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I. EINLEITUNG  

Pilze sind weltweit verbreitet und Schätzungen zur Folge gibt es zwischen 2,2-3,8 

Millionen verschiedene Arten (HAWKSWORTH und LÜCKING, 2017). Man 

findet sie ubiquitär in der Umwelt, wo sie unterschiedliche Habitate wie den 

Erdboden oder das Wasser bewohnen (LATGÉ, 1999). Die zu den Eukaryonten 

gehörenden Pilze weisen einen echten Zellkern mit Chromosomen und 

Zellorganellen wie die Mitochondrien und den Golgi-Apparat auf (GROß, 2013). 

Neben anderen Mikroorganismen wie Viren, Bakterien und Parasiten sind auch 

Pilze in der Lage Infektionskrankheiten in Menschen und Tieren auszulösen. Als 

opportunistische Erreger nutzen viele Pilze die Abwehrschwäche ihrer Wirte und 

lösen somit oft schwerwiegende Erkrankungen aus. Im gesunden Wirt kann der 

Erreger jedoch meist schnell durch das Immunsystem eliminiert werden (LATGÉ, 

1999).  

In der Humanmedizin kommt es durch die steigende Zahl von immunsupprimierten 

Patienten aufgrund von Krebstherapien und Organ- oder Stammzell-

transplantationen somit auch zur steigenden Inzidenz von invasiven Mykosen 

(BROWN et al., 2012). Auslöser für diese invasiven Mykosen können zum einen 

Hefepilze wie Candida albicans oder aber filamentöse Schimmelpilze sein. Eine 

besonders wichtige Rolle bei den Schimmelpilzinfektionen spielen hierbei 

Aspergillus (A.) spp., wobei A. fumigatus den Großteil der Mykosen auslöst 

(DENNING, 1998). Die Mortalitätsrate kann bei erkrankten Patienten bis zu 50 % 

betragen (BROWN et al., 2012). Doch auch andere Aspergillus spp. wie A. terreus 

verursachen immer häufiger schwere Erkrankungen. Der Grund für die steigenden 

Inzidenzen ist bisher ungeklärt, doch ist bereits bekannt, dass A. terreus eine in vitro 

Resistenz gegenüber Amphotericin B besitzt und auch in der klinischen 

Anwendung schlecht auf den antimykotischen Wirkstoff anspricht (PFALLER und 

DIEKEMA, 2004). A. terreus ist zudem in der Lage sogenannte accessory conidia, 

die auch Aleuriokonidien genannt werden, zu bilden, die eine Rolle bei der 

Pathogenese und Dissemination spielen können (DEAK et al., 2011). Die Prognose 

bei invasiven Mykosen, die durch A. terreus verursacht wurden, ist schlecht und die 

Mortalitätsrate liegt bei 66 % (STEINBACH et al., 2004). 
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Neben Aspergillus spp. sind weitere Schimmelpilze wie Vertreter der Ordnung 

Mucorales sowie Fusarium spp. in der Lage invasive Mykosen zu verursachen. Der 

prozentuale Anteil ist im Vergleich zu Mykosen, die durch Aspergillus spp. 

ausgelöst werden, aber gering, es wird jedoch auch hier in den letzten Jahren eine 

steigende Inzidenz beobachtet (LARCHER et al., 2021). 

Auch in der Veterinärmedizin spielen Infektionen mit Schimmelpilzen eine Rolle. 

Bei nahezu allen Säugetieren und Vögeln können diese auftreten, jedoch 

unterscheiden sie sich oft je nach Tierart in ihrer Ausprägungsart 

(SEYEDMOUSAVI, 2018).  

Im Vergleich zu anderen krankheitserregenden Mikroorganismen schreitet die 

Erforschung von Schimmelpilzinfektionen trotz der hohen Mortalitätsraten nur sehr 

langsam voran. Gleichzeitig stehen nur einige wenige antimykotische Wirkstoffe 

als Therapiemittel zur Verfügung. Aufgrund später und schwieriger Diagnosen 

gestaltet sich die Therapie zudem oft kompliziert und nicht erfolgreich (BROWN 

et al., 2012). Neben der Entwicklung neuer antimykotischer Wirkstoffe müssen 

daher auch andere therapeutische Ansätze in Betracht gezogen werden. In der 

Krebstherapie ist der Einsatz monoklonaler Antikörper bereits seit einigen Jahren 

etabliert. Auch für die Behandlung invasiver Mykosen kommen monoklonale 

Antikörper in Frage (ULRICH und EBEL, 2020). 

Das Ziel des ersten Teils dieser Arbeit war es die Aleuriokonidien von A. terreus 

näher zu charakterisieren und ihre Interaktion mit murinen J774-Makrophagen zu 

untersuchen. Im zweiten Teil der Arbeit sollten drei verschiedene monoklonale 

Antikörper charakterisiert und versucht werden ihre entsprechenden 

Oberflächenantigene auf der Zellwand von A. fumigatus, Lichtheimia corymbifera 

und Fusarium oxysporum zu identifizieren.  
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II.  L ITERATURÜBERSICHT  

1. Aspergillus spp. 

1.1. Aspergillus fumigatus 

1.1.1. Taxonomie 

Schon 1729 wurde die Gattung Aspergillus das erste Mal von Pier Antonio Micheli 

beschrieben. Den Botaniker erinnerte die Wuchsform der Sporenträger an einen 

Weihwasserwedel (Aspergill) und er verlieh der Gattung so ihren Namen. Heute ist 

Aspergillus auch unter der Bezeichnung ĂGießkannenschimmelñ bekannt, die 

ebenfalls auf die Form der Sporenträger zurückzuführen ist. Von den bisher fast 

300 Aspergillus Spezies (HOUBRAKEN et al., 2014) sind nur einige wenige dafür 

bekannt pathogen zu sein. Zu den pathogenen Vertretern gehören A. fumigatus, A. 

flavus, A. niger, A. terreus und A. nidulans (DENNING, 1998). In einer 

Veröffentlichung von J. B. Georg W. Fresenius im Jahr 1863 wurde die fakultativ 

pathogene Spezies A. fumigatus erstmalig erwähnt (SCHMIDT, 1998). Den Namen 

A. fumigatus (Ărauchender Aspergillusñ) verdiente sich der Schimmelpilz durch die 

grau-grünliche Färbung der Sporen, die sich über die Luft wie eine Rauchwolke 

verbreiten können. Erst seit 2009 ist bekannt, dass A. fumigatus sich nicht nur 

vegetativ, sondern auch sexuell vermehren kann. Damit kann A. fumigatus der 

Klasse der Ascomycota zugeordnet werden (O'GORMAN et al., 2009). In Tabelle 

1 wird die taxonomische Klassifikation von Aspergillus spp. dargestellt. Neben den 

fakultativ pathogenen Aspergillus Spezies gibt es auch Aspergillen, die in der 

Industrie ihre Anwendung bei der Herstellung von Lebensmitteln finden. So wird 

zum Beispiel A. oryzae zur Fermentation von Reis und Sojabohnen genutzt. Auch 

bei der Herstellung von Medikamenten wird sich die Produktion von Primär- und 

Sekundärmetaboliten durch Aspergillus spp. zu Nutze gemacht. So wird 

beispielsweise der Sekundärmetabolit Lovastatin von A. terreus als 

cholesterinsenkendes Arzneimittel eingesetzt (DAGENAIS und KELLER, 2009). 

In der Landwirtschaft gefürchtet wird jedoch beispielsweise A. flavus. Der 

Lagerpilz kann gesundheitsschädigende Aflatoxine produzieren und zur 

Entstehung von Leberkrebs beitragen (WILLIAMS et al., 2004). 
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Tabelle 1: Taxonomische Klassifikation von Aspergillus spp. (DE HOOG et al., 

2000). 

Domäne Eucaryota 

Reich Fungi (Pilze) 

Abteilung Ascomycota (Schlauchpilze) 

Klasse Ascomycetes (echte Schlauchpilze) 

Ordnung Eurotiales 

Familie Trichocomaceae 

Gattung Aspergillus (Gießkannenschimmel) 

Hauptarten A. fumigatus, A. terreus, A. nidulans, A. niger, A. flavus,  

 

1.1.2. Habitat, Morphologie und Lebenszyklus 

Der ubiquitär vorkommende Schimmelpilz A. fumigatus gehört zu den 

Saprophyten. Das bedeutet, dass er nicht in der Lage ist Chemo- oder Photosynthese 

zu betreiben. In seiner ökologischen Nische, dem Erdboden, bezieht der Pilz seine 

Nährstoffe ausschließlich aus totem organischem Material. Die asexuellen Sporen 

von A. fumigatus, auch Konidien genannt, haben einen Durchmesser von 2-3 µm 

und werden durch die Luft verbreitet (LATGÉ, 1999). Die Konidien dienen dem 

Pilz zum einen als Übertragungsweg und zum anderen als Überdauerungsform 

während schlechter Lebensbedingungen. Die Einlagerung großer Mengen 

Trehalose befähigt die Sporen über lange Zeit auch unter ungünstigen Bedingungen 

zu persistieren (NI und YU, 2007). Auf der Oberfläche der Konidien findet man 

eine hydrophobe Proteinhülle, die sogenannte rodlet layer, die aus den 

Hydrophobinen RodA und RodB besteht. Diese Hülle dient den Konidien als 

Schutz vor äußeren Einflüssen und gegenüber der Erkennung und Phagozytose 

durch Makrophagen (PARIS et al., 2003). Die charakteristische grau-grüne 

Färbung der Sporen entsteht durch das in die Zellwand eingelagerte Pigment 

Melanin, das eine wichtige Rolle im Schutz gegenüber enzymatischem Abbau und 

reaktiven Sauerstoffspezies spielt (LANGFELDER et al., 2003).  

Mit der Auskeimung der Konidien beginnt der Lebenszyklus von Aspergillus. 

Äußere Faktoren wie verfügbare Stickstoff- und Kohlenhydratquellen als auch 

Feuchtigkeitsgehalt, pH-Wert und Temperatur beeinflussen die Auskeimung.  

A. fumigatus ist ein thermophiler Aerobier. Sein Wachstumsbereich liegt zwischen 

30 und 55°C, wobei seine optimale Wachstumstemperatur 37°C beträgt. Der Pilz 
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toleriert zudem höhere Temperaturen und überlebt bei bis zu 70°C (LATGÉ, 1999). 

Sobald sich Sporen auf einer Oberfläche angelagert haben und dort günstige 

Umweltbedingungen vorfinden, beginnen sie mit der Auskeimung. Durch die 

Spaltung der Trehalosepolymere und deren Umwandlung in Glycerin verändert sich 

der osmotische Druck. Dadurch kommt es zum Wassereinstrom und somit zum 

Anschwellen der Konidien (D'ENFERT, 1997). Die Konidien wachsen dabei 

isotrop. Als nächstes bildet sich an einem Pol der Konidie ein Keimschlauch aus. 

Hieraus entstehen durch terminales Wachstum die Hyphen (BALTUSSEN et al., 

2020). Diese werden durch Septen in einzelne Kompartimente geteilt. Die Septen 

besitzen jedoch eine Pore, über die es zum Austausch von Zytoplasma und 

Zellorganellen kommt (BLOEMENDAL und KÜCK, 2013). Durch die 

Verzweigung der einzelnen Hyphen wird das sogenannte Myzel gebildet. Kommen 

Hyphen in Kontakt mit Luft bilden sie aus Fußzellen zunächst Konidiophore. Aus 

deren Vesikel stülpen sich dann Phialiden aus, die wiederum die neuen Konidien 

bilden. Durch Abschnürung in Ketten werden die neuen Sporen freigesetzt und 

können sich nun über die Luft weiterverbreiten. 

1.1.3. Klinische Relevanz in der Humanmedizin 

Durch das ubiquitäre Vorkommen von A. fumigatus atmet jeder Mensch mehrere 

hundert Sporen am Tag ein (LATGÉ, 1999). Ein gesunder, immunkompetenter 

Mensch kann die inhalierten Sporen jedoch umgehend durch Zellen des 

angeborenen Immunsystems eliminieren. Aufgrund ihrer geringen Größe können 

Sporen das Flimmerepithel und die mukoziliäre Clearance umgehen und somit bis 

tief in die Lunge vordringen (LATGÉ, 1999). Weiterhin kann das durch A. 

fumigatus produzierte Gliotoxin die Frequenz des Zilienschlags des 

respiratorischen Epithels verringern, was die mukoziliäre Clearance zusätzlich 

schwächt (AMITANI et al., 1995). Im immunkompetenten Menschen werden bis 

in die Alveolen vorgedrungene Sporen durch Alveolarmakrophagen (AM) 

umgehend phagozytiert. Gleichzeitig werden verschiedene Chemo- und Zytokine 

von diesen AM abgegeben, wodurch neutrophile Granulozyten (PMN) rekrutiert 

werden können, die wiederum in der Lage sind bisher nicht phagozytierte Konidien 

oder bereits entstandene Hyphen zu eliminieren (DAGENAIS und KELLER, 

2009).  

Stark gefährdet für eine Infektion mit A. fumigatus sind daher Menschen, deren 

Immunsystem geschwächt ist. Durch den Fortschritt der Medizin im Bereich der 
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Krebstherapie sowie der Knochenmarks- und Organtransplantationen gibt es heute 

deutlich mehr immungeschwächte Patienten, für die eine systemische Aspergillose 

lebensbedrohlich sein kann (LATGÉ, 1999; NUCCI und ANAISSIE, 2009).  

Bei den durch A. fumigatus ausgelösten Erkrankungen differenziert man zwischen 

den nicht-invasiven und den invasiven Formen. Die allergische bronchopulmonale 

Aspergillose (ABPA) und das Aspergillom zählen zu den nicht-invasiven Formen. 

1.1.3.1. Die allergische bronchopulmonale Aspergillose 

Die ABPA ist eine der schwerwiegendsten allergischen Lungenerkrankungen, die 

durch Aspergillus Spezies verursacht wird (LATGÉ, 1999). Hierbei kommt es zu 

einer durch T-Lymphozyten und eosinophile Granulozyten ausgelösten 

allergischen Reaktion des Immunsystems auf Antigene von A. fumigatus 

(KNUTSEN et al., 1998). Dies hat eine starke Entzündungsreaktion der Bronchien 

und des Lungenparenchyms zur Folge (APTER und GREENBERGER, 1990). Zu 

den prädisponierenden Faktoren gehören unter anderem Vorerkrankungen wie 

Asthma oder zystische Fibrose (DENNING et al., 2013; MATURU und 

AGARWAL, 2015). ABPA kann altersunabhängig auftreten und manifestiert sich 

klinisch durch bronchiales Asthma mit transienten Lungeninfiltraten, die sich über 

Bronchiektasien bis zur Lungenfibrose entwickeln und somit auch zum Tod führen 

können (WARDLAW und GEDDES, 1992; VAUGHAN, 1993). Weiterhin können 

Thoraxschmerzen, Hämoptysen (MCCARTHY und PEPYS, 1971) und seltener 

auch ein Pneumothorax (RICKETTI et al., 1984) auftreten. Zur Diagnose der 

ABPA können die Rosenberg-Patterson Kriterien herangezogen werden. Zu den 

Hauptkriterien zählen dabei unter anderem das bronchiale Asthma, 

Lungeninfiltrate, plötzlich auftretende Hautreaktionen auf A. fumigatus Antigene, 

ein erhöhtes Gesamt-IgE (Ig = Immunglobulin) im Serum sowie erhöhte IgG- und 

IgE-Antikörperspiegel im Serum und zentrale Bronchiektasien (ROSENBERG et 

al., 1977). 

1.1.3.2. Das Aspergillom 

Das Aspergillom, oder auch Pilzball, entsteht durch Kolonisation und Proliferation 

des Pilzes in einem, zum Beispiel durch Tuberkulose gebildeten, Hohlraum der 

Lunge (LATGÉ und CHAMILOS, 2019). Auch andere Erkrankungen wie die 

Sarkoidose, bullöse Lungenerkrankungen oder die ABPA können durch ein 

Aspergillom kompliziert werden (HOURS et al., 2008; SMITH und DENNING, 
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2011). Der Pilzball besteht hauptsächlich aus Hyphen und extrazellulärer Matrix. 

(DENNING et al., 2016). Oft bleiben Patienten asymptomatisch und das 

Aspergillom ist ein Zufallsbefund bei der radiologischen Untersuchung (LATGÉ, 

1999). Durch Hypheninvasion in die bronchialen Arterien kann es jedoch auch zu 

lebensgefährlichen Hämoptysen kommen (CHOTIRMALL et al., 2013). Eine 

chirurgische Entfernung des Aspergilloms geht mit hoher Morbidität und Mortalität 

einher und sollte daher nur Hochrisikopatienten mit lebensbedrohlichen 

Hämopytsen und guter Lungenfunktion vorbehalten sein (JEWKES et al., 1983). 

Neben dem chirurgischen Eingriff sind zudem Strahlentherapie (SHNEERSON et 

al., 1980), systemische Antimykotikagabe (HAMMERMAN et al., 1974; 

CAMPBELL et al., 1991) oder intrakavitär applizierte Antimykotikagabe 

(SHAPIRO et al., 1988; MUNK et al., 1993) möglich.  

1.1.3.3. Die invasive Aspergillose 

Die durch Aspergillus spp. ausgelöste invasive Aspergillose (IA) kann in 

immunsupprimierten Patienten einen schweren Erkrankungsverlauf zur Folge 

haben. Besonders gefährdet sind Patienten mit hämatologischen Neoplasien wie 

Leukämie, Organ- und Stammzelltransplantationspatienten, AIDS (= Aquired 

Immunodeficiency Syndrome)-Patienten, Patienten unter systemischer 

Kortikosteroidtherapie oder auch Patienten, die an chronischer Granulomatose 

(CGD) leiden (DAGENAIS und KELLER, 2009). Auch Virusinfektionen, 

ausgelöst beispielweise durch Influenzaviren oder den neuartigen SARS-Cov-2-

Virus, können durch A. fumigatus Sekundärinfektionen zu einer IA führen 

(SCHAUWVLIEGHE et al., 2018; CHONG und NEU, 2021). 

Die Immunsuppression der Patienten kann entweder durch eine Neutropenie, wie 

es beispielweise bei Krebspatienten der Fall ist, oder aber durch eine 

Beeinträchtigung der Funktion PMN, wie zum Beispiel durch einen genetischen 

Defekt des Nicotinamidadenindinukleotidphosphat (NADPH)-Oxidasesystems bei 

CGD, kommen (LEIDING und HOLLAND, 1993). Zytostatika wie 

Cyclophosphamid werden über einen langen Zeitraum in der Krebstherapie 

eingesetzt. Das Medikament hat die Eigenschaft sich in die  

DNA (= deoxyribonucleic acid) einzulagern, was eine Störung der Replikation von 

weißen Blutzellen und somit auch von PMN zur Folge hat. Bei einer Infektion 

kommt es daher bei dieser Form der Immunsuppression zu einer stark 

abgeschwächten Entzündungsreaktion und gleichzeitig zu einem ungehinderten, 
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schnellen und massiven Hyphenwachstum, welches Thrombosen und Blutungen 

verursacht. Durch eine Angioinvasion kann es weiterhin zur Dissemination in 

andere Organen kommen (DAGENAIS und KELLER, 2009).  

Generell lassen sich vier verschiedene Formen der IA unterscheiden. Dazu gehören 

die akute oder chronisch invasive pulmonale Aspergillose (IPA), die 

Tracheobronchitis oder obstruktive Bronchitis, die akute invasive Rhinosinusitis 

und die disseminierte Aspergillose (DENNING, 1998). Im frühen Stadium der IA 

sind Patienten oft symptomlos. Im Verlauf der Erkrankung treten trockener Husten, 

Dyspnoe und Fieber sowie Brustschmerzen und Hämoptysen auf. Bleibt eine IPA 

unbehandelt, kann sich daraus durch hämatogene Streuung eine disseminierte IA 

entwickeln (THOMPSON und PATTERSON, 2008). Die Mortalitätsrate bei an IA 

erkrankten Patienten beläuft sich auf bis zu 50 % (BROWN et al., 2012). 

1.2. Aspergillus terreus  

1.2.1. Taxonomie  

Erstmalig beschrieben wurde die Sektion Terrei, die zur Untergattung Circumdati 

gehört, von RAPER und FENNELL (1965). A. terreus stellt den wichtigsten 

Vertreter dieser Sektion dar. Die Taxonomie stimmt ansonsten mit der von  

A. fumigatus überein.  

1.2.2. Habitat, Morphologie und Lebenszyklus 

Das Habitat sowie Morphologie und Lebenszyklus von A. terreus stimmen 

weitestgehend mit denen von A. fumigatus überein.  

1.2.3. Bedeutung in der Humanmedizin 

Neben A. fumigatus ist auch A. terreus in der Lage eine IA auslösen zu können. 

Zwar macht A. terreus mit etwa 5 % bislang nur einen geringen Anteil aller 

Schimmelpilzinfektionen aus (RISSLEGGER et al., 2017), doch gewinnt er als 

Krankheitserreger zunehmend an Bedeutung. Dies ist unter anderem mit der 

Resistenz gegenüber dem antimykotischen Wirkstoff Amphotericin B und damit 

einhergehenden aggressiveren und stärker disseminierenden Verläufen zu erklären 

(SUTTON et al., 1999; WALSH et al., 2003). 

1.2.4. Aleuriokonidien  

Neben den phialidischen Konidien (PC) können Vertreter des A. terreus 
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Spezieskomplexes weitere asexuelle Sporen, die sogenannten accessory conidia 

oder Aleuriokonidien (AC), bilden (LASS-FLÖRL et al., 2021). Diese werden nicht 

wie PC bei Kontakt mit Luft, sondern direkt an den Hyphen in flüssiger Umgebung 

gebildet (DEAK et al., 2009). Auch während einer Infektion werden AC gebildet. 

Sie wurden bereits in infiziertem Gewebe von Mäusen sowie  

Galleria (G.) mellonella Larven gefunden (SELIGSOHN et al., 1977; SLESIONA 

et al., 2012a; LACKNER et al., 2019). Dieses Ergebnis führte zu der Annahme, 

dass AC eine wichtige Rolle bei der Verbreitung des Pilzes während einer Infektion 

spielen und so zu einer erhöhten Sterblichkeitsrate führen können. LACKNER et 

al. (2019) überprüften diese Hypothese, indem sie 15 A. terreus Stämme in einem 

Infektionsmodell von G. mellonella Larven untersuchten. Sie konnten aber keine 

Hinweise auf eine höhere Virulenz der AC im Vergleich zu PC finden. DEAK et 

al. (2011) konnten jedoch zeigen, dass AC im Vergleich zu PC eine weitaus stärkere 

Entzündungsreaktion in infizierten Makrophagen und einem Mausmodell der 

pulmonalen Aspergillose auslösen konnten. Dieselbe Arbeitsgruppe entdeckte 

ebenfalls vereinzelte, abgrenzbare Bereiche mit ɓ-Glukan auf der Oberfläche der 

AC und schlussfolgerte, dass die Exposition dieses wichtigen Pilzpathogen-

assoziierten molekularen Musters für die starke Immunantwort verantwortlich sein 

könnte (DEAK et al., 2011).  

1.3. Klinische Relevanz in der Veterinärmedizin 

Weltweit finden sich Aspergillus Spezies bei nahezu allen Haussäugetieren, Vögeln 

und Wildtieren. Der Hauptauslöser für lokalisierte oder auch systemische 

Aspergillosen sowie Allergien ist hier ebenfalls A. fumigatus, wobei auch andere 

Spezies diese Krankheiten verursachen können (SEYEDMOUSAVI et al., 2015). 

Wie in der Humanmedizin spielt auch in der Tierwelt eine Immunsuppression eine 

wichtige Rolle bei der Infektion durch Aspergillus Spezies (YAMAUCHI et al., 

2011). Weiterhin können auch ungünstige Umweltbedingungen wie eine zu hohe 

Luftfeuchtigkeit (JACOBSON et al., 2000) oder Grunderkrankungen wie 

Tuberkulose prädisponierende Faktoren darstellen (ZMEILI und SOUBANI, 

2007). Je nach Tierart unterscheidet sich die Ausprägung der Erkrankung. Die 

häufigsten Aspergillosen sind hierbei Lungeninfektionen bei Vögeln, sinonasale 

Infektionen bei Hund und Katze, Luftsackmykosen beim Pferd sowie Aborte und 

Mastitiden bei Rindern (SEYEDMOUSAVI et al., 2015).  
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1.3.1. Die Aspergillose des Hundes und der Katze 

Zu den drei Hauptformen der Aspergillose des Hundes zählen die sinonasalen, 

bronchopulmonalen sowie disseminierten Infektionen. An der am häufigsten 

vorkommenden sinonasalen Infektion, erkranken insbesondere meso- und 

dolichozephale Rassen wie der Deutschen Schäferhund oder der Rottweiler 

(SEYEDMOUSAVI et al., 2015). Das fortgeschrittene Stadium der Krankheit 

zeichnet sich durch mukopurulenten bis purulenten Nasenausfluss, Ulzerationen 

des Nasenspiegels und bilaterales Nasenbluten aus (PEETERS und CLERCX, 

2007). Die Infektion ist neben nasalen Neoplasien der zweithäufigste Grund für 

Nasenausfluss bei Hunden (TASKER et al., 1999). Auslöser der sinonasalen 

Aspergillose sind neben A. fumigatus, der am häufigsten isoliert wird, auch A. niger, 

A. nidulans oder A. flavus. In wenigen Fällen werden auch Penicillium Spezies 

nachgewiesen (TALBOT et al., 2014).  

Symptome der weitaus seltener vorkommenden bronchopulmonalen Aspergillose 

sind mit Fieber, Husten und Abgeschlagenheit oft unspezifisch (ADAMAMA -

MORAITOU et al., 2011). Durch die auftretende Entzündungsreaktion findet man 

bei der zytologischen Untersuchung einer bronchoalveolären Lavage vor allem 

PMN sowie Makrophagen, jedoch nur selten Pilzbestandteile (BILLEN et al., 

2009). 

An der eher gelegentlich auftretenden, aber meist tödlichen, disseminierten 

Aspergillose erkranken oft Schäferhunde. Im Gegensatz zur sinonasalen 

Aspergillose wird die disseminierte Aspergillose weitaus seltener von A. fumigatus 

ausgelöst. Haupterreger der Infektion sind A. terreus und A. deflectus (SCHULTZ 

et al., 2008). Als Symptome der disseminierten Aspergillose treten unter anderem 

Gewichtsverlust, Anorexie, Erbrechen, Lethargie, Ataxie mit Gangabnormalitäten 

und Diskospondylitits auf (ELAD, 2019). 

Durch Aspergillus spp. verursachte Otomykosen bei Hunden wurden ebenfalls 

bereits beschrieben. Eine vorangegangene Behandlungen mit topischen und 

systemischen Antibiotika stellt hier einen prädisponierenden Faktor dar (COYNER, 

2010).  

Bei der Katze treten vor allem die sinonasale und sinoorbitale Form der 

Aspergillose auf. Insbesondere brachyzephale Rassen wie die Perserkatze scheinen 

häufig zu erkranken (BARRS et al., 2012; BARRS und TALBOT, 2014). Auslöser 
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für die sinoorbitale Infektion ist hauptsächlich A. felis, aber auch A. udagawae oder 

A. viridinutans (KANO et al., 2008; BARRS et al., 2013). Sinonasale Infektionen 

hingegen werden vermehrt durch A. fumigatus ausgelöst (BARRS et al., 2012). Als 

prädisponierender Faktor für die sinoorbitale Infektion wird oft eine virusinduzierte 

Immunschwäche genannt. Die Erkrankung entwickelt sich aus einer sinonasalen 

Aspergillose und ihre Ausbreitung im periorbitalen Raum erschwert die 

Behandlung und verschlechtert die Prognose deutlich (HAMILTON et al., 2000; 

BARACHETTI et al., 2009).  

Selten treten auch Keratomykosen durch Sekundärinfektion mit A. flavus auf. Die 

Primärinfektion erfolgt hier vermutlich durch feline Herpesviren (LABELLE et al., 

2009). 

Neben den klinischen Symptomen können Computertomographie, Röntgen oder 

Endoskopie eingesetzt werden, um die Diagnose einer disseminierten Aspergillose 

zu stellen. Auch Zytologie, Serologie und Histopathologie sowie insbesondere die 

kulturelle Anzucht sind wichtige Bestandteile einer sicheren Diagnosestellung 

(SCHULTZ et al., 2008). 

1.3.2. Die Aspergillose des Geflügels und anderer Vögel 

Der Haupterreger der aviären Aspergillose, für die prinzipiell alle Vögel anfällig 

sein können, ist A. fumigatus (ARNÉ et al., 2011). Unhygienische, feuchte oder 

warme Umgebung erhöht die Sporenkonzentration in der Umwelt, was wiederum 

einen prädisponierenden Faktor für eine Aspergillose darstellt (BEERNAERT et 

al., 2010). Auch Infektionen mit anderen Aspergillus Spezies wie A. flavus, A. 

terreus, A. niger oder A. nidulans treten vereinzelt auf (AKAN et al., 2002; 

MARTIN et al., 2007). Die besondere Anatomie des Lungen-Luftsacksystems 

macht Vögel im Vergleich zu Säugetieren anfälliger für Infektionen. Die neun 

Luftsäcke fungieren als Blasebalg und leiten die Luft durch die Lunge, wo der 

Gasaustausch stattfindet (BROWN et al., 1997; FEDDE, 1998). Sporen von A. 

fumigatus können in das Lungen-Luftsack-System eindringen, indem sie aufgrund 

ihrer geringen Größe physikalische Barrieren überwinden (ARNÉ et al., 2011). Im 

Vergleich zu Säugetieren besitzen Vögel eine schlechte mukoziliäre Clearance 

(MAINA, 2006) und nur eine geringe Anzahl an Makrophagen in der Lunge, was 

die Elimination des Erregers erschwert (BROWN et al., 1997). Durch eine 

Immunsuppression sowie große Mengen an inhalierten Sporen kann es zur 
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Ausbildung von loser aufliegender Plaque kommen. Diese Plaques können zu einer 

Obstruktion der Trachea oder der Bronchien führen oder sogar die Luftsäcke füllen 

(BEERNAERT et al., 2010). Kommt es zu einem ungehinderten Hyphenwachstum 

innerhalb der Luftsäcke, können diese durch die Pilzhyphen penetriert werden, was 

Serositiden oder Nekrosen benachbarter Organe zur Folge haben kann (TSAI et al., 

1992). Auch kann es durch hämatogene Streuung zu disseminierten Aspergillosen 

kommen (BEERNAERT et al., 2010). Bei den Krankheitsverläufen der Vögel kann 

zwischen der akuten und der chronischen Aspergillose sowie der Mykotoxikose 

unterschieden werden (SEYEDMOUSAVI et al., 2015). 

Betroffen von der akuten Aspergillose sind oft junge Vögel, die eine hohe Anzahl 

an Sporen inhaliert haben. Zu den Symptomen gehören Anorexie, Lethargie, 

Kümmern, respiratorische Symptome, Polyurie, Polydipsie und plötzliche 

Todesfälle. Die Erkrankung geht mit einer hohen Morbidität und Mortalität einher 

(SEYEDMOUSAVI et al., 2015). Küken infizieren sich oft während des Schlüpfens 

durch Sporenkontamination der Eischale (HAMET et al., 1991). Bei älteren Tieren 

treten Symptome wie Zyanosen, Dyspnoe mit Schnabelatmung, Keuchen, nicht 

produktiver Husten und Schwanzwippen auf (SEYEDMOUSAVI et al., 2015).  

Die selten auftretende chronische Aspergillose wird meist durch eine 

Immunsuppression aufgrund schlechter Haltung ausgelöst und tritt vor allem bei 

älteren Tieren auf. Sie weist im Vergleich zur akuten Form jedoch eine geringere 

Mortalität auf (SEYEDMOUSAVI et al., 2015). Auffällig werden die betroffenen 

Tiere durch unspezifische Symptome wie Gewichtsverlust, reduzierte Aktivität, 

Dyspnoe nach Bewegung, aber auch Ataxie, Torticollis, Ophistotonus oder gar 

Erblindung nach Befall des Nervensystems (DYAR et al., 1984; AKAN et al., 2002; 

THRONE STEINLAGE et al., 2003).  

Die Aufnahme toxischer Metaboliten über kontaminiertes Futter kann bei Vögeln 

Mykotoxikosen auslösen (SEYEDMOUSAVI et al., 2015). In der Vogellunge kann 

A. fumigatus große Mengen Gliotoxin produzieren (RICHARD et al., 1996). Die 

immunsupprimierende Wirkung des Gliotoxins, unter anderem durch die 

Beeinträchtigung der Phagozytenfunktionen, kann somit zur Entstehung einer 

Aspergillose beitragen (SCHLAM et al., 2016). Das von anderen Aspergillus 

Spezies, insbesondere von A. flavus, produzierte Aflatoxin kann bei Vögeln nach 

oraler Aufnahme Leber- und Nierenschäden auslösen und zum Tod führen 

(SEYEDMOUSAVI et al., 2015).  
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1.3.3. Die Aspergillose des Pferdes 

Die zwei häufigsten durch Aspergillus Spezies ausgelösten Erkrankungen beim 

Pferd sind die Luftsackmykose und die Pneumonie (BLOMME et al., 1998; 

DOBESOVA et al., 2012). Prädisponierende Faktoren hierfür sind unter anderem 

eine Vorerkrankung an einer Enteritis (HATTEL et al., 1991), langanhaltende 

Antibiotikatherapie, Immunsuppression sowie Endokrinopathien oder Neoplasien 

(CARRASCO et al., 1996). Rasse- oder Geschlechtsdispositionen konnten bisher 

nicht festgestellt werden (DOBESOVA et al., 2012). Bei der Luftsackmykose 

bilden sich, mit der Gewebeoberfläche der medialen Bucht eines Luftsacks fest 

verbundene, deutlich abgrenzbare, gelb-braune, nekrotisierende Läsionen (COOK, 

1966). Solange darunter liegende Strukturen wie Nerven und Gefäße noch nicht 

betroffen sind, verläuft die Erkrankung oft asymptomatisch. Bei Befall und dadurch 

entstehende Erosion der Arteria maxillaris oder der Arteria carotis interna kann es 

zu lebensbedrohlichen Blutungen kommen. Eine Beteiligung der kranialen Nerven 

kann zur Dysphagie, Fazialisparese, Kehlkopfpfeifen und Horner-Syndrom führen.  

(SEYEDMOUSAVI et al., 2015). Die pulmonale Aspergillose ist gekennzeichnet 

durch milde respiratorische Symptome, Tachypnoe mit Atemgeräuschen und 

Fieber (PACE et al., 1994; JOHNSON et al., 1999).  

Neben den zwei Hauptformen der Aspergillose des Pferdes tritt weitaus seltener 

eine nasale Aspergillose, die durch Dyspnoe, ein- oder beidseitigem 

mukopurulenten Nasenausfluss und Epistaxis gekennzeichnet ist, auf (KENDALL 

et al., 2008).  

Eine häufiger vorkommende, unter anderem durch Aspergillus Spezies ausgelöste 

(WADA et al., 2013), Erkrankung des Pferdes ist die Keratomykose. Sie tritt vor 

allem in wärmeren Klimazonen bei vorangegangenen Hornhautverletzungen auf. 

Am Auge kann es so zu leichten, oberflächlichen, punktförmigen Verletzungen 

oder aber schwerwiegenden, ulzerativen Einschmelzungen sowie Korneaabszessen 

kommen (SANSOM et al., 2005). Zu den Symptomen zählen Blepharospasmus, 

vermehrter Tränenausfluss und Photophobie (SEYEDMOUSAVI et al., 2015). 

Eine Pilzinfektion wird durch langanhaltende topische Antibiotikagabe begünstigt, 

da die normale Konjunktivenflora durch die Medikamentengabe beinträchtigt wird. 

Eine Glukokortikoidbehandlung kann ebenso zum Pilzwachstum beitragen 

(SANSOM et al., 2005).  

Klare Diagnosen von Luftsackmykosen und Aspergillosen der oberen Atemwege 
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sind oft schwer zu treffen, da auch viele andere Erkrankungen wie Infektionen der 

retropharyngealen Lymphknoten, eine pharyngeale lymphoide Hyperplasie, 

pharyngeale Polypen, Pneumonien oder bakterielle oder virale Infektionen hinter 

den oft unspezifischen respiratorischen Symptomen stehen können 

(SEYEDMOUSAVI et al., 2015). Neben der Evaluierung des klinischen Verlaufs 

sollte auch eine endoskopische Untersuchung erfolgen. (LUDWIG et al., 2005; 

DOBESOVA et al., 2012). Bei der Diagnosefindung der invasiven pulmonalen 

Aspergillose sollten stets auch epidemiologische Gesichtspunkte, wie die 

Haltungsbedingungen, die eine Aspergillose begünstigen können, berücksichtigt 

werden (SWEENEY und HABECKER, 1999). Ein histologischer Nachweis der 

Hyphen im Gewebe und die kulturelle Anzucht des Erregers sollten zur sicheren 

Diagnosestellung durchgeführt werden (SEYEDMOUSAVI et al., 2015). Auch 

serologische Tests können bei der Diagnose der Aspergillose des Pferdes hilfreich 

sein (GUILLOT et al., 1999).  

1.3.4. Die Aspergillose der Wiederkäuer 

Zu den Haupterkrankungen der Wiederkäuer, die durch Aspergillus Spezies, 

insbesondere A. fumigatus ausgelöst werden, zählen mykotische Pneumonien, 

Gastroenteritis, Mastitis, Plazentitis und Abort. Tiere mit einem intakten 

Immunsystem sind resistent gegenüber einer Infektion, wohingegen Milchkühe in 

einer frühen Phase der Laktation sehr anfällig für eine Erkrankung sind 

(PUNTENNEY et al., 2003). Die Aufnahme von A. fumigatus erfolgt über die 

Nahrung, da Heu und Silage häufig kontaminiert sind (COLE et al., 1977). Bei der 

gastrointestinalen Form der Aspergillose ist am häufigsten der Blättermagen 

betroffen, gefolgt von Pansen, Netzmagen und Labmagen (JENSEN et al., 1994). 

Erkrankte Tiere standen zuvor oft unter langanhaltender Therapie mit 

Breitspektrumantibiotika, wiesen eine verminderte Pansenkontraktion auf und 

hatten Durchfall oder sogar Meläna (JENSEN et al., 1994). Durch hämatogene 

Streuung aus den primären gastrointestinalen Läsionen kann es zu mykotischer 

Plazentitis und mykotischer Pneumonie als Sekundärinfektion kommen (HILL et 

al., 1971; SARFATI et al., 1996).  

Die mykotische Pneumonie zeichnet sich durch einen schnellen, oft schweren, 

Verlauf mit Fieber, Husten, Nasenausfluss sowie flacher und röchelnder Atmung 

aus (SEYEDMOUSAVI et al., 2015). In der Lunge finden sich oft an Tuberkulose 

erinnernde Granulome und in der Histologie können neben zahlreichen Hyphen 
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auch Oxalatkristalle, die durch von Aspergillus spp. produzierte Oxalsäure 

entstanden sind, beobachtet werden (MUNTZ, 1999). Durch den toxischen Effekt 

der Oxalsäure auf das Gewebe können Gewebsnekrosen entstehen. Die Schädigung 

des Gewebes kann starke Blutungen zur Folge haben (LEE et al., 1986).  

Im dritten Trimester der Trächtigkeit können Aspergillus Spezies zur mykotischen 

Plazentitis und somit zum Abort führen (KNUDTSON und KIRKBRIDE, 1992). 

Oft verläuft die Plazentitis symptomlos, bei hoher Sporenbelastung können jedoch 

mehrere Aborte gleichzeitig innerhalb der Herde auftreten. Auch 

Nachgeburtverhalten kann in manchen Fällen auftreten. Eine folgende Trächtigkeit 

verläuft in der Regel wieder problemlos (SEYEDMOUSAVI et al., 2015).  

Eine mykotische Mastitis, die durch A. fumigatus ausgelöst wird, tritt häufiger bei 

Milchschafen als bei Milchkühen auf. Insbesondere Tiere, die vor der Geburt 

antibiotisch behandelt werden mussten, sind gefährdet (PÉREZ et al., 1998; LAS 

HERAS et al., 2000).  

Das in Silage vorkommende Mykotoxin Gliotoxin kann bei Rindern Symptome wie 

Abmagerung, Durchfall, vermindertes Allgemeinbefinden auslösen oder auch zum 

Tode führen (COLE et al., 1977). Bei Ziegen können nach der Aufnahme 

kontaminierten Heues abnormales Wachstum und histopathologische 

Veränderungen an Leber und Nieren festgestellt werden. Ebenso setzt das Gliotoxin 

die Fermentationsfähigkeit herunter, was die Futterverdaulichkeit reduzieren kann 

(MORGAVI et al., 2004). Weiterhin konnte bei Milchkühen ein neurologisches 

Syndrom, nach Aufnahme von mit A. clavataus kontaminiertem Futter beobachten 

werden. A. clavatus kann tremorgene Metaboliten produzieren, die Symptome wie 

Muskelzittern, Paresen, Paralysen und anderen Gangabnormalitäten auslösen 

(LORETTI et al., 2003).  
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2. Weitere Pilzpathogene 

Neben Aspergillus spp. wurden in Teilen dieser Arbeit auch zwei weitere pathogene 

Pilze mit untersucht. Hierbei handelt es sich um Vertreter der Gattungen 

Lichtheimia spp. und Fusarium spp., die im Folgenden kurz vorgestellt werden 

sollen. 

2.1. Lichtheimia spp. 

2.1.1. Taxonomie 

Die Gattung Lichtheimia gehört zu der Familie Lichtheimiaceae, die wiederum der 

Ordnung Mucorales angehört (HOFFMANN et al., 2013). Zuerst beschrieben 

wurde Lichtheimia (L.) corymbifera von Cohn im Jahr 1884 unter dem Namen 

Mucor corymbifer. Zunächst wurden sie der mesophilen Gattung Absidia 

zugeordnet. Aufgrund ihrer Morphologie, ihres höheren Temperaturoptimum und 

ihrer molekularen Phylogenie wurden die thermotoleranten Spezies der Gattung 

Absidia, wozu auch Vertreter der heutigen Gattung Lichtheimia gehörten, neu 

eingeordnet und zu der Gattung Mycocladus gezählt (HOFFMANN et al., 2007). 

Der Name wurde jedoch noch einmal zu Lichtheimia korrigiert (HOFFMANN et 

al., 2009). Eine Mykose, die durch Vertreter der Ordnung Mucorales ausgelöst 

wird, bezeichnet man als Mukormykose. Innerhalb der Gattung Lichtheimia sind 

bisher L. corymbifera und L. ramosa bekannt dafür im Menschen eine 

Mukormykose auslösen zu können (GARCIA-HERMOSO et al., 2009).  

2.1.2. Habitat, Morphologie und Lebenszyklus 

Vertreter der Ordnung Mucorales gehören zu den Saprophyten und sind weltweit 

verbreitet. Man findet sie vorwiegend im Erdboden und einige Spezies auch in 

verrottendem Material (RICHARDSON, 2009). Lichtheimia spp. werden zudem oft 

in Heu, Stroh oder auch Lebensmitteln wie Mehl und fermentierten Sojabohnen 

gefunden (KOTIMAA et al., 1991; REBOUX et al., 2006; HONG et al., 2012). Der 

Lebenszyklus der Mucorales beginnt mit der Freisetzung asexueller 

Sporangiosporen aus den Sporangien. Hieraus entstehen nur teilweise septierte 

Hyphen, die das Myzel bilden. Zur sexuellen Fortpflanzung kann es kommen, wenn 

zwei unterschiedliche Kreuzungstypen, (+) und (-), aufeinandertreffen und sich 

verbinden. Hierdurch entsteht eine sogenannte Zygospore, die zu haploidem Myzel 

auskeimt, welches wiederum asexuelle Sporangien produziert. Lichtheimia Spezies 
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haben im Vergleich zur Absidia Spezies ein höheres Temperaturoptimum, welches 

bei 37°C und höher liegt (PATERSON und LIMA, 2015). 

2.1.3. Bedeutung in der Humanmedizin 

Rhizopus spp. gelten als Hauptauslöser für Mukormykosen. Doch auch Lichtheimia 

spp. sind in der Lage schwerwiegende Erkrankungen beim Menschen zu 

verursachen (RIBES et al., 2000).  

Den größten prädisponierenden Faktor an einer rhino-orbital-cerebralen 

Mukormykose zu erkranken, stellt Diabetes mellitus dar (CHAKRABARTI et al., 

2006; JEONG et al., 2019). Doch auch die Anzahl der Infektionen bei Patienten, 

die an einer angeborenen oder erworbenen Immunsuppression leiden, steigt 

kontinuierlich (PARK et al., 2011; AZIE et al., 2012). Neben einer 

Immunsuppression oder Diabeteserkrankung können auch beispielweise Traumata 

(PRAKASH et al., 2019), Eisenüberschuss (BOELAERT et al., 1993; REED et al., 

2006) oder die Vorbehandlung mit dem Antimykotikum Voriconazol (IMHOF et 

al., 2004; SIWEK et al., 2004) zu einer Infektion führen.  

Durch die Inhalation von Sporen in die Nasennebenhöhlen kommt es zunächst zu 

einer lokalen Infektion, die mit Symptomen einer akuten Sinusitis mit Fieber 

Kopfschmerzen und Nasenausfluss einhergeht (STEINBRINK und MICELI, 

2021). Eine lokale Gewebsinvasion kann zum Verlust der Sehkraft und 

Hirnnervenlähmung führen (MATTINGLY und RAMAKRISHNAN, 2016). Die 

rhino-orbital-cerebrale Form tritt vor allem bei Diabetespatienten, und hier 

insbesondere bei Ketoazidose auf (CHAKRABARTI et al., 2006).  

Nach Inhalation der Sporen kann es auch zu einer pulmonalen Form der 

Mukormykose kommen. Diese tritt vor allem bei Patienten mit Neutropenie oder 

nach Organtransplantationen auf (RIBES et al., 2000; RODEN et al., 2005). 

Klinisch manifestiert sich die pulmonale Mukormykose mit Fieber, Dyspnoe, 

Brustschmerzen und unproduktiven Husten. Hyphen können sich auf umliegendes 

Gewebe und Blutgefäße ausbreiten. Hierdurch kann es zu lebensbedrohlichen 

Hämoptysen kommen (LEE et al., 1999; HAMILOS et al., 2011).  

Sowohl in immunkompetenten als auch immunsupprimierten Patienten kann zudem 

eine kutane Form der Mukormykose auftreten. Bei dieser Form scheint vor allem 

ein vorangegangenes Trauma die Eintrittspforte für den Erreger zu sein 

(ANDRESEN et al., 2005; NEBLETT FANFAIR et al., 2012; WARKENTIEN et 
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al., 2012). Die Infektion kann lokal begrenzt sein oder in tieferliegende Strukturen 

wie Knochen, Muskeln und Sehnen eindringen (RODEN et al., 2005). Die Infektion 

beginnt meist mit schmerzhaften Erythemen, die sich innerhalb kurzer Zeit zu einer 

nekrotisierenden Fasziitis entwickeln können, was mit einer Mortalität bis zu 80 % 

einhergeht (RIBES et al., 2000).  

Insbesondere immunsupprimierte Patienten nach Organtransplantation oder mit 

hämatologischen Erkrankungen haben ein erhöhtes Risiko für eine disseminierte 

Infektion (JEONG et al., 2019). Die Mortalität kann hierbei bei bis zu 96 % liegen 

(RODEN et al., 2005).  

2.1.4. Bedeutung in der Veterinärmedizin 

In der Veterinärmedizin finden sich nur vereinzelt Fälle von Mukormykosen. Beim 

Hund treten beispielweise nasale (SHIRANI et al., 2008) oder auch systemisch und 

gastrohepatische (ALVES et al., 2020) Mukormykosen auf.  

Zudem gibt es Berichte von Kälbern, die an rhino-cerebralen Mukormykose und 

Enzephalomalazie durch L. ramosa erkrankt waren (TANAKA et al., 2019; 

IWANAGA et al., 2021). Bei Rindern wird von gastrointestinalen Mukormykosen 

berichtet (JENSEN et al., 1994).  

Auch beim Pferd werden nur vereinzelt Fälle von Mukormykosen beschrieben, die 

beispielweise durch L. corymbifera ausgelöst wurden (GUILLOT et al., 2000). 

2.2. Fusarium spp. 

2.2.1. Taxonomie  

Erstmalig beschrieben wurde die Gattung Fusarium (F.), die zu den Ascomyceten 

gehört, unter dem Namen Fusisporium im Jahr 1809 (LINK, 1809). Der Ursprung 

des Namens geht auf das lateinische Wort fusus zurück, was auf Deutsch Spindel 

bedeutet und die Form der Sporen beschreibt. Ein Großteil der Fusarium-Spezies 

gehört zu den Fungi imperfecti, für die bisher keine sexuelle Fortpflanzung 

nachgewiesen werden konnte. Die wenig bekannten telemorphen Formen werden 

fast ausschließlich der Gattung Gibberella zugeordnet. WOLLENWEBER und 

REINKING (1935) legten den Grundstein der Taxonomie der Gattung Fusarium 

und teilten die 65 Spezies anhand ihrer ähnlichen Morphologie und Charakteristika 

in 16 Sektionen ein. Diese wurden wiederum in 55 Varietäten und 22 Formen 

unterteilt. Die Unterteilung der verschiedenen Sektionen wurde hierbei vor allem 
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anhand der Form und Anwesenheit von Mikrokonidien, Anwesenheit und Position 

der Chlamydosporen an den Hyphen und der Form der Makrokonidien und 

Basalzellen abgeleitet. GERLACH und NIRENBERG (1982) behielten die bereits 

beschriebenen Sektionen in ihrem taxonomischen System bei. NELSON et al. 

(1983) schlugen jedoch eine einfachere Einteilung in nur 12 Sektionen vor. Die 

Einteilung der Sektionen anhand der ähnlichen Morphologie und somit einer nur 

angenommenen, nahen genetischen Verwandtschaft wird aufgrund neuerer 

molekularbiologischen Forschungsergebnisse des Öfteren kritisiert (MORETTI, 

2009).  

Unter den Fusarium Spezies befinden sich wichtige Phytopathogene, die in der 

Landwirtschaft und im Gartenbau erhebliche ökologische und ökonomische 

Schäden verursachen können (DESJARDINS, 2003). Zudem sind Vertreter der 

Gattung in der Lage Myktoxine zu produzieren (DESJARDINS und PROCTOR, 

2007). Diese können für Tier als auch Mensch gefährlich sein und zudem die 

Anfälligkeit für Infektionskrankheiten erhöhen, indem sie die Darmgesundheit 

sowie das angeborene und adaptive Immunsystem beeinträchtigen (ANTONISSEN 

et al., 2014).  

2.2.2. Habitat, Morphologie und Lebenszyklus 

Fusarium spp. sind weitverbreitet und ihr Habitat ist der Erdboden sowie 

pflanzliches Material und andere organische Substrate. Aufgrund ihrer häufigen 

Assoziation mit Pflanzenwurzeln wird die Lebensweise auch als saprophytär oder 

parasitär beschrieben. Fusarium spp. findet man insbesondere auf fruchtbaren 

Kultur- und Weideböden, wohingegen sie in Waldböden eher selten vorkommen. 

Fusarium spp. können nicht nur in tropischen und gemäßigten Klimazonen, 

sondern auch in Regionen in denen extreme Klimabedingungen herrschen, wie 

beispielweise in der Wüste oder arktischen Gegenden, überleben (NELSON et al., 

1994). Durch Wind und Regen können Sporen über weite Strecken verbreitet 

werden (GILBERT und FERNANDO, 2004). 

Fusarium spp. können, wie bereits bei der Taxonomie kurz erwähnt, drei 

verschiedene Arten von Sporen, die Makrokonidien, Mikrokonidien und 

Chlamydosporen, produzieren (NELSON et al., 1983). Jedoch bilden nicht alle 

Fusarium Spezies alle drei Sporentypen aus. Makrokonidien werden entweder in 

den sogenannten Sporodochia produziert oder können durch Mono- und 
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Polyphialiden im Luftmyzel entstehen. Mikrokonidien werden im Luftmyzel, aber 

nicht in Sporodochia produziert. Sie variieren in ihrer Form und Größe. Die 

Chlamydosporen dienen Fusarium als Überdauerungsform. Sie besitzen eine dicke 

Zellwand und sind mit lipidartigem Material gefüllt (NELSON et al., 1994). Treffen 

Sporen auf ein geeignetes Substrat, beginnen sie bereits nach zwei Stunden 

anzuschwellen. Die ersten Keimschläuche bilden sich nach acht Stunden und nach 

24 Stunden ist ein dichtes Myzelgeflecht entstanden (SEONG et al., 2008).  

2.2.3. Bedeutung in der Humanmedizin 

Fusarium Spezies können im Menschen abhängig vom Eintrittsort und 

Immunstatus verschiedene Krankheitsbilder hervorrufen. In immunkompetenten 

Patienten lösen Fusarium Spezies vor allem Onychomykosen sowie Keratitis aus 

(DÓCZI et al., 2004; GUILHERMETTI et al., 2007). Aber auch andere durch 

Fusarium Spezies hervorgerufene Infektionen wie bespielweise Peritonitis nach 

peritonealer Dialyse (GAUR et al., 2010), Thrombophlebitis (MURRAY et al., 

2003), Osteomyelitis (SIERRA-HOFFMAN et al., 2005), septische Arthritis 

(JAKLE et al., 1983), Sinusitis (KURIEN et al., 1992) oder Pneumonie (SANDER 

et al., 1998) wurden bereits beschrieben.  

Im immunsupprimierten Patienten kommt es nahezu immer zu einem invasiven und 

häufig disseminierten Verlauf. Zu den klinischen Symptomen zählen im 

neutropenischen Patienten unter anderem Fieber, Myalgie, plötzlich auftretende 

erythematöse papulöse oder knotige, schmerzhafte Hautläsionen, die hin zur 

Nekrose führen können. Andere Organe wie Lunge (mit oder ohne Beteiligung der 

Nebenhöhlen), Leber, Milz, Nieren, aber auch die Gelenke können ebenfalls 

betroffen sein und Blutkulturen sind häufig positiv (NUCCI und ANAISSIE, 2006; 

NUCCI et al., 2015). Auslöser der invasiven Fusariose sind häufig Vertreter der  

F. solani und F. oxysporum Spezieskomplexe (DA ROSA et al., 2021).  

Die Aufnahme von Lebensmitteln, die mit Mykotoxinen kontaminiert sind, kann 

beispielweise zur alimentären toxischen Aleukie führen. Hierbei kommt es zur 

Schädigung des Knochenmarkes, Nekrosen der Haut und Verminderung der 

Leukozytenzahl im Blutplasma. Nach Verzehr von überwintertem Getreide starben 

so zum Ende des zweiten Weltkrieges hunderte Menschen an der alimentären 

toxischen Aleukie (NELSON et al., 1994). 
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2.2.4. Bedeutung in der Veterinärmedizin 

In der Veterinärmedizin spielen Infektionen mit Fusarium spp. eher eine 

untergeordnete Rolle. Allerdings wird auch hier wie in der Humanmedizin eine 

Immundefizienz als prädisponierender Faktor vermutet. Auch Traumata können zu 

einer Infektion führen (VASCELLARI et al., 2011; SUGAHARA et al., 2014). Bei  

Hunden wurde unter anderem von Pyelonephritis (DAY und HOLT, 1994), 

Meningoenzephalitis (EVANS et al., 2004), Dermatomykose (KANO et al., 2011) 

und Onychomykose (NAMITOME et al., 2011) berichtet, die durch Fusarium spp. 

ausgelöst waren. Bei Katzen wurde bislang beispielweise eine pyogranulomatöse 

Rhinosinusitis (VASCELLARI et al., 2011) oder granulomatöse Pododermatitis 

(SUGAHARA et al., 2014) im Zusammenhang mit Fusarium spp. beschrieben. 

Beim Pferd können Fusarium spp. wie auch Aspergillus spp. zu einer ulzerativen 

Keratitis führen. Dies geschieht durch das Eindringen des Erregers über 

Hornhauttraumata und daraus resultierenden Epitheldefekten (ANDREW et al., 

1998). Durch mit den Mykotoxinen Fumonisin B1 und B2 belastete Futtermittel 

wie Heu kann es zu Ausbrüchen der Equinen Leukoenzephalomalazie kommen 

(VENDRUSCOLO et al., 2016). Die betroffenen Tiere zeigen unter anderem 

Apathie, Ataxie, Paresen der Lippen und Zunge und Unvermögen zu Trinken und 

zu Fressen (MARASAS et al., 1988). Der Tod kann bereits nach wenigen Stunden 

oder aber auch erst nach mehreren Tagen eintreten (NELSON et al., 1994).  

Durch den Verzehr von Süßkartoffeln, die mit dem pathogenen Vertreter F. solani 

infiziert waren, kam es auch bei Rindern in Brasilien und Uruguay zu 

Erkrankungen. Hierbei wurden die Toxine allerdings von den infizierten Knollen 

der Süßkartoffel und nicht durch den Pilz selbst produziert. Die erkrankten Tiere 

zeigten akute respiratorische Atembeschwerden mit Dyspnoe, Husten, dilatierten 

Nasenlöcher und vermehrtem Speicheln (RIET-CORREA et al., 2013) 

Durch die Aufnahme von mit F. graminearum kontaminiertem Getreide, welches 

das Toxin Zeralenon enthält, kann es bei Schweinen zu Hyperöstrogenismus 

kommen. Bei Zuchtsauen äußert sich die Wirkung des Toxins durch einen 

verlängerten Östrus und Eber zeigen eine verminderte Libido. Bei Jungsauen führt 

das Toxin zum Anschwellen der Vulva und Milchdrüsen bis hin zum Vaginal- oder 

Rektalprolaps. Männliche Jungtiere unterlaufen einen Feminisierungseffekt mit 

vergrößerten Milchdrüsen (NELSON et al., 1994).  
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3. Die Zellwand von Aspergillus spp. 

Die Zellwand von Pilzen hat viele verschiedene Funktionen und spielt eine wichtige 

Rolle bei der Aufrechterhaltung der Integrität und Lebensfähigkeit des Pilzes 

(GARCIA-RUBIO et al., 2020). Die Zusammensetzung der Zellwand wurde 

bislang vor allem bei Hefepilzen wie Saccharomyces cerevisiae und Candida 

albicans und filamentösen Schimmelpilzen wie A. fumigatus untersucht 

(OSHEROV und YARDEN, 2010). Bei vielen anderen Pilzen wie beispielweise 

denen der Ordnung Mucorales gibt es bislang wenig gesicherte Daten. Die 

Erforschung des Zellwandaufbaus ist jedoch von besonderer Bedeutung, weil sie 

unter anderem eine wichtige Zielstruktur für neue Therapieansätze darstellt 

(CORTÉS et al., 2019). Im folgenden Text soll auf die Zellwand von A. fumigatus 

genauer eingegangen werden.  

Die Zellwand von Aspergillus spp. ist bereits gut erforscht und es konnte gezeigt 

werden, dass 90 % der Zellwand aus verschiedenen Polysacchariden bestehen 

(LATGÉ et al., 2017). Das Grundgerüst der Zellwand wird von ɓ-1,3/1,6-Glukan 

gebildet, das mit Chitin ¿ber eine ɓ-1,4-glykosidische Bindung verbunden ist 

(LATGÉ et al., 2005). Bei A. fumigatus ist Galaktomannan kovalent an dieses 

Grundgerüst gebunden (FONTAINE et al., 2000). Galaktomannan besteht 

wiederum aus linearem Ŭ-Mannan mit sich wiederholenden Mannose 

Oligosaccharideinheiten und kurzen Galaktofuranose-Seitenketten (LATGÉ et al., 

1994). Weiterhin sind Ŭ-1,3-Glukan, Glykoproteine und das Heteropolysaccharide 

Galaktosaminogalaktan in der fibrillären Zellwandstruktur eingebettet (LATGÉ 

und CALDERONE, 2006). Je nach Umweltbedingungen kann sich das 

Mengenverhältnis der einzelnen Komponenten stark unterscheiden (LATGÉ, 

2010). 

3.1. Galaktosaminogalaktan 

Während des Wachstums in vitro und in vivo bilden A. fumigatus Hyphen eine 

extrazelluläre Matrix (ECM), die aus verschiedenen Polysacchariden besteht. 

Durch diese ECM werden Hyphen miteinander verbunden (BEAUVAIS et al., 

2007). Das aus Galaktose, N-Acetylgalaktosamin und Galaktosamin bestehende 

Galaktosaminogalaktan (GAG) ist nicht nur Bestandteil der Zellwand, sondern 

auch dieser ECM (FONTAINE et al., 2011; GRAVELAT et al., 2013). GAG 

kommt eine wichtige Rolle bei der Adhäsion an Wirtszellen und bei der 
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Biofilmformation zu. Auch verdeckt GAG ɓ-1,3-Glukan, sodass dieses nicht mehr 

von Immunzell-Rezeptoren wie Dectin-1 erkannt werden kann (GRAVELAT et al., 

2013). Die Produktion von zellwandassoziiertem GAG korreliert mit der Virulenz 

der verschiedenen Aspergillus Spezies. Pathogene Aspergillus Spezies wie  

A. fumigatus produzieren viel GAG und sind resistenter gegenüber dem Abtöten 

durch neutrophil extracellular traps (NET) (LEE et al., 2015). Zudem hat GAG 

einen anti-inflammatorischen Effekt, da es die Bildung des Interleukin-1-Rezeptor-

Agonisten induziert (GRESNIGT et al., 2014). Widersprüchlicherweise zeigte eine 

andere Arbeitsgruppe jedoch, dass GAG auch das Inflammasom aktiviert 

(BRIARD et al., 2020).  

Bei der Synthese von GAG sind drei Enzyme essenziell. Zunächst wird durch die 

Uge3-Glukose-4-Epimerase UDP(=Uridinphosphat)-Glukose und N-

Acetlyglukosamin in UDP-Galaktose und UDP-Acetylgalaktosamin verwandelt 

(GRAVELAT et al., 2013; LEE et al., 2014). Diese Bauteile werden durch die 

Glykosyltransferase Gtb3 verbunden und über die Membran in den extrazellulären 

Raum transportiert. Abschließend werden N-Acetylgalaktosamine in der 

Polysaccharidkette von der Deacetylase Agd3 deacetyliert. Durch die 

Deacetylierung wird das Polymer kationisch. Dieser Schritt ist essenziell für die 

Biofilmbildung und Adhäsion der Hyphen auf Oberflächen (LEE et al., 2016). 

4. Immunantwort  

Trifft ein Organismus auf ein Pathogen, werden eine Reihe verschiedener 

Abwehrmechanismen ausgelöst, um den Erreger zu eliminieren und eine Infektion 

zu verhindern. Voraussetzung hierfür ist die Erkennung des Pathogens durch 

Rezeptoren und die Vermittlung der Reaktion durch Zytokine (ROMANI, 2004). 

Die Immunantwort kann hierbei je nach Pilzspezies variieren (SHOHAM und 

LEVITZ, 2005). Im folgenden Text soll der Fokus insbesondere auf die 

Immunantwort auf A. fumigatus gelegt werden.  

4.1. Zytokine 

Zytokine sind Proteine, mit einem Molekulargewicht von etwa 25 kDa. Sie werden 

von verschiedenen Zelltypen sezerniert und nehmen Einfluss auf das Verhalten 

nahe gelegener Zellen, die entsprechende Rezeptoren besitzen (MURPHY und 

WEAVER, 2017c). Sie agieren als Mediatoren und regulieren Wachstum, 

Überleben, Differenzierung und Effektorfunktionen von Zellen. Sie spielen daher 
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eine übergeordnete Rolle in der Regulation entzündlicher Prozesse, der 

Immunantwort während einer Infektion oder von neurologischen und 

endokrinologischen Autoimmunerkrankungen (HEINRICH et al., 1998). Zytokine 

kann man in die Hauptgruppen Interleukine (IL), Chemokine, Interferone (IFN), 

Tumornekrosefaktoren (TNF) und koloniestimulierende Faktoren unterteilen.  

Chemokine dienen der Anlockung von Zellen des angeborenen Immunsystems zum 

Ort der Infektion. Sie lassen sich aufgrund der Anordnung ihrer N-terminalen 

Cysteine in verschiedene Gruppen einteilen. Eine Gruppe besitzt zwei Cysteine 

direkt nebeneinander (CC), in den anderen Gruppen werden die Cysteine dagegen 

durch eine oder mehrere Aminosäuren getrennt (CXC oder CX3C) (ZLOTNIK und 

YOSHIE, 2000). Besondere Bedeutung kommen im Zusammenhang mit A. 

fumigatus dem Liganden 10 (CXCL10) und 20 (CCL20) zu. MEZGER et al. (2008) 

konnten zeigen, dass das Vorkommen von Single Nucleotide Polymorphisms im 

CXCL10-Gen, das Risiko an einer invasiven Aspergillose zu erkranken, stark 

beeinflusst.  

Nach Konfrontation mit A. fumigatus wird das CCL20-Gen am stärksten 

hochreguliert. Durch dieses Chemokin werden vorrangig chemotaktische Effekte 

auf Lymphozyten, die das CCL20 über ihren Chemokinrezeptor 6 binden, ausgeübt 

(BABA et al., 1997; WILLIAMS, 2006).  

Der hauptsächlich durch Monozyten und daraus abgeleitete Zellen wie AM oder 

dendritische Zellen produzierte TNFŬ zählt zu den ersten Zytokinen, das nach 

Erstkontakt mit einem Erreger ausgesch¿ttet wird. TNFŬ wirkt als Pyrogen und lºst 

die Akute Phase Reaktion aus. Hierbei werden Proteine wie das 

Serumamyloidprotein, das C-reaktive Protein, das mannosebindende Lektin oder 

Fibrinogen produziert, die alle Pathogene binden können (CECILIANI et al., 2002). 

Diese Funktionen teilt sich TNFŬ mit weiteren Pyrogenen wie IL-1ɓ und IL-6 

(DINARELLO et al., 1986; ANDUS et al., 1988; RAMADORI et al., 1988). Im 

Mausmodell konnte bereits gezeigt werden, dass der Mangel an TNFŬ in 

immunsupprimierten Tieren zu einer erhöhten Mortalität nach Infektion durch  

A. fumigatus führt (MEHRAD et al., 1999). Auch das proinflammatorische Zytokin 

IL -12 wird nach Kontakt mit A. fumigatus von Zellen des Immunsystems gebildet. 

CENCI et al. (1998) konnten beobachten, dass die Produktion von IL-12, TNFŬ, 

und IFNɔ in Mªusen zu einer Resistenz gegen¿ber A. fumigatus führen kann.  
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4.2. Rezeptoren  

Professionelle Phagozyten wie Makrophagen, PMN und dendritische Zellen 

erkennen Pathogene über pattern recognition receptors (PRR) auf ihrer Oberfläche. 

PRR sind in der Lage sogenannte pathogen-associated molecular patterns (PAMP) 

zu erkennen, Strukturen, die auf Pathogenen, aber nicht im Wirt vorkommen (VAN 

DE VEERDONK et al., 2008). Zu den wichtigsten Rezeptoren in der Erkennung 

von A. fumigatus gehören Dectin-1, Toll Like Rezeptor (TLR) 2, TLR 4 sowie 

Komplementrezeptor 3 (GRESNIGT et al., 2012; GAZENDAM et al., 2016).  

PMN, Makrophagen und dendritische Zellen kºnnen ɓ-Glukan auf der Zellwand 

von A. fumigatus über ihren C-Typ Lektin Rezeptor Dectin-1 erkennen (WERNER 

et al., 2009). Der non-TLR-PRR Dectin-1 erkennt sowohl lösliches als auch 

partikulªres ɓ-1,3-Glukan und ɓ-1,6-Glukan (BROWN und GORDON, 2001). Der 

Rezeptor nimmt Einfluss auf die Phagozytose und induziert den respiratorischen 

Burst (HERRE et al., 2004; UNDERHILL et al., 2005). Zudem wird nach Bindung 

von ɓ-Glukan an den Rezeptor die Produktion von Zytokinen wie TNFŬ, IL-2, IL-

10 oder IL-12 induziert (GANTNER et al., 2003; STEELE et al., 2003; ROGERS 

et al., 2005).  

Den Komplementrezeptor 3 (CR3), der aus den Untereinheiten CD11b und CD18 

besteht, findet man auf eosinophilen und neutrophilen Granulozyten, dendritischen 

Zellen und Makrophagen als auch auf Monozyten und natürlichen Killerzellen 

(TSONI und BROWN, 2008). Die Lektindomäne von CR3 ist ebenfalls in der Lage 

ɓ-Glukan zu erkennen. Nach Bindung des Liganden kann CR3 verschiedene 

zelluläre Antworten wie Adhäsion und Migration sowie Phagozytose oder 

Zytotoxizität auslösen (WRIGHT und SILVERSTEIN, 1982; PLOW und ZHANG, 

1997; XIA et al., 1999; TSIKITIS et al., 2004; LAVIGNE et al., 2006). 

TLR erkennen PAMP wie bespielweise Lipopeptide, Peptidoglykan oder Zymosan 

(TLR 2) und Lipopolysaccharid (TLR 4), ein Bestandteil der Membran von 

gramnegativen Bakterien (KAWAI und AKIRA, 2010). Insbesondere TLR 2 und 

TLR 4 spielen in der Erkennung des Pilzes eine wichtige Rolle (WANG et al., 2001; 

MEIER et al., 2003; BRAEDEL et al., 2004). 

Die Bindung eines Pathogens an Dectin-1 und TLR aktiviert den 

Transkriptionsfaktor Nuclear Factor əB und induziert dadurch die 

proinflammatorische Zytokin- und Chemokinproduktion (WERNER et al., 2009). 
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4.3. Erste Welle der Immunabwehr gegen Aspergillus fumigatus 

Werden Sporen eingeatmet, gelangen sie in die Lunge, wo sie das Gewebe 

infizieren und in die tiefen Atemwege eindringen. Der Tracheobronchialbaum ist 

mit Epithelzellen ausgekleidet, die Zilien besitzen und durch den Zilienschlag 

Schmutz und Schleimstoffe abtransportieren können (WANNER et al., 1996). Sie 

sind somit die erste physikalische und biologische Barriere, die von den Sporen 

überwunden werden muss (BIGOT et al., 2020). Epithelzellen gehören zu den 

nicht-professionellen Phagozyten. Alveolarepithelzellen, auch Pneumozyten 

genannt, können in Typ I und Typ II unterschieden werden. Die Typ II 

Pneumozyten spielen eine wichtige Rolle bei der Aufrechterhaltung des 

Alveolarraums und sind somit direkt mit eingeatmeten Partikeln konfrontiert. 

PARIS et al. (1997) konnten zeigen, dass Sporen von A. fumigatus von 

tracheobronchialen Epithelzellen und Typ II Pneumozyten in vitro phagozytiert 

werden. Phagozytierte Sporen können jedoch in den angesäuerten Lysosomen 

überleben und auskeimen und sich so in der Lunge weiter ausbreiten (WASYLNKA 

und MOORE, 2003). Die Manipulation der Wirtszell-Apoptose ist eine bekannte 

Strategie vieler Pathogene, um eine Infektion voranzutreiben (FAHERTY und 

MAURELLI, 2008). Auch A. fumigatus ist in der Lage die Produktion von TNFŬ 

in Epithelzellen zu inhibieren und somit die Apoptose der Zelle zu verhindern 

(BERKOVA et al., 2006). AMIN et al. (2014) konnten zeigen, dass das 

Dihydroxynaphthalen-Melanin von A. fumigatus essenziell für diesen anti-

apoptotischen Effekt in Epithelzellen ist.  

AM gehören wie PMN und dendritische Zellen zu den professionellen Phagozyten. 

Ruhende A. fumigatus Sporen sind durch ihre hydrophobe Proteinschicht geschützt 

und können so nicht von Immunzellen entdeckt werden (AIMANIANDA et al., 

2009). Erst beim Prozess des beginnenden Auskeimens verlieren die Sporen ihre 

Schutzschicht und PRR wie Dectin-1 sind in der Lage Moleküle auf der 

Konidienoberfläche zu erkennen und eine Immunantwort auszulösen (LATGÉ, 

2010). Die Aufnahme der Konidien in die AM erfolgt über die Ausbildung von 

Pseudopodien, die die Sporen umschließen, was mit der Polymerisation von 

filamentösem Aktin einhergeht. Nach der Internalisierung kommt es zur Reifung 

des Phagosoms und zu einer Fusion mit Lysosomen zu einem Phagolysosom, was 

mit einer Ansäuerung einhergeht und Konidien abtöten kann (IBRAHIM -GRANET 

et al., 2003). Bei der Eliminierung und dem Abtöten von A. fumigatus durch AM 
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scheinen zudem reaktive Sauerstoffspezies (ROS), die durch Aktivierung des 

NADPH-Oxidasesystems produziert werden, essenziell zu sein (BRAKHAGE et 

al., 2010). Bei CGD-Patienten finden sich Mutationen in den Genen, die für das 

NADPH-Oxidasesystem kodieren, wodurch die ROS Produktion gestört ist. Diese 

Erkrankung stellt dadurch einen prädisponierenden Faktor dar, um an einer 

schweren Aspergillose zu erkranken (SEGAL et al., 2000). Auch in vitro und in 

vivo konnte gezeigt werden, dass eine Inhibition des NADPH-Oxidasesystems dazu 

führte, dass nahezu 100 % der phagozytierten Konidien auskeimten (PHILIPPE et 

al., 2003). 

Somit scheinen sowohl nicht-oxidative als auch oxidative Mechanismen bei der 

Beseitigung des Erregers eine Rolle zu spielen. Neben der Phagozytose und dem 

Abtöten der Sporen schütten AM gleichzeitig auch Zytokine und Chemokine wie 

TNFŬ, Macrophage Inflammatory Protein (MIP)-1, MIP-2, Granulocyte-

Macrophage Colony-Stimulating Factor, IL-1Ŭ und IL-2ɓ aus, um weitere 

Immunzellen zu aktivieren und zum Infektionsort zu locken (STEELE et al., 2005; 

GERSUK et al., 2006).  

PMN zählen zu den polymorphkernigen Granulozyten. Die Einteilung in 

neutrophile, eosinophile und basophile Granulozyten leitet sich von der Färbung 

der Granula der jeweiligen Zellen ab. PMN werden durch AM zum Ort der 

Infektion gelockt. Prozentual machen PMN den größten Anteil aller Immunzellen 

aus und spielen daher eine wichtige Rolle bei der Beseitigung von Pathogenen 

(SEGAL, 2005). Eine Neutropenie stellt einen der größten Risikofaktoren dar, an 

einer IA schwer zu erkranken (LATGÉ und CHAMILOS, 2019). Den PMN stehen 

drei verschiedene Mechanismen zur Verfügung, um Pathogene zu eliminieren: 

Phagozytose, Degranulation und Produktion von ROS sowie die Ausbildung von 

NET.  

Konidien, die nicht von AM internalisiert wurden, können von angelockten PMN 

phagozytiert werden (BEHNSEN et al., 2007). In den Granula der PMN finden sich 

zudem antimikrobielle Stoffe, die durch Degranulation in die Umgebung freigesetzt 

werden und so die Auskeimung der Konidien verhindern können (BRAKHAGE et 

al., 2010). Zu diesen antimikrobiellen Proteinen zählen beispielweise Cathepsin G, 

Elastase, Lysozym, Defensin oder Proteinase 3 (SEGAL, 2005). Es konnte jedoch 

gezeigt werden, dass A. fumigatus Konidien in der Lage sind, sich während der Co-

Inkubation mit PMN umzuprogrammieren und ihren Stoffwechsel während der 
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Auskeimung an die Wirtsumgebung anzupassen (SUGUI et al., 2008). Weiterhin 

können Hyphen Sekundärmetabolite wie Gliotoxin oder Fumagillin bilden, welche 

die Immunantwort der PMN herabsetzen (SPIKES et al., 2008; FALLON et al., 

2010). Durch Aktivierung des NAPDH-Oxidasesystems sind PMN in der Lage 

ROS zu produzieren, die dem extrazellulären Abtöten von A. fumigatus Hyphen 

dienen (GAZENDAM et al., 2016). Diese Freisetzung wird auch als 

respiratorischer oder oxidativer Burst bezeichnet. Hierbei lösen angeschwollene 

Konidien eine weitaus stärkere Reaktion aus als ruhende Konidien (LEVITZ und 

FARRELL, 1990). RUBIN-BEJERANO et al. (2007) konnten zeigen, dass 

insbesondere das seltenere auf der Zellwand von A. fumigatus vorkommende ɓ-1,6-

Glukan die Phagozytose und Produktion von ROS begünstigt.  

Gelingt es nicht die Konidien von A. fumigatus zu eliminieren und kommt es zur 

Formation von Hyphen, können PMN NET ausbilden. NET können in der 

Auseinandersetzung mit verschiedenen Pathogenen gebildet werden. Die PMN 

werden durch Stimuli wie bakterielles Lipopolysaccharid (LPS), IL-8 oder allein 

durch die Anwesenheit von Bakterien oder Pilzen aktiviert und ein Anteil der Zellen 

leitet daraufhin ein ĂSelbstmordprogrammñ ein, was zur Bildung der NET führt 

(BRINKMANN und ZYCHLINSKY, 2007). NET bestehen aus Chromatin und 

Bestandteilen der neutrophilen Granula wie beispielsweise Myeloperoxidase, 

Elastase, Cathepsin B oder Lactoferrin (BRINKMANN et al., 2004). Mithilfe der 

NET sind PMN in der Lage das Hyphenwachstum zu reduzieren, indem sie das für 

das Pilzwachstum benötigte Zink und Eisen unbrauchbar machen. Dies geschieht 

durch die Chelatbildung, das heißt Zink- und Eisenionen werden durch Calprotectin 

beziehungsweise Lactoferrin gebunden (ZAREMBER et al., 2007; URBAN et al., 

2009). Die Bildung von NET setzt ebenfalls einen respiratorischen Burst voraus 

(BRINKMANN und ZYCHLINSKY, 2007; FUCHS et al., 2007). Die Formation 

von NET scheint jedoch nicht essenziell zum Abtöten des Erregers zu sein, sondern 

eher ein Mechanismus, um die Ausbreitung und das Wachstum des Pilzes 

einzudämmen (BRUNS et al., 2010; MCCORMICK et al., 2010).  

Dendritische Zellen (DC) haben lange, fingerförmige Fortsätze, die an Dendriten 

von Nervenzellen erinnern. Ihre Fähigkeit das Immunsystem zu regulieren, wurde 

erstmals von STEINMAN und COHN (1973) beschrieben. Sie sind als 

professionelle Phagozyten in der Lage sowohl Konidien als auch kurze Hyphen zu 

phagozytieren und setzen dabei IL-4, IL-10 und IL-12 frei. Sie transportieren diese 
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zudem zu ableitenden Lymphknoten und der Milz, wo sie eine T-Zellantwort 

induzieren (BOZZA et al., 2002). 

4.4. Adaptive Immunantwort  

Wird ein Erreger nicht durch die Mechanismen des angeborenen Immunsystems 

eliminiert, wird das adaptive Immunsystem aktiviert. Diese Aktivierung ist 

elementar, um sich etablierende Infektionen zu kontrollieren. DC dienen hierbei als 

Vermittler zwischen angeborenem und adaptivem Immunsystem. Die Aufnahme 

von Antigen führt zur Ausreifung der DC, wodurch sie ihre Phagozytosefähigkeit 

verlieren. Gleichzeitig wird die Expression von Haupthistokompatibilitätskomplex 

(MHC)-Proteinen und kostimulatorischen B7-Molekülen (CD80/CD86) erhöht 

(GARRETT et al., 2000). DC gehören zu den Antigen-präsentierenden Zellen und 

tragen die Antigene als Peptid-MHC-Komplexe auf ihrer Zelloberfläche, wodurch 

unter anderem Antigen-spezifische T-Lymphozyten zur Proliferation angeregt 

werden.  

Zur Abwehr von Pilzpathogenen tragen sowohl CD4+ T-Zellen als auch CD8+ T-

Zellen bei (HUFFNAGLE und DEEPE, 2003; CARVALHO et al., 2012; 

POTENZA et al., 2013). Zu den wichtigsten Effektorfunktionen der T-Zellen 

gehören die Zytotoxizität und Zytokinsekretion (CUTLER et al., 2007). Die 

vorherrschende adaptive Immunreaktion auf Pilzpathogene ist eine TH1-Antwort 

(ROMANI, 2004). Dies geht mit der Produktion von IL-12, IFNɔ und TNFŬ einher 

und ist essenziell, um eine protektive Immunantwort auszulösen. Eine TH2- 

Antwort ist durch die Produktion von IL-4, IL-5 und IL-13 charakterisiert, sie gilt 

als nicht protektiv und ist mit allergischen Krankheitsbildern assoziiert. Eine TH2-

Antwort wird mit Fortschritt und zunehmendem Schweregrad einer Infektion 

assoziiert (HUFFNAGLE und DEEPE, 2003). 

5. Monoklonale Antikörper  

Bislang stehen für die Behandlung von invasiven Mykosen nur drei 

Wirkstoffgruppen zur Verfügung, die Polyene, die Echinocandine und die Azole. 

Die Entwicklung neuer Wirkstoffe gestaltet sich schwierig, da sich Pilze 

metabolisch sehr ähnlich zu Säugetierzellen verhalten und demnach wenig 

Pathogen-spezifische Zielstrukturen bieten (OSTROSKY-ZEICHNER et al., 

2010). Im Moment fokussieren sich die Therapeutika auf Zielstrukturen auf der 

Zellwand oder der Plasmamembran des Pilzes (ODDS et al., 2003). Allerdings 
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werden zunehmend Resistenzen gegenüber den oben genannten Wirkstoffen 

beschrieben (LIMA et al., 2019; ARASTEHFAR et al., 2020). Daher ist die 

Entwicklung neuer Therapeutika unabdingbar. Im Einsatz gegen invasive Mykosen 

könnten monoklonale Antikörper (mAk) solch einen neuen therapeutischen Weg 

darstellen (ULRICH und EBEL, 2020).  

5.1. Allgemeines 

Als Teil des adaptiven Immunsystems sind Antikörper wichtiger Bestandteil bei der 

Bekämpfung von Infektionen. Antikörper bestehen aus zwei identischen leichten 

und zwei identischen schweren Ketten, die über Disulfidbrücken miteinander 

verbunden sind. Sowohl die schweren als auch die leichten Ketten enthalten 

konstante und variable Regionen. Durch die variablen Regionen einer leichten und 

einer schweren Kette wird eine Antigenbindungsstelle gebildet. Jeder Antikörper 

besitzt somit zwei identische Antigenbindungsstellen, über die Antikörper kleine 

molekulare Strukturen, die sogenannten Epitope, eines Antigenmoleküls erkennen 

und binden können. Der Bereich, in der ein Antikörper ein Antigen bindet, wird 

auch als Antigen-bindendes-Fragment (Fab) bezeichnet. Die Effektorfunktion eines 

jeden Antikörpers wird über die konstante Region, das sogenannte fragment 

crystallisable (Fc)-Fragment, bestimmt. Es gibt insgesamt fünf Hauptisotypen von 

Immunglobulinen, die sich in ihren Fc-Abschnitten unterscheiden: IgG, IgM, IgD, 

IgE und IgA, wobei sich IgG-Antikörper noch in die Unterklassen IgG1, IgG2, IgG3 

und IgG4 unterteilen lassen. Die verschiedenen Isotypen unterscheiden sich in der 

Struktur ihrer konstanten Regionen der schweren Ketten und somit auch in ihrer 

Funktion (MURPHY und WEAVER, 2017a). Die Antigen-Antikörper Bindung ist 

hoch spezifisch und kann sich in Therapie und Diagnostik zu Nutze gemacht 

werden. Bereits 1976 wurden die ersten mAk produziert. Hierbei entstand nach 

Immunisierung von Mäusen mittels Fusion von Mäusemilzzellen und einer 

Myelomzelllinie eine Hybridomzelllinie, die Antikörper gegen Schaferythrozyten 

produzierte (KÖHLER und MILSTEIN, 1976).  

5.2. Therapeutische monoklonale Antikörper  

Um mAk muriner Herkunft überhaupt therapeutisch für den Menschen nutzbar zu 

machen und die Immunogenität herabzusetzen, wurden verschiedene Techniken 

entwickelt. Bei der Chimärisierung wird das murine Fc-Fragment durch ein 

humanes Fc-Fragment ersetzt. Das murine Fab-Fragment wird hierbei mit einem 



II. Literaturübersicht 52 

humanen IgG-Grundgerüst verbunden (MORRISON et al., 1984). Bei der 

Humanisierung von mAk werden die murinen, hypervariablen Regionen, auch 

complementarity determining regions, in eine humane Fab-Region integriert und 

auf ein humanes IgG Grundgerüst gesetzt (JONES et al., 1986). Eine weitere 

Methode humane mAk zu produzieren, ist die Immunisierung transgener Mäuse mit 

humanen Immunglobulin-Genen und anschließender Hybridomtechnologie 

(GREEN et al., 1994; LONBERG et al., 1994). Eingesetzt werden mAk heute vor 

allem bei der Behandlung von Autoimmunkrankheiten und in der Krebstherapie.  

Autoimmunkrankheiten, wie zum Beispiel die rheumatische Arthritis, zeichnen 

sich durch starke Entz¿ndungsreaktionen aus. Der proinflammatorische TNFŬ ist 

bekannt dafür, ein Mediator für entzündungsfördernde Zytokine zu sein. Eine 

Blockierung von TNFŬ kann demnach die Produktion von entz¿ndungsfºrdernden 

Zytokinen wie beispielsweise IL-1 und IL-6 reduzieren. In einer klinischen Studie 

mit Patienten mit rheumatischer Arthritis konnte gezeigt werden, dass Antikörper 

gegen TNFŬ die IL-1 Produktion von Synovialzellen signifikant reduzierten 

(BRENNAN et al., 1989; FELDMANN und MAINI, 2003). Die langanhaltende 

anti-TNFŬ Therapie wird von Patienten gut vertragen und hält die 

Krankheitsaktivität niedrig (KIEVIT et al., 2011). Anti-TNFŬ Therapie wird 

weiterhin beispielsweise bei Morbus Crohn (DERKX et al., 1993), ulzerativer 

Colitis (BHATTACHARYA und OSTERMAN, 2020) oder Psoriasis (COTTONE 

et al., 2019) eingesetzt. Neben anti-TNFŬ-mAk wurden weitere mAk gegen 

verschiedene Zytokinrezeptoren (KANG et al., 2015) oder deren Untereinheiten 

(FEAGAN et al., 2016) entwickelt, die gegen oben genannte entzündliche 

Erkrankungen eingesetzt werden.  

Auch in der Krebstherapie sind mAk etabliert. Die Behandlung solider Tumore mit 

mAk begann mit dem humanisierten epidermalen Wachstumsfaktor Rezeptor 

(HER) 2-Antikörper Trastuzumab (CARTER et al., 1992). HER2 reguliert das 

Zellwachstum und wird zum Beispiel bei Brust- oder Ovarienkrebs überexprimiert, 

was mit einem aggressiveren Krankheitsverlauf und verminderter Überlebensrate 

einhergeht (SLAMON et al., 1987). Die Überexprimierung von HER2 induziert 

auÇerdem eine Resistenz gegen¿ber TNFŬ (HUDZIAK et al., 1988). Es konnte 

gezeigt werden, dass mAk gegen HER2 das Wachstum von HER2-

überexprimierenden Tumorzellen inhibieren konnten (LEWIS et al., 1993; CERAN 

et al., 2012).  
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Das CD20 Antigen findet man auf der Oberfläche von normalen, aber auch 

neoplastischen B-Zellen. Durch Bindung des anti-CD20 mAk Rituximab an CD20 

kommt es zur Apoptose, Zelllyse durch komplementabhängiger Toxizität sowie 

antikörperabhängiger, zellvermittelter Zytotoxizität (REFF et al., 1994). Zudem 

wurden Tumorzellen durch die Anwendung des Antikörper sensitiver gegenüber 

Chemotherapeutika (DEMIDEM et al., 1997).  

5.3. Monoklonale Antikörper im Einsatz gegen Schimmelpilzinfektionen 

Durch die ansteigenden Inzidenzen von Schimmelpilzinfektionen, insbesondere in 

immunsupprimierten Patienten, wird die Suche nach neuen antimykotischen 

Therapeutika immer relevanter. Für viele bakterielle oder virale Erreger gibt es 

bereits effiziente Impfungen, doch für Pilzpathogene ist dies noch nicht der Fall. 

Der Einsatz von mAk kann aber auch in Bezug auf Mykosen ein neuer 

Therapieansatz oder von prophylaktischem Nutzen sein. Die Voraussetzung für 

eine Antigen-Antikörper-Bindung ist die Zugänglichkeit des Antigens. 

Oberflächenantigene oder sekretierte Proteine können solche Antigene sein. Die 

Zellwand von Pilzen besteht zum Großteil aus Polysacchariden, aber auch 

Proteinen. Da diese Strukturen im menschlichen Organismus nicht vorkommen, 

stellt die Zellwand eine wichtige Zielstruktur für neue Therapieansätze dar 

(CORTÉS et al., 2019). Weiterhin können mAk auch als Opsonine dienen. In der 

zytoplasmatischen Membran von Phagozyten befinden sich Fc ɔ- Rezeptoren, die 

gebundene IgG erkennen können. GAZENDAM et al. (2016) konnten bereits 

zeigen, dass eine Opsonisierung von A. fumigatus Hyphen durch IgG-Antikörper 

für das Abtöten durch PMN nötig ist.  

In den letzten Jahren wurden viele verschiedene Studien zu mAk und 

Impfstoffentwicklungen bei pathogenen Pilzen durchgeführt (ULRICH und EBEL, 

2020). Einige besonders wichtige Arbeiten über A. fumigatus werden im folgenden 

Text beschrieben.  

CENCI et al. (2002) konnten beispielweise mit einem antiidiotypischen mAk, der 

einem Hefe-Kill er-Toxin nachempfunden wurde, nicht nur einen protektiven Effekt 

nach passiver Immunisierung von Mäusen, sondern auch eine Inhibition des 

Hyphenwachstums in vitro nachweisen. Auch der ɓ-Glukan-spezifische mAk 2G8 

zeigte einen ähnlichen protektiven Effekt und verlangsamte ebenso das 

Hyphenwachstum (TOROSANTUCCI et al., 2009). Weiterhin konnte durch eine 
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passive Immunisierung von immunsupprimierten Mäusen mit dem A. fumigatus 

rekombinanten Proteinimpfstoff AF.KEX1 eine verringerte Mortalität sowie eine 

verringerte Pilzbelastung der Lunge festgestellt werden (RAYENS et al., 2021). 

Ebenso zeigte ein IgG1-mAk, der gegen ein Glykoprotein der Zellwand gerichtet 

ist, einen inhibitorischen Effekt auf das Hyphenwachstum und konnte sogar  

A. fumigatus Hyphen in vitro abtöten. Im Mausmodell konnte zudem eine erhöhte 

Überlebensrate festgestellt werden (CHATURVEDI et al., 2005).  

Auch für Antikörper der IgM-Subklasse konnte bereits ein protektiver Effekt 

nachgewiesen werden. Nach passiver Immunisierung von Mäusen mit einem IgM 

mAk, der ein Sialyllacto-N-Tetraose-Epitop erkennt und A. fumigatus Konidien und 

Hyphen bindet, wurde ein protektiver Effekt sowohl nach intravenöser als auch 

intratrachealer Applikation festgestellt (WHARTON et al., 2015).  
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III.  MATERIAL UND METHODEN 

1. Allgemein 

1.1. Chemikalien 

Sofern nicht anders angemerkt, wurden Chemikalien der Firmen Merck, Carl Roth, 

Serva und Sigma-Aldrich, im Reinheitsgrad zur Analyse Ăp.a.ñ beziehungsweise 

Ăreinstñ verwendet.  

1.2. Material ien 

Es wurden, sofern nicht anders angegeben, Röhren, Zellkulturflaschen, 

Mikrotiterplatten, Petrischalen und Sterilfilter der Firma SARSTEDT AG & CO 

KG verwendet.  

1.3. Organismen 

Die für diese Arbeit verwendeten Pilzstämme sowie Zelllinien sind in Tabelle 2 und 

Tabelle 3 aufgeführt. 

Tabelle 2: Verwendete Pilzstämme. 

Stamm Beschreibung Bezugsquelle 

A. nidulans FGSC A26 Wildstamm Prof. Dr. Reinhard Fischer, 

Karlsruher Institut für 

Technologie 

A. niger DSM 737 Wildstamm Leibniz Institut, Deutsche 

Sammlung von 

Mikroorganismen und 

Zellkulturen (=DSMZ) 

A. oryzae DSM 1863 Wildstamm Leibniz Institut, DSMZ 

A. fischeri DSM 3700 Wildstamm Leibniz Institut, DSMZ 

A. giganteus DSM 1146 Wildstamm Leibniz Institut, DSMZ 

A. terreus NIH 2624 Wildstamm Dr. Matthias Brock, University 

of Nottingham 

A. terreus SBUG 844 Wildstamm Dr. Matthias Brock, University 

of Nottingham 

A. terreus T9 Wildstamm Prof. Dr. Cornelia Lass-Flörl, 

Medizinische Universität 

Innsbruck 
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A. terreus At17-14 

DSM 113823 

Wildstamm, 

Patientenisolat 

eigene Arbeitsgruppe 

A. fumigatus AfS35 A. fumigatus D141 

ȹakuA 

Prof. Dr. Sven Krappmann, 

Universität Erlangen 

A. fumigatus D141 Wildstamm, 

Patientenisolat 

Prof. Dr. Sven Krappmann, 

Universität Erlangen 

A. fumigatus  

ATCC 46645 

Wildstamm, 

Patientenisolat 

Prof. Dr. Axel Brakhage,  

Hans-Knöll-Institut, Jena 

A. fumigatus Af293 Wildstamm Prof. Dr. Axel Brakhage,  

Hans-Knöll-Institut, Jena 

A. fumigatus ȹglfA A. fumigatus, 

D141, ȹglfA 

Prof. Dr. Francoise Routier, 

Medizinische Hochschule 

Hannover, (SCHMALHORST 

et al., 2008) 

A. fumigatus Mito GFP 

(= green fluorescent 

protein) 

A. fumigatus, 

D141 Mito GFP 

(MCCORMICK et al., 2010) 

A. fumigatus ȹags1-3 A. fumigatus 

AfS35, ȹags1-3 

Dr. Karl Dichtl,  

Max von Pettenkofer-Institut 

A. fumigatus ȹgtb3 A. fumigatus, 

Af293, ȹgtb3 

diese Arbeit 

A. fumigatus 1014 Wildstamm, 

Patientenisolat 

Max von Pettenkofer-Institut 

A. fumigatus 1016 Wildstamm, 

Patientenisolat 

Max von Pettenkofer-Institut 

A. fumigatus 1018 Wildstamm, 

Patientenisolat 

Max von Pettenkofer-Institut 

L. ramosa  

B12-11.08.0095 

Wildstamm PD Dr. Volker Rickerts,  

Robert-Koch-Institut 

Rhizopus. oryzae 

VA69749 

Wildstamm PD Dr. Volker Rickerts,  

Robert-Koch-Institut 

Cunninghamella 

bertholletiae 

CBS 187.84 

Wildstamm Dr. Sebastian Wurzer, 

Würzburg 

Mucor circinelloides 

CBS394.68 

Wildstamm CBS, Westerdijk Fungal 

Biodiversity Institute 

L. corymbifera 

CBS 429.75 

Wildstamm CBS, Westerdijk Fungal 

Biodiversity Institute 

F. oxysporum 

DSM 62316 

Wildstamm Leibniz Institut, DSMZ 
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Tabelle 3: Verwendete Zelllinien. 

1.4. Oligonukleotide 

Die f¿r das Konstrukt Af293ȹgtb3 beziehungsweise AfS35ȹgtb3 verwendeten 

Oligonukleotide wurden von der Firma Metabion hergestellt und sind in Tabelle 4 

aufgeführt.  

Tabelle 4: Verwendete Oligonukleotide f¿r das Konstrukt Af293ȹgtb3 bzw. 

AfS35ȹgtb3. Kleinegeschriebene Sequenzen stellen die komplementären 

Überhänge zur Hygromycin B-Resistenzkassette dar. 

Bezeichnung Sequenz 

gtb3-up FOR GAATGGCTGCCACGCTGTT 

gtb3-up REV   gcccaaaaagtgctccttcaatatcagttaacgtcgcggc 

GATGGTATGATTAGAGACTA 

gtb3-do FOR tcgtcaagagacctacgagactgaggaatccgctcttggc 

ATCTATCTATCCTGCCCTAC 

gtb3-do REV CTTTTACGAGGCGCACGAC 

gtb3 nest-do REV TGGCGATCTGGGGATGGAG 

gtb3 nest-up FOR CTTCTTAGTCCGGGTGCATG 

gtb3-FOR ATGGGTTTTATCGTCGCGACT 

gtb3-intern-REV CACTGCAGAGATCGCTGGATG 

gtb3-REV AGTGTGCAAATTCAGGATTTC 

gtb3-intern-FOR GTCATCACCCTCCACCATG 

pSilent Hyg FOR GCCGCGACGTTAACTGATATT 

pSilent Hyg REV GCCAAGAGCGGATTCCTCAG 

 

  

Bezeichnung Beschreibung Bezugsquelle 

J774A murine Makrophagen-

Zelllinie 

Leibniz Institut, DSMZ 

AB90-E8 Hybridom T. Kakoschke 

AE183-3 Hybridom A. Wiedemann 

AD105-30-2 Hybridom A. Wiedemann 
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1.5. Antikörper  

Die verwendeten primären und sekundären Antikörper werden in Tabelle 5 und 

Tabelle 6 aufgeführt. 

1.5.1. Primäre Antikörper  

Tabelle 5: Verwendete primäre Antikörper. 

Name Konzentration Bezugsquelle 

AB90-E8 1 µg/ml  diese Arbeit 

AE183-3 1 µg/ml  diese Arbeit 

L10-1 Kulturüberstand eigene Arbeitsgruppe 

AD105-30-2 Kulturüberstand eigene Arbeitsgruppe 

AB135-8 Kulturüberstand eigene Arbeitsgruppe 

anti-GAG 20 µg/ml Dr. V. Aimanianda, Institut 

Pasteur, Paris 

2G8 16 µg/ml A. Torosantucci und  

A. Cassone, Istituto Superiore 

di Sanità, Rom 

1.5.2. Sekundäre Antikörper 

Tabelle 6: Verwendete sekundäre Antikörper. 

Name Konzentration Bezugsquelle 

Ziege-anti-Maus  

IgG+IgM (H+L) 

Cy3 

Stammlösung: 1 mg/ml 

verwendete Konzentration: 5 µg/ml 

Dianova 

Ziege-anti-Maus IgM 

Cy3 

Stammlösung: 1 mg/ml 

verwendete Konzentration: 5 µg/ml 

Dianova 

Ziege-anti-Maus IgG 

Fc Alexa Fluor 488 

Stammlösung: 1 mg/ml 

verwendete Konzentration: 5 µg/ml 

Dianova 

Ziege-anti-Maus  

IgG+IgM-HRP  

(= horseradish 

peroxidase) 

Stammlösung: 0,8 mg/ml 

Verwendete Konzentration: 0,4 µg/ml 

Dianova 

Ziege-anti-Maus  

IgG+IgM (H+L) -

Alkalische 

Phosphatase 

Stammlösung: 0,6 mg/ml 

Verwendete Konzentration: 0,6 µg/ml 

Dianova 
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2. Mikrobiologische Methoden 

2.1. Nährmedien für die untersuchten filamentösen Pilze 

Die aufgeführten Nährmedien wurden, wenn nicht anders angegeben, stets bei 

121°C und drei bar Überdruck für 20 Minuten autoklaviert.  

Aspergillus Minimal Medium  (AMM) : 

Zunächst wurden die Einzelkomponenten des Mediums hergestellt und autoklaviert 

beziehungsweise sterilfiltriert. Die Inhaltsstoffe der Einzelkomponenten sind in den 

Tabellen 7-12 aufgeführt. Aus den Komponenten konnte anschließend das AMM 

steril fertiggestellt werden. Ein erneutes Autoklavieren war somit nicht nötig. 

Ammoniumtartrat wurde als Standardstickstoffquelle verwendet. Ein Einstellen des 

pH-Wertes war nicht von Nöten, da er bereits bei 6,8 lag. Für die Herstellung von 

AMM -Agar wurde zusätzlich 20 g Agar in einen Liter Medium gegeben und 

autoklaviert. Je nach Bedarf wurde nach Fertigstellung des Flüssigmediums 

beziehungsweise des autoklavierten Agars ein Selektionsmarker in der 

gewünschten Endkonzentration hinzugefügt, um selektive Bedingungen zu 

schaffen.  

Herstellung der Einzelkomponenten des AMM: 

Tabelle 7: Inhaltsstoffe der 20x Salzlösung ohne MgSO4 und ohne Stickstoffquelle. 

KCl 10,4 g 

KH2PO4 16,3 g 

K2HPO4 20,9 g 

H2Odest. ad 1000 ml 

 

Tabelle 8: Inhaltsstoffe der 40 % Glukose-Lösung. 

D-Glukose  400 g 

H2Odest. ad 1000 ml 

 

Tabelle 9: Inhaltsstoffe der 2 M Ammoniumtartrat-Lösung. 

C4H12N2O6 (Ammoniumtartrat)  184,15 g 

H2Odest. ad 500 ml 
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Tabelle 10: Inhaltsstoffe der 0,4 M MgSO4 x 7H2O-Lösung. 

MgSO4 x7H2O 52 g 

H2Odest. ad 500 ml 

 

Tabelle 11: Inhaltsstoffe der Spurenelementlösung I. 

EDTA  10 g 

FeSO4 x 7H2O 1 g 

H2Odest. ad 80 ml  

In genannter Reihenfolge zugeben. Anschließend mit KOH auf pH auf 5,5 

einstellen. 

Tabelle 12: Inhaltsstoffe der Spurenelementlösung II. 

ZnSO x 7H O 4,4 g 

MgCl x 4H O 1,0 g 

H BO 2,2 g 

COCl x 6H O 0,32 g 

CuSO x 5H O 0,32 g 

(NH )6MO O x 4H O 0,22 g 

H2Odest. 80 ml 

In genannter Reihenfolge zugeben.  

Nun konnten die Lösungen I und II in gleichen Teilen zusammengegeben werden 

und der pH mit KOH auf 6,5 eingestellt werden. Die Lösung wurde mit H2O auf 

200 ml aufgefüllt, sterilfiltriert (0,45 µm Porendurchmesser) und zu je 1 ml 

aliquotiert. Die aliquotierte Lösung wurde bei -20°C gelagert.  

Die Einzelkomponenten für AMM werden, wie in Tabelle 13 angegeben, gemischt. 

Tabelle 13: Inhaltsstoffe von AMM-Flüssigmedium. 

20 x Salzlösung (ohne NaNO3) 50 ml 

40 % Glukose 25 ml 

2 M C H12N2O6 (Ammoniumtartrat) 10 ml 

0,4 M MgSO   5 ml 

Spurenelementlösung 1 ml 

H2Odest. ad 1000 ml 

 



III. Material und Methoden     61 

Sabouraud-Medium: 

Zur Herstellung von Sabouraud-Flüssigmedium wurden zunächst die beiden 

Einzelkomponenten, wie in Tabelle 14 und Tabelle 15 angegeben, hergestellt und 

autoklaviert. 

Tabelle 14: Inhaltsstoffe 2x Pepton (2 %). 

Pepton 20 g 

H2Odest. ad 1000 ml 

pH 7,0 einstellen mit NaOH oder HCl. 

 

Tabelle 15: Inhaltsstoffe der 2x Glukose (8 %). 

D-Glukose 80 g 

H2Odest. ad 1000 ml 

Nach Autoklavieren der Einzelbestandteile wurden diese zu gleichen Teilen 

gemischt, um Sabouraud-Medium herzustellen. 

Sabouraud-Agar:  

Zur Herstellung von Sabouraud-Agar wurden 20 g Agar zur 2x Glukose gegeben 

und diese zu gleichen Teilen mit 2x Pepton gemischt und erneut autoklaviert (siehe 

Tabelle 16). 

Tabelle 16: Inhaltsstoffe der 2x Glukose (8 %) für Sabouraud-Agar. 

Agar-Agar 4 % 20 g 

D-Glukose 8 % 40 g 

H2Odest. ad 500 ml 

2x Pepton (2 %): siehe oben. 

Synthetic Defined (SD)-Medium: 

Zur Herstellung von SD-Medium wurden zunächst die Einzelkomponenten, wie in 

Tabelle 17 und Tabelle 18 angegeben, hergestellt und autoklaviert.  

Tabelle 17: Inhaltsstoffe der Lösung S. 

Yeast Nitrogen Base 1,7 g 

(NH4)2S2O8 Ammoniumpersulfat (APS) 5 g 

H2Odest. ad 1000 ml 
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Tabelle 18: Inhaltsstoffe der Lösung D. 

2 % Glukose  20 g 

H2Odest. ad 1000 ml 

 

Für 200 ml SD-Medium wurden die Komponenten, wie in Tabelle 19 angegeben, 

gemischt. 

Tabelle 19: Zusammensetzung SD-Medium. 

Lösung S 40 ml 

Lösung D 10 ml 

H2Odemin. 150 ml 

 

Bovines Serum Albumin (BSA)-Medium: 

BSA-Medium wurde aus den folgenden Einzelkomponenten zusammen gemischt:  

Tabelle 20: Inhaltsstoffe des BSA-Mediums. 

20x Salzlösung (ohne NaNO3) 5 ml 

1 % BSA 1 g 

0,4 M MgSO  (200 x)  0,5 ml 

Spurenelementlösung 100 µl 

H2Odest. ad 100 ml 

Sterilfiltrieren 

 

 

Sorbitol-Agar: 

Für Pilztransformation mit A. fumigatus wurden Sorbitol-Agarplatten (siehe 

Tabelle 21) und Sorbitol-Soft-Agar (siehe Tabelle 22) benötigt.  

Tabelle 21: Inhaltsstoffe des 2x Sorbitol-Agars. 

Agar-Agar 4 % 10 g 

D-Glukose 5 g 

Sorbitol 109 g 

H2Odest. ad 250 ml 

Autoklavieren 
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Tabelle 22: Inhaltsstoffe des 2x Sorbitol-Soft-Agars. 

Agar-Agar 4 % 3,5 g 

D-Glukose 5 g 

Sorbitol 109 g 

H2Odest. ad 250 ml 

Autoklavieren 

Für die Agarplatten der Pilztransformation wurden 12,5 ml AMM  mit dem 

entsprechendem Selektionsmarker in eine 50 ml Röhre vorgelegt und anschließend 

12,5 ml des geschmolzenen, auf circa 50°C abgekühlten, 2x Sorbitol-Agars 

hinzugefügt. Nach gründlichem Durchmischen wird der Inhalt in eine Petrischale 

gegossen.  

2.2. Selektionsmarker 

Der verwendete Selektionsmarker ist in Tabelle 23 aufgeführt.  

Tabelle 23: Verwendeter Selektionsmarker. 

Selektionsmarker Konzentration gelöst in: Firma 

Hygromycin B 200 µg/ml HEPES Puffer InvivoGen 

2.3. Anzucht der Pilzstämme 

2.3.1. Anzucht der Pilzstämme zur Herstellung neuer Sporensuspensionen 

Um für die Versuche neue Sporenstammsuspensionen herzustellen, wurden Sporen 

aus bereits vorhandenen Suspensionen auf Nähragar in Zellkulturflaschen (TC-

Flasche T25, Standard) ausgebracht. Hierzu wurden zunächst 13 ml Sabouraud- 

beziehungsweise AMM-Agar (je nach Bedarf mit Selektionsmarker) in die 

Flaschen gefüllt. Nun wurden die vorhandenen Sporenlösungen je nach 

Konzentration mit flüssigem Sabouraud-Medium beziehungsweise AMM-Medium 

verdünnt und auf den Agar gegeben. Für die bessere Verteilung der Sporen wurden 

sterile Glaskugeln mit in die Flasche gegeben und der Inhalt durch leichtes 

Schwenken über den Agar verteilt. Die beimpften Flaschen wurden nun für zwei 

bis fünf Tage bei 30-37°C inkubiert. Sobald sich eine Sporenschicht auf dem Myzel 

gebildet hat, konnten die Sporen geerntet werden. 
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2.3.2. Ernten der Sporen 

Für das Ernten der Sporen wurden erneut sterile Glaskugeln in die 

Zellkulturflaschen gegeben. Mit 5-10 ml sterilem 0,01 % Tween 20-Wasser wurden 

die Sporen durch Schwenken vom Myzel gelöst. Die daraufhin entstandene 

Sporensuspension wurde anschließend durch einen autoklavierten Trichter (A. 

Hartenstein), der mit Miracloth (Merck) ausgekleidet war, geschüttet und in einer 

15 ml Röhre aufgefangen. 

2.3.3. Bestimmung der Sporenkonzentration 

Zur Bestimmung der Sporenkonzentration von A. fumigatus wurde das Gerät 

Ultrospec10 (Amersham Biosciences) verwendet. Hierzu wird die optische Dichte 

(OD) einer verdünnten Sporensuspension (1:50-1:100) bei 600 nm gemessen. Mit 

der Formel OD600 x 2,24 x 107 x Verdünnungsfaktor kann die Sporenkonzentration 

pro ml berechnet werden. Die Sporensuspensionen wurden bis zur weiteren 

Verwendung im Kühlschrank bei 8°C gelagert. 

2.3.4. Anzucht in Flüssigkultur für Immunfluoreszenzfärbungen 

Für die Anzucht von Aspergillus spp., Mucorales und F. oxysporum in 

Flüssigmedium wurden jeweils eine entsprechende Menge Medium (siehe Punkt 

2.1) mit Sporen angeimpft und entweder in eine 24-Well Mikrotiterplatte mit 

runden Deckgläsern (A. Hartenstein) oder in eine Life Cell Imaging-Kammer (ɛ-

Slide 8 Well, Ibidi) gegeben. Anschließend wurden die Pilze bei 26°C  

(F. oxysporum), 30°C (Mucorales, Aspergillus spp.) oder 37°C (Aspergillus spp.) 

im Brutschrank aerob inkubiert. 

2.3.5. Anzucht für die Herstellung von Kulturüberstand  

Für die Herstellung von Kulturüberständen wurden die jeweiligen Pilzstämme in 

einem Erlenmeyerkolben in 50 ml Medium (Sabouraud-Medium oder SD-Medium) 

angezogen. Die Ansätze wurden fünf Tage schüttelnd (140 rpm = revolutions per 

minute) bei 37°C inkubiert. Anschließend wurden sie durch einen sterilen Trichter, 

der mit Miracloth ausgekleidet war, filtriert, um das Myzel vom Kulturüberstand 

zu trennen. Der Kulturüberstand wurde in einer 50 ml Röhre aufgefangen. Das 

Myzel wurde anschließend getrocknet und gewogen. 
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2.3.6. Isolierung von Aleuriokonidien 

Um AC zu isolieren, wurden zunächst 7,5 x 105 Sporen der A. terreus Stämme 

At17-14, T9 oder SBUG844 in 40 ml Sabouraud-Medium in eine 50 ml Röhre 

pipettiert. Es erfolgte eine Inkubation bei 37°C und 140 rpm für fünf Tage.  

Jeden Tag wurde Myzel, das auf der Oberfläche schwamm, mit einem sterilen 

Tupfer abgenommen, damit sich keine PC bilden konnten. Das restliche Myzel 

wurde mit einer sterilen 10 ml-Pipette nach unten gedrückt. Nach fünftägiger 

Inkubation wurden die Röhren kräftig geschüttelt, damit sich die AC von den 

Hyphen lösten. Nun wurde der Inhalt der Röhre durch einen sterilen Trichter mit 

drei Lagen Miracloth gegeben, um die AC vom restlichen Myzel zu trennen.  

Nach einem zehnminütigen Zentrifugationsschritt bei 10.000 x g (= vielfache Erd-

beschleunigung) wurde der Überstand vorsichtig abgenommen und verworfen. In 

jede Röhre wurden nun 10 ml steriles H2Odemin. pipettiert und das Pellet 

resuspendiert. Es erfolgte ein erneuter Zentrifugationsschritt. Gegebenenfalls 

wurde der Waschschritt mit H2Odemin. wiederholt, um sicherzustellen, dass keinerlei 

Medium mehr in der Sporensuspension verblieb. Hiernach wurde der Überstand 

wieder vorsichtig abgenommen und das Pellet in 1 ml H2Odemin. gelöst. Die AC 

wurden mit einer Neubauer-Zählkammer gezählt. 

3. Proteinchemische Methoden 

3.1. Trichloressigsäure-Fällung zur Aufkonzentrierung von 

Kulturüberständen 

Um Kulturüberstände aufzukonzentrieren, wurde die Trichloressigsäure 

(trichloroacetic acid = TCA)-Fällung verwendet. Für die Anzucht von A. fumigatus 

wurden 100 ml AMM mit 2 x 109 frisch geernteten Sporen in einem 

Erlenmeyerkolben beimpft und fünf Tage schüttelnd (140 rpm) bei 37°C inkubiert. 

Anschließend wurde der Inhalt des Erlenmeyerkolbens durch einen sterilen Trichter 

mit Miracloth gefiltert und der Überstand in zwei 50 ml Röhren aufgefangen. Der 

gewonnene Überstand (40 ml) wurde in einer 50 ml Röhre mit 5 ml 100%iger TCA-

Lösung (Sigma-Aldrich) versetzt und bei 8°C über Nacht gelagert. Am nächsten 

Tag erfolgte eine Zentrifugation bei 4°C und 9.000 x g für 60 Minuten. 

Anschließend wurde der Überstand verworfen und das Sediment luftgetrocknet. 

Nun wurde das getrocknete Sediment mit 200 µl 1,5 M 

Tris(hydroxymethyl)aminomethan (TRIS), pH 8,8 resuspendiert und erneut bei 
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1.000 x g zehn Minuten zentrifugiert. Der Überstand wurde in ein neues 

Mikrozentrifugenröhrchen (Eppendorf) überführt und bei -20°C bis zur weiteren 

Verwendung gelagert. 

3.1.1. Proteinbestimmung nach Bradford 

Ein Bradford Protein Assay wurde durchgeführt, um die Konzentration der 

gereinigten Antikörper zu messen. Hierzu wurde zunächst das Protein Assay Dye 

Reagent Concentrate (BioRad) 1:5 mit H2Odemin. verdünnt. Nun wurden jeweils  

10 µl der zu untersuchenden Proben im dreifachen Ansatz in eine 96-Well Platte 

pipettiert. Um eine Eichkurve anlegen zu können, wurde als Proteinstandard BSA 

in H2Odemin. in den Konzentrationen 0-0,5 mg/ml angesetzt. Auch hier wurden je  

10 µl im Dreifachansatz in die Wells pipettiert. Nun konnten 200 µl des verdünnten 

Protein Assay Dye Reagent Concentrate mit einer Mehrfachpipette in die Wells 

gegeben und gemischt werden. Nach fünf Minuten Inkubation bei Raumtemperatur 

(RT) wurde die Platte bei einer Wellenlänge von 595 nm mit einem Mikroplatten-

Reader (SpectraMax Plus 384, Molecular Devices) gemessen.  

3.2. Eindimensionale Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgel-

Elektrophorese 

Bei der Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgel-Elektrophorese (SDS-PAGE) 

werden Proteine zunächst durch Hitze denaturiert, wodurch sich das anionische 

Detergens Natriumdodecylsulfat (SDS) proportional zum Molekulargewicht der 

Polypeptide an diese anlagern kann und die Eigenladung der Proteine überdeckt. 

Nach dem Anlegen eines elektrischen Feldes werden Proteine nun durch den 

Siebeffekt des Polyacrylamidgels ihrer Größe nach aufgetrennt.  

Für die SDS-PAGE wurde das Bio-RAD MODEL 200/2.0 POWER SUPPLY 

Elektrophoresesystem, die MiniGel Twin-Kammer sowie Glasplatten, Kämme und 

Spacer der Firma Biometra verwendet. 

Zunächst wurden zwei passende Glasplatten mit einer Silikondichtung versetzt, die 

durch drei Klammern fixiert wurde. Nun konnte die Lösung des Trenngels (siehe 

Tabelle 24) zwischen die Glasplatten gegossen werden und vorsichtig mit 200 µl 

H2Odest. überschichtet werden. Nach Auspolymerisieren und Entfernen des H2Odest. 

wurde die Lösung des Sammelgels (siehe Tabelle 25) auf das Trenngel gegeben 

und ein Kamm zwischen die beiden Platten in die Lösung gesteckt. Durch den 

Kamm bilden sich Taschen im Sammelgel, in die später die Proben gegeben werden 
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können. Das Sammelgel dient der Fokussierung der Proben, da es einen anderen 

pH-Wert und größere Poren besitzt. Erst im Trenngel werden die Proben anhand 

ihrer Größe aufgetrennt. Nach Auspolymerisieren konnte das fertige Gel nun in die 

Kammer eingesetzt werden. Die Proben wurden gegebenenfalls zunächst mit 0,5 M 

TRIS, pH 6,8, vorverdünnt und anschließend 3+1 mit Probenpuffer 4 x RotiLoad1 

(Carl Roth) versetzt. Die Proben wurden bei 95°C für fünf Minuten erhitzt und 

danach bei 14.000 x g für fünf Minuten abzentrifugiert. Die Kammer wurde mit 

SDS-Laufpuffer (siehe Tabelle 26) bis zur Markierung befüllt, sodass das ganze 

Gel überschichtet war. Es wurden jeweils 13 µl der Proben und 7 µl des 

Molekulargewichts-Markers peq.Gold Protein Marker IV (VWR) in die Geltaschen 

pipettiert. Der Versuch wurde zunächst bei 120 Volt (V) gestartet, bis die Proben 

aus dem Sammelgel in das Trenngel gelaufen waren. Danach wurde die Spannung 

auf 150 V angehoben und das Gel 1-1,5 Stunden weiterlaufen gelassen, bis die 

Lauffront den unteren Rand des Gels erreicht hatte. 

Tabelle 24: Zusammensetzung Trenngel (für zwei Gele). 

T*  7,5 % 10 % 12 % 

H2Odest. 7,4 ml 6,1 ml 3,6 ml 

1,5 M TRIS/HCl, pH 8,8  3,8 ml 3,8 ml 3,8 ml 

30 % Acrylamidlösung  3,0 ml 5,0 ml 7,5 ml 

10 % SDS-Lösung  150 µl 150 µl 150 µl 

Tetramethylethylendiamin 

(TEMED)  

20 µl 20 µl 20 µl 

25 % APS  20 µl 20 µl 20 µl 

H2Odest. 7,4 ml 6,1 ml 3,6 ml 

*= Gehalt an Acrylamid und Bisacrylamid im fertigen Gel 

 

Tabelle 25: Zusammensetzung Sammelgel (für zwei Gele). 

H2Odest. 2,9 ml  

0,5 M TRIS/HCl, pH 6,8  1,25 ml  

30 % Acrylamid  0,85 ml  

10 % SDS- Lösung  50 µl  

TEMED  10 µl  

25 % APS 10 µl  
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Tabelle 26: Inhaltsstoffe 10x SDS-Laufpuffer. 

TRIS  30,3 g  

Glycin  144 g  

SDS  1 g  

H2Odest. ad 1000 ml  

 

 

Abbildung 1: peqGOLD pre-stained protein marker IV (VWR). 

3.3. Färbung von Proteinen in SDS-Gelen mit Coomassie-Färbelösung 

Nach der elektrophoretischen Auftrennung der Proteine müssen diese durch eine 

Färbung sichtbar gemacht werden. Hierfür wurde Coomassie Brilliant Blue R250 

(Serva) verwendet und die Färbelösung, wie in Tabelle 27 angegeben, angesetzt. 

Die Gele wurden nach der SDS-PAGE für mindestens zwei Stunden in die 

Coomassie-Färbelösung gelegt. Die Färbung erfolgte unter leichtem Schwenken 

auf einem Taumler bei RT. Im Anschluss wurde das Gel kurz mit Wasser abgespült 

und für mindestens eine Stunde in eine Entfärbelösung (siehe Tabelle 28) gelegt.  

Tabelle 27: Zusammensetzung Coomassie-Färbelösung. 

Coomassie Brilliant Blue R 250  2 g  

Ethanol  100 ml  

Essigsäure  100 ml  

H2Odest. 800 ml  
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Tabelle 28: Zusammensetzung Schnellentfärber. 

H2Odest. 500 ml  

Essigsäure  100 ml  

Methanol  400 ml  

3.4. Western Blot 

Um Proteine nach einer SDS-PAGE auf eine Membran zu blotten und anschließend 

zu färben, wurde ein Nassblot in einer Kammer der Firma BioRad durchgeführt. 

Zunächst wurde neuer Transferpuffer hergestellt (siehe Tabelle 29). Des Weiteren 

wurden zwei Blottingpapiere (A. Hartenstein) und eine Nitrocellulosemembran 

(GE Healthcare) auf etwa die Größe des Gels zugeschnitten und zusammen mit 

zwei Schwämmen in den Puffer gelegt. Das Polyacrylamidgel aus der SDS-PAGE 

wurde ebenfalls für ein paar Minuten in den Transferpuffer gelegt. Nun konnte die 

Blotapparatur mit der schwarzen Seite nach unten folgendermaßen 

zusammengebaut werden: Schwamm, Papier, Gel, Membran, Papier, Schwamm   

Nach Einhängen der Blotapparatur wurde die Kammer mit Transferpuffer bis zur 

Markierung aufgefüllt. Um eine Überhitzung zu vermeiden, wurde ein Kühlakku 

mit in die Kammer gelegt. Ein Magnetrührer wurde auf dem Boden der Kammer 

platziert. Die Kammer mit der Blotapparatur wurde über Nacht (16 Stunden) auf 

einen Magnetrührer gestellt und bei 30 V geblottet. 

Am nächsten Tag wurde der Blot auseinander gebaut und die Membran mit 

Ponceau-Lösung (siehe Tabelle 30) gefärbt, um diese auf vorhandene Banden zu 

überprüfen. Danach wurde die Membran für circa 30 Minuten mit 1,5 % BSA in 

TRIS-gepufferte Salzlösung mit Tween 20 (TBS-T, siehe Tabelle 31) abgesättigt. 

Nun konnte der primäre Antikörper auf den Blot gegeben werden und eine Stunde 

bei RT auf dem Taumler inkubiert werden. Anschließend wurde der Blot dreimal 

fünf Minuten mit TBS-T gewaschen. Der sekundäre, mit alkalischer Phosphatase 

konjungierte, Antikörper Ziege-anti-Maus IgG+IgM (H+L) (Dianova, 

Stammlösung: 0,6 mg/ml) wurde in TBS-T 1:1000 verdünnt, auf den Blot gegeben 

und dieser wiederum eine Stunde bei RT auf dem Taumler inkubiert. Nach 

erneutem dreimaligem Waschen mit TBS-T wurde der Blot kurz mit Glycin-Puffer 

(siehe Tabelle 32 und Tabelle 33) abgespült und danach in die Entwicklungslösung 

BCIP (= 5-Brom-4-Chlor-3-Indolylphosphat), die in der Konzentration 1 mg/ml in 

Glycin-Puffer, pH 10, gelöst war, gelegt. 
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Tabelle 29: Zusammensetzung Transferpuffer. 

25 mM TRIS 3,03 g  

192 mM Glycin 14,4 g  

0,1 % SDS 1 g  

20 % Methanol 200 ml  

H2Odest. ad 1000 ml  

 

Tabelle 30: Zusammensetzung Ponceau-Färbelösung. 

Ponceau-S-Red  2,5 g  

Essigsäure  25 ml  

H2Odest. 475 ml   

 

Tabelle 31: Zusammensetzung TBS-T. 

40 mM TRIS 4,84 g 

273 mM NaCl 15,98 g 

H2Odest. ad 1000 ml 

Tween 20  100 µl 

 

Tabelle 32: Einzelkomponente des Glycin-Puffers. 

1 M MgCl2 9,52 g ad 100 ml 

250 mM ZnCl2 3,4 g ad 100 ml 

1 M Glycin, pH 10 37, 5 g ad 500 ml 

 

Tabelle 33: Zusammensetzung Glycin-Puffer 

1 M MgCl2 1 ml 

250 mM ZnCl2 4 ml 

1 M Glycin, pH 10 100 ml 

H2Odest. ad 1000 ml 
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3.5. Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA ) 

Für ein ELISA von Kulturüberständen wurde eine Nunc MaxiSorp ELISA-Platte 

(Thermo Fisher Scientific) verwendet. Zunächst wurden die jeweiligen Proben 

gegebenenfalls mit H2Odest. verdünnt und anschließend drei Teile der Probe mit 

einem Teil 0,1 M Bicarbonatpuffer, pH 9,6, versetzt. Es wurden jeweils 200 µl im 

dreifachen Ansatz in die Wells gegeben. Als Negativkontrolle wurde zusätzlich 

phosphatgepufferte Salzlösung (Phosphate buffered saline = PBS, siehe Tabelle 34) 

mit 0,1 M Bicarbonatpuffer im gleichen Verhältnis versetzt und in die Wells 

pipettiert. Die ELISA-Platte wurde über Nacht bei 8°C inkubiert. Am nächsten Tag 

wurde die Flüssigkeit abgeklopft und die Wells für 30 Minuten mit je 250 µl 1,5 % 

BSA in TBS-T abgesättigt. Nach Abklopfen der Flüssigkeit wurden 150 µl des 

ersten Antikörpers in die Wells pipettiert und bei 37°C für eine Stunde inkubiert. 

Nun wurde die Flüssigkeit abgeklopft und alle Wells dreimal mit TBS-T 

gewaschen. Anschließend wurden 150 µl des verdünnten Sekundärantikörpers 

Ziege-anti-Maus IgG+IgM-HRP (Dianova, 0,4 µg/ml) in die Wells pipettiert und 

wiederum eine Stunde bei 37°C inkubiert. Nach erneutem Ausklopfen der 

Flüssigkeit und Waschen mit TBS-T konnten nun 100 µl des 3,3ǋ,5,5ǋ-

Tetramethylbenzidin (TMB)-Substrats (Sigma-Aldrich) hinzugegeben und der 

Farbumschlag beobachtet werden. Nach 20 Minuten Inkubationszeit wurde die 

ELISA-Platte im Mikroplatten-Reader (SpectraMax Plus 384, Molecular Devices) 

photometrisch bei Wellenlänge 650 nm gemessen.  

Tabelle 34: Zusammensetzung PBS. 

136 mM NaCl 8 g 

2,6 M KCL 0,2 g 

10 mM Na2HPO4 1,44 g 

1,8 mM KH2PO4 0,24 g 

H2Odest. ad 1000 ml 

 

 

 



III. Material und Methoden     72 

4. Molekularbiologische und genetische Methoden 

4.1. Isolierung von chromosomaler DNA 

Zur Vorbereitung der Isolierung von DNA wurde je 1 ml AMM mit einer 

entsprechenden Menge Sporen in ein Mikrozentrifugenröhrchen (Eppendorf) 

gegeben. Je nach Bedarf wurde das Medium zusätzlich mit dem entsprechenden 

Selektionsmarker versetzt. Es erfolgte eine Inkubation im Schüttelinkubator bei 

37°C und 140 rpm über Nacht. Zur Isolierung der DNA wurde das MasterPure 

Yeast DNA Purification Kit (Lucigen) verwendet.  

Das Myzel wurde nun direkt aus dem Mikrozentrifugenröhrchen entnommen und 

in ein DNA-Lysing Matrix Tube, in dem bereits 225 µl Yeast Cell Lysis Solution 

vorgelegt wurde, überführt. Das Myzel wurde daraufhin im Fast Prep 24 (MP 

Biomedicals) bei 6 m/s für 40 Sekunden aufgeschlossen und anschließend bei 65°C 

für 30 Minuten inkubiert. Nach einer fünfminütigen Abkühlung auf Eis wurden je 

112,5 µl MCP Protein Precip Reagent in die DNA-Lysing Matrix Tubes gegeben 

und für zehn Minuten bei 10.600 x g zentrifugiert. Nun wurde der Überstand 

vorsichtig abgenommen und in ein neues 1,5 ml Mikrozentrifugenröhrchen 

(Eppendorf) pipettiert und 375 µl Isopropanol dazu gegeben. Durch mehrmaliges 

Invertieren erkannte man bereits erste ausgefallene DNA. Nun wurden die Proben 

für 15 Minuten bei 4°C und 13.000 x g zentrifugiert. Der daraufhin entstandene 

Überstand wurde verworfen und das Pellet in 500 µl gekühltem 70 % Ethanol 

resuspendiert. Nach einer abschließenden Zentrifugation für 15 Minuten bei 4°C 

und 13.000 x g wurde der Überstand erneut abgenommen und die Proben mit 

geöffnetem Deckel für circa 20 Minuten auf einem Heizblock bei 50°C getrocknet. 

Als letzter Schritt wurde zunächst 1 µl RNase (Stammlösung: 5 mg/ml), die ein 

Bestandteil des MasterPure Yeast DNA Purification Kits war, in 500 µl Nuklease-

freiem Wasser gegeben und jeweils 100 µl zu den Proben pipettiert.  

4.2. Konzentrationsbestimmung von DNA 

Zur Konzentrationsbestimmung der in 4.1 isolierten DNA, wurden die Proben 

mittels Biophotometer (Eppendorf) photometrisch bei 260 nm und 280 nm gegen 

einen Leerwert (H2Odest.) gemessen und die Konzentration berechnet. Die Proben 

wurde anschließend bei -20°C gelagert. 



III. Material und Methoden     73 

4.3. Polymerase-Kettenreaktion 

Eine Polymerase-Kettenreaktion (PCR) kann genutzt werden, um bestimmte DNA-

Abschnitte zu amplifizieren. Für analytische Zwecke wurde die DreamTaq PCR 

Master Mix (2x) (Thermo Fisher Scientific) mit einem Probenvolumen von 25 µl 

verwendet. Sollte mit dem PCR Produkt weitergearbeitet werden, wie zum Beispiel 

bei Klonierungen, so wurde die Q5 High-Fidelity DNA Polymerase 2x Master Mix 

(New England Biolabs) genutzt. Hierbei wurde ein Probenvolumen von 50 µl 

verwendet. Es wurden synthetisch hergestellte Primer (Metabion) in einer 1:5 

Verdünnung mit H2Odemin. (Stammlösung: 100 µM) eingesetzt und die PCR im 

Mastercycler pro (Eppendorf) durchgeführt. Die Anlagerungstemperaturen der 

Primer wurden mithilfe des NEB Tm Calculators (http://tmcalculator.neb.com) 

errechnet. Die Ansätze wurden folgendermaßen zusammen pipettiert: 

DreamTaq PCR Master Mix (2x)   12,5 µl 

Forward-Primer     1,25 µl 

Reverse-Primer     1,25 µl 

Template      X µl 

Nuklease-freies H2O    10 µl ï X (Template) 

Q5 High-Fidelity DNA Polymerase 2x Master Mix 25 µl 

Forward-Primer     2,5 µl 

Reverse-Primer     2,5 µl 

Template      X µl 

Nuklease-freies H2O    10 µl ï X (Template) 

Ein beispielhaftes Protokoll für die Q5 High-Fidelity Polymerase (New England 

Biolabs) lautet wie folgt: 

Initiale Denaturierung: 98°C 30 Sekunden 

Denaturierung:  98°C 10 Sekunden 

Annealing:  61°C 20 Sekunden 30-35 Zyklen 

Elongation:  72°C 40 Sekunden 

Last Delay:  72°C 2 Minuten 

Kühlen:   4°C dauerhaft 

Je nach ermittelter Annealing-Temperatur der Primer lag diese zwischen 50-70°C. 

Die Elongationszeit betrug für PCR-Produkte bis 2000 Basenpaare (bp) eine 

Minute. Bei größeren Produkten sollte die Elongationszeit um eine Minute pro 
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Kilobase (kb) verlängert werden.  

4.4. PCR-Aufreinigung  

Um PCR-Produkte aufzureinigen wurde das Aufreinigungskit Wizard SV Gel and 

PCR Clean-Up System (Promega) verwendet.  

Das PCR-Produkt wurde hierfür zunächst mit der gleichen Menge Membrane 

Binding Buffer versetzt. Nun wurde eine Minisäule auf ein Sammelröhrchen 

gesteckt und die Probe hinein pipettiert und für circa eine Minute bei RT inkubiert. 

Der Ansatz wurde dann bei 16.000 x g für eine Minute zentrifugiert und der 

Überstand verworfen. Anschließend wurden 700 µl Membrane Washing Solution 

auf die Säule pipettiert und alles erneut bei 16.000 x g für eine Minute zentrifugiert. 

Der Überstand wurde erneut verworfen und der Waschschritt mit 500 µl wiederholt. 

Nach dem Verwerfen des Überstandes wurde die Probe noch einmal eine Minute 

leer zentrifugiert, um letzte Ethanolreste zu entfernen. Die Säule wurde nun in ein 

Mikrozentrifugenröhrchen gesteckt und 50 µl Nuklease-freies Wasser darauf 

pipettiert. Hierdurch wurde das PCR-Produkt von der Säule gelöst. Nach einer 

Inkubation von zehn Minuten bei 37°C wurde der Ansatz ein weiteres Mal bei  

16.000 x g zentrifugiert. Anschließend konnte die Säule entfernt werden und das 

gereinigte PCR-Produkt im Biophotometer gemessen werden. Die Lagerung des 

PCR-Produktes erfolgte bei -20°C. 

4.5. Agarose-Gelelektrophorese 

Um DNA-Fragmente zur Größenbestimmung aufzutrennen, wird eine Agarose-

Gelelektrophorese durchgeführt. Hierbei wurde die Standard-

Agarosekonzentration (Agarose Standard, ROTI-Garose für die DNA/RNA-

Elektrophorese; Carl Roth) von 1 % (w/v) in 1x TRIS-Acetat-EDTA-Puffer (TAE 

Buffer 50x, PanReac AppliChem, 1:50 verdünnt) verwendet. Zudem wurden dem 

Agarosegel 4 µl pro 100 ml vom fluoreszierenden Farbstoff GelRed Nucleic Acid 

Gel Stain (10.000x in Wasser; Biotium) zugesetzt. Die Proben wurden zunächst 1:6 

verdünnt. Hierbei wurden 1 µl der Probe, 1 µl DNA Gel Loading Dye (6x) (Thermo 

Fisher Scientific) und 4 µl Nuklease-freies Wasser auf einem Stück Parafilm 

vermischt und anschließend in die Geltaschen pipettiert. Zur Quantifizierung und 

Größenbestimmung der Proben wurde der GeneRuler 1 kb DNA Ladder (Thermo 

Fisher Scientific, siehe Abbildung 2) aufgetragen, welcher DNA-Fragmente 

definierter Größe enthält. In einer Gelelektrophoresekammer mit TAE-Laufpuffer 
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erfolgte die Auftrennung für 90 Minuten bei 90 V. Unter UV-Licht (UV-

Transilluminator) wurde das Gel im UVP GelStudio (AnalytikJena) angesehen und 

fotografiert. 

 

Abbildung 2: Gene Ruler 1 kb DNA Ladder (Thermo Fischer Scientific). 

 

4.6. Herstellung eines Deletionskonstruktes mittels Fusions-PCR 

Zur Herstellung eines Deletionskonstruktes kann zum einen die Methode mittels 

SfiI-Verdau oder aber die einer Fusions-PCR verwendet werden. Für die Methode 

der Fusions-PCR wurden zunächst insgesamt acht Primer hergestellt. Als erstes 

wurden nun circa 1000 bp-lange Bereiche des Upstream- und Downstream-

Bereichs des zu deletierenden Genes mithilfe der entsprechenden Forward- und 

Reverse-Primer (gtb3-up FOR, gtb3-up REV, gtb3-do FOR, gtb3-do REV) nach 

Standardprotokoll (siehe 4.3) amplifiziert. Der Upstream-Reverse sowie der 

Downstream-Forward-Primer (gtb3-up REV, gtb3-do FOR) wiesen hierbei einen 

circa 20 bp-langen komplementären Überhang zu einer Hygromycin B-

Resistenzkassette auf. Auch die Hygromycin B-Resistenzkassette wurde mit 

Primern (pSilent Hyg FOR, pSilent Hyg REV) amplifiziert. Hierbei diente das 
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Plasmid pSK379-RFP als Template, da die Hygromycin-Resistenzkassette aus 

pSilent in diesem Plasmid integriert ist. Alle PCR-Produkte wurden anschließend 

aufgereinigt und die Konzentration im Biophotometer gemessen. Nun konnte die 

erste eigentliche Fusions-PCR durchgeführt werden. Hierzu wurden jeweils 100 ng 

des Upstream-Fragments und 100 ng der Hygromycin B-Resistenzkassette 

eingesetzt und die PCR zunächst ohne Primer nach folgendem Protokoll gestartet: 

Nach der initialen Denaturierung (98°C, 30 Sekunden) wurden neun 

Wiederholungen der folgenden Schritte durchgeführt: 

Denaturierung:  98°C   10 Sekunden 

Annealing:  70°C   30 Sekunden 

Elongation:  72°C 105 Sekunden 

Anschließend wurden die flankierenden Primer (gtb3-up FOR und pSilent Hyg 

REV) hinzugegeben und die PCR mit 30 Zyklen erneut gestartet.  

Das Amplifikat wurde in einer Gelelektrophorese getestet. Nach erfolgreicher 

Fusion des Upstream-Fragments mit der Hygromycin B-Resistenzkassette wurde 

das Fragment aufgereinigt und gemessen. Nun konnte die zweite Fusions-PCR 

durchgeführt werden. Hierfür wurden 150 ng der Upstream-Hygromycin-

Amplifikats und 60 ng des Downstream-Fragments eingesetzt und die PCR erneut 

ohne Primer gestartet. Die Einstellungen lauteten wie folgt: 

Initiale Denaturierung: 98°C   30 Sekunden 

Denaturierung:  98°C   10 Sekunden 

Annealing:  68°C   30 Sekunden 

Elongation:  72°C 125 Sekunden 

 

Nach neun Zyklen wurden nested-Primer (gtb3 nest-up FOR, gtb3 nest-do REV) 

hinzugefügt und die PCR mit 30 Zyklen erneut gestartet Das Endprodukt wurde 

nach Protokoll aufgereinigt und in einer Gelelektrophorese kontrolliert. Nach 

erfolgreicher Fusion konnte das Konstrukt in A. fumigatus transformiert werden.  
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4.7. Transformation von Aspergillus 

Das lineare DNA-Konstrukt für die Transformation in Aspergillus enthielt eine 

Hygromycin B-Resistenzkassette. Dementsprechend wurde zu Selektionszwecken 

der Transformationsklone dieser Selektionsmarker in das Anzuchtmedium 

gegeben.  

Zur Vorbereitung der Transformation wurde zunächst eine Über-Nacht-Kultur der 

A. fumigatus Stämme AfS35 beziehungsweise Af293 in 50 ml AMM in einem 

Erlenmeyerkolben angesetzt. Dieser wurde bei 37°C schüttelnd inkubiert. Am 

nächsten Tag sollte das Myzel keine großen Ballen geformt haben, sondern sich 

durch leichtes Schütteln vom Boden lösen. Nun konnte der Ansatz durch einen 

Trichter, der mit Miracloth ausgekleidet war, filtriert  werden. Durch die Zugabe 

von sterilem Wasser wurde auch das restliche Myzel aus dem Kolben gespült. Nun 

wurden 0,2 g Lysing Enzymes (Sigma-Aldrich) in eine 50 ml Röhre abgewogen und 

10 ml Lösung 2 (siehe Tabelle 35) zugegeben. Die Lösung wurde gevortext, durch 

einen 0,45 µm Filter sterilfiltriert und in einen Erlenmeyerkolben ohne Schikane 

überführt. Mit einem abgeflammten Spatel wurde Myzel zur Lysing Enzymes-

Lösung gegeben und kurz geschwenkt. Anschließend wurde der Ansatz für eine 

Stunde bei 37°C schüttelnd (140 rpm) inkubiert. Nach einer Stunde Inkubation 

konnte die Protoplasten-Suspension durch einen Trichter, der mit einer doppelten 

Lage Miracloth ausgekleidet war, filtriert werden. Ab diesem Zeitpunkt erfolgten 

alle weiteren Schritte auf Eis. Zu den Protoplasten wurde das zweifache Volumen 

kalter Lösung 6 (siehe Tabelle 36) gegeben und für 15 Minuten bei 2.800 x g und 

4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde danach vorsichtig abgenommen. Das 

vorhandene Pellet wurde in 1 ml kalter Lösung 6 resuspendiert und in 1,5 ml 

Röhrchen überführt. Nach einem erneuten Zentrifugationsschritt von fünf Minuten 

bei 2.800 x g und 4°C wurde der Überstand abgenommen und das Pellet in 400 µl 

kalter Lösung 7 (siehe Tabelle 37) gelöst. Währenddessen wurden 30 µl DNA der 

zu transformierenden Konstrukte in eine 15 ml Röhre vorgelegt und auf Eis gestellt. 

Zu den vorgelegten Konstrukten wurden 100 µl Protoplasten-Suspension pipettiert 

und 50 µl Lösung 8 (siehe Tabelle 38) zu dem Ansatz gegeben. Dieser wurde 

vorsichtig gemischt und für 20 Minuten bei RT inkubiert. Anschließend wurden 

500 µl Lösung 8 dazu gegeben und gemischt, bis die Lösung homogen aussah. Dies 

wurde erneut mit 500 µl und 1 ml Lösung 8 wiederholt und nach vorsichtigem 

Mischen für 35 Minuten bei RT inkubiert. Zu jedem Konstrukt wurden daraufhin 
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10 ml, im Wasserbad flüssig gehaltener, Sorbitol-Softagar ohne Selektionsmarker 

gegeben. Das Protoplasten-Softagar-Gemisch wurde auf zwei, am Vortag 

vorbereitete, Sorbitol-AMM -Platten mit Selektionsmarker (Hygromycin B: 200 

µg/ml, Sorbitol: 0,218 g/ml) gleichmäßig verteilt. Die Platten wurden für drei Tage 

bei 37°C inkubiert. 

Die durch die Transformation entstandenen Einzelkolonien wurden nun auf neue 

Agarplatten mit Selektionsmarker überführt. Hierbei wurde mit einer sterilen Öse 

ein Drei-Ösen-Ausstrich durchgeführt. Von den neuen Einzelkolonien der 

Transformationsklone wurde DNA gewonnen und in einer analytischen PCR 

geprüft, ob die Transformation erfolgreich war.  

Tabelle 35: Zusammensetzung Lösung 2. 

1,2 M MgSO4 x 7H2O 59,6 g 

MNa2HPO-Lösung (0,2 M) 7,2 ml 

NaH2PO-Lösung (0,2 M) 2,8 ml 

H2Odest. ad 200 ml 

pH auf 5,5 eingestellt und bei 4°C gelagert 

Tabelle 36: Zusammensetzung Lösung 6. 

1 M Sorbitol 91,1 g 

TRIS-HCl-Lösung (1 M, pH 7,5) 5 ml 

H2Odest. ad 500 ml 

Autoklavieren 

Tabelle 37: Zusammensetzung Lösung 7. 

1 M Sorbitol 18,22 g 

TRIS-HCl-Lösung (1 M, pH 7,5) 1 ml 

CaCl2-Lösung (1 M) 1 ml 

H2Odest. ad 100 ml 

Autoklavieren 

Tabelle 38: Zusammensetzung Lösung 8. 

Polyethylenglycol 4000 60 g 

TRIS-HCl-Lösung (1 M, pH 7,5) 1 ml 

CaCl2-Lösung (1 M) 1 ml 

H2Odest. ad 100 ml 

Autoklavieren 
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4.8. Produktion antikörperhaltiger Hybridomüberstände und 

Aufreinigung monoklonaler Antikörper  

Die verwendeten Hybridomzelllinien sind durch die Arbeiten von Tamara 

Kakoschke und Annegret Wiedemann in der eigenen Arbeitsgruppe entstanden.  

4.8.1. Produktion von antikörperhaltigen Hybridom überständen 

Die Hybridomzellen wurden zunächst aufgetaut und in frischem Medium 

aufgenommen. In einer 15 ml Röhre wurden die Zellen bei 300 x g für fünf Minuten 

abzentrifugiert und der Überstand verworfen. In zwei Wells einer 6-Well Platte 

(TPP) wurden jeweils 5 ml OptiMEM-Medium (Thermo Fisher Scientific) mit  

5 % Fetalen Kälberserum (FCS) + 1 % Penicillin /Streptomycin (Thermo Fisher 

Scientific) gegeben und die Hybridomzellen darauf aufgeteilt. Hybridomzellen, die 

sich in den folgenden Tagen nur mäßig teilten, wurden erneut umgesetzt und es 

wurde zu dem frischen Medium 1 % Hybridoma Fusion and Cloning Supplement 

(Roche) hinzugegeben. Nach drei Tagen wurde der Überstand erneut bei 300 x g 

für fünf Minuten abzentrifugiert und die Zellen auf zwei Zellkulturschalen (13 cm 

Durchmesser, TPP) aufgeteilt. Wiederum zwei Tage später, wenn die Zellen das 

Medium weitgehend verbraucht hatten, was sich an einem Farbumschlag ins 

Gelbliche zeigte, konnte der Inhalt der Petrischalen abzentrifugiert und die Zellen 

in eine Zellkulturflasche überführt werden. Die Flasche wurde mit Opti-MEM-

Medium + 2 % FCS aufgefüllt. Nun konnte regelmäßig zellfreier, antikörperhaltiger 

Kulturüberstand geerntet werden, indem die Zellen, wie oben beschrieben, 

abzentrifugiert wurden und der Kulturüberstand in eine sterile Flasche überführt 

wurde.  

4.8.2. Aufkonzentrierung von antikörper haltigen Hybridomüberständen 

Für die Reinigung der mAk wurden die in 4.8.1 gewonnenen Hybridomüberstande 

zunächst aufkonzentriert. Hierfür wurden jeweils circa 20 ml des Überstandes durch 

einen 0,2 µm Sterilfilter in einen 100 kDa Zentrifugalkonzentrator (Vivaspin20, 

Satorius Stedim Biotech) gefiltert und bei 8°C und 3.000 x g für circa  

25-30 Minuten zentrifugiert. Die Hybridomüberstände konnten so etwa 20-fach 

aufkonzentriert werden. Das gewonnene Konzentrat wurde in eine sterile 50 ml 

Röhre überführt und bis zur weiteren Verwendung bei -20°C gelagert. Das Filtrat 

wurde in sterile Flaschen überführt und bei 8°C gelagert.  
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4.8.3. Reinigung von antikörper haltigen Hybridomüberständen 

Für die aufzureinigenden mAk war bekannt, dass sie zur IgG1-Subklasse gehören. 

Zur Reinigung wurde die Pierce Protein G Chromatography Cartridge 1 ml 

(Thermo Fisher Scientific) nach Herstelleranleitung verwendet. Zunächst wurde der 

aufkonzentrierte Hybridomüberstand in gleichen Teilen mit dem Binding Buffer 

(siehe Tabelle 39) verdünnt. Nach Anschließen an eine Schlauchpumpe (PP-1080, 

VWR) wurde die Säule mit 5-10 ml Binding Buffer equilibriert. Die 

Durchlaufgeschwindigkeit betrug hierbei 1 ml/min. Nun konnte die verdünnte 

Probe mit konstanter Geschwindigkeit über die Säule laufen gelassen werden. Der 

Durchlauf wurde aufgefangen, da sich dort nicht-gebundene Antikörper befinden 

können. Nachdem die Probe komplett über die Säule gelaufen war, wurde die Säule 

mit 5-10 ml Binding Buffer gewaschen. Nun wurden 2-5 ml Elution Buffer (siehe 

Tabelle 40) hinzugeben und 1 ml Fraktionen gesammelt. Um den physiologischen 

pH wiederherzustellen, wurden je 100 µl Neutralization Buffer (siehe Tabelle 41) 

zu den Fraktionen gegeben. Anschließend wurde direkt eine SDS-PAGE mit den 

Proben sowie dem Durchlauf durchgeführt.  

Tabelle 39: Binding Buffer. 

50 mM Natriumacetat, pH 5,0 6,8 g 

H2Odest. 1000 ml 

pH 5,0 einstellen 

 

Tabelle 40: Elution Buffer. 

0,1 M Glycin 0,75 g 

H2Odest. 100 ml 

 pH 2-3 einstellen 

 

Tabelle 41: Neutralization Buffer. 

1 M TRIS 12,1 g 

H2Odest. 100 ml 

pH 7,5-9,0 einstellen und sterilfiltrieren 
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5. Zellbiologische und mikroskopische Methoden 

5.1. Immunfluoreszenzfärbungen von Pilzhyphen 

Für eine Immunfluoreszenzfärbung wurden Sporen der jeweils verwendeten 

Stämme in 1 ml des geeigneten Mediums (Sabouraud-Medium, AMM,  

SD-Medium, BSA-Medium, RPMI 1640 (H = 25 mM HEPES gepuffert),  

RPMI 1640 + 5 % FCS (H) in 24-Well Platten mit runden Glas-Deckgläsern oder 

in Life Cell Imaging-Kammern (µ-slide 8-well, Ibidi) ausgesät. Für 

Immunfluoreszenzfärbungen von Fusarium spp. wurden die Life Cell Imaging-

Kammern mit 300 µl Poly-L-Lysin (15 µg/ml, Sigma-Aldrich) für zwei Stunden 

bei RT vorinkubiert und anschließend einmal mit Medium gewaschen, bevor die 

Sporen in Medium ausgesät wurden. F¿r Fªrbungen der ȹgtb3-Mutante wurden die 

Kammern mit dem zur IgG1-Subklasse gehörende Antikörper AB90-E8 

beschichtet. Hierfür wurde der Antikörper auf eine Konzentration von 2 µg/ml 

eingestellt und anschließend 3+1 mit 0,1 M Bicarbonatpuffer, pH 9,6 gemischt. 

Diese Lösung wurde dann in die Kammern gegeben und für 1,5 Stunden bei 37°C 

inkubiert. Nun wurden die Kammern einmal mit Medium gewaschen und die 

Sporen in frischem Medium ausgesät. Je nach Stamm wurden sie über Nacht bei 

26-37°C inkubiert und am nächsten Tag mit 3,7 % Formaldehyd in PBS für fünf 

Minuten fixiert und mit PBS gewaschen. Handelte es sich um Hyphen, die sich 

leicht von Oberflächen ablösten, wurden die Überstände stets vorsichtig mit einer 

2 ml-Spritze mit aufgesetzter 26G Kanüle (Braun) abgenommen.  

Zum Absättigen wurden die Hyphen mit 10 % Ziegenserum (Dianova) in PBS für 

30 Minuten bei 30°C in einer feuchten Kammer inkubiert. Nach dreimaligem 

Waschen in PBS wurde der jeweilige primäre Antikörper auf die Hyphen gegeben 

und bei 30°C für eine Stunde inkubiert. Hierfür wurden Antikörper-Überstände 

(L10-1, AD105-30-2, AB135-8) oder gereinigter Antikörper (AB90-E8: 1 µg/ml, 

AE183-3: 1µg/ml, anti-GAG: 20 µg/ml) verwendet. Nach dreimaligem Waschen in 

PBS konnte anschließend der fluoreszenzmarkierte sekundäre Antikörper (Ŭ-Maus 

IgG/IgM Cy 3,5 µg/ml, Dianova) dazugegeben und die Hyphen erneut bei 30°C für 

eine Stunde inkubiert werden. Nach dreimaligem Waschen konnte nun 

gegebenenfalls eine Färbung mit CFW (= calcofluor white, 3,5 µg/ml in PBS). für 

15-20 Minuten durchgeführt werden. Nach der Inkubation wurden die Hyphen 

gewaschen und die Deckgläser umgekehrt auf einen Tropfen Vectashield Antifade 

Mounting Medium (Vector Laboratories) auf Objektträger gelegt. Um sie vor 
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Austrocknung zu schützen, wurden die Deckgläser mit Nagellack umrandet. Zur 

Betrachtung der Präparate wurde ein Epifluoreszenzmikroskop (Leica DM5000 B, 

Leica Microsystem) sowie ein konfokales Mikroskop (Zeiss LSM 880 confocal 

laser scanning microscope, Carl Zeiss) verwendet. Für Fotoaufnahmen des Leica 

Mikroskops wurde die Software Leica Application Suite X (LAS-X; Leica 

Microsystems) und die Mikroskop-Kamera DFC3000 G (Leica Microsystems) 

verwendet. Für die Fotoaufnahmen des konfokalen Mikroskops wurde die ZEN 

Mikroskopie-Software (Carl Zeiss) genutzt. Die Weiterverarbeitung der 

Aufnahmen beider Mikroskope wurde mittels Adobe Photoshop durchgeführt.  

5.2. Proteinase K-Verdau  

Für den Verdau durch Proteinase K wurde zunächst ein Puffer hergestellt (siehe 

Tabelle 42). Die Pilzhyphen wurden über Nacht in RPMI 1640 (H) 

beziehungsweise Sabouraud-Medium auf Deckgläsern in einer 24-Well Platte 

angezogen und am nächsten Tag für fünf Minuten mit 3,7 % Formaldehyd in PBS 

fixiert und mit PBS gewaschen worden. Die Proteinase K (Sigma-Aldrich) wurde 

in der Konzentration 100 µg/ml in Puffer gelöst, zu den Hyphen gegeben und bei 

50°C für zwei Stunden inkubiert. Zusätzlich wurde ein Kontrollansatz lediglich in 

Puffer ohne Proteinase K inkubiert. Im Anschluss wurden die Deckgläser mit PBS 

gewaschen und mit den jeweiligen Antikörpern nach Immunfluoreszenzprotokoll 

gefärbt. 

Tabelle 42: Proteinase K-Puffer. 

50 mM TRIS-HCl, pH 7,5 0,785 g 

5 mM CaCl2 0,056 g 

0,5 % SDS 0,5 g 

H2Odest. ad 100 ml 
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5.3. Germination AB90-E8 und L10-1 

Für diesen Versuch wurden A. fumigatus Af293 Sporen in einer 24-Well Platte auf 

Deckgläsern in RPMI 1640 (H) ausgesät und für fünf Stunden in 37°C inkubiert. 

Anschließend wurden die Hyphen fünf Minuten mit 3,7 % Formaldehyd in PBS 

fixiert und eine Immunfluoreszenzfärbung nach Protokoll durchgeführt. Als 

primäre Antikörper wurden der Galaktomannan-spezifische Antikörper L10-1 

(Überstand) und AB90-E8 (1 µg/ml in PBS) verwendet. Als Sekundärantikörper 

wurde für L10-1 der Ziege-anti-Maus IgM Cy3 (5 µg/ml, Dianova) und für AB90-

E8 der Ziege-anti-Maus IgG Fc Alexa Fluor 488 (5 µg/ml, Dianova) eingesetzt. 

Fotos wurden im konfokalen Mikroskop aufgenommen (LSM 880, Carl Zeiss). 

5.4. Antikörper -Hyphen-Inhibitionsversuch 

Um zu überprüfen, ob Antikörper einen inhibitorischen Effekt auf das 

Hyphenwachstum haben, wurden jeweils 3 x 104 A. fumigatus D141 Sporen in 

Wells einer Life Cell Imaging-Kammer (ɛ-Slide 8-Well; Ibidi) in RPMI 1640 (H) 

ausgesät und bei 37°C inkubiert. Nach circa sechs Stunden waren kurze Hyphen 

gewachsen. Nun konnten Fotos im konfokalen Mikroskop (LSM 880, Carl Zeiss) 

aufgenommen werden, um die Länge der Hyphen zum Startzeitpunkt zu ermitteln. 

Anschließend wurden zwei verschiedenen Antikörper mit einer Konzentration von 

1 µg/ml in die Kammern gegeben. Die Proben wurden für zwei Stunden weiter in 

37°C inkubiert und anschließend erneut Fotos aufgenommen. Daraufhin konnten 

die Längen der Hyphen mithilfe der ZEN Mikroskopie-Software (Carl Zeiss) 

ausgemessen werden und mittels Studentôs t-test statistisch ausgewertet werden. 

5.5. Kultivierung von J774-Makrophagen 

Zellen der murinen Makrophagen-Zelllinie J774 wurden stets in  

RPMI 1640 + 5 % FCS bei 37°C und 5 % CO2 kultiviert. Zum Umsetzten der Zellen 

wurde das alte Medium abgenommen und die Zellkulturschale (TPP, 13 cm 

Durchmesser) zunächst einmal mit PBS gespült. Danach wurden 3 ml Trypsin-

EDTA (Thermo Fisher Scientific) auf die Zellen pipettiert und für 10 Minuten bei 

37°C inkubiert. Um die Wirkung des Trypsins zu stoppen, wurden anschließend  

4 ml frisches RPMI 1640 + 5 % FCS hinzugegeben und die Zellen mit einer 10 ml-

Pipette vom Boden der Zellkulturschale abgespült. Die Zellsuspension wurde bei 

300 x g für fünf Minuten abzentrifugiert und der Überstand abgenommen. Die 

Zellen wurden in 1 ml frischem Medium aufgenommen und gegebenenfalls mit 
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einer Neubauer-Zählkammer gezählt. Hierfür wurden die Zellen zunächst mit 

Medium verdünnt (1:20-1:50, je nach Zellkonzentration) und anschließend zum 

gleichen Teil mit Trypanblau (Carl Roth) versetzt und auf die Zählkammer 

aufgebracht. Nach Auszählen von vier großen Eckquadraten wurde der Mittelwert 

der Zellen berechnet und anhand folgender Formel konnte die Zellzahl pro ml 

berechnet werden: 

Mittelwert ausgezählter Zellen * 2 * Verdünnungsfaktor * 10.000 = X Zellen/ml 

Nach der Ermittlung der Zellzahl pro ml wurden für die jeweiligen Versuche 

entsprechend viele Zellen in die Mikrotiterplatten oder Petrischalen eingesetzt.  

5.6. Herstellung von Makrophagen-Überstand 

Für die Herstellung von Makrophagen-Überstand wurde die murine Zelllinie J774 

verwendet. Diese wurde in RPMI 1640 + 5 % FCS kultiviert. Für den Infektions-

versuch wurden 5 x 106 J774-Zellen in einer Zellkulturpetrischale (TPP) ausgesät 

und über Nacht bei 37°C und 5 % CO2 inkubiert, sodass ein gleichmäßiger 

Zellrasen entstand. Am nächsten Tag wurde das Medium von der Petrischale 

abgenommen und 20 ml neues RPMI 1640 + 5 % FCS hinzugegeben. Nun wurden 

1 x 108 Sporen des A. fumigatus Stammes D141 in die Petrischale gegeben und in 

37°C und 5 % CO2 inkubiert. Nach sieben Stunden wurde das Medium gewechselt 

und die Zellen weiter inkubiert. Nach 16 Stunden wurde der Überstand 

abgenommen und bei 300 x g für fünf Minuten abzentrifugiert. Der gewonnene 

Überstand wurden sterilfiltriert und bis zur Verwendung bei -20°C gelagert. 

5.7. Isolierung von murinen Knochenmarkszellen 

Zur Isolierung von murinen Knochenmarkszellen wurden C57-Bl-Mäuse der PBS-

Kontrollgruppe euthanasiert und Femur und Tibia frei präpariert. Die Knochen 

wurden nach kurzem Eintauchen in 70 % Ethanol mit Minimalverlust an den Enden 

gekappt und mit je 10 ml Hanks ́ Salt Solution (HBSS) durchgespült. Die 

Suspension wurde in einer 50 ml Röhre aufgefangen und vorsichtig resuspendiert. 

Daraufhin wurden die Zellen für zehn Minuten bei 300 x g und 4°C zentrifugiert. 

Der Überstand wurde verworfen und die Zellen in 1 ml HBSS resuspendiert und 

mit einer Neubauer-Zählkammer gezählt. 
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5.8. Isolierung von murinen neutrophilen Granulozyten 

Aus den in 5.7 gewonnenen Knochenmarkszellen wurden PMN mit dem EasySep 

Mouse Neutrophil Enrichment Kit (StemCell) nach Herstelleranweisung isoliert.  

Hierzu wurden die Knochenmarkszellen in 1 ml HBSS resuspendiert und 50 µl 

Rattenserum hinzugegeben. Der Ansatz wurde nun in eine 5 ml Röhre mit 

Rundboden überführt und 50 µl Enrichment Cocktail hinein pipettiert. Nach 

kurzem Mischen und 15-minütiger Inkubation bei 2-8°C wurden die Zellen 

gewaschen. Dafür wurde das Röhrchen mit HBSS aufgefüllt und mit 300 x g bei 

4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und die Zellen in 1 ml HBSS 

resuspendiert. Anschließend wurden 50 µl Biotin Selection Cocktail hinzugegeben, 

mit den Zellen gemischt und für 15 Minuten bei 2-8°C inkubiert. Nun konnten  

150 µl Magnetic Particles zum Ansatz pipettiert und für zehn Minuten bei 2-8°C 

inkubiert werden. Nach dieser Inkubation wurde das Röhrchen auf 2,5 ml mit HBSS 

aufgefüllt und vorsichtig gemischt. Das Röhrchen wurde in einer sterilen Werkbank 

bei RT ohne Deckel für drei Minuten in den Magneten gestellt. Dann konnte der 

Inhalt durch vorsichtiges Abkippen in ein neues Gefäß überführt werden und die 

Zellen in folgenden Versuchen direkt eingesetzt werden. 

5.9. Infektionsversuch mit A. fumigatus und neutrophilen Granulozyten 

Für den Infektionsversuch wurden zunächst 7 x 104 Sporen des GFP-

exprimierenden Stammes A. fumigatus D141 Mito GFP in einer 24-Well Platte auf 

runden Deckgläsern in Sabouraud-Medium ausgesät und in 37°C vorgezogen bis 

kurze Hyphen gewachsen waren. Nun wurden die Hyphen mit dem Antikörper 

AB90-E8 (1 µg/ml) für eine Stunde in RPMI 1640 vorinkubiert. Die in 5.8 isolierten 

PMN wurden für 30 Minuten bei 37°C mit Cell Tracker Blue (Thermo Fisher 

Scientific, 1:1000 in RPMI 1640) inkubiert. Anschließend wurden je  

5,5 x 105 PMN zu den Hyphen gegeben. Zusätzlich wurden 5 % Mausserum und 

10 % Makrophagen-Überstand (siehe 5.6) hinzugegeben. Nach fünfstündiger 

Inkubation in 37°C und 5 % CO2 wurden die Ansätze für fünf Minuten mit  

3,7 % Formaldehyd fixiert und mit PBS gewaschen. Nun wurden die Präparate mit  

0,1 % Triton X-100 (Sigma-Aldrich) in PBS permeabilisiert, mit PBS gewaschen 

und mit dem sekundären Antikörper Ziege-anti-Maus IgG+IgM Cy 3 (7,5 µg/ml, 

Dianova) gefärbt. Fotos wurden im konfokalen Mikroskop aufgenommen (LSM 

880, Carl Zeiss). 
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5.10. FITC -Markierung Aleuriokonidien  

Für die Markierung der AC mit dem grün-fluoreszierenden Farbstoff Fluorescein-

5-isothiocyanat (FITC) wurde zunächst FITC in der Konzentration 0,1 mg/ml in  

0,1 M Bicarbonatpuffer, pH 9,6 angesetzt. Nun wurde die AC-Suspension bei 

10.000 x g für fünf Minuten abzentrifugiert und der Überstand abgenommen. Die 

AC wurden in 1 ml der FITC-Lösung resuspendiert und über Nacht auf einem 

rotierenden Tisch bei 8°C inkubiert. Am nächsten Tag wurden die AC erneut bei 

10.000 x g für fünf Minuten abzentrifugiert, die FITC-Lösung abgenommen und 

die Konidien wurden mehrmals mit PBS gewaschen. Die FITC-markierten AC 

wurden in sterilem H2Odemin. aufgenommen und anschließend mit einem 

Epifluoreszenzmikroskop (Leica Microsystems) auf grüne Fluoreszenz kontrolliert. 

5.11. Phagozytose von Aleuriokonidien 

J774-Zellen wurden für diesen Versuch auf Deckgläsern ausgesät, sodass über 

Nacht ein möglichst konfluenter Zellrasen entstand. Die Deckgläser wurden in eine 

24-Well Platte überführt, mit 1 ml frischem RPMI 1640 + 5 % FCS versetzt und 

mit FITC-markierten AC infiziert (MOI: eine AC pro zwei Makrophagen).  

Die Inkubation wurde in 37°C und 5 % CO2 fortgesetzt. Nach einer, drei und fünf 

Stunden wurden die Proben fünf Minuten mit 3,7 % Formaldehyd in PBS fixiert, 

mit PBS gewaschen und mit dem anti-Galaktomannan Antikörper L10-1 gefärbt. 

Nach Inkubation mit L10-1 wurden die Deckgläser dreimal mit PBS gewaschen 

und anschließend mit dem sekundären Antikörper Ziege-anti-Maus IgG+IgM- 

Cy 3 (7,5 µg/ml, Dianova) inkubiert. Die Proben wurden erneut dreimal in PBS 

gewaschen, mit Vectashield Mounting Medium (Vector Laboratories) eingedeckt 

und im konfokalen Mikroskop (LSM 880, Carl Zeiss) betrachtet und fotografiert. 

Zur Auswertung wurden alle grün- und rotfluoreszierenden AC ausgezählt. Da die 

Zellwand der J774-Zellen für den Antikörper L10-1 nicht durchlässig ist, war davon 

auszugehen, dass phagozytierte AC keine rote Fluoreszenz aufwiesen. Rot-

fluoreszierende AC lagen somit im extrazellulären Raum. So konnte die Anzahl an 

extra- und intrazellulären AC bestimmt werden. 
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5.12. Einfluss von Laminarin und Mannan auf die Phagozytose  

Um zu überprüfen, ob die vorausgegangene Sättigung des Dectin-1-Rezeptors mit 

ɓ-1-3-Glukan und des Mannose-Rezeptors durch Mannan einen Einfluss auf die 

Phagozytoserate der AC hat, wurden J774-Zellen zunächst auf Deckgläsern 

angezogen, sodass sie einen gleichmäßigen Zellrasen bildeten. Nun wurden die 

Deckgläser in eine 24-Well Platte überführt und frisches Zellkulturmedium 

hinzugefügt. Laminarin (Sigma-Aldrich), ein lºsliches ɓ-1-3-Glukan, wurde in der 

Endkonzentration 100 µg/ml eingesetzt und Mannan (Sigma-Aldrich) wurde in der 

Endkonzentration 300 µg/ml eingesetzt. Zusätzlich wurde eine Kontrolle nur mit 

Zellkulturmedium mitgeführt. Alle Proben wurden im Dreifachansatz angesetzt. 

Die Zellen wurden eine Stunde bei 37°C und 5 % CO2 vorinkubiert. Anschließend 

wurden FITC-markierte AC hinzugegeben und bei 37°C, 5 % CO2 weiter inkubiert 

(MOI: eine AC pro zwei Makrophagen). Nach einer Stunde wurden alle Proben 

fünf Minuten mit 3,7 % Formaldehyd fixiert. Um zu evaluieren, welche AC intra- 

beziehungsweise extrazellulär lagen, wurde eine Immunfluoreszenzfärbung der 

Proben mit L10-1 nach Protokoll durchgeführt. Als sekundärer Antikörper wurde 

der Ziege-anti-Maus IgG+IgM Cy 3 (7,5 µg/ml, Dianova) verwendet. Fotos wurden 

mit dem konfokalen Mikroskop LSM 880 (Carl Zeiss) aufgenommen.  

5.13. Nachweis von angesäuerten Phagolysosomen 

Für diesen Versuch wurden J774-Zellen in eine Life Cell Imaging-Kammer (35 mm 

ɛ-Dish, Ibidi) in RPMI 1640 + 5% FCS ausgesät, sodass ein konfluenter Zellrasen 

entstand. Für Live-Mikroskopie wurde das Medium zusätzlich mit 25 mM HEPES 

versetzt. Nun wurde der LysoTracker DND-26 (Thermo Fisher Scientific) in der 

Endkonzentration 1 µM zu den Zellen gegeben und 30 Minuten bei 37°C inkubiert. 

Anschließend wurden die Zellen mit AC (MOI: eine AC pro zwei Makrophagen) 

infiziert. Die Probe wurde nun in einer 37°C-Inkubationskammer, die an das 

konfokale Mikroskop angeschlossen war, weiter inkubiert und es wurden Fotos zu 

verschiedenen Zeitpunkten aufgenommen. 
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5.14. Bestimmung des Durchmessers von Aleuriokonidien 

Um den Durchmesser der Konidien zu bestimmen, wurden ruhende AC und AC, 

die sechs Stunden in Sabouraud-Medium bei 37°C inkubiert worden waren, mit 

einem 40x Objektiv eines DM750 Mikroskop (Leica Microsystems) betrachtet. 

Fotos wurden mit einer ICC50 W Kamera (Leica Microsystems) aufgenommen. 

Der Durchmesser der Konidienkörper wurde mit dem Programm Leica Application 

Suite V4 ausgemessen. 

5.15. Bestimmung der Auskeimungsgeschwindigkeit von Aleuriokonidien 

5.15.1. Aleuriokonidien in drei verschiedenen Medien 

Um zu untersuchen, wie sich die Auskeimungsgeschwindigkeit in verschiedenen 

Medien verhält, wurden AC in einer 24-Well Platte in Sabouraud-Medium, RPMI 

1640 + 5 % FCS sowie AMM ausgesät und bei 37°C inkubiert. Nach einer, vier 

und acht Stunden wurden Fotos mit einer Canon EOS 600 D, die auf ein Leica DM 

IL LED (Leica Microsystems) aufgeschraubt war, aufgenommen. Die 

Auskeimungsstadien wurden in ruhende Konidien, geschwollene Konidien, 

Keimlinge und Hyphen unterteilt und drei Gruppen mit je 60 Ereignissen 

ausgezählt. Als angeschwollene Konidien wurden jene gezählt, die eindeutig an 

Größe zugenommen hatten, aber noch keinen Keimschlauch ausgebildet hatten. Als 

Keimling wurden Hyphenansätze unter 20 µm definiert. Alle Hyphenansätze über 

20 µm wurde als Hyphe definiert (Abbildung 3). 

 

Abbildung 3: Beispielbild der Auskeimungsstadien von AC. Von links nach rechts: 

ruhende AC, angeschwollene AC, Keimling, Hyphe. 
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5.15.2. Bestimmung der Auskeimungsgeschwindigkeit 

Für den Vergleich der Auskeimungsgeschwindigkeit wurden 4 x 105 AC sowie PC 

von A. terreus At17-14, A. terreus SBUG844 und A. fumigatus D141 in eine 24-

Well Platte in je 1 ml drei verschiedener Medien ausgesät und bei 37°C inkubiert. 

Durch die Zugabe von 100 µl 37%igem Formaldehyd wurden die Proben jeweils 

nach einer, dreieinhalb, sieben und neun Stunden fixiert. Die Proben wurden im 

DM IL LED (Leica Microsystems) Mikroskop betrachtet und Bilder wurden mit 

einer Canon EOS 600 D aufgenommen. Die Auskeimungsstadien wurden in 

ruhende Konidien, geschwollene Konidien, Keimlinge und Hyphen unterteilt (siehe 

Abbildung 3) und je drei Gruppen mit 100 Ereignissen ausgezählt. 

5.16. Austrocknungsversuch  

Um AC und PC von A. terreus At17-14 und A. fumigatus D141 auszutrocknen, 

wurden je 4 µl einer Sporensuspension in eine Life-Cell Imaging-Kammer (35 mm 

µ-Dish, Ibidi) gegeben und mit einer Pipettenspitze verteilt. Die Kammer wurde 

über Nacht bei 37°C inkubiert. Am nächsten Tag wurde je 2 ml Sabouraud-Medium 

in alle Wells pipettiert. Zusätzlich wurden Sporen derselben Sporensuspensionen, 

die nicht ausgetrocknet worden waren, in Life Cell Imaging-Kammern gegeben und 

ebenfalls mit Medium aufgefüllt. Nun wurden die Sporen bei 37°C inkubiert. Nach 

14 Stunden wurde die Proben mit 100 µl 37%igem Formaldehyd fixiert. Die Proben 

wurden mit einem 10x Objektiv im DM IL LED (Leica Microsystems) betrachtet 

und mit einer Canon EOS 600 D Kamera fotografiert. 

5.17. Auskeimung im sauren pH 

Zunächst wurde für diesen Versuch AMM hergestellt und der pH mit HCl auf 5,0 

eingestellt. Der normale pH-Wert von AMM liegt bei 6,8. Nun wurden AC sowie 

PC von A. terreus At17-14 und A. fumigatus Af293 in AMM, pH 5,0 und AMM, 

pH 6,8 ausgesät und bei 37°C inkubiert. Die AC wurden nach sieben Stunden und 

die PC nach 14 Stunden fünf Minuten mit 3,7 % Formaldehyd in PBS fixiert und 

anschließend im DM IL LED Mikroskop betrachtet und mit einer Canon 600EOS 

D Kamera fotografiert. 
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5.18. Überleben der Aleuriokonidien in Makrophagen 

J774-Zellen wurden über Nacht in einer 24-Well Platte auf Deckgläsern so 

ausgesät, dass am nächsten Tag ein konfluenter Zellrasen entstanden war. Nun 

wurden die Zellen mit FITC-markierten AC infiziert (MOI: eine AC pro zwei 

Makrophagen) und für eine Stunde bei 37°C, 5 % CO2 inkubiert. Anschließend 

wurde das Medium durch neues Medium ersetzt, das zusätzlich das Antimykotikum 

Itraconazol (Sigma, eingesetzte Konzentration: 0,05 µg/ml) beinhaltete, um 

extrazelluläre Konidien abzutöten. Diese Konzentration war in einem Vorversuch 

als geeignet identifiziert worden. Nach sechs Stunden wurde eine Probe fünf 

Minuten mit 3,7 % Formaldehyd in PBS fixiert. Die restlichen Proben wurden 

insgesamt für 24 Stunden inkubiert und anschließend fixiert. Eine 

Immunfluoreszenzfärbung mit CFW (3,5 µg/ml in PBS) wurde nach Protokoll 

durchgeführt. 

5.19. TNFŬ-Messung  

F¿r die Messung von TNFŬ wurden zunªchst J774-Zellen in Wells einer 96-Well 

Platte in RPMI 1640 + 5 % FCS bei 37°C und 5 % CO2 angezogen, bis ein 

gleichmäßiger Zellrasen entstanden war. Aus allen Wells wurden 50 µl des alten 

Mediums entfernt, sodass 120 µl in den Wells verblieben.  

Sporensuspensionen von AC und PC wurden abzentrifugiert (10.000 x g) und der 

Überstand abgenommen. Nun konnten die entsprechenden Mengen AC (MOI: zwei 

AC pro Makrophagen) und PC (MOI: zehn PC pro Makrophagen) in einem 

Volumen von 30 µl RPMI 1640 resuspendiert und zu den Zellen gegeben werden. 

Zusätzlich wurden 70 µl frisches Medium in jedes Well pipettiert. In Kontroll-

Wells mit J774-Zellen ohne Sporen wurden je 100 µl frisches Medium gegeben. 

Alle Proben wurden im Dreifachansatz angelegt.  

F¿r den Versuch der TNFŬ-Messung unter Einfluss von Laminarin wurde dieses in 

der Konzentration 1 mg/ml in RPMI 1640 (H) gelöst und anschließend in der 

Endkonzentration 100 µg/ml eingesetzt. Die Sporensuspension der AC wurden 

abzentrifugiert (10.000 x g), der Überstand abgenommen und in einem Volumen 

von 20 µl RPMI 1640 resuspendiert und zu den jeweiligen Proben gegeben (MOI: 

zwei AC pro Makrophagen). Alle Proben wurden im Dreifachansatz angelegt. Die 

Zusammensetzung der Proben dieses Versuchs ist Tabelle 43 zu entnehmen. 
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Tabelle 43: Zusammensetzung der Proben f¿r die Messung von TNFŬ mit und ohne 

Laminarin. 

 RPMI 1640 + 5 % FCS AC in RPMI 1640 Laminarin 1 mg/ml 

in RPMI 1640(H) 

Probe 1 100 µl - - 

Probe 2 80 µl 20 µl - 

Probe 3 75,6 µl - 24,4 µl  

Probe 4 55,6 µl 20 µl 24,4 µl 

 

Der ELISA MAXTM Deluxe Set Mouse TNF-Ŭ (BioLegend) zur Ermittlung der 

TNFŬ-Konzentration wurde im Labor der AG Löffler der Medizinischen Klinik und 

Poliklinik II der Universität Würzburg durch Lea Strobel durchgeführt. Es wurden 

jeweils 25 µl Probe sowie eine 1:10 Verdünnung der Probe im Dreifachansatz nach 

Herstelleranweisung eingesetzt. Als sekundärer Antikörper diente eine Avidin-

HRP-konjugierter Antikörper. Als Entwicklungslösung wurde TMB-Substrat 

verwendet. Die Absorption wurde bei 450 und 570 nm in einem NanoQuant infinite 

M200 pro Mikroplatten-Reader (Tecan) ermittelt.  
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IV.  ERGEBNISSE 

1. Charakterisierung der Aleuriokonidien von Aspergillus 

terreus 

A. terreus besitzt die Besonderheit neben PC zusätzlich AC bilden zu können. Diese 

werden im Gegensatz zu PC nicht bei Kontakt mit Luft, sondern während des 

Wachstums in flüssigen Umweltbedingungen direkt an der Hyphenoberfläche 

gebildet. Ziel dieses Teils der Arbeit war es, AC eines klinischen Isolates zu 

charakterisieren. Insbesondere die Interaktion der AC mit murinen Makrophagen 

war hierbei von großem Interesse und sollte näher untersucht werden.  

Der Stamm A. terreus At17-14 wurde aus der Niere eines Hundes isoliert, der an 

einer systemischen Mykose verstarb. Dieser Stamm wurde in der DSMZ hinterlegt 

und erhielt die Stammnummer DSM 113823. Die A. terreus Stämme T9 und 

SBUG844 wurden als Vergleichsstämme herangezogen. 

1.1. Immunfluoreszenzfärbungen mit 2G8 

F¿r die Immunfluoreszenzfªrbung mit dem ɓ-Glukan-spezifischen Antikörper 2G8 

wurden ruhende AC sowie AC, die für fünf Stunden in RPMI 1640 (H) bei 37°C 

inkubiert und anschließend fixiert worden waren, gefärbt. Das Chitin der Zellwand 

wurde zusätzlich durch CFW gefärbt. In Abbildung 4 ist zu erkennen, dass ruhende 

AC, die bereits von den Hyphen gelöst waren, eine punkthafte oder ringförmige 

Färbung mit dem Antikörper 2G8 aufwiesen. AC, die hingegen noch fest an den 

Hyphen verankert und noch nicht abgelöst waren, wiesen auf ihrer gesamten 

Oberfläche keine Färbung mit 2G8 auf. Somit ist auf diesen AC noch kein ɓ-Glukan 

für den Antikörper zugänglich. Die Färbungen von ruhenden, bereits abgelösten, 

AC konzentrierten sich teilweise auf einen Pol der Konidie, welcher eventuell die 

Kontaktstelle zur Hyphe, an der die Konidie gewachsen war, darstellt. Bereits 

ausgekeimte AC waren hingegen deutlich positiv. Entweder beschränkte sich die 

Färbung hierbei auf kragenähnliche Strukturen in dem Bereich zwischen Konidie 

und daraus entstandenen Keimschlauch oder sie zeigten eine ungleichmäßige 

Färbung über die gesamte Konidienoberfläche.  
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Abbildung 4: Immunfluoreszenzfärbung von ruhenden AC und in RPMI 1640 (H) 

inkubierten AC mit 2G8 (rot) und CFW (blau). A:  Ruhende AC weisen eine 

punkthafte, unregelmªÇige Fªrbung auf. Der Pfeil zeigt eine ringfºrmige ɓ-Glukan-

positive Struktur. B: AC, die noch nicht von den Hyphen gelöst sind, weisen keine 

Färbung mit 2G8 auf. Der Pfeil zeigt eine AC, die bereits ausgekeimt ist und die 

¿ber ihre ganze Oberflªche ɓ-Glukan-positiv ist. Die Pfeilspitzen zeigen eine  

ɓ-Glukan-Färbung des proximalen Teils des entstehenden Keimschlauchs. C: Eine 

ausgekeimte AC weist eine punkthafte, kragenähnliche Färbung am Übergang 

zwischen Konidienkörper und Keimschlauch auf. D: Überlagerung mit Durchlicht 

von C. Die Maßstäbe in A-C repräsentieren 5 µm. 
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1.2. Immunfluoreszenzfärbungen mit L10-1 

Galaktomannan ist ebenfalls ein wichtiger Bestandteil der Zellwand von 

Aspergillus. Daher sollten auch die AC von A. terreus auf die Anwesenheit dieses 

Polysaccharides untersucht werden. Hierfür wurde eine Immunfluoreszenzfärbung 

mit dem Galaktomannan-spezifischen Antikörper L10-1 durchgeführt. AC von den 

A. terreus Stämmen At17-14, SBUG844 und T9 wurden hierfür über Nacht in 

AMM angezogen und am nächsten Tag fixiert. In Abbildung 5 ist zu erkennen, dass 

AC von At17-14 von L10-1 stark angefärbt wurden. Die Färbung war hierbei 

homogen über die ganzen Konidienoberfläche verteilt. Insgesamt waren  

92,9 % (± 2.6 %) der isolierten AC des Stammes At17-14 stark Galaktomannan-

positiv. Sich neu bildende AC waren bereits, bevor sie überhaupt im Durchlicht 

sichtbar wurden, stark Galaktomannan-positiv. Hyphen von At17-14 hingegen 

wurden teilweise schwächer und unregelmäßiger mit L10-1 angefärbt. Als 

Nebenbefund fiel noch auf, dass im Bereich der Septen die Hyphen 

Galaktomannan-negativ waren. 

 

Abbildung 5: Immunfluoreszenzfärbung mit L10-1 (rot) von in AMM gewachsenen 

A. terreus At17-14 Hyphen. A+C zeigen die Durchlichtaufnahmen, B+C zeigen 

den roten Fluoreszenzkanal. A/B: Reife AC sind stark Galaktomannan-positiv 

(Pfeile). Im Bereich der Septen sind die Hyphen Galaktomannan-negativ 

(Pfeilspitzen). C/D: Neu entstehende AC sind im roten Fluoreszenzkanal bereits 

deutlich sichtbar (Pfeile in D). Die Hyphen sind unregelmäßiger und weniger stark 

durch L10-1 gefärbt. Der Maßstab in D repräsentiert 10 µm und ist für alle Bilder 

gültig. 
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Zusätzlich wurde eine Färbung von ruhenden AC und PC von A. terreus At17-14 

angefertigt. In der Immunfluoreszenzfärbung zeigte sich, dass PC im Gegensatz zu 

AC nur sehr schwach oder gar nicht mit L10-1 angefärbt wurden (Abbildung 6).

 

Abbildung 6: Immunfluoreszenzfärbung von ruhenden AC und PC des A. terreus 

Stammes At17-14 mit L10-1. A zeigt die Färbung durch L10-1 (rot). B zeigt die 

Überlagerung des Durchlichts mit dem roten Fluoreszenzkanal. AC sind über ihre 

ganze Oberfläche Galaktomannan-positiv (rot). PC sind weitestgehend negativ 

(Pfeile). Der Maßstab in A repräsentiert 5 µm und ist für alle Bilder gültig. 

 

Auch die AC der Vergleichsstämme A. terreus SBUG844 und T9 waren stark 

Galaktomannan-positiv (Abbildung 7). Die Hyphen zeigten auch hier eine 

schwächere und ungleichmäßigere Färbung mit L10-1. Durch CFW wurde das 

Chitin der Hyphenzellwand angefärbt. 

 

Abbildung 7: Immunfluoreszenzfärbung von Hyphen mit AC der Stämme  

A. terreus SBUG844 und A. terreus T9 mit L10-1 (rot) und CFW (blau). A+C 

zeigen die Durchlichtaufnahmen. B+D zeigen die Überlagerung des roten und 

blauen Fluoreszenzkanals. AC sind bei diesen zwei Stämmen ebenfalls stark 

Galaktomannan-positiv (Pfeile). Der Maßstab in C repräsentiert 10 µm und ist für 

alle Bilder gültig. 
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In einer weiteren Immunfluoreszenzfärbung von AC von At17-14, die für sechs und 

neun Stunden in AMM inkubiert wurden, ist zu erkennen, dass AC bei der 

Auskeimung mehrere Keimschläuche bilden. Auch konnte beobachtet werden, dass 

die Anfangsbereiche der Hyphen eine schwächere L10-1 Färbung aufwiesen als der 

Rest der Hyphen. Bereits nach neun Stunden wurde ein verzweigtes Hyphennetz 

gebildet. 

 

Abbildung 8: Immunfluoreszenzfärbung mit L10-1 (rot) von ausgekeimten AC 

nach sechs (A-D) beziehungsweise neun (E) Stunden in AMM, CFW (blau). 

Bereiche der Hyphen proximal der Konidienkörper weisen eine schwächere L10-1 

Färbung auf (Pfeile in A, C, D, E). Keimschläuche entstehen an mehreren Seiten 

der AC (Pfeilspitzen in B+D). Die Pfeilspitzen in E zeigen eine Hyphe, die nicht 

Teil des Hyphengeflechts ist, welches aus der zentralen AC entstanden ist. Der 

Maßstab in A repräsentiert 10 µm und ist für alle Bilder gültig. 
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1.3. Messung des Durchmessers ruhender und auskeimender 

Aleuriokonidien 

Im Lebenszyklus von Aspergillus stellt das Anschwellen der PC einen wichtigen 

Schritt im Auskeimungsprozess dar. Um die Auskeimung von AC weiter zu 

untersuchen, wurde der Durchmesser des Konidienkörpers ruhender sowie AC, die 

nach sechs Stunden in Sabouraud-Medium bei 37°C bereits ausgekeimt waren, 

ausgemessen. Es zeigte sich, dass die AC beim Auskeimen etwa ein Drittel in ihrem 

Durchmesser zunahmen (Abbildung 9). Im Vergleich zu PC, die bei ihrer 

Auskeimung etwa um das 1,5-3-fache im Durchmesser zunehmen (ROHDE et al., 

2002) scheinen AC daher weniger stark isotrop zu wachsen. 

 

Abbildung 9: Durchmesser der Konidienkörper ruhender und auskeimender AC. Es 

wurden je drei Gruppen mit je 25 Konidienkörpern ausgemessen. Die statistische 

Auswertung erfolgte mittels ungepaarten Studentôs t-test. **** = p < 0.0001. 

 

1.4. Auskeimungsgeschwindigkeit 

Die Auskeimungsgeschwindigkeit von AC wurde zunächst in drei Medien 

verglichen. Anschließend wurden AC und PC von A. terreus At17-14, A. terreus 

SBUG844 und A. fumigatus D141 in zwei Medien verglichen.  

1.4.1. Auskeimungsgeschwindigkeit in drei verschiedenen Medien 

Die Auskeimungsgeschwindigkeit der AC wurde zunächst in AMM, Sabouraud-

Medium und RPMI 1640 + 5 % FCS (H) verglichen (Abbildung 10). Zur 

Auswertung wurde zwischen ruhenden Konidien, geschwollenen Konidien, 

Keimlingen (< 20 µm) und Hyphen (> 20 µm) unterschieden (siehe III.5.15.1, 

Abbildung 3). Der Abbildung 10 ist zu entnehmen, dass die AC in Sabouraud-
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Medium am schnellsten auskeimten und bereits nach vier Stunden Keimlinge und 

kurze Hyphen bildeten. Nach acht Stunden waren 80 % der AC ausgekeimt und 

hatten Hyphen gebildet. In RPMI 1640 + 5 % FCS (H) war ebenfalls ein schnelles 

Wachstum erkennbar. Auch hier waren nach vier Stunden neben vielen 

geschwollenen Konidien auch bereits Keimlinge und einige kurze Hyphen zu 

sehen. Nach acht Stunden hatten etwa 73 % der AC Hyphen gebildet. In AMM 

keimten die AC am langsamsten und unregelmäßigsten aus. Hier waren selbst nach 

acht Stunden erst circa 30 % zu Hyphen ausgewachsen. Die meisten AC befanden 

sich zu diesem Zeitpunkt jedoch noch im ruhenden oder angeschwollenen Stadium 

(62 %). 

 

Abbildung 10: Auskeimung von AC in drei verschiedenen Medien. Es wurden drei 

Gruppen mit je 60 Ereignissen ausgezählt. Die Standardabweichungen sind 

dargestellt. 
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1.4.2. Auskeimungsgeschwindigkeit im Vergleich zu phialidischen 

Konidien 

Da im vorherigen Versuch festgestellt wurde, dass AC in Sabouraud-Medium und 

RPMI 1640 + 5 % FCS (H) am schnellsten und gleichmäßigsten auskeimten, 

wurden diese Medien gewählt. Die AC und PC von A. terreus At17-14 wurden mit 

den PC der Stämme A. terreus SBUG844 und A. fumigatus D141 verglichen 

(Abbildung 11). Es zeigte sich, dass die AC sogar schneller auskeimten als die PC 

von A. fumigatus. Über 80 % der AC waren nach sieben Stunden sowohl in 

Sabouraud-Medium als auch RPMI 1640 + 5 % FCS (H) bereits ausgekeimt. Bei 

den PC von A. fumigatus waren zu diesem Zeitpunkt circa 60 % ausgekeimt. Die 

PC von A. terreus hingegen waren selbst nach neun Stunden noch im ruhenden oder 

angeschwollenen Zustand. In Sabouraud-Medium zeigte sich, dass die PC von A. 

terreus im Vergleich zu RPMI 1640 + 5 % FCS (H) früher anschwollen und 

teilweise nach neun Stunden Keimlinge gebildet hatten (Abbildung 12). Insgesamt 

sind PC von A. terreus jedoch deutlich langsamer in ihrer Auskeimungs-

geschwindigkeit sowohl im Vergleich zu AC von A. terreus als auch zu PC von A. 

fumigatus. 
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Abbildung 11: Vergleich der Auskeimungsgeschwindigkeit in RPMI 1640 + 5 % 

FCS (H). Es wurden je drei Gruppen mit je 100 Ereignissen ausgezählt. Die 

Standardabweichungen sind dargestellt. 

 



IV. Ergebnisse 101 

 

Abbildung 12: Vergleich der Auskeimungsgeschwindigkeit von AC und PC in 

Sabouraud-Medium. Es wurden je drei Gruppen mit je 100 Ereignissen ausgezählt. 

Die Standardabweichungen sind dargestellt. 

 

1.5. Austrocknungsversuch 

Sporen dienen Schimmelpilzen als Überdauerungsform bei schlechten 

Lebensbedingungen. Um zu evaluieren, ob AC und PC von A. terreus sich im 

Vergleich zu PC von A. fumigatus bei einer Austrocknung unterschiedlich 

verhalten, wurden Sporensuspensionen über Nacht bei 37°C getrocknet und 

anschließend in Sabouraud-Medium aufgenommen und für 14 Stunden weiter 



IV. Ergebnisse 102 

inkubiert. Im Vergleich zu PC scheinen AC eine Austrocknung nur schlecht zu 

tolerieren. In vorherigen Versuchen keimten AC in Sabouraud-Medium bereits 

nach einigen Stunden aus. Nach der Austrocknung der Sporensuspension 

verblieben die meisten AC auch nach 14 Stunden noch im ruhenden Zustand 

(Abbildung 13). Der Großteil der PC von A. terreus keimte im Gegensatz zu den 

AC aus. Auffällig hierbei waren jedoch vereinzelte Bereiche zwischen den Hyphen, 

in denen die Konidien weiterhin im ruhenden Zustand verblieben. PC von A. 

fumigatus keimten gleichmäßig aus und es fanden sich nur vereinzelt ruhende 

Konidien.  

 

Abbildung 13: Auskeimung von Sporensuspensionen nach Austrocknung.  

A:  AC von A. terreus B: PC von A. terreus C: PC von A. fumigatus. Die 

Sporensuspensionen wurden über Nacht ausgetrocknet und anschließend in 

Sabouraud-Medium für 14 Stunden weiter inkubiert. AC verblieben weiterhin im 

ruhenden Zustand. PC von A. terreus keimten größtenteils aus, doch in einigen 

Bereichen waren weiterhin ruhende PC zu erkennen (Pfeile). PC von A. fumigatus 

keimten gleichmäßig aus. 
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1.6. Phagozytoseversuche mit murinen J774-Makrophagen 

1.6.1. Bestimmung der Phagozytoserate von Aleuriokonidien 

Für PC von A. terreus wurde bereits gezeigt, dass sie effizient von Makrophagen 

phagozytiert werden (SLESIONA et al., 2012). Ob dies auch auf AC von A. terreus 

zutrifft, sollte in diesem Versuch überprüft werden. Hierfür wurden J774-Zellen mit 

FITC-markierten AC infiziert und bei 37°C und 5 % CO2 inkubiert. Nach einer, 

drei und fünf Stunden wurden die Proben fixiert. Eine L10-1 Färbung diente der 

Identifizierung extrazellulärer AC. Es zeigte sich, dass auch die AC sehr effizient 

von J774-Zellen phagozytiert werden. Bereits nach einer Stunde lag der Anteil an 

phagozytierten AC bei 88 % aller AC. Die Anzahl der phagozytierten AC stieg 

innerhalb von fünf Stunden auf 95 % an. 

 

Abbildung 14: Phagozytose-Versuch mit AC von A. terreus At17-14 und J774-

Zellen. A:  L10-1 Färbung (rot) extrazellulärer AC (Pfeile). Intrazelluläre AC (grün) 

werden vom Antikörper nicht gefärbt. Die Gelbfärbung entsteht durch die 

Überlagerung des roten und grünen Fluoreszenzkanals. B: AC werden effizient von 

J774-Zellen phagozytiert. Nach einer Stunde sind bereits 88 % und nach fünf 

Stunden 95 % der AC phagozytiert. Es wurden vier Gruppen mit je 100 Ereignissen 

ausgezählt. Die Standardabweichung ist angegeben.  

 

1.6.2. Einfluss von Laminarin und Mannan auf die Phagozytoserate 

In der Arbeit von SLESIONA et al. (2012) wurde eine signifikant verminderte 

Phagozytose von angeschwollenen A. terreus PC nach Blockierung des Dectin-1 

Rezeptors mit Laminarin und des Mannose Rezeptors mit Mannan beobachtet. Um 
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zu überprüfen, ob dieser Effekt auch bei der Phagozytose von AC zu beobachten 

ist, wurden J774-Zellen mit Laminarin und Mannan für eine Stunde vorinkubiert 

und anschließend mit FITC-markierten AC infiziert. Eine Kontrolle ohne den 

Zusatz von Laminarin beziehungsweise Mannan wurde ebenfalls angelegt. Nach 

einstündiger Inkubation wurden die Proben fixiert. Anschließend wurden die 

Proben mit L10-1 nach Immunfluoreszenzprotokoll gefärbt, um extrazelluläre AC 

zu identifizieren. Nach Auszählung der intra- beziehungsweise extrazellulären AC 

zeigte sich, dass Laminarin keinen Effekt auf die Phagozytoserate der AC hat. Die 

Zugabe von Mannan ergab eine um 12 % geringere Phagozytoserate, welche jedoch 

statistisch nicht signifikant war (Abbildung 15).  

 

Abbildung 15: Phagozytose von AC unter Einfluss von Laminarin (100 µg/ml) und 

Mannan (300 µg/ml). Laminarin hat keinen Einfluss auf die Phagozytoserate der 

AC. Durch Zugabe von Mannan wird die Phagozytose um etwa 12 % gesenkt  

(n.s. = nicht signifikant). 

 

1.7. Untersuchung von ɓ-Glukan und Galaktomannan während der 

Infektion  

Um die Verteilung von ɓ-Glukan und Galaktomannan auch während der Infektion 

zu untersuchen, wurden J774-Zellen mit AC infiziert und für sechs Stunden bei 

37°C inkubiert. Die Proben wurden anschließend mit Formaldehyd fixiert und nach 

Permeabilisierung durch Triton-X100 mit den Antikörpern 2G8 beziehungsweise 

L10-1 gefärbt. Durch Phalloidin-FITC wurde das filamentöse Aktin der J774-

Zellen gefärbt. Mit CFW wurde das Chitin der Hyphenzellwand angefärbt. 

Nach sechsstündiger Inkubation wurden viele intrazelluläre AC noch im ruhenden 

Zustand vorgefunden. In Bereichen, in denen wenige J774-Zellen lagen, waren 

extrazelluläre AC aber bereits ausgekeimt und formten kleine Hyphennetzwerke. 

Die Internalisierung durch die J774-Zellen verzögert somit die Auskeimung von 

AC. Phagozytierte AC wiesen weiterhin Galaktomannan auf ihrer Oberfläche auf 
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(Abbildung 16 A+B). Gleichzeitig konnten man im Zytosol und vereinzelt auch in 

benachbarten Zellen kleine, Galaktomannan-positive Strukturen erkennen. 

(Abbildung 16 A, Pfeile). Im konfokalen Mikroskop wurden verschiedene Schnitte 

eines infizierten Makrophagen aufgenommen (Abbildung 16 C-G), die zeigten, 

dass sich die Galaktomannan-positiven Strukturen im Zytoplasma der Zelle 

befanden und sich vor allem unter der zytoplasmatischen Membran ansammelten. 

Außerhalb dieser Bereiche war keine unspezifische Färbung durch L10-1 zu 

beobachten. Vergleicht man Abbildung 16 E+H kann man zudem erkennen, dass 

sich die Galaktomannan-positiven Strukturen außerhalb der Kernmembran 

befanden. Diese Beobachtungen zeigen, dass das Galaktomannan von der 

Oberfläche der AC nach Internalisierung durch J774-Zellen freigesetzt wird und 

sich in den Zellen und sogar in Nachbarzellen verteilt.  

 

Abbildung 16: Freisetzung von Galaktomannan von internalisierten AC nach 

sechsstündiger Inkubation. Die J774-Zellen sind mit Phalloidin-FITC gefärbt 

(grün). Die AC sind mit CFW (blau) und L10-1 (rot) gefärbt. A zeigt die 

Überlagerung des roten und blauen Fluoreszenzkanals. B zeigt zusätzlich noch den 

grünen Fluoreszenzkanal. Freigesetzte, Galaktomannan-positive Strukturen findet 

man vor allem in infizierten Zellen, aber auch in nicht-infizierten Nachbarzellen 

(Pfeile). Aó+Bó zeigen vergrößerte Ausschnitte. Bei diesen Bildern wurde der 

Kontrast erhöht, um die Färbung zu verdeutlichen. Bilder C-G zeigen verschiedene 

Schnitte durch einen infizierten Makrophagen. H zeigt eine Überlagerung des 

Durchlicht- und blauen Fluoreszenzkanals. Die Umrandung der Kernmembran 

wurde eingezeichnet. Die Maßstäbe in A und H repräsentieren 5 µm und sind für 

Bilder A+B sowie C-H gültig. 
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Nach sechsst¿ndiger Infektion war ɓ-Glukan auf einigen, aber nicht allen, 

internalisierten AC erkennbar. Insbesondere AC, die bereits Keimschläuche 

gebildet hatten, wiesen eine starke ɓ-Glukan-Fªrbung auf. Eine Freisetzung von ɓ-

Glukan konnte nicht festgestellt werden (Abbildung 17).  

  

Abbildung 17: 2G8-Färbung von AC nach sechsstündiger Infektion.  J774-Zellen 

wurden mit Phalloidin-FITC gefärbt (grün). AC wurden mit CFW (blau) und dem 

ɓ-Glukan mAk 2G8 (rot) gefärbt. Bilder Aó-Dó zeigen Überlagerungen aller drei 

Fluoreszenzkanäle. Bilder A-D zeigen die Überlagerung des roten und blauen 

Fluoreszenzkanals. Die Pfeile zeigen AC, die bereits Keimschläuche gebildet haben 

und stark ɓ-Glukan-positiv sind. Der Maßstab in Bild A repräsentiert 5 µm und ist 

für die ganze Abbildung gültig. 

 

1.8. Nachweis von angesäuerten Phagolysosomen 

In diesem Versuch sollte herausgefunden werden, was mit phagozytierten AC nach 

Aufnahme in den Makrophagen geschieht. Durch die Färbung mit dem LysoTracker 

DND-26 können angesäuerte Phagolysosomen angefärbt werden (Beispielbild 

siehe Abbildung 18). J774-Zellen wurden mit AC infiziert und für sechs Stunden 

inkubiert. Bei der Auswertung zeigte sich, dass sich etwa 75 % der AC, die mit 

Makrophagen assoziiert waren, in LysoTracker-positiven Vakuolen befanden 



IV. Ergebnisse 107 

(Abbildung 19). Diese waren als grüner Ring um die AC sichtbar. Rund 20 % der 

AC zeigten keinen positiven Ring und bei circa 2 % war ein durch DND-26 

komplett ausgefüllter Ring und somit eine Färbung der AC zu sehen, was auf eine 

Ansäuerung des Zytoplasmas der Sporen hindeutet.  

  

Abbildung 18: Beispielbild der LysoTracker DND-26 Färbung. Das rechte Bild 

zeigt die Färbung einer internalisierten AC in einer angesäuerten Vakuole mit 

LysoTracker DND-26 (grüner Ring). Das linke Bild zeigt die dazugehörige 

Durchlichtaufnahme. 

 

 

Abbildung 19: Auswertung der Färbung durch LysoTracker DND-26 von AC, die 

sechs Stunden mit J774-Zellen inkubiert wurden. 

 

1.9. Auskeimung im sauren pH 

In der Arbeit von KUEHNEL et al. (2001) wurde der pH-Wert von Phagolysomen 

von J774-Makrophagen bestimmt. Er lag ungefähr bei 5,0. Es konnte bereits gezeigt 

werden, dass PC von A. terreus eine Ansäuerung des pH-Wertes gut tolerieren und 

auch bei einem pH von 5,0 auskeimen (SLESIONA et al., 2012). Um zu überprüfen, 

ob auch AC resistent gegenüber einem sauren pH sind, wurden AC und PC von A. 
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terreus At17-14 und PC von A. fumigatus Af293 in AMM, pH 6,8 und AMM,  

pH 5,0 angezogen. AC wurden für sieben Stunden inkubiert und PC für 14 Stunden. 

Es zeigte sich, dass sowohl die AC als auch die PC von A. terreus ein höhere 

Auskeimungsrate im sauren pH aufwiesen. A. fumigatus hingegen zeigte keinen 

Unterschied in der Auskeimungsrate bei den unterschiedlichen pH-Werten 

(Abbildung 20). Wie in vorherigen Versuchen war die Auskeimungsrate von A. 

terreus PC im Vergleich zu A. fumigatus PC geringer, dies gilt insbesondere für pH 

6,8. 

 

Abbildung 20: Auskeimung von AC und PC von A. terreus und PC von A. 

fumigatus in AMM, pH 6,8 und pH 5,0. AC und PC von A. terreus weisen eine 

höhere Auskeimungsrate im sauren pH auf. Die Auskeimungsrate von A. fumigatus 

wird von dem sauren pH nicht beeinflusst. Es wurden drei Gruppen mit je 50 

Ereignissen ausgezählt. Die Standardabweichung ist angegeben.  

** = p < 0,01, * = p <0,1, n.s. = nicht signifikant. 

 

1.10. Überleben der Aleuriokonidien in Makrophagen  

Es konnte bereits gezeigt werden, dass PC von A. fumigatus nach der Phagozytose 

auskeimen und die Membran der Zellen durchstoßen können (SLESIONA et al., 

2012a). PC von A. terreus hingegen persistieren nach der Phagozytose und 

durchdringen die Membran der Zellen nicht (HSIEH et al., 2017). AC werden von 

Makrophagen schnell und effizient phagozytiert. Ob sie wie PC von A. terreus in 

den Zellen persistieren und überleben, sollte in diesem Versuch untersucht werden. 

Hierfür wurden J774-Zellen mit FITC-markierten AC infiziert und nach 

einstündiger Inkubation Itraconazol beigesetzt, um das Auskeimen extrazellulärer 

AC zu unterdrücken. Die Proben wurden nun für 24 Stunden inkubiert. Vorherige 
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Versuche hatten gezeigt, dass AC im Zellkulturmedium RPMI 1640 nach sechs 

Stunden bereits viele Hyphen gebildet hatten (siehe 1.4.1). Daher wurde nach sechs 

Stunden eine Probe fixiert, um den Status der Auskeimung zu überprüfen. Hierbei 

war zu erkennen, dass die J774-Makrophagen in engem Kontakt mit den AC 

standen und sich die AC noch im ruhenden Zustand befanden. Nach 24 Stunden 

wurden die Proben fixiert und zusätzlich mit CFW gefärbt. Es zeigte sich, dass etwa 

50 % der AC Keimschläuche gebildet hatten (Abbildung 21). Das zeigt, dass AC 

innerhalb der Makrophagen überleben und die antimikrobiellen Mechanismen der 

Makrophagen überwinden können.  

 

Abbildung 21: Infektion von J774-Zellen mit AC. AC sind mit Phalloidin-FITC 

markiert (grün) und mit CFW (blau) gefärbt. A+C zeigen die Überlagerungen des 

Durchlichts mit dem grünen und blauen Fluoreszenzkanal. B+D zeigen die 

Überlagerung des grünen und blauen Fluoreszenzkanals. A/B: AC nach 

sechsstündiger Inkubation mit J774-Zellen. C/D: AC nach 24-stündiger Inkubation 

mit J774-Zellen. Der Maßstab in B repräsentiert 5 µm und ist für alle Bilder gültig. 

 

1.11. TNFŬ-Messung 

Der ELISA zur TNFŬ-Messung wurde freundlicherweise von Lea Strobl im Labor 

der Medizinischen Klinik und Poliklinik II des Universitätsklinikums Würzburg 

durchgeführt. DEAK et al. (2011) zeigten bereits, dass Alveolarmakrophagen mit 

einer starken Zytokinproduktion auf die Infektion durch AC reagieren. Daher sollte 

die TNFŬ-Produktion von J774-Zellen, die für sechs Stunden mit AC infiziert 

wurden (MOI: Zwei Sporen pro Makrophagen), untersucht werden. Als direkten 
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Vergleich wurden zudem J774-Zellen mit PC des gleichen Stammes infiziert. Es 

zeigte sich, dass AC im Vergleich zu PC sowie der nicht infizierten Kontrolle eine 

starke Freisetzung von TNFŬ auslºsten (Abbildung 22).  

 

Abbildung 22: TNFŬ-Messung des Mediums nach sechsstündiger Inkubation von 

J774-Makrophagen mit AC und PC von A. terrreus At17-14. Alle Proben wurden 

im Dreifachansatz angelegt. Standardabweichungen sind angegeben. 

 

DEAK et al. (2011) vermutete, dass ɓ-Glukan eine wichtige Rolle bei dieser 

Entzündungsreaktion spielt. Um dies zu untersuchen, wurden J774-Zellen in der 

Anwesenheit von Laminarin (100 µg/ml) mit AC infiziert. Es konnte festgestellt 

werden, dass Laminarin sowohl in infizierten als auch nicht infizierten Zellen 

keinen Effekt auf die TNFŬ-Freisetzung hatte (Abbildung 23).  

 

Abbildung 23: TNFŬ-Messung von Kulturüberstand infizierter J774-Makrophagen. 

Die AC induzieren eine starke TNFŬ-Produktion. Laminarin hat keinen Einfluss 

auf die TNFŬ-Produktion. Alle Proben wurden im Dreifachansatz angelegt. Die 

Standardabweichungen sind angegeben. 
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2. Charakterisierung von monoklonalen Antikörpern gegen 

Hyphen-Oberflächenantigenen 

Ziel dieses Teils der vorliegenden Arbeit war es, drei mAk, die bereits vor dieser 

Arbeit generiert worden waren, näher zu charakterisieren. Die entsprechenden 

Hybridome wurden nach Immunisierung mit abgetöteten Hyphenfragmenten von 

A. fumigatus (AB90-E8, AD105-30-2) beziehungsweise von L. corymbifera 

(AE183-3) isoliert. Die Antikörper AB90-E8 und AE183-3 gehören beide der IgG1-

Subklasse an und zeigten positive Färbungen in der Immunfluoreszenz mit den 

jeweiligen Pilzhyphen. AD105-30-2 gehört der IgM-Subklasse an und fiel auf, weil 

er in Immunfluoreszenzfärbungen F. oxysporum Hyphen anfärbte. Die Antikörper 

AB90-E8 und AE183-3 sollten für die geplanten Versuche aufkonzentriert und 

gereinigt werden. Insbesondere die biologische Aktivität von AB90-E8 war von 

großem Interesse, da die Bindungstasche von AB90-E8 bereits erfolgreich in A. 

fumigatus-spezifischen chimeric antigen receptors (CAR) eingesetzt wurde. Daher 

sollte sein potenzieller protektiver Effekt in Inhibitions- und Infektionsversuchen 

näher untersucht werden. AE183-3 diente zum einen als Kontrollantikörper für die 

Versuche mit AB90-E8, zum anderen waren aber auch entsprechende Versuche mit 

dem Antikörper AE183-3 geplant, die aber aus Zeitgründen in dieser Arbeit nicht 

mehr durchgeführt werden konnten.  

2.1. Aufkonzentrierung und Reinigung der monoklonalen Antikörper 

AB90-E8 und AE183-3 

2.1.1. Aufkonzentrierung des AB90-E8-Hybridom überstandes  

Mit der Hybridom-Zelllinie AB90-E8 wurde zunächst über mehrere Wochen 

zellfreier, antikörperhaltiger Kulturüberstand produziert. Die Zunahme der 

Zellkonzentration wurde mikroskopisch kontrolliert. Zusätzlich wurde die Farbe 

des Mediums betrachtet, die als pH-Indikator diente. War die Zellzahl bereits sehr 

hoch und zeigte das Medium durch einen Farbumschlag von rosa nach gelb eine 

Ansäuerung an, wurde der Kulturüberstand geerntet und die Zellen mit frischem 

Medium versorgt. Der zellfreie Kulturüberstand wurde zunächst bei 4°C gelagert. 

Insgesamt konnten etwa 800 ml Kulturüberstand geerntet und dieser anschließend 

ungefähr 20-fach aufkonzentriert werden. Der Antikörper-Überstand und das 

Antikörper-Konzentrat wurden auf ein 10%iges Polyacrylamidgel aufgetragen. Der 

Hybridomüberstand wurde hierfür unverdünnt und 1:10 und 1:20 verdünnt mit  
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0,5 M TRIS, pH 6,8 aufgetragen. Auch das Antikörper-Konzentrat wurde 1:10 und 

1:20 mit 0,5 M TRIS, pH 6,8 verdünnt. Die Proben wurden 3+1 mit  

4x Probenpuffer versetzt und jeweils 13 µl der Proben und 7 µl des 

Molekulargewichts-Markers in die Geltaschen pipettiert. Nach der SDS-PAGE 

wurde das Gel mit Coomassie-Färbelösung gefärbt. Das Gel zeigte Banden auf 

Höhe von 60-70 kDa (Abbildung 24). Hierbei entsprach die Größe der Bande des 

unverdünnten Antikörper-Überstands (Spur A) in etwa der Bande des 1:20 

verdünnten Antikörper-Konzentrats (Spur E), das heißt, der geschätzte 

Konzentrationsfaktor nach Aufkonzentrierung liegt bei 20x.  

 

Abbildung 24: Aufkonzentrierung des Hybridomüberstandes AB90-E8.  

M: Marker, für ausgewählte Banden sind die Molekulargewichte angegeben.  

A: Antikörper-Überstand unverdünnt B: Antikörper-Überstand 1:10  

C: Antikörper-Überstand 1:20 D: Antikörper-Konzentrat 1:10 E: Antikörper-

Konzentrat 1:20. 

 

2.1.2. Reinigung des AB90-E8-Hybridom überstandes  

Nach erfolgter Aufkonzentrierung wurde der Antikörperüberstand mittels Protein 

G Affinitätschromatographie gereinigt. Um die gewonnenen Fraktionen auf ihre 

Reinheit zu überprüfen, wurde eine SDS-PAGE mit einem 10%igen 

Polyacrylamidgel durchgeführt. Die Antikörper-Fraktionen wurden hierfür 1:5 und 

der Durchlauf 1:10 mit 0,5 M TRIS, pH 6,8 verdünnt und anschließend 3+1 mit 4x 
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Probenpuffer versetzt. Nun wurden je 13 µl der Proben und 7 µl des 

Molekulargewichts-Markers in die Geltaschen pipettiert. Nach der SDS-PAGE 

wurde das Gel mit Coomassie-Färbelösung gefärbt (Abbildung 25). Es zeigte sich, 

dass bei den Antikörper-Fraktionen Banden auf der Höhe der 25 kDa- sowie  

55 kDa-Markierungen sichtbar wurden. Diese Banden entsprechen den leichten und 

schweren Ketten der Antikörper. Auch sind schwache Banden auf der Höhe von 

170 kDa zu erkennen. Hierbei handelt es sich wahrscheinlich um vom Probenpuffer 

nicht reduzierte Antikörper. Die Spur des Durchlaufes zeigte eine Bande auf Höhe 

der 70 kDa, die der Größe von Albumin entspricht. Dieses stammt aus dem 

verwendeten Opti-MEM-Medium, das mit FCS versetzt war.  

 

Abbildung 25: Coomassie-Färbung eines Polyacrylamidgels des aufgereinigten 

Antikörpers AB90-E8. M: Marker, für ausgewählte Banden sind die 

Molekulargewichte angegeben. D: Durchlauf (1:10 verdünnt) a-f: AB90-E8-

Fraktionen 1-6 (1:5 verdünnt). Die Banden auf Höhe der 25 kDa-Markierung 

entsprechen den leichten Ketten der Antikörper. Die Banden auf Höhe der 55 kDa-

Markierung entsprechen der schweren Kette der Antikörper. Die Bande auf Höhe 

von 70 kDa entspricht der Größe von Albumin. 

 

2.1.3. Bestimmung der Proteinkonzentration von AB90-E8 

Zur Bestimmung der Proteinkonzentration der einzelnen Fraktionen sowie des 

Durchlaufs wurde ein Bradford Protein Assay durchgeführt. Der Tabelle 44 sind 

die dabei gemessenen Konzentrationen für die Antikörper-Fraktionen und den 

Durchlauf zu entnehmen. 
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Tabelle 44: Proteinkonzentrationen der Fraktionen des aufgereinigten Antikörpers 

AB90-E8. 

 

 

 

 

 

 

2.1.4. Aufkonzentrierung des AE183-3-Hybridom überstandes 

Mit der Hybridom-Zelllinie AE183-3 wurde wie bei AB90-E8 über mehrere 

Wochen zellfreier, antikörperhaltiger Kulturüberstand hergestellt und anschließend 

aufkonzentriert. Insgesamt wurden etwa 900 ml Überstand geerntet und circa 20-

fach aufkonzentriert.  

2.1.5. Reinigung des AE183-3-Hybridom überstandes  

Der aufkonzentrierte Hybridomüberstand konnte nun mittels Protein G 

Affini tätschromatographie gereinigt werden. Vor Elution der Antikörper-Proben 

wurde ein Vorlauf aufgefangen. Zur Überprüfung auf ihre Reinheit wurden die 

gereinigten Antikörper-Fraktionen auf ein 10%iges Polyacrylamidgel aufgetragen. 

Die Antikörper-Fraktionen und der Vorlauf wurden dafür zunächst 1:5 und der 

Durchlauf 1:10 mit 0,5 M TRIS, pH 6,8 verdünnt. Anschließend wurden alle Proben 

3+1 mit 4x Probenpuffer versetzt und je 13 µl der Proben und 7 µl des 

Molekulargewichts-Markers in die Geltaschen pipettiert. Nach Färbung in 

Coomassie-Färbelösung wurden bei den Antikörper-Fraktionen Banden auf Höhe 

der 25 kDa- sowie 55 kDa-Markierung sichtbar. Diese Banden entsprechen der 

leichten (25 kDa) und schweren (55 kDa) Ketten der Antikörper. Auch waren 

schwache Banden auf Höhe der 170 kDa-Markierung zu erkennen. Hierbei handelt 

es sich wahrscheinlich um vom Probenpuffer nicht reduzierte Antikörper. Die Spur 

des Durchlaufes zeigte eine Bande auf Höhe der 70 kDa, die der Größe von 

Albumin entspricht, das aus dem verwendeten Opti-MEM-Medium stammt (siehe 

Abbildung 26). 

Fraktion 1 875 µg/ml 

Fraktion 2 594 µg/ml 

Fraktion 3 252 µg/ml 

Fraktion 4 61,5 µg/ml 

Fraktion 5 21,5 µg/ml 

Fraktion 6 8 µg/ml 

Durchlauf 1245 µg/ml 
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Abbildung 26: Coomassie-Färbung eines Polyacrylamidgels des aufgereinigten 

Antikörpers AE183-3. V: Vorlauf, a-e 1:5 Verdünnung der AE183-3-Fraktionen 1-

5, D: Durchlauf (1:10 verdünnt). M: Marker, für ausgewählte Banden sind die 

Molekulargewichte angegeben. Die Banden auf Höhe der 25 kDa-Markierung 

entsprechen den leichten Ketten der Antikörper. Die Banden auf Höhe der 55 kDa-

Markierung entsprechen der schweren Kette der Antikörper. Die Bande auf Höhe 

von 70 kDa entspricht der Größe von Albumin. 

 

2.1.6. Bestimmung der Proteinkonzentration von AE183-3 

Die Proteinkonzentrationen, die mittels Bradford Protein Assay für die Antikörper-

Fraktionen, den Vorlauf und den Durchlauf von AE183-3 bestimmt wurden, sind 

Tabelle 45 zu entnehmen.  

Tabelle 45: Proteinkonzentrationen von AE183-3-Fraktionen, Vorlauf und 

Durchlauf. 

Vorlauf 14,8 µg/ml 

Fraktion 1 597,5 µg/ml 

Fraktion 2 634,8 µg/ml 

Fraktion 3 338,1 µg/ml 

Fraktion 4 165,4 µg/ml 

Fraktion 5 101,0 µg/ml 

Durchlauf 979 µg/ml 
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2.2. Charakterisierung des Antikörpers AB80-E8 

2.2.1. Immunflu oreszenzfärbung mit Antikörper-Verdünnungen 

Der aufkonzentrierte und gereinigte Antikörper AB90-E8 wurde in verschiedenen 

Verdünnungen in der Immunfluoreszenzfärbung getestet, um die optimale 

Konzentration für eine Opsonisierung von Hyphen zu ermitteln. Der Antikörper 

wurde mit PBS auf die unten genannten Konzentrationen eingestellt. A. fumigatus 

D141 Hyphen wurden über Nacht in RPMI 1640 (H) angezogen und fixiert. In der 

Immunfluoreszenzfärbung konnte festgestellt werden, dass sich die Antikörper-

Konzentration von 200 ng/ml als zu gering erwies und die Hyphen nur schwach 

vom Antikörper angefärbt wurden. Mit den Antikörper-Konzentrationen von 500 

ng/ml wurden die Hyphen größtenteils gleichmäßig gefärbt. Nur vereinzelte 

Hyphen wiesen eine weniger homogene Färbung auf. Mit der Antikörper-

Konzentration 1 µg/ml konnte die gleichmäßigste Färbung entlang der Hyphen 

erreicht werden. Hierbei wiesen die Hyphen eine starke Färbung auf (Abbildung 

27). Für weitere Versuche wurde daher die Konzentration von 1 µg/ml gewählt, um 

stets eine optimale Opsonisierung der Hyphen zu gewährleisten.  

 

Abbildung 27: Immunfluoreszenzfärbung A. fumigatus D141 Hyphen, die in RPMI 

1640 (H) gewachsen waren, mit verschiedenen AB90-E8-Konzentrationen (rot). 

Das obere Bild zeigt den roten Fluoreszenzkanal, das untere Bild die dazugehörige 

Durchlichtaufnahme. A: AB90-E8 1 µg/ml, C: AB90-E8 500 ng/ml, E: AB90-E8 

200 ng/ml. 

 

Veränderungen der Kulturbedingungen von A. fumigatus können zur 

Umstrukturierung der Hyphenzellwand führen (LATGÉ und BEAUVAIS, 2014). 

Da sich in vorherigen Versuchen die Verteilung oder Zugänglichkeit der Antigene 
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von mAk auf der Hyphenzellwand teils als stark Medium-abhängig erwiesen hatte, 

wurde auch das AB90-E8-Antigen auf Hyphen untersucht, die unter verschiedenen 

Wachstumsbedingungen kultiviert worden waren. Das Minimal-Medium AMM 

sowie SD-Medium und BSA-Medium stellen definierte Medien dar, da die genaue 

Zusammensetzung bekannt ist (siehe III.2.1.) Auch das Zellkulturmedium RPMI 

1640 ist ein definiertes Medium. Wird RPMI 1640 noch FCS hinzugefügt, handelt 

es sich wie bei Sabouraud-Medium um ein Komplexmedium.  

Die A. fumigatus D141 Hyphen wurden in den sechs Medien über Nacht angezogen, 

fixiert und nach Protokoll gefärbt. Hierbei zeigten alle Hyphen eine homogene 

Färbung entlang der Zellwand (Abbildung 28). Somit ist davon auszugehen, dass 

das AB90-E8-Antigen auch unter verschiedenen Wachstumsbedingungen 

gleichmäßig gebildet wird und auf der Zellwand für den Antikörper zugänglich ist.  

 

Abbildung 28: Immunfluoreszenzfärbung von A. fumigatus D141 in verschiedenen 

Medien mit AB90-E8 (rot). A/B: AMM C/D: Sabouraud-Medium E/F: SD-

Medium G/H: BSA-Medium J/K:  RPMI 1640 + 5 % FCS (H) L/M : RPMI 1640 

(H). Das jeweils obere Bild zeigt den roten Fluoreszenzkanal, das untere Bild die 

dazugehörige Durchlichtaufnahme. 
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2.2.2. Immunfluoreszenzfärbung A. fumigatus Wildtypen 

Um zu untersuchen, ob das AB90-E8-Antigen bei verschiedenen A. fumigatus 

Stämmen gleichermaßen exprimiert wird, wurden Immunfluoreszenzfärbungen mit 

den A. fumigatus Wildtypen D141, Af293 und ATCC46645 sowie den drei 

klinischen A. fumigatus-Patientenisolaten 1014, 1016 und 1018 nach Protokoll 

durchgeführt. Die Hyphen wurden hierfür in Sabouraud-Medium über Nacht 

angezogen und fixiert. In Abbildung 29 ist zu erkennen, dass bei allen A. fumigatus 

Wildtypen und klinischen Patientenisolaten der Großteil der Hyphen homogen vom 

Antikörper dekoriert wurde. An manchen Hyphen ist zudem eine intensivere 

Färbung an der Spitze zu erkennen. Nur vereinzelte Hyphen wiesen eine schwache 

Färbung auf. Konidienkörper wurden vom Antikörper nicht angefärbt. Der Versuch 

zeigte, dass das Antigen von AB90-E8 bei verschiedenen Vertretern der Spezies A. 

fumigatus in gleichen Maßen auf der Hyphen-Zellwand für den Antikörper 

zugänglich ist.  

 

Abbildung 29: Immunfluoreszenzfärbung mit AB90-E8 von in Sabouraud-Medium 

gewachsenen Hyphen von A. fumigatus Wildtypstämmen und drei klinischen  

A. fumigatus Isolaten. Das jeweils linke Bild zeigt die Durchlichtaufnahme und das 

rechte Bild die Färbung des Antikörpers AB90-E8 im roten Fluoreszenzkanal.  

A/B: Af293 C/D: ATCC46645 E/F: D141 G/H:  Patientenisolat 1014  

I /J: Patientenisolat 1016 K/L:  Patientenisolat 1018. 
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2.2.3. Immunfluoreszenzfärbung verschiedener Aspergillus Spezies 

Um zu überprüfen, ob sich das AB90-E8-Antigen auch auf der Oberfläche anderer 

Aspergillus Spezies befindet, wurden Immunfluoreszenzfärbungen mit A. fischeri 

DSM 3700, A. terreus NIH 2624, A. niger DSM 373, A. nidulans FGSC A26,  

A. giganteus DSM 1146 und A. oryzae DSM 1863 nach Protokoll durchgeführt. Die 

Hyphen wurden hierfür über Nacht in Sabouraud-Medium angezogen. Von den 

sechs getesteten Aspergillus Spezies wurde nur A. fischeri, welcher nah mit A. 

fumigatus verwandt ist (SAMSON et al., 2014), teilweise von AB90-E8 erkannt. 

Hierbei war die Färbung nicht homogen, sondern nur teilweise entlang den Hyphen 

zu erkennen. Vor allem die Hyphenspitzen wiesen eine deutliche Färbung auf. Die 

Hyphen von A. terreus, A. niger, A. nidulans, A. giganteus und A. oryzae zeigten 

keine Färbung und wurden somit nicht von AB90-E8 erkannt (Abbildung 30). 

 

Abbildung 30: Immunfluoreszenzfärbung mit AB90-E8 von in Sabouraud-Medium 

gewachsenen Hyphen verschiedener Aspergillus Spezies. Nur A. fischeri wird 

teilweise von AB90-E8 (rot) erkannt. Die restlichen Aspergillus Spezies sind 

negativ. Das linke Bild zeigt jeweils die Durchlichtaufnahme, das rechte Bild den 

roten Fluoreszenzkanal: A/B: A. fischeri DSM 3700 C/D: A. terreus NIH 2624  

E/F: A. niger DSM 373 G/H: A. nidulans A26 I /J: A. giganteus DSM 1146  

K /L:  A. oryzae DSM 1863. 
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Um weitere Kreuzreaktionen mit anderen Mikroorganismen auszuschließen, 

wurden zudem Immunfluoreszenzfärbungen mit Candida albicans, F. solani, 

Mucor circinelloides, E. coli, Malazesszia, Saccharomyces cervisiae und 

Staphylokokkus aureus mit AB90-E8 durchgeführt. Alle Färbungen waren negativ 

(Daten nicht gezeigt, persönliche Mitteilung Christoph Kleinemeier). 

2.2.4. Untersuchung der Expression des AB90-E8-Antigens während der 

Germination 

Die bisherigen Ergebnisse zeigen, dass das AB90-E8-Antigen auf der Oberfläche 

von A. fumigatus Hyphen vorkommt. Es ist bekannt, dass sich die 

Oberflächenstrukturen von A. fumigatus Konidien und Hyphen deutlich 

unterscheiden (ROHDE et al., 2002), daher sollte im nächsten Schritt untersucht 

werden, in welchem Stadium der Auskeimung das AB90-E8-Antigen auf der 

Oberfläche für den Antikörper zugänglich wird. Zu diesem Zweck wurden A. 

fumigatus Konidien in RPMI 1640 (H, ohne Zusatz von Serum) für fünf Stunden 

bei 37°C inkubiert, anschließend fixiert und nach Protokoll gefärbt. Zu diesem 

Zeitpunkt findet man vor allem angeschwollene Konidien sowie kurze Keimlinge. 

Neben AB90-E8 wurde auch der Galaktomannan Antikörper L10-1 verwendet. 

Durch seine Zugehörigkeit zur IgM-Subklasse, war eine Doppelfärbung möglich. 

Der Abbildung 31 ist zu entnehmen, dass bereits bei angeschwollenen Konidien 

sowohl mit AB90-E8 als auch mit L10-1 schwache Färbungen der Konidienkörper 

zu erkennen sind (Pfeile, B+C). Diese Färbung konzentriert sich vor allem auf den 

Pol der Konidie, aus dem kurze Zeit später der Keimschlauch entsteht (D+E). 

Bereits auskeimende Konidien weisen mit beiden Antikörpern eine deutliche 

Färbung an der Spitze der Keimschläuche auf (B+C). Somit kann festgestellt 

werden, dass das AB90-E8-Antigen ebenso wie Galaktomannan bereits in einem 

sehr frühen Stadium der Germination auf der Oberfläche von A. fumigatus für den 

Antikörper zugänglich ist, aber auf den Konidienkörpern weitgehend fehlt. 
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Abbildung 31:Immunfluoreszenzfärbung von A. fumigatus im frühen Stadium der 

Auskeimung. Die Inkubation der A. fumigatus Hyphen erfolgte für fünf Stunden bei 

37°C in RPMI 1640 (H). A+F: Durchlicht, B+D: AB90-E8 (grün),  

C+E: L10-1 (rot), Die Pfeile zeigen die Bereiche der Konidien, die von den 

Antikörpern noch vor Beginn der Auskeimung angefärbt werden.  

D-F: Vergrößerung eines angeschwollenen Konidienkörpers. Bei den Abbildungen 

D+E wurde die Intensität der Fluoreszenzsignale erhöht, um die Färbung der 

Antikörper zu verdeutlichen. 

 

2.2.5. Immunfluoreszenzfärbung nach Proteinase K-Verdau 

Die Zellwand von A. fumigatus ist ein komplexes Gebilde, das aus Polysachariden, 

Lipiden und Proteinen gebildet wird. Auch viele Antigene, die während des 

Wachstums von A. fumigatus sekretiert werden, sind in der Zellwand lokalisiert 

(LATGÉ et al., 1993). Die Zugehörigkeit des Antikörpers AB90-E8 zur IgG1 

Subklasse lässt bereits vermuten, dass dieser Antikörper vermutlich ein 

Proteinantigen erkennt. Auch die Tatsache, dass der Antikörper sehr spezifisch A. 

fumigatus Hyphen erkennt und nur mit dem nahen verwandten A. fischeri 

kreuzreagiert, lässt darauf schließen.  

Handelt es sich bei Oberflächenantigenen um zellwandständige Proteine, sollten 

diese auf einen Proteinase K-Verdau sensibel reagieren. Sollte dies auch auf das 

AB90-E8-Antigen zutreffen, werden Hyphen nach einem Proteinase K-Verdau in 

der anschließenden Immunfluoreszenzfärbung nicht mehr angefärbt. Für den 

Versuch wurden A. fumigatus D141 Hyphen in Sabouraud-Medium anzogen, fixiert 

und zwei Stunden mit Proteinase K in 50°C inkubiert. Zusätzlich wurden Hyphen 

als Kontrolle lediglich in Puffer ohne Proteinase K inkubiert. Anschließend wurde 

eine Immunfluoreszenzfärbung der Hyphen nach Protokoll durchgeführt 

(Abbildung 32). Durch die Färbung mit CFW wurde zusätzlich das Chitin der 

Hyphenzellwand sichtbar gemacht. Es konnte festgestellt werden, dass das AB90-

E8-Antigen bei den mit Proteinase K behandelten Hyphen verschwindet. Die 
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Kontroll-Hyphen, die lediglich in Puffer inkubiert wurden, wiesen weiterhin eine 

starke Färbung mit AB90-E8 auf. Es ist daher davon auszugehen, dass es sich beim 

AB90-E8-Antigen um eine zellwandassoziierte Proteinstruktur handelt, da eine 

Glykostruktur Protease-stabil und somit von Proteinase K nicht angegriffen worden 

wäre. So hat Proteinase K auch keinen Effekt auf das Chitin der Zellwand und die 

CFW Färbung bleibt konstant. In einem vorherigen Versuch konnte zudem gezeigt 

werden, dass das Antigen von AB90-E8 nach einer Perjodat-Oxidation stabil bleibt 

(Daten nicht gezeigt, Christoph Kleinemeier, persönliche Mitteilung), was die 

Vermutung, dass es sich um ein Proteinantigen handelt, unterstützt.  

 

Abbildung 32: Immunfluoreszenz-Untersuchung, ob das AB90-E8-Antigen durch 

Proteinase K-Verdau zerstört wird. Nach Proteinase K-Verdau verschwindet die 

Färbung mit AB90-E8 (A). Die Hyphen, die lediglich in Puffer inkubiert wurden, 

wiesen eine deutliche Färbung mit AB90-E8 (rot) auf (C). B zeigt die CFW Färbung 

der Hyphen (blau) nach Proteinase K-Verdau. D zeigt die CFW Färbung der 

Hyphen, die nur in Puffer inkubiert wurden. 

 

2.2.6. Immunfluoreszenzfªrbung der D141ȹglfA-Mutante 

In Versuch 2.2.4 konnte festgestellt werden, dass das Antigen von AB90-E8 eine 

ähnliche Verteilung wie Galaktomannan auf der Oberfläche von Konidien aufweist. 

In einer Immunfluoreszenzfªrbung der Deletionsmutante D141ȹglfA sollte nun die 

Verteilung von AB90-E8 auf der Zellwandoberfläche untersucht werden. Das 

Enzym UDP-Galaktopyranose-Mutase (GlfA) ist essenziell für die Bildung von 

Galaktofuranose (Galf) (BAKKER et al., 2005), das ein wichtiger Bestandteil des 
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Polysaccharids Galaktomannan ist. In der D141ȹglfA-Mutante wurde das Gen, das 

für die UDP-Galaktopyranose-Mutase GlfA kodiert, entfernt (SCHMALHORST et 

al., 2008). Hyphen der Mutante und des Wildtypstammes D141 wurden über Nacht 

in Sabouraud-Medium angezogen und fixiert. In Abbildung 33 ist zu erkennen, dass 

sich die Färbungen von AB90-E8 im Wildtypstamm D141 und der ȹglfA-Mutante 

unterscheiden. Während im Wildtypstamm der Großteil der Hyphen homogen 

entlang der Zellwand gefärbt ist, ist in der Deletionsmutante eine abgeschwächte 

und nur stellenweise Färbung der Hyphen zu erkennen. Im Wildtypstamm werden 

Hyphenspitzen besonders angefªrbt. Dies ist auch teilweise in der ȹglfA-Mutante 

zu erkennen. Das Fehlen der Galf und damit auch Galaktomannan und daraus 

resultierenden Umstrukturierung der Zellwand scheint somit auch einen Effekt auf 

das AB90-E8-Antigen zu haben.  

  

Abbildung 33: Immunfluoreszenzfärbung von in Sabouraud-Medium gewachsenen 

D141 und D141ȹglfA Hyphen mit AB90-E8 (rot). A+B: D141 C+D: D141ȹglfA 

A+C zeigen Durchlichtaufnahmen. B+D zeigen die Färbungen mit AB90-E8. 

 

2.2.7. Hyphenwachstum-Inhibitionsversuch 

In der Arbeit von TOROSANTUCCI et al. (2005) wurde ein mAk beschrieben, der 

in der in vitro Kultur einen inhibitorischen Effekt auf das Wachstum auf A. 

fumigatus und Candida albicans Hyphen hat. Um den Antikörper AB90-E8 auf 

diesen Effekt hin zu überprüfen, wurde ein Inhibitionsversuch mit A. fumigatus 
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D141 Hyphen durchgeführt. Hierbei wurde ein weiterer mAk (AE183) der IgG1 

Subklasse (IV.2.3), der nicht an A. fumigatus bindet, als Negativkontrolle 

verwendet. Dies wurde zunächst mit einer Immunfluoreszenzfärbung überprüft 

(Abbildung 34).  

 

Abbildung 34: Kontrollfärbung von A. fumigatus D141 mit AB90-E8 (rot) und 

AE183-3. Die Bilder A+C zeigen den roten Fluoreszenzkanal und die Bilder  

B+D das Durchlicht. A:  AB90-E8 zeigt eine homogene Färbung entlang der 

Hyphen. C: AE183-3 bindet nicht an A. fumigatus und ist negativ. 

 

Für den Inhibitionsversuch wurden A. fumigatus D141 Sporen in RPMI 1640 (H) 

für circa sechs Stunden in 37°C in Life Cell Imaging Kammern inkubiert, bis kurze 

Hyphen gewachsen waren. Um die Ausgangslänge der Hyphen zum Startzeitpunkt 

(t=0) zu ermitteln, wurden Aufnahmen im konfokalen Mikroskop gemacht. 

Anschließend wurden die Antikörper in der Endkonzentration 1 µg/ml 

hinzugegeben und die Hyphen bei 37°C weiter inkubiert. Beide Antikörper wurden 

jeweils im Doppelansatz getestet. Nach zweistündiger Inkubation (t=2) wurden die 

Hyphen fixiert und erneut im konfokalen Mikroskop fotografiert. Nach der 

Ausmessung der Hyphenlängen von 75 Hyphen je Probe wurden die Ergebnisse 

mittels Studentôs t-test statistisch ausgewertet. Die Auswertung des Versuches 

zeigte, dass die Hyphen, die mit AB90-E8 inkubiert wurden, ein signifikant 

vermindertes Wachstum im Vergleich zu der mit AE183-3 inkubierten Kontrolle 

aufwiesen (siehe Abbildung 35). Das Hyphenwachstum war um 17,4 % geringer 

als beim Kontrollantikörper AE183-3. Eine vorausgegangene Opsonisierung der 
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Hyphen mit dem Antikörper AB90-E8 hat somit einen inhibitorischen Effekt auf 

das Hyphenwachstum von A. fumigatus. 

 

Abbildung 35: Hyphenwachstum-Inhibitionsversuch mit AB90-E8 und AE183-3. 

t=0 zeigt die Hyphenlänge zum Startzeitpunkt nach sechsstündiger Inkubation in 

RPMI 1640 (H) bei 37°C. t=2 zeigt die Hyphenlänge nach zweistündiger 

Inkubation mit den Antikörpern AB90-E8 bzw. AE183-3. Die Antikörper wurden 

zu beiden Zeitpunkten jeweils im Doppelansatz getestet. Die 

Standardabweichungen sind angegeben. Die Ausmessung der Hyphen wurde 

mithilfe der ZEN Software von Zeiss durchgeführt und je Probe 75 Hyphen 

ausgezählt. Die statistische Auswertung erfolgte mittels Studentôs t-test.  

* p < 0,05, ** p < 0,01, *** p < 0,001. 

 

2.2.8. Infektionsversuch mit  A. fumigatus und neutrophilen Granulozyten 

Im Rahmen dieser Doktorarbeit sollte die Interaktion zwischen murinen PMN und 

A. fumigatus Hyphen genauer untersucht werden. Hierbei sollte insbesondere 

festgestellt werden, ob die Opsonisierung der Hyphen mit dem Antikörper AB90-

E8 einen positiven Effekt auf das Angriffsverhalten der PMN gegenüber den A. 

fumigatus Hyphen hat. In diesem Versuch wurde der A. fumigatus D141 Mito GFP-

Stamm verwendet. Für die Konstruktion eines Mito GFP-Stammes war zunächst 

das GFP mit 76 Aminosäuren des N-terminalen Endes der Citrat-Synthase (aus A. 

niger), die die Signalsequenz für den mitochondrialen Import enthalten, fusioniert 

und in den Klonierungsvektor pCR2.1 subkloniert worden (SUELMANN und 

FISCHER, 2000). Für die Herstellung des D141 Mito GFP-Stammes war dann noch 

eine Phleomycinresistenz in das Konstrukt eingefügt worden (MCCORMICK et al., 

2010). Der D141 Mito GFP-Stamm wurde gewählt, da Stress, Zellschaden und 

Zelltod mit Änderungen der mitochondrialen Morphologie einhergehen, welche 

durch das mitochondriale GFP sichtbar gemacht werden können (RUF, 2021). Für 

den Infektionsversuch wurden Sporen des A. fumigatus D141 Mito GFP-Stammes 
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in einer 24-Well Platte in RPMI 1640 (H) ausgesät und circa sechs Stunden 

inkubiert bis kurze Hyphen gewachsen waren. Währenddessen wurden PMN aus 

den Knochenmarkszellen von C57-Bl Mäusen isoliert. Anschließend wurden die 

Hyphen mit dem Antikörper AB90-E8 für eine Stunde bei 37°C vorinkubiert. 

Zusätzlich wurde ein Kontrollansatz ohne AB90-E8 mit der entsprechenden Menge 

RPMI 1640 Medium aufgefüllt und inkubiert. Je nach Ansatz wurde zudem 10 % 

Kulturüberstand von A. fumigatus infizierten Makrophagen (kurz: Makrophagen-

Überstand) hinzugeben. Allen Proben wurde 5 % Mausserum, als Quelle von 

Komplementproteinen, zugesetzt. Die PMN wurden mit Cell Tracker markiert, um 

sie für den Versuch in der blauen Fluoreszenz sichtbar zu machen. Anschließend 

wurden die Zellen mit den D141 Mito GFP-Hyphen für fünf Stunden bei 37°C ko-

kultiviert. Bei der Auswertung der Aufnahmen zeigte sich, dass einige PMN die 

Hyphen erkannten und sich auch an diese annäherten. In den Durchlichtaufnahmen 

ist zu erkennen, dass in hyphenfreien Bereichen nur noch vereinzelt PMN zu finden 

waren. Der Hauptteil der Zellen lag jedoch im Bereich der Hyphen. Eine deutliche, 

enge Anlagerung oder Umschließung der Hyphen durch die Zellen war jedoch in 

keiner Probe zu erkennen (Abbildung 36). Eine vorausgegangene Opsonisierung 

der Hyphen mit AB90-E8 scheint somit keinen positiven Einfluss auf die 

Anlockung und Anlagerung der PMN zu haben. Auch in Videoaufnahmen dieser 

Versuche zeigten sich keine Hinweise auf einen positiven Effekt des Antikörpers 

(Daten nicht gezeigt).  

 

Abbildung 36: A. fumigatus D141 Mito GFP-Hyphen mit PMN nach fünfstündiger 

Inkubation bei 37°C (blau). Die Bilder zeigen eine Überlagerung des blauen 

Fluoreszenzkanals und dem Durchlicht. A:  ohne AB90-E8 B: mit AB90-E8. Die 

Bilder zeigen die Überlagerung des Durchlichts mit dem blauen Fluoreszenzkanal. 

 

Auffällig im Versuch war, dass die rote Fluoreszenz des Antikörpers AB90-E8 in 

der Probe mit PMN und Makrophagen-Überstand deutlich abgeschwächt wurde. 

Die Färbung war nur noch stellenhaft zu erkennen. Die Kontrollfärbung der Hyphen 
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mit AB90-E8 und Makrophagen-Überstand ohne PMN zeigte eine gleichmäßige 

Färbung entlang der Hyphen (Abbildung 37). 

 

Abbildung 37: Konfrontationsversuch von A. fumigatus D141 Mito GFP-Hyphen 

und PMN (blau) nach vorangegangener Opsonisierung mit AB90-E8 (rot) nach fünf 

Stunden. Die Bilder A, C, E zeigen Durchlichtaufnahmen. B, D, F zeigen 

Überlagerungen des blauen und roten Fluoreszenzkanals.  

A/B: AB90-E8 Opsonisierung + Serum + Makrophagen-Überstand + PMN  

C/D: AB90-E8 Opsonisierung + Serum + PMN E/F: AB90-E8 Opsonisierung + 

Serum + Makrophagen-Überstand ohne PMN. 

 

In Abbildung 38 ist zu erkennen, dass in der Probe mit AB90-E8-Opsonierung, 

PMN und ohne Makrophagen-Überstand die Oberfläche der Zellwand in den 

Bereichen, in denen die Zellen mit den Hyphen Kontakt aufnahmen, eine veränderte 

Struktur aufwies. Die Zellwand wirkte an vielen Stellen aufgeraut. Die 

Kontrollfärbung mit AB90-E8 mit Makrophagen-Überstand und ohne PMN wies 

eine glatte, homogene Zellwandstruktur auf.  

 

Abbildung 38: Ausschnitt der A. fumigatus D141 Mito GFP-Hyphenzellwand nach 

fünfstündiger Inkubation bei 37°C.Die Bilder zeigen eine Überlagerung des roten 

und blauen Fluoreszenzkanals. A: AB90-E8 (rot) und PMN (blau), ohne 

Makrophagen-Überstand B: AB90-E8 (rot) ohne PMN, mit Makrophagen-

Überstand. 
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Durch die grüne Fluoreszenz der Mitochondrien des A. fumigatus D141 Mito GFP-

Stammes sollte es möglich sein, Hyphen-Lyse und Zellschädigungen sichtbar zu 

machen. Werden die Hyphen geschädigt, kommt es zu einer mitochondrialen 

Fragmentierung bis hin zum Erlöschen der grünen Fluoreszenz, wie in Abbildung 

39 dargestellt (RUF, 2021). 

 

Abbildung 39: Schematische Zeichnung der mitochondrialen Fragmentierung 

modifiziert nach RUF (2021). Mit zunehmender Zellschädigung kommt es zu einer 

vermehrten mitochondrialen Fragmentierung bis hin zum Erlöschen der 

Fluoreszenz. 

 

Die PMN näherten sich zwar wie oben beschrieben an die Hyphen an und 

interagierten auch mit der Hyphenzellwand. Allerdings zeigte sich in keinem der 

Ansätze eine aussagekräftige Evidenz für eine Lyse der Hyphen. Auch nach 

Opsonisierung mit AB90-E8 wiesen die Hyphen keine vermehrte Zellschädigung 

auf (Abbildung 40). Von einem protektiven Effekt des Antikörpers AB90-E8 kann 

somit vom jetzigen Zeitpunkt nicht ausgegangen werden.  

 

Abbildung 40: A. fumigatus D141 Mito GFP-Hyphen, grüner Fluoreszenzkanal. 

A:  ohne AB90-E8 B: mit AB90-E8. 
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2.3. Charakterisierung des Antikörpers AE183-3 

2.3.1. Immunfluoreszenzfärbung mit AE183-3 Verdünnungen 

Um die optimale Konzentration des gereinigten Antikörpers für spätere 

Opsonisierungsversuche mit Hyphen zu ermitteln, wurden Immunfluoreszenz-

färbungen mit Verdünnungen des Antikörpers angefertigt (Abbildung 41). Der 

Antikörper wurde hierbei mit PBS auf die Konzentrationen  

1 µg/ml, 500 ng/ml, 200 ng/ml und 100 ng/ml eingestellt. Für die 

Immunfluoreszenzfärbung wurden L. corymbifera CBS 429.75 Hyphen über Nacht 

in Sabouraud-Medium angezogen. Die Hyphen wurden fixiert und nach Protokoll 

gefärbt. Die Immunfluoreszenzfärbung zeigte, dass mit einer Konzentration von  

1 µg/ml die Hyphen vom Antikörper gleichmäßig dekoriert wurden. Bei einer 

Konzentration von 500 ng/ml wurde das Signal deutlich schwächer. Ab einer 

Konzentration von 100 ng/ml war keine Färbung der Hyphen mehr zu erkennen. 

Somit kann für zukünftige Versuche die Konzentration 1 µg/ml eingesetzt werden, 

um eine optimale Opsonisierung der Hyphen zu gewährleisten. 

 

Abbildung 41: Immunfluoreszenzfärbung von in Sabouraud-Medium gewachsenen  

L. corymbifera Hyphen mit verschiedenen AE183-3-Konzentrationen.  

Die Bilder A, C, E und D zeigen die AE183-3-Färbung im roten Fluoreszenzkanal. 

Die Bilder B, D, F und H zeigen die jeweiligen Durchlichtaufnahmen.  

A:  AE183-3, 1 µg/ml, C: AE183-3, 500 ng/ml, E: AE183-3, 200 ng/ml,  

G: AE183-3, 100 ng/ml. 
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2.3.2. Immunfluoreszenzfärbung mit Pilzen der Ordnung Mucorales 

Um zu testen, welche Pilze von AE183-3 erkannt werden, wurde eine 

Immunfluoreszenzfärbungen mit Vertretern der Ordnung Mucorales durchgeführt 

(Abbildung 42 und Abbildung 43). Von klinisch besonders relevanter Bedeutung 

sind Rhizopus (R.) oryzae, Mucor (M.) spp. und Lichtheimia spp., wobei R. oryzae 

den Großteil der Mukormykosen auslöst (RIBES et al., 2000). Für die 

Immunfluoreszenzfärbung wurden Hyphen über Nacht in Sabouraud-Medium bei 

30°C angezogen. Am nächsten Tag wurden sie fixiert und nach Protokoll gefärbt. 

Zusätzlich wurde eine CFW Färbung durchgeführt, um das Chitin der 

Hyphenzellwand zu färben. Die Immunfluoreszenzfärbungen zeigten, dass  

L. corymbifera CBS 429.75, L. ramosa B12-11.08.0095 sowie Cunninghamella 

(C.) bertholletiae CBS 187.84 von AE183-3 erkannt wurden. Die Hyphen wurden 

hierbei gleichmäßig vom Antikörper dekoriert, während die Konidienkörper nicht 

angefärbt wurden. R. oryzae VA69749 und M. circinelloides CBS 394.68 wiesen 

keine Färbung auf und wurden somit nicht von AE183-3 erkannt.  

 

Abbildung 42: Immunfluoreszenzfärbung von L. corymbifera CBS 429.75 mit 

AE183-3 und CFW. AE183-3 (rot) färbte die Hyphen homogen, spart die Konidien 

jedoch aus. CFW (blau) dient der Färbung des Chitins der Zellwand. Das rechte 

Bild zeigt eine Überlagerung des roten und blauen Fluoreszenzkanals.  
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Abbildung 43: Immunfluoreszenzfärbung verschiedener Pilze der Ordnung 

Mucorales mit AE183-3. Linkes Bild: CFW-Färbung (blau), rechtes Bild: AE183-

3 (rot) A/B: L. corymbifera CBS 429.75, C/D: L. ramosa B12-11.08.0095,  

E/F: C. bertholletiae CBS 187.84, G/H:  R. oryzae VA69749 

I /J: M. circinelloides CBS 394.68.  
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2.3.3. Immunfluoreszenzfärbung nach Proteinase K-Verdau 

Um zu untersuchen, ob es sich beim Antigen von AE183-3 wie bei AB90-E8 um 

eine zellwandständige Proteinstruktur handelt, wurde ebenfalls ein Proteinase K-

Verdau mit L. corymbifera Hyphen durchgeführt. Die Hyphen wurden über Nacht 

in RPMI 1640 (H) bei 30°C angezogen, am folgenden Tag fixiert und anschließend 

mit Proteinase K inkubiert. Zusätzlich wurden Hyphen in Puffer ohne Proteinase K 

inkubiert. Nach der Inkubation mit Proteinase K wurden die Hyphen mit PBS 

gewaschen und anschließend nach Protokoll gefärbt. Durch die Färbung mit CFW 

wurde zusätzlich das Chitin der Hyphenzellwand sichtbar gemacht. Es zeigte sich, 

dass die Färbung der Hyphen mit AE183-3 auch nach zweistündiger Inkubation mit 

Proteinase K stabil blieb (Abbildung 44). Die Färbung war weiterhin gleichmäßig 

entlang der Hyphen erkennbar. Auch das Chitin der Zellwand wurde durch die 

Proteinase K nicht angegriffen. Somit ist davon auszugehen, dass es sich beim 

Antigen von AE183-3 nicht um eine Proteinstruktur handelt. 

 

Abbildung 44: Immunfluoreszenz-Untersuchung, ob das AE183-3-Antigen durch 

Proteinase K-Verdau zerstört wird. Die L. corymbifera Hyphen wurden hierfür in 

Sabouraud-Medium angezogen. A: CFW Färbung der Hyphen nach Proteinase K-

Verdau. B: AE183-3-Färbung der Hyphen nach Proteinase K-Verdau. D: AE183-

3-Färbung der Hyphen, die lediglich in Puffer inkubiert wurde. 

C: CFW Färbung der Hyphen, die im Puffer inkubiert wurden. 
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2.4. Charakterisierung des Antikörpers AD105-30-2 

2.4.1. Immunfluoreszenzfärbung von F. oxysporum 

Da über AD105-30-2 bisher nur bekannt war, dass er F. oxysporum Hyphen 

erkennen sollte, wurden zunächst Immunfluoreszenzfärbungen mit F. oxysporum 

durchgeführt, um dies zu verifizieren. Da Hyphen von F. oxysporum nur schwer 

auf Deckgläsern adhärieren und durch den normalen Wasch- und Färbevorgang 

leicht abgespült werden, wurden für die Immunfluoreszenzfärbung Sporen von  

F. oxysporum in Sabouraud-Medium in einer Life Cell Imaging-Kammer, die zuvor 

mit Poly-L-Lysin beschichtet wurde, ausgesät und über Nacht in 26°C inkubiert. 

Am nächsten Tag wurden die Hyphen fixiert und nach Protokoll gefärbt. Hierbei 

war darauf zu achten, die Überstande vorsichtig mit einer Spritze mit aufgesteckter 

Kanüle abzunehmen, damit die Hyphen sich nicht vom Boden der Kammer lösten. 

Der Antikörper AB135-8 diente bei dieser Immunfluoreszenzfärbung als 

Positivkontrolle, da bereits bekannt war, dass er ein Fusarium-spezifisches Antigen 

erkennt (WIEDEMANN et al., 2016). Eine CFW Färbung diente dazu, das Chitin 

der Hyphenzellwand anzufärben. Es zeigte sich, dass beide Antikörper  

F. oxysporum erkannten. Die Färbung war bei beiden Antikörpern homogen entlang 

der Hyphen zu erkennen (Abbildung 45).  

 

Abbildung 45: Immunfluoreszenzfärbung von in Sabouraud-Medium gewachsenen 

F. oxysporum Hyphen mit AB135-8 und AD105-30-2. Beide Antikörper (rot) 

färben die Hyphen homogen. Das Chitin der Hyphenzellwand ist durch CFW (blau) 

gefärbt. Das rechte Bild zeigt die Überlagerung des roten und blauen 

Fluoreszenzkanals. 
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2.4.2. Immunfluoreszenzfärbungen von A. fumigatus  

Um zu untersuchen, ob AD105-30-2 auch bei A. fumigatus ein Signal zeigt, wurde 

eine Immunfluoreszenzfärbung mit A. fumigatus Af293 durchgeführt. Hyphen 

wurden hierfür in AMM über Nacht angezogen und fixiert. AD105-30-2 erkannte 

A. fumigatus und färbte die Hyphen an (Abbildung 46). Die Färbung war nicht 

homogen entlang der Hyphen zu erkennen und zeigte teils stärker und teils 

schwächer gefärbte Bereiche. Konidien wurden weitestgehend nur punkthaft 

gefärbt. 

 

Abbildung 46: Immunfluoreszenzfärbung von in AMM gewachsenen A. fumigatus 

Hyphen mit AD105-30-2 (rot) und CFW (blau). Das Bild zeigt die Überlagerung 

des roten und blauen Fluoreszenzkanals.  

 

Abhängig vom Nährstoffangebot, kann sich die Expression von Antigenen auf der 

Zellwandoberfläche unterscheiden. Um zu untersuchen, ob das Antigen von 

AD105-30-2 auch unter verschiedenen Wachstumsbedingungen für den Antikörper 

auf der Hyphenzellwand zugänglich ist, wurde eine Immunfluoreszenzfärbung mit 

Hyphen, die in verschiedenen Medien gewachsen waren, durchgeführt. Hierzu 

wurden Sporen von A. fumigatus Af293 in verschiedenen Medien (RPMI 1640 (H), 

Sabouraud-Medium, AMM, SD-Medium) über Nacht angezogen. Gleichzeitig 

wurden auch Sporen von A. nidulans in den verschiedenen Medien ausgesät. Die 

Hyphen wurden fixiert und nach Protokoll gefärbt. Es zeigt sich, dass die 

Zugänglichkeit des Antigens von AD105-30-2 stark Medium-abhängig ist. In 

AMM wurde vor allem der Beginn der Hyphen gefärbt. In Sabouraud-Medium 

wurden nur vereinzelt Hyphen weitgehend homogen angefärbt. Oft war nur eine 

schwache, punkthafte Färbung entlang der Hyphen zu erkennen. Die Färbung in 

SD-Medium ähnelt der Färbung in AMM. Auch hier werden Hyphen nur teilweise 

gefärbt. Die Konidienkörper wiesen mitunter eine ringförmige Färbung auf. In 
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RPMI 1640 (H) wird ein Großteil der Hyphen gleichmäßig angefärbt. Vereinzelte 

Hyphen sind jedoch auch hier negativ (Abbildung 47). 

 

Abbildung 47: Immunfluoreszenzfärbung von A. fumigatus Af293 in verschiedenen 

Medien mit AD105-30-2 (rot) und CFW (blau). A+B AMM, C+D Sabouraud-

Medium, E+F SD-Medium, G+H RPMI 1640 (H). 

 

Im Vergleich zu A. fumigatus zeigte A. nidulans in Sabouraud- und SD-Medium 

eine gleichmäßigere Verteilung des Antigens (Abbildung 48). Hier war eine 

Färbung entlang den Hyphen zu erkennen, wobei Hyphen in SD-Medium auch 

vereinzelt stärker gefärbte Bereiche aufwiesen. In RPMI1640 (H) wurden viele 

Hyphen homogen angefärbt, wobei auch hier einzelne Bereiche stärker gefärbt 

waren. Einige Hyphen waren auch hier negativ. In AMM wurden nur Teile der 

Hyphen gefärbt.  

 

Abbildung 48: Immunfluoreszenzfärbung von A. nidulans A26 mit AD105-30-2 

(rot) und CFW (blau). A/B AMM C/D Sabouraud-Medium E/F SD-Medium  

G/H RPMI 1640 (H). 
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2.4.3. Immunfluoreszenzfärbungen nach Proteinase K-Verdau 

Um zu untersuchen, ob es sich beim AD105-30-2-Antigen um ein Proteinantigen 

handelt, wurden A. fumigatus Hyphen einer Proteinase K Behandlung unterzogen. 

In Kapitel 2.2.5 konnte bereits gezeigt, dass das Antigen des AB90-E8 Antikörpers 

Proteinase-sensibel ist. Daher konnte dieser Antikörper als Positiv-Kontrolle des 

Proteinase K-Verdaus mitgeführt werden. Der Galaktomannan Antikörper L10-1 

wurde ebenfalls mitgeführt, da er ein Glykoantigen erkennt, das von der Proteinase 

K nicht angegriffen werden sollte. Der Versuch zeigte, dass das Antigen AD105-

30-2 wie Galaktomannan Proteinase K stabil ist. Die Färbungen der beiden 

Antikörper bleiben auch nach Proteinase K-Verdau erhalten. Die Kontrolle mit 

AB90-E8 zeigt, dass der Proteinase K-Verdau funktioniert hat. Die Färbung ist bei 

den mit Proteinase K behandelten Hyphen verschwunden, wohingegen die Hyphen, 

die im Kontrollansatz ohne Proteinase K inkubiert wurden, weiterhin stark gefärbt 

sind. Auch das Chitin der Zellwand wird weiterhin durch CFW angefärbt. Somit ist 

davon auszugehen, dass es sich beim Antigen von AD105-30-2 vermutlich um eine 

kohlenhydrathaltige Struktur handelt.  

 

Abbildung 49: Immunfluoreszenz-Untersuchung, ob das AD105-30-2-Antigen 

durch Proteinase K zerstört wird. Antikörper = rot, CFW = blau. Das Kontroll-

Antigen des AB90-E8-Antikörpers (A) verschwindet nach Proteinase K-Verdau. 

Die Hyphen, die ohne den Zusatz von Proteinase K lediglich in Puffer inkubiert 

wurden, wiesen dagegen eine deutliche Färbung mit AB90-E8 auf. Die Färbung der 

Antikörper AD105-30-2 (B) und L10-1 (C) wiesen sowohl in der Kontrolle ohne 

Zusatz von Proteinase K als auch nach Proteinase K-Verdau eine starke Färbung 

entlang der Hyphen auf.  
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2.4.4. Untersuchung der Zellwandmutanten ȹglfA und ȹags1-3 

Die Zellwand von Aspergillus spp. besteht aus vielen vernetzten Glykostrukturen. 

Durch die gezielte Deletion von Genen können bestimmte Glykostrukturen nicht 

mehr gebildet werden. Dies kann zur Umstrukturierung der Zellwand führen und 

ebenfalls Effekte auf andere Glykostrukturen und somit auch Glykoantigene haben. 

Auch die Virulenz kann durch Modellierung der Zellwand verändert werden 

(GASTEBOIS et al., 2009). Um zu untersuchen, ob es sich beim Antigen von 

AD105-30-2 eventuell um eine Glykostruktur handelt, die durch die Deletion der 

Gene glfA oder ags1-3 beeinflusst wird, wurden Immunfluoreszenzfärbungen mit 

diesen Zellwandmutanten des A. fumigatus Stammes D141 beziehungsweise AfS35 

durchgeführt. Die A. fumigatus ȹglfA-Mutante ist nicht mehr in der Lage Galf zu 

bilden, welche wiederum ein elementarer Baustein des Polysaccharids 

Galaktomannan darstellt. F¿r die Biosynthese von Ŭ-Glukanen sind die A. 

fumigatus Ŭ-Glukan-Synthasen, die durch die drei Gene ags1, ags2 und ags3 

kodiert werden, essenziell (BEAUVAIS et al., 2005; MAUBON et al., 2006). In der 

Deletionsmutante ȹags1-3 wurden alle drei Gene entfernt. Das Fehlen der Ŭ-

Glukan-Synthasen f¿hrt dazu, dass keine Ŭ-Glukane gebildet werden können. Für 

die Färbung wurden Hyphen in RPMI 1640 (H) beziehungsweise Sabouraud-

Medium angezogen, fixiert und nach Protokoll gefärbt. Hierbei unterschied sich die 

Fªrbung der ȹglfA-Mutante stark vom A. fumigatus Wildtypstamm D141. Während 

in RPMI 1640 (H) entlang der Hyphen des Wildtypstammes größtenteils eine starke 

Fªrbung zu erkennen war, wies die ȹglfA-Mutante nur ganz vereinzelte, punkthafte 

Färbungen auf (Abbildung 50).  

 

Abbildung 50: Immunfluoreszenzfärbung von in RPMI 1640 (H) gewachsenen 

Hyphen des A. fumigatus Wildtypstammes D141 und D141ȹglfA mit AD105-30-2 

(rot) und CFW (blau). A:  D141 B: D141ȹglfA. Die Bilder zeigen Überlagerungen 

des roten und blauen Fluoreszenzkanals. 
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Das gleiche Bild zeigte sich bei Färbung der Mutante in Sabouraud-Medium 

(Abbildung 51). Die Färbung der Mutante war bis auf eine schwache, punkthafte 

Färbung in einem Bereich, in dem viele Konidienkörper nebeneinander lagen, 

negativ. Hyphen wurden nicht angefärbt. Die Komplementante D141ȹglfA + glfA 

wies ebenso wie der Wildtypstamm D141 eine Färbung entlang einzelner Hyphen 

auf. Die Färbung war hierbei nicht gleichmäßig verteilt und im Vergleich zu RPMI 

1640 (H) deutlich schwächer. Einige Hyphen waren hierbei auch komplett negativ. 

Dies deckt sich jedoch mit dem Ergebnis des Versuchs, mit dem die Verteilung des 

Antigens in verschiedenen Medien überprüft wurde. Die Deletion des glfA-Gens 

und das daraus resultierende Fehlen der UDP-Galaktopyranose-Mutase GlfA 

scheint somit einen Einfluss auf die Expression oder Zugänglichkeit des AD105-

30-2-Antigens zu haben.  

 

Abbildung 51: Immunfluoreszenzfärbung von in Sabouraud-Medium gewachsenen 

A. fumigatus D141 ȹglfA, Komplementante und Wildtypstamm Hyphen mit 

AD105-30-2 (rot). A/B: D141ȹglfA C/D: D141ȹglfA + glfA, E/F: D141 

Wildtypstamm. Die obere Bildreihe zeigt die dazugehörigen Durchlichtaufnahmen. 

  






























