mg/kg 7,21 mg/kg 

*: Natürliche Schwankung unterschiedlicher Chargen. 

Wie aus Tabelle 2.4 deutlich wird, unterliegen die Inhaltsstoffe gewissen natürlichen 

Schwankungen (CL-T (1) - (2)). Verglichen mit den kommerziell erhältlichen Gärtnererden 

(ED-73 und CL-T) weist der landwirtschaftlich genutzte Boden des Versuchsguts Scheyern 

einen deutlich geringeren Nährstoffgehalt (NO3
-, PO4

3-) auf. 

Boden aus dem Versuchsgut Scheyern 

Hierbei handelt es sich um landwirtschaftlich genutzten Ackerboden aus dem Versuchsgut 

Scheyern (Bayern, Deutschland). Da dieser Boden eine sehr feine Struktur aufweist, wurden 

für Wachstumsversuche jeweils zwei Blumentöpfe ineinander gesteckt und dazwischen eine 

Gaze (37 µm) eingelegt. Pro Topf wurde der trockene Boden mit ca. 100 ml Leitungswasser 

angefeuchtet und für 2 Tage quellen gelassen. 

ED-73 („Einheitserde“) bzw. CL-T („Topferde“) 

Die Erden der Typen ED-73 bzw. CL-T stellen handelsübliche Gärtnererden mit reichhaltigen 

Nährstoffen dar. ED-73 und CL-T wurden von der Bayerischen Gärtnereigenossenschaft 

e.G. (Aschheim, Deutschland) bezogen. 

Die Substrate wurden in rechteckige Blumentöpfe (10 cm x 10 cm x 11 cm) zu ca. 190 g 

portioniert und anschließend mit Leitungswasser angefeuchtet, um optimale Wachstums-
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bedingungen für die Sämlinge zu gewährleisten. Die Keimlinge wurden direkt in das jeweilige 

Substrat gepflanzt. Um eine Kreuzkontamination durch auslaufendes Gießwasser zu 

verhindern, wurde jeder Blumentopf in einen Untersetzer gestellt. Die Töpfe wurden 

innerhalb eines Gewächshauses (60 cm x 40 cm x 20 cm) für ca. 4 Wochen in eine 

Phytokammer eingebracht. Die Pflanzen konnten auf diese Weise unter definierten Klima-

bedingungen angezogen werden. Die spezifischen Klimabedingungen sind der Tabelle 2.5 

zu entnehmen. Die Pflanzen wurden je nach Bedarf gleichmäßig gegossen. 

2.4.4 Inokulation der Pflanzsysteme 

Nachdem die Pflanzsysteme bereitgestellt waren, wurden vor der Inokulation der Pflanzen 

die zu inokulierenden Bakterien in PBS-Suspension auf eine definierte Bakterienzellzahl 

eingestellt (C. botulinum bzw. C. sporogenes 105 - 108/ml, R. leguminosarum 107/ml).  

Die Keimlinge, deren Wurzeln bereits ca. 1 – 2 cm lang waren, wurden in ein Pflanzsystem 

(mono-axenisches System oder Bodensystem) überführt. Im Anschluss an das Einpflanzen 

ins Substrat wurden die Wurzeln mit je 1 ml Suspension inokuliert. 

Für die Experimente wurden folgende Ansätze verwendet: 

- Pflanzen mit R. leguminosarum inokuliert (Kontrolle) 

- Pflanzen mit C. sporogenes 1739 und R. leguminosarum inokuliert 

- Pflanzen mit C. botulinum 2301 und R. leguminosarum inokuliert 

Vor der Inokulation der Pflanzen wurden die Clostridien mit R. leguminosarum gemischt und 

erst dann auf die sterilen Keimlinge appliziert. Eine Co-Inokulation mit R. leguminosarum 

wurde gewählt, weil unter natürlichen Freilandbedingungen dieser Bakterienstamm stets mit 

Weißklee in einer Symbiose assoziiert ist [1.8]. 

Inokulation mit Clostridien 

Als Folge der anaeroben Wachstumsbedingungen der Clostridien wurden zur Inokulation der 

Pflanzenkeimlinge in den Wachstumsexperimenten sowohl vegetative Zellen als auch 

hauptsächlich Sporen eingesetzt. Die Zell- bzw. Sporenanzahl wurde am Mikroskop durch 

Auszählen mittels eines Zählokulares bestimmt [2.9.1]. Daraufhin wurde eine Suspension mit 

105-108 Zellen / Sporen pro ml hergestellt und zur Inokulation verwendet. 

Inokulation mit R. leguminosarum 

Nach ca. 24 h Wachstum wurden die Kulturen geerntet und für die Inokulation verwendet. 

Die Kulturen wurden bei 6000 rpm für 10 min zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen 

und das sedimentierte Zellmaterial wurde zweimal in 30 ml PBS resuspendiert und erneut 

zentrifugiert, bevor es in 10 ml PBS aufgenommen wurde. Die optische Dichte wurde bei 

436 nm (OD436 nm) bestimmt. Daraufhin wurde eine Suspension auf eine OD436 nm von 0,7 

eingestellt, was einer Gesamtzellzahl von ca. 107 Zellen/ml entspricht. Diese Suspension 
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diente zur Inokulation der Keimlinge. Um ein definiertes und reproduzierbares Protokoll für 

die Inokulation der Pflanzen zu etablieren, wurden begleitend Experimente zur Bestimmung 

der Zellzahl, entweder durch Bestimmung der cfu (vegetative Zellen) oder durch 

mikroskopisch-quantitative Auszählung (Sporen), durchgeführt. Nach Ansatz der 

Pflanzsysteme wurde jeweils 1 ml der verwendeten Inokulationssuspensionen und übrige 

inokulierte Keimlinge fixiert [2.5.11]. Dies diente der nachträglichen Kontrolle der 

Inokulationsdosen bzw. der Effizienz der Inokulation. 

2.4.5 Klimabedingungen innerhalb der Phytokammer 

Die Wachstumsversuche wurden unter kontrollierten klimatischen Bedingungen in einer 

Phytokammer durchgeführt. Die Tabelle 2.5 stellt die klimatischen Parameter während der 

Wachstumsversuche innerhalb der Phytokammer dar. 
 

Tabelle 2.5: Klimabedingungen innerhalb der Phytokammer. 
 

Tag-Nacht-Rhythmus: 

14 h Tag 10 h Nacht 

Temperatur: 

23°C am Tag 18°C in der Nacht 

relative Luftfeuchtigkeit: 50% 

2.4.6 Ernte der Pflanzen 

Nach Ende der Wachstumsphase wurden die Pflanzen geerntet und mit einer sterilen Schere 

in Wurzel und Spross separiert, die getrennt voneinander bearbeitet wurden. Darüber hinaus 

wurde aus dem Gewächshaus Kondenswasser entnommen und angereichert. Dies diente 

der Überprüfung einer Kontamination der Pflanzen durch herabtropfendes Kondenswasser. 

Des Weiteren wurde aus jedem axenischen System je 1 ml MS-Medium entnommen und 

angereichert. Zudem wurden die gewachsenen Pflanzen mit PBS gewaschen. Dieses 

Waschwasser wurde bei 7000 rpm für 10 min zentrifugiert und ebenfalls angereichert. Die 

Anreicherung erfolgte stets für 24 h – 48 h bei 37°C unter anaeroben Bedingungen in RCM. 

Wurzel 

Zur Ernte der Wurzeln wurden diese aus dem Pflanzsystem mit einer sterilen Pinzette 

entnommen. Anschließend wurden sie in PBS gewaschen (Waschwasser) und entweder 

fixiert, mit Flüssigstickstoff schockgefroren und anschließend in einem Mörser zerrieben, um 

im Folgenden die Gesamt-DNS zu isolieren. Alternativ wurden die Wurzeln in einem 

Wägeschälchen mit PBS zerdrückt und in RCM überführt, um vorhandene Sporen zu 

aktivieren und die Bakterien unter anaeroben Bedingungen bei 37°C anzureichern. Nach 

24 h – 48 h wurde aus den Anreicherungskulturen DNS isoliert. 
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Matrizes (A, B, E: soil-kit) homogenisiert (FastPrep FP120, Thermo Fisher Scientific, Inc., 

Waltham, MA, USA). Matrix A bestand aus Granatsplittern und einer 0,6 cm großen 

Zirkoniumkugel. Matrix B enthielt Siliziumkugeln (0,1 mm) und Matrix E bestand aus 

Keramikkugeln (1,4 mm), Quarzkugeln (0,1 mm) und 4 mm großen Glasperlen. Die DNS 

wurde in einem sterilen Reaktionsgefäß in 50-100 µl DES (DNase/Pyrogen-freies Wasser) 

aufgenommen und konnte sofort für Experimente verwendet oder bei -20°C gelagert werden. 

2.5.2 Plasmidisolierung 

Für die Plasmid-DNS-Präparation von high copy Plasmid-DNS aus E. coli wurde das 

NucleoSpin® Plasmid kit (Macherey-Nagel GmbH & Co. KG, Düren, Deutschland) nach 

Herstellerangaben verwendet. Um sedimentierte Zellen zu erhalten, wurden 1 – 5 ml einer 

dicht bewachsenen Bakterienkultur in einer Mikrozentrifuge für 30 sek bei 11000 g 

zentrifugiert. Die NucleoSpin®Plasmid Filtersäulchen wurden in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß 

gegeben und nach Zugabe von 50 µl Puffer AE und Inkubation für 1 min bei 

Raumtemperatur für 1 min bei 11000 g zentrifugiert. Für eine Plasmidisolierung aus 

Clostridien war es notwendig, das Lyseverfahren mit einer enzymatischen Vorbehandlung zu 

beginnen (250 µl Puffer A1 mit 10 mg/ml Lysozym). Die sedimentierten Zellen wurden 

vollständig durch Verwendung eines Vortex oder Auf- und Abpipettieren resuspendiert. Nach 

einer 30 min Inkubation bei 37°C wurde mit dem Protokoll zur Isolierung von Plasmiden aus 

E. coli des NucleoSpin®Plasmid kits fortgefahren. 

2.5.3 Polymerase-Kettenreaktion 

Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) dient der exponentiellen in vitro-Amplifikation von 

spezifischen DNS Fragmenten. Der prinzipielle Ablauf einer PCR in einem Thermocycler (96-

well universal peqstar/gradient, Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen, Deutschland) 

besteht aus mehreren Zyklen von drei Temperaturschritten mit unterschiedlicher 

Verweildauer, die für die jeweilige Phase der enzymatischen Reaktion essentiell sind. 

Zunächst werden die Doppelstränge der DNS als auch evtl. auftretende Primer-Dimere bei 

94 – 96°C getrennt (Denaturierung). Während des nächsten Schritts erfolgt eine spezifische 

Anlagerung der Primer an die nun in einzelsträngiger Form im Reaktionsgemisch 

vorliegende zu amplifizierende DNS (Primerannealing / Hybridisierung). Alle Primer dieser 

Arbeit wurden von Eurofins Medigenomix GmbH (Ebersberg, Deutschland) bezogen.  

Die gewählte Annealing-Temperatur ist innerhalb einer PCR entscheidend für die Spezifität 

der Bindung der Primer an die Zielsequenz und wird durch die Basenabfolge und die Länge 

der Primer festgelegt. Bei dem sich anschließenden Schritt (Elongation) ergänzt die DNS-

Polymerase am 3'-Ende des Primers die komplementären Basen auf den zu replizierenden 

Strängen mit freien Nukleotiden. Um noch nicht komplett vervollständigte Stränge im 

Reaktionsgemisch fertig zu stellen, findet meist eine finale Elongation statt. 
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2.5.4 Horizontale Agarose-Gelelektrophorese 

Um DNS-Fragmente bzw. PCR-Produkte anhand ihrer Größe (Länge an bp) aufzutrennen, 

wurde das Verfahren der horizontalen Agarose-Gelelektrophorese angewandt. Hierbei wird 

ein Agarosegel in einer mit Laufpuffer (1 x TAE) befüllten Kammer (Peqlab Biotechnologie 

GmbH, Erlangen, Deutschland) mit DNS beladen. Anschließend wird mit einem power 

supply (BioRad, Hercules, Kalifornien, USA) eine Spannung angelegt, um einen Stromfluss 

zu erreichen. Die negativ-geladenen DNS-Stücke „laufen“ innerhalb der Agarose-Matrix von 

der Anode zur Kathode, wobei kleinere / kürzere DNS-Stränge/Fragmente schneller 

„wandern“ als größere / längere. Um die Größe der DNS-Fragmente bzw. PCR-Amplifikate 

nach horizontaler Gelelektrophorese im Agarosegel abschätzen zu können, wurde jeweils 

ein Längenstandard mit DNS-Fragmenten definierter Größe (DNS-Leiter, Marker) mit 

aufgetragen. Es wurden hierfür drei verschiedene Marker, GeneRuler 100 bp, GeneRuler 

100 bp Plus und GeneRuler 1kb (DNA ladder, Fermentas, Thermo Fisher Scientific, Inc., 

Waltham, MA, USA) verwendet. 

Herstellung eines Agarose-Gels 

Um ein 1%iges Agarosegel herzustellen, wurden 3 g Agarose in 300 ml 1 x TAE eingewogen 

und durch Kochen gelöst. Die Lösung wurde auf etwa 60°C abgekühlt, bevor EtBr zugeben 

wurde. Dadurch konnten die auf das Gel aufgetragenen DNS-Fragmente später in einem 

Transilluminator (biostep GmbH, Jahnsdorf, Deutschland) mittels UV-Licht sichtbar gemacht 

werden. Um kleinere Fragmente räumlich besser voneinander abzutrennen, wurde ein 

höherprozentiges (2%iges Gel) verwendet. Für ein kleines Gel (10 cm x 14 cm) wurden ca. 

100 ml, für ein großes Gel (14 cm x 23 cm), auf das bis zu 96 Proben aufgetragen werden 

konnten, ca. 180 ml Agaroselösung pro Schlitten benötigt. Die bestmögliche Auftrennung der 

Fragmente wurde bei 125 V für ca. 30 min (kleines Gel) bzw. 145 V für ca. 45 min (großes 

Gel) erreicht. 

2.5.5 Präparative Gelelektrophorese 

Sollten einzelne Banden aus einem Agarosegel extrahiert werden, so wurde ein 0,8%iges 

Gel verwendet. Um eine möglichst gute Auftrennung zu erzielen, wurde nur ein Kamm 

verwendet und eine Spannung von 110 V für 75 min angelegt. Das Agarosegel wurde zum 

Schutz vor Interkalierung während der Dauer des Laufs ohne EtBr hergestellt. Nach 

Abschluss des Laufes wurde das Gel für 10 min im EtBr-Färbebad (50 µl EtBr / 500 ml 

1 x TAE) inkubiert. Um ausreichend DNS für die sich anschließenden Versuche zur 

Verfügung zu haben, wurden hierbei 20 µl aufgetragen. Um eine Fragmentierung der DNS 

durch eine zu lange Exposition mit UV-Licht zu unterbinden, wurden die Banden rasch mit 

dem Gel-X-trakta kit (Promega, Fitchburg, WI, USA) nach Herstellerangaben aus dem 

Agarosegel auf einem UV-Tisch ausgestochen. 
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2.5.6 PCR-Aufreinigung 

Sollte mit PCR-Amplifikaten weiter verfahren werden, so wurden sie, nach Überprüfung ihrer 

Größe mittels eines Aliquot durch horizontale Agarosegelelektrophorese [2.5.4], mit dem 

QIAquick PCR Purification kit (Qiagen GmbH, Hilden, Deutschland) nach Herstellerprotokoll 

aufgereinigt, in 30 µl EB Puffer eluiert und im Anschluss photometrisch (Nanodrop, Thermo 

Fisher Scientific, Inc., Waltham, MA, USA) in ihrer Konzentration bestimmt. 

2.5.7 Klonierung 

Wurden PCR Amplifikate sequenziert, so wurden sie, um eine höhere Qualität der Sequenz 

zu erreichen, zunächst in Plasmide kloniert. Hierfür wurde das StrataClone PCR Cloning kit 

(Agilent Technologies, Waldbronn, Deutschland) nach Angaben des Herstellers verwendet. 

Die Ligationsreaktion beinhaltete 3 µl StrataClone Cloning Puffer, 2 µl PCR-Produkt  

(5 - 50 ng) und 1 µl StrataClone Vector Mix amp/kan. Nach erfolgter Transformation der 

kompetenten Zellen (E. coli) wurden 5 µl und 100 µl Zellsuspension auf LB-Kanamycin-

Platten, die mit 2% X-Gal versetzt waren, gleichmäßig ausplattiert und anschließend bei 

37°C inkubiert. 

Herstellung LB-Kan-X-Gal-Platten 

Um das blau/weiß-Screening durchführen zu können, wurden LB-Kan-X-Gal-Platten 

hergestellt. Die X-Gal Stammlösung (0,04 g X-Gal in 1 ml 99%igem Dimethylformamid) 

wurde bei -22°C lichtgeschützt gelagert. Hiervon wurden, neben 1 ml Kanamycin [50 mg/ml], 

1,6 ml auf 1 l ca. 50°C warmes LB Medium gegeben. Das präparierte Medium wurde in 

Petrischalen gegossen und diese bis zur Verwendung dunkel bei 4°C gelagert. 

2.5.7.1 Selektion rekombinanter Zellen 

Nach ca. 24 h konnten weiße oder leicht hellblaue Kolonien, die auf festem Medium 

gewachsen waren, für eine sich anschließende Plasmid-DNS-Analyse vereinzelt werden. 

Hierfür wurde mit einem sterilen Zahnstocher etwas Zellmaterial abgenommen und auf eine 

Gridplatte (LB/Kan/X-Gal) ausgestrichen. Anschließend wurde Zellmaterial in einen 

Reaktionsansatz für eine Kolonie-PCR (M13 Primer) [2.5.7.3] und in ein Reagenzglas 

eingebracht, welches 3 ml LB-Kan [0,05 mg/ml]-Medium enthielt. Die angeimpften Kulturen 

ausgewählter Kolonien wurden, ebenso wie die Gridplatte, bei 37°C inkubiert, bevor Plasmid-

DNS isoliert [2.5.2] wurde. 

2.5.7.2 Überprüfung des aufgenommenen inserts innerhalb der Plasmide 

Vor der Sequenzierung wurden das Vorhandensein und die Größe des inserts im Plasmid 

überprüft. Hierfür gab es zwei Möglichkeiten. 
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2.5.8.3 EtOH-Fällung der Sequenzierreaktion 

Nach Abschluss der Sequenzierreaktion wurde die mit Fluoreszenzfarbstoffen markierte 

DNS mittels EtOH gefällt. Hierfür wurden pro 5 µl Ansatz 25 µl EtOHper Analyse hinzugefügt. 

Nach einer Inkubationszeit von 5 min bei RT wurde für 15 min bei 2000 g und 4°C 

zentrifugiert. Nach Verwurf des Überstands wurden pro Ansatz 125 µl EtOH70% per Analyse 

zugefügt und weitere 15 min bei 2000 g und 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde 

nochmals verworfen und die Multititerplatte für 1 min bei 500 g „getrocknet“. Zuletzt wurde 

jeder Ansatz in 50 µl H2OLicrosolv (Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland) aufgenommen und 

in eine Barcodeplatte (ABgene) überführt, die in einen Sequenzierer eingebracht wurde. 

2.5.9 Auswertung von Sequenzdaten 

Die vorhandenen Sequenzen des Klonierungsvektors wurden von der erhaltenen 

Gesamtsequenz entfernt. Die Sequenzdaten bzw. Chromatogramme wurden Korrektur 

gelesen und mit Hilfe der vom National Center for Biotechnology Information (NCBI) zur 

Verfügung gestellten Suchmaschine „BLAST“ mit in der Datenbank GenBank abgelegten 

Sequenzen verglichen. Für die Assemblierung von mehreren Teilsequenzen zu einer 

Gesamtsequenz wurde das Sequenzanalyse-Programm SeqMan (Lasergene® v7.1, 

DNASTAR Inc., Madison, WI, USA) verwendet. 

2.5.10 Wachstumsparameter der Bakterienstämme 

Es wurde getestet, bei welchen Temperaturen C. botulinum bzw. C. sporogenes in der Lage 

ist zu wachsen. Hierfür wurden RCM-Flüssigmedien [2.3.1] mit Sporen der Clostridien-

Stämme angeimpft und bei unterschiedlichen Temperaturen inkubiert. Um das Wachstum 

der verwendeten Bakterien in statischen Kulturen in Flüssigmedium zu analysieren, wurden 

Wachstumskurven angefertigt. Hierfür wurde stündlich ein gewisses Volumen der Kultur 

entnommen und photometrisch die Zelldichte (OD) bei einer Wellenlänge von 436 nm 

(Rhizobien) oder 600 nm (Clostridien) bestimmt. Gleichzeitig wurden Proben der Kulturen zu 

gewissen Zeitpunkten sowohl fixiert und für spätere Analysen bei -22°C gelagert, als auch 

DNS isoliert. Die Kulturen wurden in Triplikaten unter optimalen Bedingungen inkubiert und 

das Wachstum wurde über 4 Tage verfolgt. Anfangs wurde stündlich ein Aliquot entnommen 

und photometrisch über die Messung der optischen Dichte (OD-Messung) im Vergleich zum 

sterilen Medium vermessen. In der stationären Phase wurde die Zeitspanne zwischen den 

Messpunkten größer (6 h oder 12 h). Sobald die OD-Messung einen Wert von mehr als 1 

ergab, wurde die Probe, um innerhalb der Linearität der Trübungsmessung zu bleiben, 1:10 

mit Medium verdünnt. Um die Zellzahl mit den OD-Werten zu korrelieren, wurde ein Aliquot 

fixiert und am Mikroskop ausgezählt. Begleitend dazu wurde die cfu/ml durch Ausplattieren 

bestimmt. Die Zeitpunkte der DNS-Isolierung wurden so gewählt, dass die unterschiedlichen 

Phasen des Wachstums (lag-, exponentielle-, stationäre- und Absterbe-Phase) erfasst 

wurden. 
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2.5.12 Vorbehandlung Gram-positiver Bakterien 

Da Gram-positive Bakterien eine sehr dicke und stabile Zellwand aufweisen, die aus vielen 

Murein-Schichten (Peptidoglycan) bestehen kann, in welche (Lipo-) Teichonsäuren und 

Proteine eingelagert sind, bedarf molekularbiologisches Arbeiten mit diesen Bakterien oft 

spezieller Anpassungen (Wagner et al., 1998). Sowohl das Einbringen von Substanzen in die 

Zelle (Färben, Transformation, Hybridisierung (FISH), etc.) als auch das Isolieren von DNS 

und Plasmiden benötigt gezielte enzymatische Vorbehandlungen mit beispielsweise 

Lysozym oder Mutanolysin. In der exponentiellen Wachstumsphase teilen sich die Zellen 

häufig, wodurch die Zellwand in diesem Stadium relativ dünn vorliegt. Daher ist 

beispielsweise das Eindringen (Penetranz) der FISH-Sonden besser gewährleistet als zu 

einem späteren Wachstumszeitpunkt, in dem die Zellwand verdickt vorliegt. 

Herstellung einer Lysozym-Arbeitslösung 

Es wurden 10 mg Lysozym in 1 ml H2Oreinst gelöst und steril filtriert (0,22 µm). Diese Lösung 

enthält 111 KU/mg. 

Herstellung einer Mutanolysin-Arbeitslösung 

Es wurden 10 mg Mutanolysin in 1 ml H2Oreinst gelöst und steril filtriert (0,22 µm). 

Sedimentiertes Zellmaterial wurde in einer Enzymlösung resuspendiert und bei RT für 15 min 

bis 30 min inkubiert. 

2.5.13 Färbungen 

Innerhalb dieser Arbeit wurden verschiedene Färbetechniken angewandt. 

Herstellung Methylenblau-Färbelösung 

30 ml einer gesättigten Methylenblaulösung (0,6 g Methylenblau in 50 ml EtOH) wurden mit 

1 ml einer wässrigen 1%igen Kaliumhydroxidlösung (0,5 g KOH in 50 ml H2Odem.) und 99 ml 

H2Odem. gemischt. 

Ca. 20 µl dieser Färbelösung wurden jeweils auf eine Aussparung eines mit Epoxidharz 

beschichteten Objektträgers (OT) (Carl Roth GmbH+Co.KG, Deutschland) aufgetragen und 

für 2 min inkubiert. Anschließend wurde die Lösung mit H2Odem. abgespült und der OT an der 

Luft getrocknet. 

Endosporenfärbung mit Malachitgrün (5%) 

Um die Sporen besser von vegetativen Zellen unterscheiden zu können, wurden sie mittels 

einer Endosporenfärbung mit Malachitgrün angefärbt. Hierzu wurden 5 g Malachitgrün in 

100 ml H2Odem. unter Rühren gelöst. Anschließend wurde die Lösung steril filtriert (0,22 µm). 

Ca. 20 µl der Malachitgrünlösung wurden jeweils auf eine Aussparung eines Objektträgers 

aufgetragen, über einem Bunsenbrenner erwärmt, und für 2 min inkubiert. Im Anschluss 
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wurde die Lösung mit H2Odem. abgespült, die Kulturen auf einem OT für 1 min mit Safranin 

gegengefärbt, erneut mit H2Odem. abgespült und der OT an der Luft getrocknet.  

DAPI-Färbung 

Um beispielsweise die Effizienz der FISH Prozedur überprüfen zu können, wurden die mit 

Sonden hybridisierten Präparate z.T. zusätzlich mit DAPI gegengefärbt. Hierfür wurde die 

DAPI-Vorratslösung 1:100 mit H2Oreinst verdünnt. Davon wurden 10 µl pro Aussparung auf 

einem OT mit fixierten Bakteriensuspensionen für 10 min im Dunklen inkubiert. Anschließend 

wurden die OT mit H2Odem. gespült und an der Luft getrocknet. 

2.6 Diagnostischer Nachweis inokulierter Clostridien 

Für den spezifischen molekularbiologischen Nachweis der inokulierten Clostridien innerhalb 

des Pflanzenmaterials wurden verschiedene Primer-Paare zur Detektion verwendet  

[Tabelle 2.10]. 
 

Tabelle 2.10:  Primer für die Detektion von Clostridien. 

Primer Target 
Größe 

Amplifikations-
produkt (in bp) 

Sequenz (5´-3´) Spezifität Referenz 

P930 (V) 16S-rRNS 
665 

GTG AAA TGC GTA GAG ATT AGG AA 
Genus 

Clostridium 

(Bourhis und Saunier, 
2005) 

P932 (R) 16S-rRNS GAT YYG CGA TTA CTA GYA ACT C 
(Bourhis und Saunier, 

2005) 

IBTSB1 (V) bont C (5´) 
706 

TCC TCG AGT TAC AAG CCC TAA C. botulinum 
Typ C 

F. Gessler (Göttingen) 

IBTSB1 (R) bont C (5´) ATC CAA TGC CTT TTC CTC AA F. Gessler (Göttingen) 

IBTSB2 (V) bont D (5´) 
462 

TGG TTC ACC TTT TAT GGG AGA C. botulinum 
Typ D 

F. Gessler (Göttingen) 

IBTSB2 (R) bont D (5´) TGT ACG TTG GGT CCA TCT TG F. Gessler (Göttingen) 

IBTSB3 (V) bont C (3´) 
287 

AAA TTA GGT AGT TCA GGG GAK GA C. botulinum 
Typ C 

F. Gessler (Göttingen) 

IBTSB3 (R) bont C (3´) TTR TAT CCM GSA GCA TTM TTT F. Gessler (Göttingen) 

IBTSB4 (V) bont D (3´) 
128 

TCA GAT GCT TTG GAT TAG AGA TTT C. botulinum 
Typ D 

F. Gessler (Göttingen) 

IBTSB4 (R) bont D (3´) ACT TCA AAG GAT TTC CCC AAT F. Gessler (Göttingen) 

AS 11 (V) 
bont A 283 

TGC AGG ACA AAT GCA ACC AGT C. botulinum 
Typ A 

(Takeshi et al., 1996) 

AS 22 (R) TCC ACC CCA AAA TGG TAT TCC (Takeshi et al., 1996) 

BS 11 (V) 
bont B 315 

CCT CCA TTT GCG AGA GGT ACG C. botulinum 
Typ B 

(Takeshi et al., 1996) 

BS 22 (R) CTC TTC GAG TGG AAC ACG TCT (Takeshi et al., 1996) 

CS 11 (V) 
bont C 290 

ATA CAC TAG CTA ATG AGC CTG C. botulinum 
Typ C 

(Takeshi et al., 1996) 

CS 22 (R) TGG AGT ATT GTT ATT CCC AGG (Takeshi et al., 1996) 

DS 11 (V) 
bont D 497 

GTG ATC CTG TTA ATG ACA ATG C. botulinum 
Typ D 

(Takeshi et al., 1996) 

DS 22 (R) TCC TTG CAA TGT AAG GGA TGC (Takeshi et al., 1996) 

ES 11 (V) 
bont E 266 

CAG GCG GTT GTC AAG AAT TTT A C. botulinum 
Typ E 

(Takeshi et al., 1996) 

ES 22 (R) ATT AGC TTT TGA CAG TTC TTC (Takeshi et al., 1996) 

FS 11 (V) 
bont F 332 

CAA TAG GAA CGA ATC CTA GTG C. botulinum 
Typ F 

(Takeshi et al., 1996) 

FS 22 (R) ATC AGG TCC TGC TCC CAA TAC (Takeshi et al., 1996) 

V: „Vorwärts“ – Primer, an den „– Strang“ bindend. R: „Rückwärts“ – Primer, an den „+ Strang“ bindend. 
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2.6.1 16S-rDNS (P930/P932) 

Das Primerpaar P930 und P932 amplifiziert ein 665 bp großes Fragment der 16S-rDNS und 

erfasst die gesamte Gattung Clostridia. Zum Reaktionsansatz, der in Tabelle 2.6 dargestellt 

ist, werden je 0,1 µl der beiden 50 µM vorliegenden Primer P930 und P932 hinzugegeben. 

Das verwendete PCR-Programm für den Nachweis von Clostridien mit dem Primerpaar 

P930/P932 ist in Tabelle 2.7 dargestellt, unterscheidet sich jedoch in der Annealing-

Temperatur und in der Anzahl der Zyklen, die hier bei 60°C bzw. bei 35 Zyklen liegt. 

2.6.2 bont D – Gen (Toxin-Gen) 

Auf das Vorhandensein von C. botulinum Typ D kann durch einen PCR gestützten Nachweis 

des für das Botulinum-Toxin D kodierenden Gens (bont D) mittels diagnostischer PCR 

getestet werden. Hierzu stehen zwei verschiedene PCR-Systeme zur Verfügung. Zum einen 

das BoNT D-PCR System nach Takeshi (Takeshi et al., 1996) und zum anderen das 

BoNT/CD-Multiplex-PCR System. 

2.6.2.1 BoNT D PCR (DS11/DS22) 

Mittels des Primerpaares DS11/DS22 (Takeshi et al., 1996) ist es möglich, C. botulinum 

Typ D durch Amplifikation eines 497 bp großen Fragments spezifisch nachzuweisen.  

Zum Reaktionsansatz [Tabelle 2.6] werden je 0,1 µl der beiden 50 µM vorliegenden Primer 

DS11 und DS22 hinzugegeben. Das verwendete PCR-Programm für den Nachweis von 

C. botulinum mit dem Primerpaar DS11/DS22 ist in Tabelle 2.7 dargestellt, unterscheidet 

sich jedoch in der Annealing-Temperatur und in der Anzahl der Zyklen, die hier bei 55°C 

bzw. bei 35 Zyklen liegt. 

2.6.2.2 BoNT/CD-Multiplex-PCR (F1-R4) 

Aufgrund des Phänomens der Mosaiktoxine [1.5] wurde innerhalb dieser Arbeit eine 

BoNT/CD-Multiplex-PCR zur Unterscheidung eventuell auftretender Toxinchimären der 

verschiedenen BoNT C und D-Subtypen angewendet. Für die BoNT/CD-Multiplex-PCR 

werden 4 verschiedene spezifische Primerpaare [Tabelle 2.10] in einem Reaktionsansatz 

gleichzeitig verwendet. Anhand der Größe der Amplifikate kann zwischen den verschiedenen 

Subtypen der Toxine unterschieden werden. Die Größe des Amplifikationsprodukts für einen 

bont D-Nachweis liegt bei Verwendung von F2/R2 bei 462 bp bzw. bei F4/R4 bei 128 bp. 

Zum Reaktionsansatz [Tabelle 2.6] werden 0,4 µl einer 10 µM Mischung der 8 verwendeten 

Primer (Primer-Mix V1-R4) und zusätzlich 4 µl MgCl2 (25 mM) gegeben. Daher verringert sich 

die zugegebene Menge an NFW auf 30,35 µl. Das verwendete PCR-Programm der 

BoNT/CD-Multiplex-PCR ist in Tabelle 2.7 dargestellt. Die Annealing-Temperatur liegt bei 

56°C und die Anzahl der Zyklen bei 35.  
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2.7 Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung (FISH) 

Bei der Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung (FISH) (Amann et al., 1990; Roller et al., 1994) 

wird eine phylogenetische Oligonukleotid-Sonde mit einem fluoreszierenden Farbstoff 

gekoppelt und für die kulturunabhängige Detektion von Bakterien verwendet. Durch die 

Möglichkeit, verschiedene Fluoreszenzfarbstoffe wie Indocarbocyanin (Cy3), Indodicarbo-

cyanin (Cy5) oder Fluorescein-Isothiocyanat (FITC) an unterschiedlich spezifische 

Sonden zu koppeln, kann in einer Probe gleichzeitig der Nachweis mehrerer Bakterien 

unterschiedlicher taxonomischer Einordnung erzielt werden. FISH ist eine molekular-

biologische Methode, um Mikroorganismen direkt „in situ“ in Geweben/Habitaten der 

jeweiligen fixierten Probe nachzuweisen, ohne die Organismen kultivieren zu müssen 

(in vitro). Dabei wird eine generierte Sonde (ca. 18 bp Länge) eingesetzt, die durch 

Ausprägung von Basenpaarungen an die Ziel-rRNS hybridisiert. 

Bei Gram-positiven Bakterien, wie C. botulinum bzw. C. sporogenes erfordert der Nachweis 

durch fluoreszenzmarkierte phylogenetische Gensonden mittels der Fluoreszenz-in situ-

Hybridisierung (FISH) eine vorangehende Optimierung der Fixierungs- und Hybridisierungs-

bedingungen. Die Ursache liegt vor allem in der unterschiedlichen Ausprägung und somit 

Permeabilität der Gram-positiven Zellwand für Gensonden, bezogen auf die verschiedenen 

Wachstumsphasen (lag-, log-, stationäre- und Absterbe-Phase) der Organismen begründet. 

Da sich in der exponentiellen Wachstumsphase die Zellen schnell teilen, ist die Zellwand in 

diesem Stadium dünn und somit wenig ausgeprägt. Daher ist eine Durchdringung 

(Penetranz) der Sonde besser gewährleistet als zu einem späteren Wachstumszeitpunkt, in 

dem die Zellwand verdickt vorliegt. Aufgrund der beschriebenen Besonderheiten wurden 

verschiedene Vorbehandlungen für die Hybridisierung getestet. Zur Ermittlung der optimalen 

Stringenz für die verwendete CHIS150 Sonde, wurden Fixative aus der exponentiellen 

Wachstumsphase [Abbildung 3.29 II] verwendet und eine Formamid- (FA) Reihe (0% FA in 

10% Schritten bis 60%) [Abbildung 3.30, 3.31] durchgeführt. Von jeder Konzentration wurden 

am Mikroskop mindestens 25 Bilder mit gleicher Belichtung aufgenommen. Die Auswertung 

wurde mit dem Programm DAIME (Daims et al., 2006) durchgeführt. Für die Detektion der 

inokulierten Rhizobien wurde die Sonde RHI1247 [Tabelle 2.11] verwendet. 

Alle für die FISH benötigten Reagenzien (5 M NaCl; 10% SDS; 1 M Tris/HCl pH 8,0; 0,5 M 

EDTA, entionisiertes Formamid) wurden von der Firma AppliChem GmbH (Darmstadt, 

Deutschland) bezogen. 
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2.8.1 Elektroporation 

Die meisten Bakterienzellen sind für eine Chemotransformation mittels Hitzeschock nicht 

geeignet. Ein Durchbruch in der Transformation von Bakterien wurde durch die Feststellung 

erreicht, dass ein elektrisches Feld von 5-10 kV/cm für 5-10 µs die Porenbildung in 

verschiedenen Arten von Zellen und Stämmen induzieren kann und somit die Aufnahme von 

DNS Molekülen ermöglicht (Potter und Heller, 2011). 

Diese Methode der sog. Elektroporation wurde in den letzten Jahren optimiert und für die 

Transformation einer großen Anzahl von Archae- (Aravalli und Garrett, 1997) und 

Eubakterien (Wirth et al., 1989) einschließlich Gram-positiver, wie Bacillus spp. (Brigidi et al., 

1990), Streptococcus spp. (Dunny et al., 1991), Listeria spp. (Alexander et al., 1990) und 

Clostridium spp. (Information et al., 1988; Jirásková et al., 2005; Olson und Lynd, 2012), als 

auch Gram-negativer Bakterienarten, wie E. coli (Dower et al., 1988), verwendet.  

Der Mechanismus der Transformation durch Elektroporation ist bis heute nicht vollständig 

geklärt. Wenn aufgrund eines Hochspannungsimpulses die Potentialdifferenz einen 

Schwellenwert überschreitet und Zellmembrankomponenten von im Kondensator 

befindlichen Zellen polarisiert werden (Tieleman, 2004), bilden sich lokale transiente Poren, 

was zu einer Durchlässigkeit für geladene Moleküle wie DNS führt (Aune und Aachmann, 

2010). Die Bildung der Poren geschieht innerhalb von 10 ns, während das Schließen der 

Poren auf einer Zeitskala von Sekunden geschieht (Aune und Aachmann, 2010).  

Die Effizienz der Elektroporation ist von vielen Faktoren abhängig, wie der Zellwand, 

Membranstruktur, Endonuklease-Restriktionsmodifikationssystemen und der Menge an 

extrazellulären Nukleasen (Davis et al., 2000). Daher müssen die Parameter einer 

Elektroporation in der Regel für jeden Zelltyp optimiert werden. Die Einbringung der evoglow-

Gene zur Fluoreszenzmarkierung von C. botulinum bzw. C. sporogenes erfolgte durch 

Transformation mittels Elektroporation. Vor allem bei Gram-positiven Bakterien ist für eine 

erfolgreiche Transformation die Dicke der Zellwand ausschlaggebend, weshalb Zellen in der 

frühen exponentiellen Wachstumsphase mit nur schwach ausgeprägter Zellwand verwendet 

wurden. Die höchste Transformationseffizienz (~103 Transformanden/µg Plasmid-DNS) 

wurde mit folgendem Protokoll erzielt: 

Die Zellen wurden in RCM, das 1% (w/v) Glycin enthielt, bei 37°C kultiviert und nach ca. 12 h 

in neues Glycin-haltiges RCM überimpft. Die Kulturen wurden nach Erreichen der 

gewünschten OD 660nm = 0,7 bei 4°C zentrifugiert und mit 0,8 Volumen 10%igem 

Polyethylenglykol (PEG) 8000 gewaschen. Als Elektroporationspuffer wurde 10% PEG 8000 

verwendet. Alle verwendeten Lösungen wurden auf 4°C gekühlt und die gesamte Prozedur 

der Elektroporation wurde auf Eis durchgeführt. Nach Zugabe von 1 µg Plasmid-DNS zu 

einem Volumen von 40 µl – 300 µl (108 – 1010 Zellen) wurden die kompetenten Zellen mit 

einem Elektroporator (Gene Pulser, BioRad, Hercules, Kalifornien, USA) einem elektrischen 
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2.9.2 Epifluoreszenz-Mikroskopie 

Eine Überprüfung der Fluoreszenz hybridisierter Zellen (FISH) bzw. des Transformations-

erfolgs (evoglow) konnte mit demselben Mikroskop [2.9.1] durchgeführt werden, da eine für 

die Anregung der Fluoreszenzfarbstoffe nötige Quecksilberdampflampe (HBO50/AC, Carl 

Zeiss AG), die Licht spezifischer Wellenlänge erzeugt, an das Mikroskop gekoppelt war.  

Die verwendeten Fluoreszenzfiltersätze sind in Tabelle 2.16 dargestellt. 
 

Tabelle 2.16:  Kenndaten der verwendeten Filtersätze zur Epifluoreszenz-Mikroskopie. 

Fluorochrom Anregungsfilter Farbteiler Emissionsfilter 

Cy3 (rot) HQ 535/50 Q 565 LP HQ 605/75 

FITC / evoglow (grün) HQ 480/40 Q 505 LP HQ 535/50 
 

2.9.3 Konfokale Laser-Scanning-Mikroskopie  

Das Kolonisierungsverhalten der verwendeten Bakterienstämme wurde mittels Fluoreszenz-

in situ-Hybridisierung (FISH) bzw. evoglow Markierung in Kombination mit konfokaler Laser-

Scanning-Mikroskopie (CLSM) untersucht. Bei dieser Technik (Shotton und White, 1989; 

Shotton, 1989; Paddock, 1999; Paddock, 2000) wird die Probe mit einem fokussierten 

Laserstrahl abgerastert und die Fluoreszenzsignale werden von einem photomultiplier 

detektiert. Mittels eines konfokalen pinhole werden nur Signale aus der fokussierten Ebene 

detektiert. Für die dreidimensionale mikroskopische Analyse der Bakterienzellen auf / in 

Pflanzenmaterial, wurde ein Wasserimmersionsobjektiv (C-Apochromat® 63x/1,2 W Korr) 

verwendet. Da von anderen Lichtquellen nicht genügend Licht für eine intensive 

Fluoreszenzanregung spezieller Markierungen auf einen Punkt konzentriert werden kann, 

werden zu diesem Zweck Laser bestimmter Wellenlängen eingesetzt. Das verwendete 

konfokale Laser-Scanning-Mikroskop ermöglicht das Erstellen von optischen Serienschnitten 

einer Probe (Bildserien, z-Stapel). Alle Lokalisierungsstudien wurden am CLSM 

durchgeführt, da aufgrund der konfokalen Mikroskopie genaue Aussagen über die Präsenz 

der inokulierten Bakterien im Pflanzenmaterial möglich waren. Die Fluoreszenz von FITC ist 

in grün, die von Cy3 in rot und die von Cy5 in blau dargestellt. Im Allgemeinen wurden immer 

nur 2 Kanäle gleichzeitig verwendet. Der verbleibende dritte Farbkanal wurde verwendet, um 

die Autofluoreszenz und damit die Struktur des Pflanzenmaterials detektieren zu können.  

Die Bilderzeugung bzw. Bildverarbeitung erfolgt mit der Software Zeiss LSM Image Browser 

Version 2.80. Die verwendeten Fluoreszenzfarbstoffe, Filtersätze und Laser sind in Tabelle 

2.17 aufgeführt. 
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Tabelle 2.17:  Kenndaten der verwendeten Fluoreszenzfarbstoffe und der entsprechenden Filtersätze und 
 Laser des CLSM. 

Fluorochrom 
Absorptions-
maxima (nm) 

Emissions-
maxima (nm) 

Laser (nm) Strahlteiler Filter 

evoglow 498 516 Argon (488) 
NFT 490 

HFT 488/543 
BP 500-550 

FITC 490, 494 520, 525 Argon (488) 
NFT 490 

HFT 488/543 
BP 500-550 

Cy3 514, 552, 554 566, 570 
Helium-Neon 

(543) 
HFT 488/543 LP 560 

Cy5 649 666, 670 
Helium-Neon 

(633) 
HFT UV 

488/543/633 LP 650 
 

 

Der Argon-Laser erzeugt Anregungswellenlängen von 488 nm (FITC, grüne Fluoreszenz) mit 

einem BP 500-550 Filter, während zwei Helium-Neon-Laser Anregungswellenlängen von 

543 nm (Cy3, rote Fluoreszenz) und 633 nm (Cy5, blaue Fluoreszenz) mit einem LP 560 

bzw. LP 650 Langpassfilter bereitstellen. 

2.10 Beprobung von Fermentern zur Biogasproduktion 

Vor der Überprüfung der entnommenen Proben wurde getestet, ob es für die beiden in 

dieser Arbeit verwendeten Clostridien-Stämme prinzipiell möglich ist, bei den in Fermentern 

vorherrschenden Temperaturen wachsen zu können [2.5.10]. Nach Abschluss dieser 

Versuche, wurden verschiedene Anlagen zur Biogasproduktion in Bayern [Tabelle 2.18], die 

mit unterschiedlichen Substraten beschickt wurden, stichprobenartig auf die Anwesenheit 

von C. botulinum-Stämmen, die in der Lage sind, BoNT-Typ A bis F zu produzieren, mittels 

der Detektions-PCR Systeme [2.6, S. 59] getestet. 

Tabelle 2.18: Zusammensetzung und chemische Analyse der Fermenterproben. 
 

 Bemerkung 
NH4

+ 
(g/kg) 

NO3
- 

(mg/kg) 
PO4

3- 
(g/kg) 

pH-
Wert 

Probe 1 Fermenter, Gülle (Geflügel / Rind) 0,659 16,3 1,42 7,46 

Probe 2 Rückstandsbehälter Gülle (Geflügel / Rind) 0,880 < 4,20 1,40 7,55 

Probe 3 
42°C, 60% Gülle (Schwein / Rind), 40% Silage 
(Mais, Gras) und Getreideabfälle, 
Fermenterdirektentnahme 

1,99 < 0,602 0,428 n.b. 

Probe 4 
Silage (Mais, Gras) und Kornschrot, 
Rückstellbehälter (offen) 

0,925 < 0,580 0,480 n.b. 

Probe 5 
Silage (Mais, Gras) und Triticaleschrot, 
Rückstellbehälter (abgepresst) 0,491 < 1,00 0,077 n.b. 

Probe 6 Schweinegülle 3,17 0,93 9,69 8,05 

Probe 7 Rindergülle n.b. n.b. n.b. n.b. 

Probe 8 Hühnergülle n.b. n.b. n.b. n.b. 
 

An unterschiedlichen Stellen im Produktionsablauf, wie dem eigentlichen Fermenter und dem 

Rückstandsbehälter, wurde jeweils 1 l Probenmaterial entnommen. Die unterschiedlichen 

Fermenter, sowie die Parameter der durchgeführten Analytik sind in Tabelle 2.18 aufgeführt. 
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3. Ergebnisse 

3.1 Wachstum der Clostridien 

Um die optimale Wachstumstemperatur der Clostridien-Stämme zu ermitteln, wurde 

zunächst getestet, bei welchen Temperaturen C. botulinum bzw. C. sporogenes in der Lage 

ist, in RCM Medium zu wachsen. Darüber hinaus wurden Strategien entwickelt, um die 

obligat anaeroben Clostridium-Stämme optimal zu kultivieren [2.3.1] und Sporen zu 

produzieren. 

3.1.1 Wachstumstemperatur von C. botulinum / C. sporogenes 

Beide Clostridien-Stämme, C. sporogenes und C. botulinum, sind in der Lage, zwischen 

18°C und 43°C zu wachsen [Abbildung 3.1 A und B]. Clostridium botulinum ist darüber 

hinaus auch in der Lage, bei 51°C zu wachsen [Abbildung 3.1 B]. 

 A  B 

 
Abbildung 3.1:  Wachstum der Clostridien bei unterschiedlichen Temperaturen in RCM [2.5.10]. 
 A: Wachstumskurve von C. sporogenes 1739. 
 B: Wachstumskurve von C. botulinum 2301. 

Auch durch den molekularen Nachweis kann ein Wachstum der beiden Clostridien-Stämme 

zwischen 18°C und 43°C nachgewiesen werden [Abbildung 3.2 A und B]. 

 

 

 

 

                                                                   A 

 

 

 

 

                                              B 

Abbildung 3.2: Nachweis der Clostridien bei unterschiedlichen Wachstumstemperaturen. 
 Die Clostridien konnten anhand Ihrer 16S-rDNS nachgewiesen werden (A: P930/P932: 
 665 bp). Clostridium botulinum konnte zusätzlich anhand des vorhandenen 
 Toxin-Gens (bont D) nachgewiesen werden (B: F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 
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Für die Darstellung in Abbildung 3.1 A und B wurde die optische Dichte im Vergleich zu 

unbewachsenem Medium ermittelt. Für die Abbildung 3.2 A und B wurden aus den Kulturen 

DNS isoliert und die Bakterien mittels PCR nachgewiesen. 

3.1.2 Wachstumsphasen der Clostridien 

Da mit zunehmendem Alter der Kulturen und je nach Wachstumsphase die Ausprägung der 

Zellwand Gram-positiver Bakterien zunimmt, wurde die Effizienz der DNS-Isolierung in den 

unterschiedlichen Wachstumsphasen untersucht. Hierzu wurden Wachstumskurven von 

C. sporogenes und C. botulinum in Triplikaten in RCM bei 37°C [2.5.10] erstellt  

[Abbildung 3.3] und zu unterschiedlichen Zeitpunkten Fixierungen und DNS-Isolierungen 

durchgeführt. Die optische Dichte wurde bei 436 nm bestimmt. Eine Suspension mit einer 

OD436 nm von 0,7 entsprach dabei einer Gesamtzellzahl von ca. 107 Zellen/ml. 

 

 
 

 
Abbildung 3.3: Wachstumskurve des C. botulinum (rot) und C. sporogenes-Stamms (blau) in RCM bei 
 37°C. Die Zeitpunkte der Fixierung und DNS-Isolierung sind markiert (I – VI). 
 

Der pathogene, BoNT D produzierende C. botulinum 2301 Stamm wurde ebenso wie der 

Toxin-negative C. sporogenes 1739 Stamm kultiviert [2.5.10]. 

Die ersten 3 h – 5 h befanden sich die Kulturen in der lag-Phase [Abbildung 3.3 I], in der sich 

die Zellen an die neuen Wachstumsbedingungen adaptieren. Die sich anschließende Phase 

war durch ein exponentielles Wachstum gekennzeichnet [Abbildung 3.3 II-III]. Nach rund 

12 h exponentieller Wachstumsphase wurde die stationäre Phase (frühe stationäre Phase: 

[Abbildung 3.3 IV]; späte stationäre Phase: [Abbildung 3.3 V]) erreicht, bevor ab ca. 34 h die 

Absterbephase [Abbildung 3.3 VI] einsetzte. Diese zeichnete sich durch die Abnahme der 

Zelldichte (Abnahme der OD) bzw. die Bildung von Überdauerungsformen (Endosporen) 



Ergebnisse 

73 

aufgrund von Nährstoffmangel, Überdruck und der Akkumulation von toxischen 

Stoffwechselendprodukten aus. 

Das Wachstum von R. leguminosarum wurde, wie das der Clostridien-Stämme, in gleicher 

Weise über ca. 4 Tage verfolgt; eine Wachstumskurve wurde angefertigt. Sobald die Flüssig-

kulturen eine Wachstumsdauer von rund 24 h überschritten, fand eine Phasenvariation der 

Zellen statt. Die freischwimmenden Einzelzellen agglomerierten zu Aggregaten und setzten 

sich am Boden des Kulturgefäßes ab, wodurch das bewachsene Medium mit der Zeit 

aufklarte. Daher wurden in den Versuchen stets Kulturen verwendet, die nicht älter als 24 h 

waren. 

3.2 DNS-Isolierung in den verschiedenen 

Wachstumsphasen 

Da bei Gram-positiven Bakterien mit zunehmendem Alter die Zellwand stärker ausgeprägt 

vorliegt und die Zellen zudem von einem vegetativem Stadium in ein Sporenstadium 

übergehen, wurde die Effizienz der DNS-Isolierung in den unterschiedlichen Wachstums-

phasen ermittelt. Hierfür wurde zu den in Abbildung 3.3 markierten Zeitpunkten (I bis VI) 

jeweils (Triplikate) aus der gleichen Menge an Zellen DNS isoliert. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 3.4: Menge an 
isolierter DNS in den 
unterschiedlichen Wachs-
tumsphasen. 

 

Zu Beginn des Wachstums sind in der angeimpften Flüssigkultur nur wenige Zellen 

vorhanden, wodurch auch nur wenig DNS isoliert werden konnte. Über die Zeit nimmt die 

Zellzahl durch das Wachstum zu und die Anzahl der in Kultur enthaltenen Zellen steigt.  

Bei einer etwa 12-stündigen Inkubationszeit ist die maximale Zellzahl erreicht und es kann 

prozentual die meiste DNS pro ml Kultur isoliert werden [Abbildung 3.4]. Ab diesem Zeitpunkt 

nimmt die Dicke der Gram-positiven Zellwand zu, wodurch eine DNS-Isolierung zu späteren 

Zeitpunkten erschwert wird und eine geringere Konzentration an isolierter DNS erhalten wird 

[Abbildung 3.4]. 
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3.3 Sporen 

Die verwendeten Pflanzsysteme [2.4] wurden, neben Versuchen mit vegetativen Zellen, auch 

mit Sporen der Clostridium-Stämme inokuliert. 

3.3.1 Sporulation von C. botulinum bzw. C. sporogenes 

Die Sporen der beiden Clostridien-Stämme wurden unter anaeroben Bedingungen in 

verschiedenen Sporulationsmedien generiert [2.3.1]. Abbildung 3.5 zeigt Durchlichtbilder mit 

1000-facher Vergrößerung, in denen die extrem lichtbrechenden, runden Sporen 

[Abbildung 3.5 A] optisch gut erkennbar und von vegetativen Zellen [Abbildung 3.5 B] 

unterscheidbar sind. 
 

 
Abbildung 3.5: Lichtmikroskopische 
Aufnahmen (Phasenkontrast) mit 1000-
facher Vergrößerung. In einer 5 Tage 
alten Kultur, die in CMM bei 37°C 
inkubiert wurde, sind die extrem 
lichtbrechenden, runden Sporen von 
C. botulinum optisch gut erkennbar (A). 
Die vegetativen Zellen von C. botulinum 
(B) wurden in RCM bei 37°C kultiviert 
(Alter der Kultur 24h).  
 

Die höchste Sporulationsrate wurde für die beiden Stämme durch Verwendung 

unterschiedlicher Sporulationsmedien [2.3.1] erzielt [Abbildung 3.6]. 
 

 
 
 
 
 
 

 

Abbildung 3.6:  
Sporulationsraten (in %) in 
verschiedenen Sporulations-
medien. Gesamtzellzahl (100%): 
Vegetative Zellen und Sporen.  

 

 

Clostridium sporogenes sporulierte am besten in CMM Var. Mod., wohingegen C. botulinum 

in CMM Mod. die höchste Sporulationsrate aufwies [Abbildung 3.6]. Für die Generierung von 

Sporen wurden daher diese beiden Medien verwendet. Waren im Vergleich zur 

Gesamtzellzahl (100%) rund 90% Sporen, verglichen mit vegetativen Zellen, in den 

Sporulationsmedien vorhanden, so wurden die Sporen durch Zentrifugation geerntet und zur 

Reifung in SSS inkubiert. Anschließend wurden die Sporen in PBS bei 4°C gelagert [2.3.1]. 
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3.3.2 DNS-Isolierung aus Sporen 

Aufgrund der durch physikalische Eigenschaften bedingten Widerstandskraft der Sporen 

[1.2], wurden verschiedene Methoden zur DNS-Isolierung aus Sporen getestet. Hierfür 

wurden verschiedene enzymatische Schritte in Kombination mit verschiedenen Matrizes  

(A, B, E) des DNS-Isolierungskits [2.5.1, S.49] getestet [Abbildung 3.7]. Matrix A enthielt 

Granatsplitter und eine 0,6 cm große Zirkoniumkugel. Matrix B bestand aus Siliziumkugeln 

(0,1 mm) und Matrix E bestand aus Keramikkugeln (1,4 mm), Quarzkugeln (0,1 mm) und 

4 mm großen Glasperlen. 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 3.7: Enzymatische Vorbe-
handlung der Clostridien-Sporen-
suspension vor DNS-Isolierung. 
 

 

Durch eine gezielte Vorbehandlung zum Abbau der Sporenhülle mit Mutanolysin wurde die 

Effizienz der DNS-Isolierung erhöht. Die Ausbeute an DNS aus Sporen konnte zudem durch 

den Einsatz verschiedener Matrizes zum mechanischen Aufschluss der Zellen gesteigert 

werden. Wie aus Abbildung 3.7 deutlich wird, zeigte die Verwendung von Matrix A in 

Kombination mit einer Vorbehandlung mit Mutanolysin (10 U) zur DNS-Isolierung aus Sporen 

die besten Ergebnisse. 

3.3.3 Widerstandsfähigkeit der Sporen 

Um eine Inaktivierung des biologischen Materials zu gewährleisten und in Inokulations-

experimenten sicher mit Clostridien arbeiten zu können, wurden folgende Versuche 

durchgeführt. 

Fixierung 

Präparate wurden entweder mit PFA4% oder EtOH50% fixiert [2.5.11]. Nach monatelanger 

Lagerung bei -22°C in EtOH50% wurden diese zur Überprüfung der Inaktivierung in Medium 

überführt und für 48 h unter optimalen Bedingungen inkubiert. Es zeigte sich bei allen 

Ansätzen ein Übergang der fixierten Kulturen in eine vegetative Wachstumsphase 

[Abbildung 3.8]. 
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Abbildung 3.8: Nachdem fixierte Rein-
kulturen von C. botulinum bzw. 
C. sporogenes bei -22°C in EtOH50% 
gelagert waren, wurden diese in RCM 
angeimpft und bei 37°C inkubiert. Nach 
72 h wurde das Wachstum über die 
OD600nm bestimmt. In jedem Ansatz 
waren die fixierten Kulturen in der 
Lage in eine vegetative Wachstums-
phase überzugehen. 
 

Durch eine Fixierung mit EtOH oder PFA werden die vegetativen Zellen inaktiviert. Fixierte 

Sporen können jedoch nach Überführung in Medium und anaerober Inkubation 

[Abbildung 3.8, rot, 72 h] auskeimen, in die vegetative Lebensform übergehen und 

proliferieren. Eine Fixierung genügt daher nicht, um Sporen abzutöten [Abbildung 3.8]. 

Desinfektion 

Zur Abtötung von vegetativen Zellen und auch evtl. vorhandenen Clostridien-Sporen sind 

mehrere Methoden anwendbar. Zum einen eine Desinfektion mit speziellen sporoziden 

Desinfektionsmitteln wie Lysoformin (Lysoform Dr. Hans Rosemann GmbH, Berlin, 

Deutschland) oder Bacillol (Bode Chemie GmbH, Hamburg, Deutschland) und zum anderen 

die Anwendung von Dampfsterilisation (Autoklavieren). Angereicherte Kulturen bzw. 

Sporensuspensionen der beiden Clostridien-Stämme wurden für unterschiedliche 

Verweilzeiten mit verschiedenen Desinfektionsmitteln inkubiert [Tabelle 3.1] und im 

Anschluss in RCM überführt. 

 

Tabelle 3.1: Einwirkdauer der Desinfektionsmittel auf Sporensuspensionen. 
 +: Wachstum; -: kein Wachstum 

 5 min 10 min 30 min 1 h 2 h 3 h 4 h 

Lysoformin (10%) + + + - - - - 

Bacillol + + + + - - - 

 

Nach einer Einwirkdauer der Desinfektionsmittel von 2 h waren die Kulturen und evtl. darin 

enthaltene Sporen in keiner getesteten Probe mehr in der Lage, unter optimalen 

Bedingungen zu keimen und zu wachsen. Da der Einsatz von Lysoformin (10%) innerhalb 

einer kürzeren Inkubationszeit (nach 1 h) zur Abtötung der Kulturen führte [Tabelle 3.1], 

wurde dieses zur Desinfektion verwendet. 
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Autoklavieren 

Sporensuspensionen wurden bei 121°C für 20 min bzw. 34 min bei 1 atm Überdruck 

autoklaviert und im Anschluss angereichert. Nach Inkubation bei 37°C über mehrere Tage 

konnte in keiner Probe ein Wachstum festgestellt werden. Dies zeigt, dass durch den 

Vorgang des Autoklavierens die Kulturen einschließlich evtl. vorhandener Sporen abgetötet 

werden und nicht mehr in vegetative Zellen übergehen können. 

3.4 Diagnostische PCR zur Detektion von Clostridien 

Für den spezifischen molekularbiologischen Nachweis der inokulierten Clostridien innerhalb 

des Pflanzenmaterials mittels PCR wurden Polymerasen verschiedener Hersteller (Bioron, 

TopTaq, Amplitaq) in Kombination mit verschiedenen Primer-Paaren [Tabelle 2.10] 

verwendet. Die PCR gestützten Nachweissysteme wurden hinsichtlich der Variation der 

MgCl2-Konzentration im Reaktionsansatz und der Annealing-Temperatur optimiert und auf 

das verwendete PCR System angepasst. Die Detektionsgrenzen für das bont D-Gen bzw. 

die 16S-rDNS wurden durch Einsatz verschiedener DNS Konzentrationen ermittelt. 

3.4.1 Detektionslimit der verschiedenen PCR Systeme 

Es wurden jeweils die gleichen DNS-Konzentrationen der gleichen Zellzahlen eingesetzt.  

Mit dem PCR-System Amplitaq war keine Amplifikation erfolgreich. Abbildung 3.9, 3.10, 3.11 

zeigt die unterschiedliche Sensitivität der zwei getesteten Systeme (A: Bioron; B: TopTaq) 

bezüglich der verschiedenen Detektionssysteme. 

3.4.1.1 Nachweis durch 16S-rDNS als Zielgen 

Aufgrund der 16S-rDNS als Zielgen kann auf die Gattung Clostridium mittels des 

Primerpaares P930/P932 getestet werden [2.6.1]. Allerdings ist hiermit kein eindeutiger 

Nachweis der inokulierten Clostridien-Stämme möglich, da beispielsweise im Bodensystem 

auch natürlich vorkommende Stämme erfasst und nachgewiesen werden, wodurch falsch 

positive Ergebnisse auftreten können. Abbildung 3.9 zeigt das Ergebnis einer 16S-rDNS-

PCR (P930/P932). 

A B 

Abbildung 3.9: Nachweis von Clostridien durch 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp).  
 A: PCR-System Bioron. B: PCR-System TopTaq. 
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Das Detektionslimit der 16S-rDNS-PCR lag für das PCR System von Bioron bei 1 ng 

[Abbildung 3.9 A]. Mit dem PCR-System von Qiagen (TopTaq) war die Sensitivität des 

Nachweises durch Amplifikation höher und lag bei 100 pg [Abbildung 3.9 B]. 

Die niedrigste nachweisbare Menge an DNS von Clostridien, die erkennbare Amplifikations-

produkte auf einem Agarosegel nach horizontaler Gelelektrophorese zeigte, lag mit dem 

Primerpaar P930/P932 bei 100 pg. 

3.4.1.2 Nachweis des bont D-Gens von C. botulinum 

Der C. botulinum-Stamm kann durch zwei verschiedene PCR Systeme zur Amplifikation von 

Fragmenten des für das bont D kodierenden Toxin-Gens detektiert werden [2.6.2].  

Zum einen mit der Nachweismethode nach Takeshi (BoNT D-PCR) (Takeshi et al., 1996) 

[2.6.2.1], zum anderen mit der BoNT/CD-Multiplex-PCR [2.6.2.2]. 

3.4.1.2.1 BoNT D-PCR 

Das durch das Primerpaar DS11/DS22 amplifizierte bont D-Genfragment weist eine Größe 

von 497 bp auf. Wie in Abbildung 3.10 zu sehen ist, kann das bont D-Gen mittels BoNT D-

PCR [2.6.2.1] nachgewiesen werden. 

A B 

Abbildung 3.10:  BoNT D-PCR: Nachweis von bont D (DS11/DS22: 497 bp) nach Takeshi et al., 1996. 
 A: Detektionslimit PCR-System Bioron. B: Detektionslimit PCR-System TopTaq. 

Durch das Färben der Amplifikationsprodukte nach erfolgter horizontaler Gelelektrophorese 

mittels eines Agarosegels konnten 5 pg DNS detektiert werden, was in etwa 1650 Zellen 

entspricht. Das Detektionslimit der BoNT D-PCR war für beide Systeme gleich.  

Die Sensitivität der PCR war somit vergleichbar mit der von Takeshi et al. (Takeshi et al., 

1996). Die Abbildung 3.10 zeigt die Sensitivität und Spezifität der BoNT D-PCR. 

3.4.1.2.2 BoNT/CD-Multiplex-PCR 

Mittels der BoNT/CD-Multiplex-PCR [2.6.2.2] kann bont D ebenfalls nachgewiesen werden. 

Der in dieser Arbeit verwendete C. botulinum-Stamm zeigt eine Doppelbänderung auf einer 

Laufhöhe von 462 bp bzw. 128 bp [Abbildung 3.11] eines typischen BoNT D-Stammes. 
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A B 

Abbildung 3.11:  BoNT/CD-Multiplex-PCR: Nachweis von bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp).  
 A: Detektionslimit PCR-System Bioron. B: Detektionslimit PCR-System TopTaq. 

Abbildung 3.11 zeigt das Detektionslimit der BoNT/CD-Multiplex-PCR, das bei 10 pg (Bioron, 

[Abbildung 3.11 A]) bzw. bei 5 pg (TopTaq, [Abbildung 3.11 B]) lag. 

Mit den PCR-Systemen beider Hersteller ([Abbildung 3.11] A: Bioron; B: Qiagen) war eine 

Amplifikation möglich. Das Detektionslimit lag für die BoNT D-PCR [Abbildung 3.10] bei 

beiden Systemen bei 5 pg und für die BoNT/CD-Multiplex-PCR [Abbildung 3.11] bei 10 pg 

(A: Bioron) bzw. bei 5 pg (B: TopTaq). 5 pg an DNS des Toxin-produzierenden C. botulinum-

Stammes konnten sowohl durch das BoNT/CD-Multiplex-PCR System [Abbildung 3.11] als 

auch durch die BoNT D-PCR mit dem Primerpaar DS11/DS22 [Abbildung 3.10] detektiert 

werden. 

Die Nachweisgrenze unterschied sich bei den eingesetzten Detektionssystemen (16S-rDNS-

PCR, BoNT D-PCR und BoNT/CD-Multiplex-PCR). Mit dem PCR-System von Qiagen war 

die Sensitivität des Nachweises durch Amplifikation etwas höher. Daher wurde das TopTaq 

PCR-System für den Nachweis der Clostridien eingesetzt. Unterhalb der Detektionsgrenzen 

konnte eine eingesetzte Menge an DNS nicht mehr nachgewiesen werden. 

Eine Datenbankrecherche zeigte, dass Regionen im Chloroplasten- und Mitochondrien-

genom von Weißklee in nur einer einzigen Base in der Zielsequenz der Detektionsprimer 

abwichen. Um daher die korrekte Amplifikation des jeweiligen bakteriellen Zielgenes zu 

überprüfen, wurden die Amplifikationsprodukte sequenziert [2.5.8]. 

3.4.2 Detektionslimit bei Anwesenheit von pflanzlicher DNS 

Der eventuell auf die Sensitivität bzw. Nachweisgrenze der PCR Systeme störende Einfluss 

von pflanzlicher DNS und eventuell PCR-inhibierender Substanzen, die durch die DNS-

Isolierung angereichert wurden, wurde getestet. Hierzu enthielt jeder Ansatz, neben einer 

definierten Menge bakterieller DNS, zusätzlich 200 ng reine Pflanzen-DNS. 



Ergebnisse 

80 

 

Abbildung 3.12:  Detektionslimit BoNT/CD-Multiplex-PCR mit je 200 ng pflanzlicher DNS pro 
 Reaktionsansatz (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 

Abbildung 3.12 zeigt den Einfluss von Pflanzen-DNS im Reaktionsansatz. Die Sensitivität der 

BoNT/CD-Multiplex-PCR nimmt um den Faktor 10 ab (vgl. [Abbildung 3.11]). Das Detektions-

limit liegt mit pflanzlicher DNS bei 50 pg DNS. Die Anwesenheit pflanzlicher DNS schränkt 

somit den spezifischen Nachweis des bont D-Gens ein. 

3.4.3 Schwierigkeiten beim Nachweis des bont D Toxin-Gens 

Das bont D-Gen kann nicht immer in allen Kulturen nachgewiesen werden. Wie in Abbildung 

3.13 zu sehen ist, ist dies in diesem Experiment bei nur 80% der Kolonien möglich. 

A B 

Abbildung 3.13: Nachweis von bont D in auf Platte gewachsenen Einzelkolonien. 
 A: BoNT D-PCR (DS11/DS22: 497 bp). 
 B: BoNT/CD-Multiplex-PCR (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 

 

In Abbildung 3.13 wurden 10 auf Platte gewachsene Einzelkolonien auf die Anwesenheit von 

bont D getestet. Bei den auf festem Kulturmedium gewachsenen Einzelkolonien 3 und 4 ist 

das Toxin-Gen nicht nachweisbar [Abbildung 3.13]. Da das Toxin-Gen in Typ C und Typ D-

Stämmen nicht chromosomal im Genom des Bakteriums kodiert ist, sondern 

extrachromosomal Phagen-kodiert vorliegt [1.5], zeigt sich eine Instabilität bezüglich der 

Anwesenheit. Möglicherweise ging es während der Kultivierung nach wiederholter 

Passagierung der Kulturen verloren. Ein Verlust des Phagen und somit auch des Toxin-Gens 

kann unterschiedlich häufig auftreten. Wird beispielsweise eine Glycerinkultur aus -80°C auf 

festem Kulturmedium ausgestrichen, so ist z.T. in den anwachsenden Einzelkolonien kein 

Nachweis des Toxins möglich [Abbildung 3.13, 3.14]. 
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Abbildung 3.14 A zeigt den Nachweis des Toxin-Gens in 14 Einzelkolonien nach 10 Tagen 

Inkubationszeit, die auf festem Kulturmedium gewachsen sind. In den Kolonien 1, 2, 5, 6, 7, 

9, 11, 13 und 14 ist kein Toxin-Gen nachweisbar. In den restlichen Einzelkolonien (3, 4, 8, 10 

und 12) ist das Toxin-Gen detektierbar. 

A 

B 

Abbildung 3.14:  Nachweis des Toxin-Gens (bont D) (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp) in Einzelkolonien, 
 die auf festem Kulturmedium gewachsen sind. 
 A: 10 Tage Wachstum; B: 4 Wochen Wachstum. 

 

Abbildung 3.14 B zeigt, dass alle Einzelkolonien nach ca. 4 Wochen Wachstum auf festem 

Kulturmedium das Toxin-Gen verloren haben. Je länger die Kulturen auf festem 

Kulturmedium gewachsen sind, desto geringer war offensichtlich die Nachweisbarkeit des 

Toxin-Gens. Daher wurden die aus der Glycerinkultur ausgestrichenen und auf festem 

Kulturmedium gewachsenen Einzelkolonien des Toxin-produzierenden Stammes stets vor 

Verwendung mittels der BoNT D-PCR bzw. der BoNT/CD-Multiplex-PCR hinsichtlich des 

Vorhandenseins des Toxin-Gens überprüft. War das Toxin-Gen nachweisbar, so wurden die 

Einzelkolonien in Flüssigmedium angeimpft und kultiviert.  

Wurde C. botulinum 2301 jedoch in Flüssigkultur über einen längeren Zeitraum kultiviert, so 

war das Toxin-Gen auch nach mehreren Passagen stets eindeutig nachweisbar  

[Abbildung 3.15, 3.16]. Eine Flüssigkultur (RCM) wurde über 8 Wochen insgesamt 16-mal in 

neues Medium überimpft. Gleichzeitig wurde jeweils aus der zu überimpfenden Kultur DNS 

isoliert. Anschließend wurde auf die Anwesenheit von Clostridien mittels 16S-rDNS-PCR 

[Abbildung 3.15 A] getestet und versucht, das Toxin-Gen mittels BoNT/CD-Multiplex-PCR 

[Abbildung 3.15 B] zu detektieren. 
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Abbildung 3.15:  Nachweis von Clostridien nach 16-maligem Überimpfen. 
 A: 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp). 
 B: bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 

Wie in Abbildung 3.15 zu sehen ist, kann auch nach 16-maligem Überimpfen C. botulinum 

sowohl mittels 16S-rDNS-PCR (A) als auch auf Toxin-Ebene mittels BoNT/CD-Multiplex-

PCR (B) konstant nachgewiesen werden. Durch wiederholtes Subkultivieren in Flüssigkultur, 

zeigte sich kein Verlust des Toxin-Gens und ein Nachweis war selbst nach mehreren 

Passagierungen möglich [Abbildung 3.15]. Da sich auf festem Kulturmedium nach 

ca. 4 Wochen in keiner einzigen Einzelkolonie das Toxin nachwiesen ließ [Abbildung 3.14 B], 

wurde getestet, ob sich auch nach längerer Inkubation der Flüssigkulturen das Toxin-Gen 

noch detektieren lässt. Hierzu wurde in einer Langzeitkultur nach unterschiedlichen Tagen je 

ein Aliquot entnommen, daraus DNS isoliert und anschließend mittels PCR auf das 

Vorhandensein der Clostridien (16S-rDNS) und des Toxin-Gens (BoNT/CD-Multiplex-PCR) 

getestet. 

A B 

Abbildung 3.16:  Nachweis von C  botulinum zu unterschiedlichen Zeitpunkten innerhalb einer Kultur. 
 A: 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp). 
 B: bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 

Wie aus Abbildung 3.16 hervorgeht, ist stets ein eindeutiger Nachweis der Clostridien (A) 

und des Toxin-Gens (B) in der Flüssigkultur, selbst nach 39 Tagen, möglich.  
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Da als Kulturmedium RCM verwendet wurde, fand eine Sporulation nur zu einem geringen 

Prozentsatz statt. Dies ermöglichte eine problemlose Isolierung der DNS. 

3.4.4 Einfluss der Sporenbildung auf den Nachweis des bont D-

Gens 

Aufgrund der extremen Widerstandsfähigkeit der Sporenhülle, kann aus Sporen mit der 

eingesetzten Extraktionsmethode nur sehr wenig bis keine DNS isoliert werden, wodurch bei 

hoher Sporulationsrate im Medium keine Detektion möglich [Abbildung 3.17 A] war. 

A B 

Abbildung 3.17:  Detektion von bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp) in Sporensuspensionen. 
 A: nach abgeschlossener Sporulation. 
 B: nach erneuter Anreicherung. 
 1: RCM, 2: CMM Mod., 3: CMM ½ Mod., 4: CMM H2O, 5: CMM ½ H2O. 

In Kultur 1 (RCM) und Kultur 5 (CMM ½ H2O) war die Sporulationsrate gering. Daher gelang 

eine Detektion [Abbildung 3.17 A]. Bei Kultur 2 (CMM Mod.), 3 (CMM ½ Mod.) und 4 (CMM 

H2O) wurden hohe Sporulationsraten erreicht und somit war eine Detektion unmöglich 

[Abbildung 3.17 A]. Die vorhandenen Sporen wurden in frisches Medium überführt und 

gingen innerhalb von 24 h bis 48 h in die vegetative Form über, wodurch es bei allen 5 

Kulturen (1 bis 5) möglich war, bont D nachzuweisen [Abbildung 3.17 B]. Somit ist das 

bont D-Gen im Laufe der Sporulation nicht verlorengegangen, sondern im Sporenstadium 

nicht detektierbar. 

3.5 In planta PCR-Detektion der inokulierten Clostridien 

Um eine systemische Ausbreitung von Toxin-produzierenden C. botulinum-Stämmen von der 

Wurzel in verschiedene Pflanzenkompartimente zu überprüfen, wurde ein spezifischer PCR-

basierter Ansatz verwendet [2.6]. Mit dieser Methode war es möglich, bakterielle DNS 

sowohl in der Wurzel, als auch im Spross zu detektieren. Nach Abschluss der jeweiligen 

ca. 4-wöchigen Wachstumsphasen wurden die inokulierten Pflanzen geerntet [2.4.6]. Für die 

Detektion der inokulierten Bakterien im Pflanzenmaterial wurde aus den Pflanzenproben 

DNS isoliert [2.5.1] und mittels PCR gestütztem Nachweis [2.6] untersucht. Um die 

inokulierten Bakterien direkt im Pflanzenmaterial nachzuweisen, wurden verschiedene 

Methoden gewählt [2.4.6]. 
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3.5.1 Detektion ohne Aktivierung/Anreicherung der Clostridien 

Nach Stickstoffaufschluss des Pflanzenmaterials wurde unmittelbar DNS isoliert und als 

Matrize in die PCR-Reaktionen zur Detektion der inokulierten Clostridien eingesetzt 

[Abbildung 3.18]. 
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Abbildung 3.18:  Detektion der bakteriellen DNS nach Aufschluss des Pflanzenmaterials mit 
 Flüssigstickstoff und anschließender DNS-Isolierung. SP: Spross; W: Wurzel. 
 Cbot: C. botulinum; Cspo: C. sporogenes; Rleg: R. leguminosarum. 
 A: 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp). 
 B: bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 

Durch eine direkte Isolierung der bakteriellen DNS aus mit Flüssigstickstoff 

aufgeschlossenem Pflanzenmaterial konnten jedoch in keinem der verschiedenen 

Detektionsansätze [2.6], weder in der Wurzel (W) noch im Spross (SP), Amplifikate erhalten 

werden. Eine Detektion der inokulierten Bakterien mittels der extrahierten DNS war nicht 

möglich [Abbildung 3.18]. Daher wurde diese Methode durch eine vorgeschaltete spezifische 

Anreicherung/Aktivierung der Clostridien in RCM für 24 h – 48 h bei 37°C, wie unter 2.4.6 

beschrieben, modifiziert. 

3.5.2 Detektion nach spezifischer Aktivierung/Anreicherung der 

Clostridien 

Da eine Detektion der inokulierten Bakterien in extrahierter DNS aus Pflanzen ohne 

vorgeschaltete Anreicherung von C. botulinum zu keinem Ergebnis führte [Abbildung 3.18], 

wurde das Pflanzenmaterial nach der Ernte in RCM überführt und für 24 h - 48 h bei 37°C 

anaerob inkubiert [2.4.6]. Es wurde zunächst ermittelt, ob eine DNS-Isolierung aus den 

Bakterienkulturen für eine erfolgreiche Detektion notwendig ist, oder der Einsatz der 

Bakterienkultur als DNS-Matrize in einer PCR genügt. Abbildung 3.19 zeigt die Detektion der 

inokulierten Clostridien nach Anreicherung. 
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Abbildung 3.19:  Detektion der Clostridien mittels 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp). SP: Spross. 
 Cbot: C. botulinum; Cspo: C. sporogenes; Rleg: R. leguminosarum. 
 A: 1µl DNS. B: 1µl Kultur C: 5 µl Kultur D: 5 µl einer in PBS gewaschenen Kultur. 

Wurde die bewachsene Anreicherungskultur nach 48 h direkt als Matrize in der PCR zur 

Detektion der bakteriellen DNS, ohne DNS-Isolierung, verwendet [Abbildung 3.19 B - D], so 

reduzierte sich die Detektionsrate. Daher wurde stets DNS aus den Anreicherungskulturen 

isoliert und in die Detektions-PCR eingesetzt [Abbildung 3.19 A]. 

3.5.2.1 Detektion der inokulierten Bakterien aus Weißklee im axenischen System 

Wurden die inokulierten Pflanzen in einem axenischen System angezogen, so gelang sowohl 

in Wurzel- (W) als auch in Sprossmaterial (SP) die Detektion der inokulierten Bakterien 

[Abbildung 3.20] bei Anwendung der Anreicherungsmethode. 
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Abbildung 3.20:  Detektion von C. botulinum in der Wurzel (W) und im Spross (SP) der inokulierten 
 Weißklee-Pflanzen nach 4-wöchigem Wachstum im axenischen System. 
 A: 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp). 
 B: bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 

 

Wie in Abbildung 3.20 zu sehen ist, konnten die inokulierten Clostridien-Stämme 

(C. sporogenes und C. botulinum) in jeder Probe, sowohl in der Wurzel (W) als auch im 

Spross (SP) der inokulierten Pflanzen, nach 4-wöchigem Wachstum im axenischen System, 

nachgewiesen werden. Neben der Detektion auf 16S-rDNS-Ebene (P930/P932: 665 bp) 

[Abbildung 3.20 A] gelang auch der Nachweis durch Amplifikation von bont D  

(F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp) [Abbildung 3.20 B]. 

Um zu überprüfen, ob sich die inokulierten Bakterien oberflächlich auf den Pflanzen befinden 

und daher abgewaschen werden können, wurden Wurzel und Spross der Pflanzen getrennt 

geerntet, separat gewaschen und das Waschwasser angereichert. Darüber hinaus wurden 

auch Proben des MS-Pflanzennährmediums und des Kondenswassers entnommen und 

Clostridien spezifisch angereichert. Anschließend wurde aus den Anreicherungskulturen 

DNS isoliert und auf die Anwesenheit von Clostridien mittels PCR untersucht. Abbildung 3.21 

zeigt die Detektion der inokulierten angereicherten Clostridien-Stämme. 
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Abbildung 3.21:  Detektion der bakteriellen DNS nach Anreicherung von C. botulinum in RCM aus 
 Wurzelmaterial (W) bzw. Sprossmaterial (SP). Axenisches System. 
 Cbot: C. botulinum; Cspo: C. sporogenes; Rleg: R. leguminosarum. 
 A, C, E: 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp). 
 B, D, F: bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 
 A, B: Detektion der Clostridien im Waschwasser. 
 C, D: Detektion der Clostridien im Pflanzenmaterial nach dem Waschen. 
 E, F: Detektion der Clostridien im Kondenswasser und MS-Medium. 

Auch bei diesem Experiment konnten Clostridien in den Proben inokulierter Pflanzen nach  

4-wöchigem Wachstum im axenischen System mittels der Detektion auf 16S-rDNS-Ebene 

(P930/P932: 665 bp) nachgewiesen werden [Abbildung 3.21 A, C, E]. In den meisten Fällen 

war stets eine Detektion der inokulierten Clostridien, sowohl im Waschwasser, als auch im 

Pflanzenmaterial, möglich. Durch die Amplifikation von bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 

128 bp) konnte C. botulinum nicht in jedem Ansatz [Abbildung 3.21 B, D, F] detektiert 

werden. In Wurzelproben (W) gelang stets der Nachweis des inokulierten C. botulinum-

Stammes [Abbildung 3.21 A - D (W)]. In den Sprossproben (SP) war nur in einer der 2 bzw. 3 

Proben C. botulinum nachweisbar [Abbildung 3.21 B und D SP]. In den jeweiligen Negativ-

kontrollen und Ansätzen, die nur mit R. leguminosarum inokuliert wurden, sowie im Kondens-

wasser, konnte in keiner der getesteten Proben eine Kontamination durch Clostridien 



Ergebnisse 

88 

nachgewiesen werden [Abbildung 3.21 E, F]. In den Proben des jeweiligen MS-Mediums 

konnten Clostridien detektiert werden [Abbildung 3.21 E, F]. 

In den mono-axenischen Modellsystemen konnte mittels spezifischen, optimierten PCR-

Nachweisen mit aus Anreicherungskulturen isolierter DNS aus verschiedenen Teilen der 

Pflanzen (Wurzel bzw. Spross) gezeigt werden, dass nach einer Versuchsdauer von 

4 Wochen sowohl apathogene (C. sporogenes) als auch pathogene Clostridien-Stämme 

(C. botulinum) sowohl die Wurzel als auch den Spross von inokulierten Weißkleepflanzen 

besiedeln können [Abbildung 3.20, 3.21]. 

3.5.2.2 Detektion der inokulierten Bakterien in im Boden gewachsenem Weißklee 

Clostridium botulinum konnte in Sprossproben inokulierter Weißkleepflanzen nach  

4-wöchigem Wachstum im Bodensystem (CL-T Substrat) mittels der Detektion auf 16S-

rDNS-Ebene (P930/P932: 665 bp) nach Anreicherung zuverlässig nachgewiesen werden 

[Abbildung 3.22 A]. Clostridium sporogenes-Stämme wurden in einer von 4 Proben erfasst. 

Durch die Amplifikation von bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp) konnte C. botulinum in 2 

von 3 Ansätzen [Abbildung 3.32 B] detektiert werden. Sowohl die Negativkontrolle als auch 

das Kondenswasser zeigten keine Kontamination mit Clostridien [Abbildung 3.22]. 
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Abbildung 3.22: Detektion der Clostridien in Sprossproben von Weißklee nach Wachstum im  
 Bodensystem (CL-T). 
 A: 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp); B: bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 
 

Im nachfolgenden Versuch wurden die Pflanzen, nach Abschluss der Wachstumsversuche, 

geerntet und angereichert. Zudem wurde aus jedem der Ansätze etwas Bodensubstrat 

entnommen, angereichert und auf Clostridien hin untersucht. 
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Abbildung 3.23:  Nachweis von C. botulinum im Spross von inokulierten Pflanzen nach Anreicherung. 
 Cbot: C. botulinum; Cspo: C. sporogenes; Rleg: R. leguminosarum. 
 A: 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp); B: bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 
 

Wie in Abbildung 3.23 zu sehen ist, kann der C. botulinum-Stamm nur in einer von sechs 

Proben eindeutig nachgewiesen werden, wenn der Wurzelraum der im natürlichen Boden 

wachsenden Pflanzen mit Sporen inokuliert wurde. Im verwendeten Boden [Abbildung 3.23 

„Bodenproben“] konnten Clostridien in 4 von 6 Proben auf 16S-rDNS-Ebene nachgewiesen 

werden. Da der verwendete Boden nicht sterilisiert wurde, konnten darüber hinaus auch in 

dem Ansatz, in dem keine Bakterien inokuliert wurden [Abbildung 3.23 „Bodenproben“, „nicht 

inokuliert“] Clostridien-Stämme mittels der 16S-rDNS (P930/P932) nachgewiesen werden. 

 

In Abbildung 3.24 ist das Ergebnis einer PCR zur Detektion von C. botulinum in inokulierten 

Pflanzen gezeigt. Abbildung 3.24 A und B zeigt den Nachweis im Wurzelmaterial,  

Abbildung 3.24 C und D im Waschwasser der Wurzeln. 
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Abbildung 3.24:  Detektion der bakteriellen DNS nach Anreicherung des Wurzelmaterials. 
 Cbot: C. botulinum; Cspo: C. sporogenes; Rleg: R. leguminosarum. 
 A, C, E: Nachweis der Clostridien 16S-rDNS (P930/P932: 665 bp). 
 B, D, F: Nachweis von bont D (F2/R2: 462 bp. F4/R4: 128 bp). 
 A, B: Detektion der Clostridien im Wurzelmaterial. 
 C, D: Detektion der Clostridien im Waschwasser der Wurzeln. 
 E, F: Detektion der Clostridien im Spross. 

Um zu überprüfen, ob die inokulierten Clostridien oberflächlich lokalisiert sind und durch 

Waschen vom Pflanzenmaterial entfernt werden können, wurden die Pflanzen mit PBS 

gewaschen [2.4.6]. Wie in Abbildung 3.24 C und D zu sehen ist, gelang die Detektion der 

bakteriellen DNS nach Anreicherung in RCM von C. botulinum im Waschwasser der 

Wurzeln. Die aus den Kulturen isolierte DNS wurde als Matrize in die PCR-Reaktionen 

eingesetzt. Abbildung 3.24 A und B zeigt die erfolgreiche Detektion der inokulierten 

Clostridien nach Anreicherung von C. botulinum in den Wurzeln selbst und Abbildung 3.24 C 

und D im Waschwasser der Wurzeln. Abbildung 3.24 E und F stellt die Detektion in den 

Sprossproben dar. Hier konnte C. botulinum nur im inokulierten Ansatz detektiert werden 


