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I. EINLEITUNG 

Mit ungefähr 32.000 verschiedenen Spezies stellt das monophyletische Taxon der 

Fische mehr als die Hälfte der rund 60.000 Wirbeltierarten unserer Erde dar 

(NELSON et al., 2016). Nicht nur hinsichtlich ihrer Diversität und ihrer Bedeutung 

in den Ökosystemen spielen sie eine wichtige Schlüsselrolle (ATTAYDE & 

HANSSON, 2001; MATTOCKS et al., 2017). Für die menschliche Ernährung sind 

sie als Quelle von hochwertigem Protein, und einem weltweiten Pro-Kopf-Konsum 

von über 20kg/Jahr von herausragender Bedeutung (FAO, 2022). Mit einer schnell 

wachsenden Weltbevölkerung (NATIONS, 2019) wächst dieser Bedarf weiterhin 

und kann auf Grund rückläufiger Fischbestände durch den Fischfang nicht gedeckt 

werden (COSTELLO et al., 2016; FAO, 2022). Entsprechend wird prognostiziert, 

dass der Anteil an in der Aquakultur produziertem Fisch weiter steigen wird 

(KOBAYASHI et al., 2015). Die in Deutschland produzierte Menge an Süßwasser-

fisch ist seit Jahren rückläufig und so betrug 2021 der Eigenversorgungsgrad beim 

Süßwasserfisch nur 19% (BRÄMICK, 2006, 2013, 2021). Zu den auf dem deut-

schen Markt besonders begehrten Salmoniden gehören Lachse, Forellen und Saib-

linge. Die Bachforelle ist hinsichtlich der produzierten Menge auf Platz 6 der in 

Deutschland erzeugten Fische (DESTATIS, 2022). Da deren natürlichen Bestände 

rückläufig sind, werden die Fische zudem in großem Maß als Besatzfisch produziert 

(MUELLER et al., 2018).  

Verschiedene Salmonidenarten, allen voran Lachse, werden weltweit in großen 

Netzgehegen in Küstengebieten aufgezogen. Diese Art der Aquakultur führt zu 

ökologischen Problemen, wie der ungefilterten Emission von Medikamenten und 

Fäkalien in das umgebende Wasser oder der Erhöhung des Drucks von Parasiten 

aus den Netzgehegen auf die Wildfischpopulationen (BURRIDGE et al., 2010; 

LOVE et al., 2020; MORIARTY et al., 2023). Die Binnenproduktion von Forellen 

in kleinen Teichanlagen hingegen kann mit Filtersystemen und Absetzbecken den 

Eintrag von schädlichen Substanzen in die Umwelt minimieren (HOESS & GEIST, 

2022). Der Wegfall langer Transportwege ist überdies hinsichtlich der Ökobilanz 

ein weiterer Vorteil der lokalen Fischproduktion (PIROG et al., 2001). Besonders 

die Erzeugung von kaltstenothermen Fischen wie Salmoniden, die meist in Durch-

flussanlagen produziert werden, ist jedoch auf kontinuierliche Verfügbarkeit von 
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kaltem Wasser angewiesen (ELLIOTT & ELLIOTT, 2010). Durch den Klimawan-

del werden extreme Wettereignisse wie Niedrigwasserabflüsse und hohe Wasser-

temperaturen zunehmen und die Binnenaquakultur vor neue Herausforderungen 

stellen (BRANDER, 2007; BÖHNISCH et al., 2021). Die Optimierung der Hal-

tungsbedingungen ist daher von entscheidender Bedeutung für ein zukunftsfähige 

Fischzucht. Neben klassischen Maßnahmen wie z.B. der künstlichen Anreicherung 

der Teiche mit Luftsauerstoff durch Belüftungssysteme (ABDELRAHMAN & 

BOYD, 2018) und einer optimierten Fütterung (ARZEL et al., 1994) ist der Bedarf 

an innovativen Eingriffsmöglichkeiten groß. Ein Ansatzpunkt hinsichtlich der 

Fischgesundheit könnte das Verständnis des Mikrobioms der Bachforelle sein. Die 

bakterielle Gemeinschaft (BG), als Teil des Mikrobioms der Aquakulturfische, 

wurde von der Wissenschaft bereits mit großem Interesse wahrgenommen, doch 

steckt die Forschung hierzu noch in den Kinderschuhen. Die existierende For-

schung legt nahe, dass ein funktionierendes Mikrobiom für die Gesundheit und Im-

munabwehr des Wirts, z.B. des Fisches, wesentlich ist. (MCFALL-NGAI et al., 

2013; FOSTER et al., 2017). Eine Dysbiose, also das Ungleichgewicht der mikro-

biellen Gemeinschaft, hat somit einen einschneidenden Einfluss auf den Wirtsorga-

nismus Fisch (VASEMÄGI et al., 2017).  

Die bereits existente Mikrobiomforschung kommt nicht immer zu konsistenten Er-

gebnissen, und es bedarf daher weiterer Studien, besonders für das Erreichen eines 

grundsätzlichen Verständnisses, wie die Varianz des Mikrobioms von gesunden Fi-

schen in verschiedenen Entwicklungsstadien aussieht.  

Fische sind wie alle aquatische Organismen ihr ganzes Leben lang von Wasser und 

den darin lebenden Mikroorganismen umgeben und folglich unmittelbarer als ter-

restrische Organismen mit dem sie umgebenden Mikrobiom konfrontiert (ELLIS, 

2001). Während einige Autoren beschreiben, dass Faktoren wie das Futter eine grö-

ßere Rolle spielen könnten als das Mikrobiom des umgebenden Wassers, und dass 

die Mikroorganismen, die den Wirt besiedeln, nicht unbedingt den Mikrobiota des 

Habitats entsprechen müssen (BURGOS et al., 2018), zeigen erste Studien eine 

deutliche Änderung des Mikrobioms im Falle eines Habitatswechsels (TARNECKI 

et al., 2019; WEBSTER et al., 2020). Weitere Studien zeigen die Unterschiede zwi-

schen Fischen aus Fischzuchten und Wildfischen und führen dies zum Teil auf den 

Unterschied zwischen industriellem Futter und natürlicher Nahrung wie Makroin-

vertebraten zurück (BOHLIN et al., 2002; LAVOIE et al., 2018). Welche Rolle 
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hierbei auch das Mikrobiom des Habitats spielt, bleibt unklar. 

Die klassische Mikrobiologie, mittels derer in der Vergangenheit ein großer Teil 

des Wissens über die Mikrobiota von Fischen gewonnen wurde, basiert auf der Kul-

tivierung von Mikroorganismen und der optischen Identifikation mittels Mikrosko-

pie (AUSTIN, 2006). Eine sichere Bestimmung ist mit dieser Methode jedoch nicht 

immer möglich und die Anzucht ist zudem sehr zeitintensiv (VENTER et al., 2004; 

ECKBURG et al., 2005). Darüber hinaus ist ein großer Teil der Mikroorganismen 

bis heute nicht kultivierbar (STEWART, 2012). Die gebräuchlichsten Kultivie-

rungsverfahren eignen sich nicht für Mikroorganismen, die Habitate und Wirte mit 

außergewöhnlichen physikalischen und chemischen Parametern besiedeln. So kön-

nen z.B. viele Bakterien, die auf Fischen gefunden werden, nicht mit den üblichen 

Methoden kultiviert werden (SPANGGAARD et al., 2000; HUBER et al., 2004). 

Bereits seit 20 Jahren bietet das Next-Generation Sequencing (NGS) die Möglich-

keit einer genomischen Hochdurchsatzanalyse (VOELKERDING et al., 2009). Die 

wichtigste Zielregion (targeted sequencing approaches; deutsch: zielgerichtete Se-

quenzierungskonzepte) für die Erforschung der bakteriellen Evolution und Ökolo-

gie ist das Gen der 16S-rRNA. Die Sequenzierung des 16S-rRNA-Gens benötigt 

keine Anzucht und gewährt zugleich genauere Einblicke in verwandtschaftliche Be-

ziehungen, ermöglicht die Erstellung von Stammbäumen und liefert somit ein wich-

tiges Instrument bei der Charakterisierung des phylogenetischen Aufbaus von mik-

robiellen Gemeinschaften (OLSEN et al., 1994). Sie bildet somit die Grundlage der 

modernen Mikrobiomforschung.  

Für die Einordung der Ergebnisse der bisher existierenden Studien ist ein grundle-

gendes Verständnis des Mikrobioms und der BG von Bachforellen von entschei-

dender Bedeutung. Neben der Möglichkeit der Manipulation der BG und des Mik-

robioms bietet ein weitreichendes Verständnis des Mikrobioms auch die Möglich-

keit, eine Dysbiose frühzeitig zu erkennen und ggf. vor dem Ausbruch einer Infek-

tion gegenzusteuern. Ziel dieser Arbeit ist daher die Charakterisierung der BG der 

Bachforelle während der frühen Entwicklung vom Ei bis zur Brut und der auftre-

tenden Verschiebungen der Zusammensetzung mittels 16S-rRNA-Genamplikon-

Sequenzierung. 
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II. LITERATURÜBERSICHT 

1 Die Bachforelle (Salmo trutta) 

1.1 Biologie der Bachforelle 

1.1.1 Systematik und Beschreibung 

Die Bachforelle (Salmo trutta; Linnaeus, 1758) gehört zur Familie der Salmonidae, 

zur Unterordnung der Salmoniformes und damit zur Überordnung der Teleostei 

(Echte Knochenfische(STERBA, 1959; STRORCH & WELSCH, 2004).  

Die Systematik von Salmo trutta ist komplex und je nach Literaturquelle wird die 

Art in Unterarten, Ökotypen oder Formen unterteilt (PAKKASMAA & 

PIIRONEN, 2001). Früher war die Einteilung der Spezies in drei Unterarten, die 

Meerforelle (Salmo trutta trutta), die Seeforelle (Salmo trutta lacustris) und die 

Bachforelle (Salmo trutta fario) üblich (BEHNKE, 1972). Heute spricht man meis-

tens von den drei verschiedenen Ökotypen/Formen derselben Art (KOTTELAT & 

FREYHOF, 2007). Das Hauptunterscheidungskriterium der drei Formen ist ihr 

Wanderverhalten. Während die Bachforelle permanent im Fließgewässer bleibt, 

wechseln die See- und Meeresforelle ihre Habitate während des Lebenszyklus. 

Beide letztgenannten Formen laichen in Fließgewässern ab, verbringen jedoch den 

größten Teil ihres Lebens im Binnensee bzw. im Meer. Verschiedene Fischarten 

zeigen auf Artniveau trennbare Ökotypen. Der Dreistachlige Stichling zeigt bei-

spielsweise ebenfalls unterschiedliche Ökotypen, die sich hinsichtlich Körper-

größe, Ernährungsweise und Färbung unterscheiden, jedoch an der gleichen Stelle 

reproduzieren, ohne dass es zu einer genetischen Vermischung kommt 

(MARQUES et al., 2019). Auch andere Forscher beschreiben, dass Habitat, Futter 

und Fließgeschwindigkeit beim Seesaibling (Salvelinus alpinus), der wie die Forel-

len zur Familie Salmonidae gehört, ebenso wie bei Stichlingen, Einfluss auf die 

morphologische Plastizität wie die Größe oder die Körperform haben 

(SANDLUND et al., 1992; DAY et al., 1994). Die morphologischen Unterschiede 

zwischen Fischpopulationen können jedoch größer sein als die Unterschiede zwi-

schen den verschiedenen Formen (PAKKASMAA & PIIRONEN, 2001).  
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Die nachstehende Beschreibung bezieht sich auf den stationären Ökotypus Bachfo-

relle, der sein ganzes Leben im Fließgewässer verbringt. Der natürliche Lebens-

raum der Bachforelle sind die Oberläufe von Fließgewässern, die sog. Forellenre-

gion, einer Fischregion die nach der Bachforelle benannt ist und deren Leitfisch sie 

ist (STERBA, 1959; JUNGWIRTH et al., 2003).  

Abbildung 1: Bachforelle (Salmo trutta) 

Die Bachforelle hat einen torpedoförmigen Körper, der seitlich mäßig zusammen-

gedrückt ist. Die Schwanzflosse ist nur wenig oder gar nicht eingeschnitten. Die 

Färbung ist unterschiedlich und kann zum Beispiel von olivgrün bis braungrün oder 

auch hell gelblich reichen und sich von Population zu Population unterscheiden. 

Die Musterung besteht charakteristisch aus schwarzen und roten Flecken mit hellen 

Höfen. Wie alle Salmoniden verfügt die Bachforelle über die typische Fettflosse, 

die meist ebenfalls rot gepunktet ist (siehe Abbildung 1; STERBA, 1959). 

1.1.2 Ontogenese 

Die Laichzeit der Bachforelle ist von Oktober bis Januar und ist abhängig von der 

Population und den Umweltbedingungen (STERBA, 1959; RIEDL & PETER, 

2013). Als Laichhabitat benötigt Salmo trutta sauerstoffreiches Wasser und kiesi-

ges Substrat, in das das Weibchen, auch Rogener genannt, mit dem Schwanz eine 

Laichgrube schlägt und im hyporheischen Interstitial, den durchströmten Zwi-

schenräumen des Kiessediments, ihre Eier ablegt (STERBA, 1959; ARMSTRONG 

et al., 2003). Ein (dominantes) Männchen, auch Milchner genannt, gibt gleichzeitig 

oder direkt danach sein Sperma in das Wasser über den Eiern ab 

(CHAMPIGNEULLEC & GUYOMARD, 2001). Der Zeitpunkt des Schlupfs liegt 

– abhängig von der Temperatur – ca. 1-1,5 Monate nach dem Ablaichen (ELLIOTT,

1994). Die Dottersacklarven verbleiben im Interstitial bis der Dottersack fast voll-

ständig aufgebraucht ist. Anschließend verlassen sie das Kiesbett, um mit der Nah-

rungsaufnahme zu beginnen (ELLIOTT, 1986). Die Jungfische bevorzugen nach 
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dem Schlupf flaches Wasser und wandern während des ersten Sommers flussab-

wärts in meist tiefere Abschnitte des Flusses (VØLLESTAD et al., 2012). Während 

die See- und die Meeresform nach wenigen Jahren abwandern, bleibt die Bachfo-

relle im Fließgewässer und wandert nur innerhalb des Gewässersystems, um ein für 

sie ideales Habitat zu besetzen. Bachforellen sind innerhalb des Fließgewässers ter-

ritorial und verteidigen ihr Habitat gegen andere Bachforellen (JOHNSSON & 

FORSER, 2002). 

 

Abbildung 2: Ontogenese der Forellen  

Von oben beginnend im Uhrzeigersinn dargestellt sind: unbefruchtetes Ei, befruchtetes Ei 

im Augenpunktstadium, Dottersacklarve, fressfähige Brut, adulter Fisch. 

Abbildungen nicht maßstabsgerecht. Abbildung erstellt mit BioRender.com 

 

1.1.3 Nahrung 

Forellen sind Prädatoren und im Laufe ihrer Entwicklung reicht das Nahrungsspekt-

rum von verschiedenen aquatischen Organismen, beginnend bei Zooplankton, 

Makrozoobenthos, kleinen Krebsen bis hin zu anderen Fischen (STERBA, 1959; 

ELLIOTT, 1967). Die Bachforelle besitzt ein endständiges zahnbewertes Maul, das 
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nicht geeignet ist, um Nahrung vom Boden aufzunehmen. Als Raubfisch fängt sie 

mit schnellen Bewegungen ihre Beute, die unzerkleinert verschluckt wird. Die 

Speiseröhre mündet in den Magen, in dem die enzymatische Verdauung stattfindet. 

Durch den Pylorus sind Magen und Mitteldarm voneinander getrennt. Direkt hinter 

dem Übergang von Magen in den Mitteldarm befinden sich bei der Forelle die  

Abbildung 3: Entwicklung der Bachforelle vom Ei zur fressfähigen Brut 

(A) Augenpunktstadium; (B und C) Dottersackbrut; (D) fressfähigen Brut, bei der der Dot-

tersack fast vollständig aufgezehrt ist. Abbildungen nicht maßstabsgerecht.

Pylorusanhänge - schlauchförmige Ausstülpungen, die histologisch dem Mittel-

darm gleichen. Sie vergrößern die Absorptionsfläche des relativ kurzen Darms. Im 

Mitteldarm wird die Nahrung durch Enzyme weiter verdaut und die Nährstoffe wer-

den über die einschichtigen Zylinderepithele aufgenommen. Der ungefaltete Mit-

teldarm geht direkt in den sehr kurzen Enddarm über. Die unverdauten Nahrungs-
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reste verlassen den Körper als schleimumhüllter Kotfaden (SCHWARZ, 2017). Di-

rekt nach dem Schlupf zehrt die Brut von dem namensgebenden Dottersack (siehe 

Abbildung 3 B). Wenn der Dottersack fast aufgebraucht ist, beginnt die fressfähige 

Brut die Futteraufnahme und ernährt sich zu Beginn von Makrozoobenthos wie z.B. 

Köcher-, Eintagsfliegenlarven oder Zuckmückenlarven und Zooplankton 

(SKOGLUND & BARLAUP, 2006; SÁNCHEZ-HERNÁNDEZ et al., 2011; 

SÁNCHEZ-HERNÁNDEZ & COBO, 2012). Wenn der Dottersack gänzlich ver-

schwunden ist, erweitert sich das Nahrungsspektrum, da die Brut nun beweglicher 

und für sie auch schwerer zu erjagende Beute erreichbar ist (SÁNCHEZ-

HERNÁNDEZ et al., 2011). Während jüngere Individuen sich primär von aquati-

schen Kleinorganismen ernähren, wechseln größere Individuen zu einer teils 

piscivoren Ernährung und fressen überdies auch terrestrische Invertebraten, z.B. 

Insekten auf der Wasseroberfläche (JENSEN et al., 2012; SÁNCHEZ-

HERNÁNDEZ & COBO, 2012). 

1.1.4 Temperatur 

Als poikilotherme Organismen sind Fische in besonders großem Maß von der Um-

gebungstemperatur abhängig, da sie die eigene Körpertemperatur nicht aktiv steu-

ern und aufrecht erhalten können (BOLTAÑA et al., 2017). Die Bachforelle gehört 

zu den kaltstenothermen Arten und bevorzugt somit niedrige Wassertemperaturen 

und kann nur in einem engen Temperaturbereich überleben (WYSOCKI et al., 

2009). Im Gegensatz zu eurythermen Arten, die in ihrem Habitat ein weites Tem-

peraturspektrum tolerieren, sind stenotherme Fische wie Forellen allgemein emp-

findlich gegenüber Temperaturschwankungen (LOGAN & BUCKLEY, 2015). Für 

die Eientwicklung von Bachforellen sind Temperaturen zwischen 8 und 10 °C op-

timal (OJANGUREN & BRANA, 2003), wohingegen ältere Entwicklungsstadien 

mit höheren Temperaturen zurechtkommen. So liegt die ideale Temperatur wäh-

rend der Entwicklung laut RÉALIS-DOYELLE et al. (2016) bei 6 - 10 °C. Bei hö-

heren Temperaturen nimmt die Überlebensrate der Tiere im Stadium der ersten Fut-

teraufnahme (Ende Dottersackstadium) drastisch ab. Bei 4 °C ist laut der Studie die 

Überlebensrate hingegen sehr hoch, jedoch war die Deformationsrate deutlich er-

höht. ELLIOTT (1975) fand keinen Unterschied im Bereich zwischen 6,8 und 

19,3 °C, während FORSETH and JONSSON (1994) eine Optimaltemperatur von 

16 °C bzgl. Zuwachs ermittelten. Grundsätzlich steigt mit der Wassertemperatur 
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die Zuwachsrate (SWIFT, 1961) bis das Optimum verlassen wird und es zu Schä-

digungen oder zum Tod der Forelle kommt. Die hohen Ansprüche an die Wasser-

temperatur sind für die Bachforelle vor dem Hintergrund des Klimawandels prob-

lematisch (siehe auch nachstehendes Kapitel: 1.2 Verbreitung und Bedrohungsfaktoren). 

1.2 Verbreitung und Bedrohungsfaktoren 

Die Bachforelle ist eine in Europa heimische Art, die in Eurasien und Nordafrika 

vorkommt (ELLIOTT, 1989) und der am weitesten verbreitete Süßwasserfisch in 

der paläarktischen Region (BERNATCHEZ, 2001). Im Norden reicht ihr Verbrei-

tungsgebiet bis nach Island, Russland und den nördlichen Teil von Skandinavien 

(ELLIOTT, 1994). 

Durch den Menschen wurde sie zusätzlich in mindestens 24 Ländern aktiv in die 

Gewässer eingebracht und findet sich nun weltweit in vielen Gebieten, die nicht zu 

ihrem ursprünglichen Verbreitungsgebiet gehören (siehe auch 1.3 Wirtschaftliche 

und kulturelle Bedeutung) (STERBA, 1959; ELLIOTT, 1994). 

Die Europäische Rote Liste führt keine Unterarten, Formen oder Ökotypen, sondern 

nennt nur die Art Salmo trutta, und listet sie als ungefährdet (BROOKS, 2011). 

Nach der Roten Liste für Bayern wird der Ökotyp der Bachforelle auf der Vorwarn-

liste geführt, was bedeutet, dass sie nicht als gefährdet eingestuft wird, ihr Erhal-

tungszustand sich aber in den nächsten zehn Jahren verschlechtern könnte 

(EFFENBERGER et al., 2021). Wie auch bei anderen kieslaichenden Arten, ist der 

Bestand der Bachforelle in Bayern in den letzten 30 Jahren stark zurückgegangen 

(MUELLER et al., 2018). In der Schweiz, in der umfangreiche Erhebungen zur 

Entwicklung der Fänge durch die Angelfischerei existieren, haben sich die Fänge 

der Bachforelle bereits zwischen 1985 und 1999 halbiert (BURKHARDT-HOLM 

et al., 2002). Die derzeitige stabile Population der Bachforelle in Bayern ist auf die 

starken Besatzaktivitäten der Angler zurückzuführen, wobei die Bachforelle eine 

der am häufigsten besetzten Fischarten in Bayern ist (EFFENBERGER et al., 

2021). Aufgrund ihres hohen wirtschaftlichen Wertes werden große Anstrengungen 

zur Erhaltung und Bewirtschaftung vor allem in Form von Besatzmaßnahmen un-

ternommen (LEMOPOULOS et al., 2019). Ohne Besatz wäre die Bachforelle wie 

die meisten Flussfischarten aufgrund der zahlreichen Beeinträchtigungen der Ge-

wässer in Bayern deutlich gefährdet (EFFENBERGER et al., 2021).  
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Die Beeinträchtigung des Lebensraum der Bachforelle ist vielschichtig und wird 

durch verschiedene Faktoren, wie z.B. Wasserverschmutzung, Landnutzungsände-

rungen im Einzugsgebiet und Verlust von Gewässerstrukturen beeinflusst 

(ARTHINGTON et al., 2016; MUELLER et al., 2020). Neben terrestrischen Präda-

toren wie Kormoran und Fischotter, spielen auch invasive aquatische Neobiota, die 

in Konkurrenz um Habitat und Nahrung zu den heimischen Organismen stehen oder 

die heimische Diversität anders beeinflussen, eine kritische Rolle (ORMEROD et 

al., 2010; STEFFENS, 2010). Überdies stellt der Klimawandel für die Bachforelle 

als kaltstenotherme Fischart eine große Bedrohung dar. Hohe Wassertemperaturen 

bedeuten physiologischen Stress (also eine Überschreitung der Temperatur, bei der 

die Körperfunktionen normal funktionieren) für die Art und begünstigen zudem das 

Auftreten von Krankheiten. BORGWARDT et al. (2020) modulierten für Öster-

reich in einer Studie, dass sich der Lebensraum für Kaltwasserarten verkleinert und 

die Bachforelle künftig nur noch flussaufwärts in höheren Lagen geeignete Habitate 

finden wird. Eine weitere Bedrohung für die Fischfauna sind Lebensraumfragmen-

tierung und -verlust. Der Habitatverlust betrifft vor allem rheophile Fischarten, also 

Fische, die wie die Bachforelle schnellströmende Gewässer bevorzugen. Ihre Le-

bensräume sind deutlich zurückgegangen, unter anderem durch Habitatdegradie-

rung und Fragmentierung der Gewässerabschnitte (AARTS et al., 2004). Ursache 

hierfür sind Wehre und andere Querbauwerke wie z.B. für Hydroenergie. Wasser-

kraftanlagen sind eine der größten Bedrohungen für Flussfischarten. Sie zerschnei-

den nicht nur die Wanderrouten diadromer und potamodromer Fischarten und be-

einflussen damit kritische Lebensstadien wie die Fortpflanzung negativ bzw. ver-

hindern diese komplett. Ihre Turbinen können Fische schädigen oder töten 

(BIERSCHENK et al., 2018). Eine artspezifische Bedrohung der Bachforelle ist 

überdies das „Proliferative Darkening Syndrome“ – dessen Auftreten in Deutsch-

land auch als „Bachforellensterben“ bezeichnet wird – eine tödliche Erkrankung, 

bei der die Bachforelle sich dunkel verfärbt. Die Krankheit tritt nur in alpinen bay-

erischen Kalkflüssen auf und ihre Auslöser sind noch nicht bekannt (FUX et al., 

2019). 

1.3 Wirtschaftliche und kulturelle Bedeutung 

Salmoniden sind begehrte Speisefische und stellen eine gute Quelle für hochwertige 

tierische Proteine dar (COOKE et al., 2018; MUELLER et al., 2018). Auf Grund 

ihres wirtschaftlichen Werts gehört die Bachforelle zu den am besten erforschten 
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Fischarten weltweit (KLEMETSEN et al., 2003). 

Bereits im Jahr 1884 wurden in den USA erstmals Bachforellen in den Baldwin 

River besetzt und bis heute findet auf Grund der Popularität des beliebten Angelfi-

sches ein starker Nachbesatz in ganz Michigan und anderen Teilen der USA statt 

(ZORN, 2017). Fischbesatz, also das Einbringen von in der Aquakultur produzier-

ten Fischen in ein natürliches Gewässer, ist eine häufig eingesetzte Management-

maßnahme um Bestände zu stützen, die durch die Entnahme durch die Fischerei 

oder andere Faktoren dezimiert wurden (COWX, 1994). Um die Attraktivität der 

Angelfischerei zu erhöhen, werden jedoch auch gebietsfremde Fischarten besetzt. 

Die weltweite Einführung der Bachforelle in fremde Ökosysteme hatte negative 

Folgen. In Australien wurde die Bachforelle ebenfalls bereits in den 1860er Jahren 

eingeführt und stellt dort als Spitzenprädator eine Bedrohung für heimische Tiere 

wie Frösche, Fische und Krebse dar (CADWALLADER, 1996). Dennoch ist die 

Bachforelle auch dort ein Hauptziel der Freizeitfischerei und wird daher weiter in 

großem Maß besetzt (JACKSON et al., 2004). Auch in Europa und in Deutschland 

ist die Bachforelle von großer wirtschaftlicher Bedeutung. Fast 40 % der in ganz 

Deutschland besetzten Fische sind Bachforellen (PAGEL & ARLINGHAUS, 

2015). Die Menge an Bachforellen für den Besatz wird im Jahresbericht zur Deut-

schen Binnenfischerei und Binnenaquakultur 2020 nicht ausgewiesen, jedoch wird 

für die Bachforelle und Saiblinge gemeinsam von einer Menge von 11 Mio. Jung-

tieren ausgegangen (BRÄMICK, 2020). In der Schweiz ist die Bachforelle der be-

liebteste Angelfisch und auch in Bayern ist die Bachforelle so attraktiv für die An-

gelfischerei, dass sie die am häufigsten besetzte Art ist (KIRCHHOFER et al., 2007; 

EFFENBERGER et al., 2021).  

Neben der Bedeutung als Satzfisch für die Angelfischerei ist die Bachforelle auch 

ein beliebter Speisefisch. Mit 618 t Produktionsgewicht im Jahr 2019 ist sie auf 

Platz sechs der am häufigsten in der Aquakultur produzierten Fische in Deutsch-

land, innerhalb der Salmoniden nur übertroffen von der Regenbogenforelle und 

dem Elsässer Saibling, einer Kreuzung aus Seesaibling (Salvelinus alpinus) und 

Bachsaibling (Salvelinus fontinalis; (DUMAS et al., 1992; BRÄMICK, 2020; FIZ, 

2021). Die Bedeutung der Bachforelle als Speisefisch mit direkter Vermarktung 

könnte in Zukunft zudem steigen. Die Nachfrage nach lokal produzierten Lebens-

mitteln hat in den letzten Jahren zugenommen. Gleichzeitig ist die Produktion von 

Lachsen in Netzkäfigen und deren negative ökologische Folgen in der Fachliteratur 
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und Presse kritisch begleitet worden (GRUNERT, 2011). Deutschland ist zudem 

einer der größten Importeure von Fisch, was dem Wunsch nach Nachhaltigkeit und 

regionaler Produktion akuell noch widerspricht (FAO, 2022). Die Bachforelle als 

heimische und lokal produzierte Salmonidenart könnte für viele eine attraktive Al-

ternative zu anderen Speisefischen darstellen. Auch die ökologische Produktion 

von Forellen ist laut EU-Verordnung 710/2009 möglich und eröffnet damit weitere 

Konsumentenzweige. In Deutschland gibt es Stand 2020 sechs Betriebe, die Forel-

len nach ökologisch Standards produzieren, und es besteht das Potential für einen 

Ausbau (BRÄMICK, 2020). 

 

2 Das Mikrobiom  

2.1 Definitionen 

2.1.1 Mikrobiom und Mikrobiota 

Das Mikrobiom wird von den verschiedenen Autoren wissenschaftlicher 

Publikationen unterschiedlich definiert (BERG et al., 2020). Nach einer der am 

häufigsten verwendeten Definitionen umfasst das Mikrobiom die Gesamtheit aller 

Mikroorganismen (Bakterien, Archaeen, Viren, Pilzen und Protozoen) der Erde 

oder, im engeren Sinn, eines definierten Lebensraums, z.B. des Verdauungstrakts 

des Menschen (PETERSON et al., 2009). Laut Marchesi und Ravel (2015) wird das 

Mikrobiom weiter gefasst und als der gesamte Lebensraum einschließlich der 

Mikroorganismen (Bakterien, Archaeen, niedere und höhere Eukaryoten und 

Viren), ihrer Genome und der umgebenden Umweltbedingungen definiert. Die 

Ansammlung von Mikroorganismen, die in einer definierten Umgebung 

vorkommen, wird abgrenzend dazu als Mikrobiota bezeichnet (MARCHESI & 

RAVEL, 2015). Ob Viren tatsächlich von der Definition des Mikrobiom erfasst 

werden, wird von verschiedenen Forschern unterschiedlich bewertet. Da Viren über 

keinen eigenen Stoffwechsel verfügen und keinen eigenen Replikationsapparat 

haben, sondern bei der Fortpflanzung auf Wirtzellen angewiesen sind, werden sie 

von einem Teil der Wissenschaftler nicht als Lebewesen angesehen (DUPRÉ & 

O'MALLEY, 2009; MOREIRA & LÓPEZ-GARCÍA, 2009). Diese Einordnung ist 

jedoch nicht unumstritten und andere Autoren wissenschaftlicher Publikationen 

fordern eine andere Definition für Leben und Lebewesen (FORTERRE, 2010; 
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HARRIS & HILL, 2021). Neben Viren ist auch der Umgang mit sogenannter 

„Relikt-DNA“, der freien DNA, die von toten Organismen stammt, umstritten. Die 

DNA verschwindet nicht zum Zeitpunkt des Todes des Organismus und Teile der 

Zellen bleiben zusammen mit dem Genom für einen unterschiedlich langen 

Zeitraum erhalten, bis sie endgültig zersetzt werden (CARINI et al., 2016). Diese 

freie DNA ist eine Herausforderung in der Mikrobiomforschung, da sie bis zu 80 % 

der bakteriellen DNA in einer Umweltprobe ausmachen kann (LENNON et al., 

2018). Im Gegensatz zum Mikrobiom enthalten die Mikrobiota weder Viren noch 

freie DNA, da sie nur die lebenden Organismen des Mikrobioms umfassen (BERG 

et al., 2020). Da die meisten Studien, auf Grund der Vorteile der 16S-rRNA-

Genamplikon-Sequenzierung, sich dieser Methode bedienen (siehe auch Kapitel 

3.1), werden die anderen Organismen des Mikrobioms, wie Archaeen, Pilze, 

Protozoen und Mikroalgen, nicht untersucht. Ihre Wechselwirkungen mit 

bakteriellen Mikrobiota sind noch weitgehend unerforscht. Studien über das 

Mycobiom und das Virom (Unterkategorien des Mikrobioms, die sich nur auf Pilze 

bzw. Viren beziehen) sind selten, besonders für Teleostei (KELLY & SALINAS, 

2017) und der Fokus der Mikrobiomforschung liegt fast ausschließlich auf der 

bakteriellen Gemeinschaft (BG). Das Earth Microbiome project, eine Initiative, 

deren Ziel es ist, eine umfassende Sammlung globaler Mikrobiomproben 

zusammen zu tragen, wertet beispielsweise Daten von Bakterien, Archaeen und 

Eukaryoten aus, aber keine Viren (GILBERT et al., 2018). 

Ein eukaryotischer Organismus, der sogenannte Wirt bildet zusammen mit den ihn 

besiedelnden Mikroorganismen den Holobionten (SIMON et al., 2019). Wenn eine 

sog. Homöostase, also ein Gleichgewicht herrscht, funktionieren das Mikrobiom 

und der Wirt als eine Einheit von der beide Seiten profitieren (PITA et al., 2018).  

2.1.2 Kernmikrobiom 

Neben den Darstellung der zahlreichen Einflüssen auf das Mikrobiom, gibt es Un-

tersuchungen, dass Fische über ein sog. Kernmikrobiom (engl. core microbiome) 

verfügen, sich also Individuen der gleichen Art einen bestimmten Teil ihrer Bakte-

riengemeinschaft teilen und ähnliche (Darm-)Bakterien beherbergen (SULLAM et 

al., 2012). Um herauszufinden, ob Fische über ein Kernmikrobiom verfügen, bedarf 

es zunächst eine allgemeine Definition des Kernmikrobioms. Für das Human 

Microbiome Project wurde das Kernmikrobiom als eine „Reihe von Genen, die in 

einem bestimmten Lebensraum bei allen oder der überwiegenden Mehrheit der 
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Menschen“ vorkommen, definiert (TURNBAUGH et al., 2007). Viele Autoren wei-

chen hiervon jedoch deutlich ab und beziehen sich auf Überschneidungen der Bak-

teriengemeinschaft von OTUs (Operative Taxonomic Unit; zu Deutsch „operative 

taxonomische Einheit“) bis zum Phylum. Die taxonomische Ebene ist entscheidend 

für die Definition, da man auf hohen taxonomischen Ebenen wie Phylum immer ein 

Kernmikrobiom fände, in Bezug auf zOTUs (Speziesebene) jedoch immer Abwei-

chungen zwischen den Individuen größerer Gruppen bestehen (SHADE & 

HANDELSMAN, 2012).  

Laut der unter Kapitel 2.1.1 gewählten Definition des Mikrobioms müssten Unter-

suchungen des Kernmikrobioms sich nicht nur mit den Mikroorganismen in einem 

bestimmten Habitat, wie z.B. dem Darm befassen, sondern beispielweise auch die 

abiotischen Faktoren berücksichtigen. Bei den meisten Studien sind jedoch nur die 

Mikrobiota das Forschungsziel und es wird dennoch vom Kernmikrobiom gespro-

chen (NEU et al., 2021). Da der überwiegende Teil der Veröffentlichungen dieser 

Definition folgt, werden in dieser Arbeit die Begriffe Kernmikrobiom und Kern-

mikrobiota ebenfalls synonym verwendet.  

Neben der taxonomischen Ebene gibt es weitere Kriterien für die Beschreibung 

eines Kernmikrobioms. Während viele Autoren nur das Vorhandensein von z.B. 

OTUs vergleichen, schlagen andere Autoren Alternativen dazu vor. Neben dem 

reinen Nachweis des Vorkommens könnten auch die Abundanz des Organismus in 

der Gesamtprobe verglichen oder das konstante Vorkommen über einen längeren 

Zeitraum berücksichtigt werden (SHADE & HANDELSMAN, 2012). Andere 

Autoren hingegen argumentieren, dass ein rein taxonomischer Ansatz nicht sinnvoll 

sei, sondern der größere Fokus auf der Funktion der Mikroorganismen als Teil des 

Holobionten liegen sollte, und somit functional core microbiota Ziel der Forschung 

sein sollten (LEMANCEAU et al., 2017). Die unterschiedlichen Definitionen 

machen die Beantwortung der Frage nach der Existenz eines Kernmikrobioms 

schwierig. 

WONG et al. (2013) beschreiben für die zur gleichen Unterfamilie (Salmoninae) 

wie die Bachforelle gehörende Regenbogenforelle, ein stabiles Kernmikrobiom, 

das auch externen Einflussfaktoren wie beispielsweise Änderungen in der Futter-

zusammensetzung widersteht. Eine andere Studie an 15 verschiedenen Fischarten 

zeigte jedoch artspezifische Unterschiede im Hinblick auf die Frage, ob ein Kern-
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mikrobiom existiert. Für manche der untersuchten Arten konnte ein Kernmikro-

biom beschrieben werden, während andere Arten große intraspezifische Unter-

schiede zeigten. In der gleichen Studie konnte auch eine Reihe von OTUs festge-

stellt werden, die bei verschiedenen Fischarten im Darm gefunden wurden und 

möglicherweise eine wichtige Funktion bei der Verdauung und der Immunabwehr 

erfüllen. Die drei in der Studie untersuchten Haispezies teilten sich ein Kernmikro-

biom, das aus drei OTUs Cetobacterium sp., Photobacterium sp. und Vibrio sp. 

bestand (GIVENS et al., 2015). Die Definition, ab wie vielen Vertretern einer taxo-

nomischen Einheit man von einem Kernmikrobiom spricht, ist ebenso nicht ein-

heitlich wie die Frage, ob alle Individuen des Wirts von dem Mikroorganismus oder 

der Mikroorganismengruppe besiedelt werden müssen, oder ob z.B. 80 % der un-

tersuchten Individuen ausreichen (GAJARDO et al., 2016). In manchen Studien 

werden bereits drei oder vier OTUs, die in den meisten Fischen vorkamen, als Kern-

mikrobiom bezeichnet, während andere Autoren 19 OTUs über alle beprobten Fi-

sche hinweg feststellen konnten (DEHLER et al., 2017; RUDI et al., 2018). Ein 

wichtiger Faktor bei der Beurteilung, ob ein Kernmikrobiom vorliegt sind die Me-

thodik bzw. die gewählten Parameter. Je strenger selten vorkommende OTUs über 

Filter aussortiert werden, desto geringer ist die Wahrscheinlichkeit, dass ein Kern-

mikrobiom über alle untersuchten Wirte gefunden wird.  

Neben dem Kernmikrobiom postulieren SULLAM et al. (2012), dass der Großteil 

der Bakterien im Fischdarm große Ähnlichkeiten mit der Bakteriengemeinschaft im 

Darm von anderen Wirbeltieren und Wirbellosen hat. Nur einige haben die größte 

Übereinstimmung mit Umweltbakterien. Es wird angenommen, dass die meisten 

Darmbakterien an den Wirt angepasst sind und in Form einer Symbiose mit diesem 

zusammen existieren. Während man in der Vergangenheit eher gegenseitige Bezie-

hungen zwischen zwei interagierenden Organismen untersucht hat, sieht man die 

Mikrobiota und ihr Verhältnis zum Wirt heute eher als Netzwerk (BOUTIN et al., 

2013). Am besten untersucht, auch hinsichtlich des Kernmikrobioms, sind die 

Darmmikrobiota von Fischen und ihre Funktion für bzw. ihr Einfluss auf den Wirt. 

Unterschiedliche Körperregionen wie z.B. Darm und Haut zeigen jedoch, ähnlich 

wie bei Säugetieren, sehr verschiedene Mikrobiotazusammensetzungen (LOWREY 

et al., 2015; WEBSTER et al., 2018; MENG et al., 2021) und müssen daher grund-

sätzlich differenziert betrachtet werden. Diese differenzierte Betrachtung ist bei 
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Studien zu Fischen während der Ontogenese jedoch nicht möglich, da eine Bepro-

bung in toto erforderlich ist, um einen Vergleich über die verschiedenen Entwick-

lungsstadien überhaupt erst zu ermöglichen. ZHANG et al. (2020) jedoch fanden 

laut eigener Definition ein stabiles Kernmikrobiom beim Steinbutt (Scophthalmus 

maximus) trotz einer unterschiedlichen Beprobung der Eier (in toto) und der Fische 

nach dem Schlupf (nur Darm). Auffällig ist hierbei das Bakterium Lactococcus 

piscium, welches in allen Entwicklungsstadien auftrat und unter den fünf häufigsten 

Bakterienarten einen relativen Anteil von 12-60% im Darm und 10-35% bei den 

Eiern aufwies. Da es abgesehen von diesem Bakterium deutliche Unterschiede zwi-

schen den beiden Fischfarmen gab, in denen der Versuch stattfand, ist unklar, ob 

hierbei bereits von einem Kernmikrobiom gesprochen werden kann.  

In einer Studie mit Goldbrassen (Sparus aurata), in der ähnlich wie in der 

vorliegenden Studie, die Fische vom Ei bis zur Brut in toto beprobt wurden, fanden 

die Autoren zehn OTUs, die in allen Entwicklungsstadien vertreten waren. Von den 

Autoren wird nicht angegeben, ob diese OTUs in allen Fischen gefunden wurden 

(NIKOULI et al., 2019).  

2.2 Einfluss der Mikrobiota auf den Wirtsfisch 

Das Mikrobiom und die Mikrobiota darin sind essentiell für die Immunabwehr und 

die Gesundheit von Wirbeltieren (MCFALL-NGAI et al., 2013; FOSTER et al., 

2017). Der Fokus der Erforschung des Mikrobioms und seiner Mikrobiota kon-

zentriert sich auf Menschen und Mäuse; daher steht die Erforschung des Mikrobi-

oms von Fischen noch am Anfang. Die existierenden Studien zeigen, dass ein funk-

tionierendes Mikrobiom für die Gesundheit des Wirtsfisches ebenso essentiell ist 

wie für andere Organismen (LLEWELLYN et al., 2014). Im Vergleich zu terrestri-

schen Organismen sind aquatische Lebewesen wie Fische viel unmittelbarer mit 

dem umgebenden Medium und den im Wasser vorkommenden Mikroorganismen 

konfrontiert (LEGRAND et al., 2018). Das Wasser, in dem die Fische leben, ist 

auch der Lebensraum für eine Gemeinschaft an Organismen, zu denen Viren, Bak-

terien oder Eukaryoten zählen können und die neben Einzellern auch Mehrzeller 

umfasst und deren Zusammensetzung sich deutlich von der in terrestrischen Habi-

taten unterscheidet (HAHN, 2006). 
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Abbildung 4: Hyphen und Oogonien von Saprolegnia sp. von der Oberfläche einer 

beprobten Bachforelle  

 

Zu den im Wasser vorkommenden Mikrobiota gehören auch pathogene oder fakul-

tativ pathogene Organismen. Ein Beispiel ist Saprolegnia spp., ein saprophytischer 

Oomycet (s. Abbildung 4), der ubiquitär vorkommt und von totem organischen Ma-

terial lebt, aber auch auf geschwächten oder erkrankten Fischen parasitiert 

(MAGRAY et al., 2021). Viele Bakterienarten wie z.B. die Gattungen Vibrio oder 

Pseudomonas gehören ebenfalls zu den fakultativen Fischpathogenen, die nur dann 

eine Krankheit auslösen, wenn der befallene Organismus geschwächt ist (LIM & 

WEBSTER, 2001; BRIEDE, 2010). 

Um sich vor Pathogenen zu schützen, hat der Fisch ein komplexes System an ange-

borenen Abwehrmechanismen. Teil dieser Schutzmechanismen ist unspezifisch 

und damit bei poikilothermen (also wechselwarmen) Organismen besonders wich-

tig, da die spezifische Immunabwehr von der Umgebungstemperatur abhängig ist 

(ELLIS, 2001). Neben der fischeigenen Immunabwehr spielt auch das Mikrobiom 

eine entscheidende Rolle bei der Abwehr gegen Pathogene. Die Schleimhaut der 

Fische stellt einen wichtigen Teil des Immunsystems dar, da sie die erste Barriere 

gegen Pathogene im umgebenden Medium ist (PEATMAN et al., 2015). Teil der 

Immunabwehr sind die Mikrobiota, die die Schleimhaut der Fische besiedeln (HU 

et al., 2021; CÁMARA-RUIZ et al., 2022).  

Doch nicht nur die Mikrobiota der Schleimhaut sind ein wichtiger Teil der Immun-

abwehr, sondern auch die Mikroorganismen, die einen anderen Teil des Fisches wie 
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z.B. die Kiemen oder den Gastrointestinaltrakt (GIT) besiedeln. Während manche 

Milchsäurebakterien wie z.B. bestimmte Stämme der Gattung Streptococcus selber 

fischpathogen sind, können andere Arten das Immunsystem des Fisches stimulieren 

und nützliche Effekte auf die Fischgesundheit haben (VÁZQUEZ et al., 2005; 

GATESOUPE, 2008). Einige Darmbakterien, die aus Fischen isoliert wurden, ha-

ben die Fähigkeit, antibakterielle Stoffe zu bilden und das Wachstum anderer Bak-

terien, z.B. Pathogenen, zu inhibieren (SUGITA et al., 1998). Kommensale Bakte-

rien können zudem eine Besiedlung durch Pathogene indirekt durch eine Schaffung 

von Konkurrenz um Mikronährstoffe wie z.B. Eisen oder zu besiedelnde Oberflä-

chen wie z.B. die Schleimhäute behindern (GRAM et al., 1999; CHABRILLÓN et 

al., 2005). Neben der Immunabwehr sind Bakterien auch in Hinblick auf die Ver-

wertung und Verdauung von Nahrung und der Aufnahme von Nährstoffen von es-

sentieller Bedeutung für den Fisch (IZVEKOVA, 2005; SAHA et al., 2006; 

TALWAR et al., 2018) 

2.3 Einflüsse auf das Mikrobiom 

Das Darmmikrobiom wir durch viele verschiedene Faktoren beeinflusst, unter an-

derem durch jahreszeitliche Schwankungen (HOVDA et al., 2012), Stress (OLSEN 

et al., 2005), tageszeitliche Variationen (SUGITA et al., 1990), Entwicklungssta-

dien (BURGOS et al., 2018), Migration zwischen Süß- und Salzwasser (DULSKI 

et al., 2020b), Wasserqualität (FOYSAL et al., 2020) und die Phylogenie des Wirts 

(SULLAM et al., 2012; STAR et al., 2013). 

Die Vielzahl an äußeren Einflüssen macht die Erforschung des Mikrobioms so 

komplex, denn verschiedene Einflüsse können sich gegenseitig verstärken oder auf-

heben. Änderungen des Mikrobioms durch äußere Einflüsse haben meist direkte 

oder indirekte Folgen für den Wirt. 

2.3.1 Futter  

Bereits Anfang des 20. Jahrhunderts konnte in Studien gezeigt werden, dass die 

Zusammensetzung des Futters Einfluss auf die im Darm lebenden Mikroorganis-

men hat (HERTER & KENDALL, 1910). Durch die wachsende Nachfrage nach 

tierischen Proteinen, sowie den starken Rückgang der natürlichen Fischbestände in 

den letzten Jahrzehnten und das damit verbundene Wachstum der Aquakultur welt-

weit, besteht ein großes wirtschaftliches Interesse an einer bestmöglichen Fütterung 

(FAO, 2022). Die Fische sollen nicht nur möglichst schnell bei einem möglichst 
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guten Futterquotienten wachsen, sie sollen auch gesund, robust und wenig anfällig 

gegenüber Krankheiten sein. Gleichzeitig gewinnt eine nachhaltige Produktion an 

Bedeutung. Neben anderen Bestandteilen enthält das Fischfutter für karnivore Ar-

ten Fischmehl und Fischöl. Der Großteil des Ausgangsmaterials für Fischmehl (ca. 

25%) stammt aus der Fischerei, während der verbleibende Anteil bei der Verarbei-

tung von Fisch für den menschlichen Verzehr entsteht (JACKSON, 2009). Dieser 

Umweg als Futter von attraktiveren Speisefischen, statt einer direkten Nutzung der 

natürlichen tierischen Proteinquelle ist weder ökologisch noch ökonomisch nach-

haltig. Dies ist von besonderer Wichtigkeit, da zum einen der Sojapreis im Ver-

gleich zu Fischmehl deutlich niedriger liegt und in den letzten Jahrzehnten einen 

geringen Anstieg verzeichnete und zum anderen die natürlichen Fischbestände 

rückläufig sind (OLSEN & HASAN, 2012; FAO, 2022). In verschiedenen Studien 

wurden Salmoniden mit rein pflanzlichem Futter gefüttert. Die Ergebnisse zeigen, 

dass Salmoniden pflanzlich ernährt werden können. Besonders die frühe Anfütte-

rung mit rein pflanzlicher Nahrung zeigt, dass grundsätzlich eine rein pflanzliche 

Ernährung möglich ist (GEURDEN et al., 2013). Während Rudi et al (2018) bei 

Lachsen (Salmo salar) nur einen geringen Unterschied in der Mikrobiotazusam-

mensetzung zwischen den Gruppen fanden, denen eine pflanzenöl- oder eine fi-

schölhaltige Diät gefüttert wurde, stellten andere Autoren eine deutliche Verschie-

bung der Bakteriengemeinschaft fest (RUDI et al., 2018). Regenbogenforellen (On-

corhynchus mykiss), die mit einer pflanzlichen Diät gefüttert wurden, zeigten eine 

höhere Abundanz von Bacillota (ehemals Firmicutes) und eine geringere bei Prote-

obakterien (DESAI et al., 2012). Michl et al. (2019) konnten für Bachforellen eben-

falls eine Zunahme von Bacillota und Bacteroidetes bei einer Diät mit pflanzlichem 

Protein feststellen (MICHL et al., 2019). Bei einem Versuch mit jungen Regenbo-

genforellen, bei dem die Reaktion der Mikrobiota nach der Anfütterung untersucht 

wurden, war die Abundanz von Bacillota jedoch signifikant höher bei der pflanzli-

chen Diät (MICHL et al., 2017). Es bedarf daher weiterer Forschung, um herauszu-

finden welchen Einfluss der Einsatz von pflanzlichen Proteinquellen auf das Mik-

robiom von karnivoren Fischen hat und ob diese Veränderungen artspezifisch hat. 

2.3.2 Äußere Einflüsse 

In der klassischen Untersuchung von Oberflächengewässern werden die physikali-

schen Parameter O2, pH, Leitfähigkeit und Temperatur erfasst. Diese Faktoren ha-

ben alle einen direkten oder indirekten Einfluss auf die Mikroorganismen, die im 



II. Literaturübersicht    20 

 

Wasser, auf den abiotischen Oberflächen im Wasser oder in oder auf den im Wasser 

lebenden Pflanzen und Tieren vorkommen. Fische sind Zeit ihres Lebens von Was-

ser umgeben und dadurch stark von den physikalischen Parametern des umgeben-

den Mediums abhängig. 

Untersuchungen in anderen Systemen als dem Holobionten, wie z.B. den Bakteri-

engemeinschaften in Böden, zeigen einen starken Einfluss des pH-Werts auf das 

Mikrobiom. Unterschiede zwischen verschiedenen Bodentypen sind signifikant 

hinsichtlich der unterschiedlichen pH-Werte (FIERER & JACKSON, 2006; CHU 

et al., 2010). Um die Auswirkung von Gewässerversauerung z.B. durch sauren Re-

gen zu simulieren, wurden Schwarze Pacus (Colossoma macropomum) allmählich 

an niedrigere pH-Werte von bis zu pH 4,0 angepasst. Während sich die Mikrobiota 

der Schleimhaut hinsichtlich ihrer Zusammensetzung stark veränderte, zeigten die 

Darmmikrobiota eine ausgesprochene Resilienz, so dass sich die Veränderung der 

Bakterienzusammensetzung wieder rückläufig zum Ausgangszustand hin entwi-

ckelte (SYLVAIN et al., 2016). Da während der Passage des Magen-Darm-Trakts 

(Gastrointestinaltrakt, GIT) niedrige pH-Werte nicht außergewöhnlich sind, ist das 

Darmmikrobiom anscheinend gut genug gepuffert und nur der durch den niedrigen 

pH-Wert ausgelöste Stress hat zu der vorübergehenden Verschiebung der Mikrobi-

otazusammensetzung geführt (SYLVAIN et al., 2016). Säuretolerante Bakterien 

gehören laut Nayak zu einer Gruppe, die sich nur auf Grund besagter Eigenschaft 

im GIT ansiedeln kann (NAYAK, 2010). 

Wie ihre Wirtsorganismen, die poikilothermen Fische, sind auch Bakterien als 

ebenfalls ektotherme Organismen in ihrem Wachstum stark von der Temperatur 

abhängig und haben einen spezifischen, optimalen Temperaturbereich (CLARKE 

& FRASER, 2004; CORKREY et al., 2012). Bei höheren Wassertemperaturen 

zeigten Eier von Bachforellen eine höhere Diversität der auf ihnen lebenden Bak-

terien (WILKINS et al., 2015). In der gleichen Untersuchung wurden keine Unter-

schiede von verschiedenen Standorten innerhalb des gleichen Flusssystems gefun-

den. Bei höheren Temperaturen wurde neben vielen ubiquitär vorkommenden Süß-

wasserbakterien eine Reihe obligat oder fakultativ pathogener Arten gefunden. Ne-

ben z.B. Pseudomonas fluorescens, einer fakultativ pathogenen Art, wurde auch 

eine höhere Abundanz von Flavobacterium psychrophilum festgestellt, ein fischpa-

thogenes Bakterium, das bei adulten Salmoniden die Kaltwasserkrankheit (engl. 

bacterial cold water disease) auslöst (AUSTIN et al., 2007; WILKINS et al., 2015). 
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Auch Neuman et al. fanden einen Anstieg der Anzahl der Bakterienarten bei höhe-

ren Temperaturen. Gleichzeitig wurden die Unterschiede der Bakterienzusammen-

setzung, die zwei Gruppen Fische besiedelten, denen unterschiedliche Diäten ge-

füttert wurden, bei zunehmenden Temperaturen größer (NEUMAN et al., 2016). 

Bei hohen Temperaturen nimmt die Stoffwechselrate von Fischen zu. Dies zeigt 

sich auch bei der sogenannten „Magenentleerungsrate“ (engl. „gastric evacuation 

rate“), die bei höheren Temperaturen ansteigt, wobei bei der entsprechenden Studie 

die Fische ihr tolerables Temperaturmaximum nie erreichten (KAWAGUCHI et al., 

2007). Eine schnellere Magenentleerungsrate bedeutet einen höheren Futterumsatz, 

was wiederum einen Einfluss auf die Mikrobiontazusammensetzung im Darm ha-

ben könnte. 

Wassertemperaturen sind nicht nur in unterschiedlichen Gewässern in verschiede-

nen Höhen (Meereshöhe) und Breitengraden unterschiedlich, sie sind auch saisona-

len Schwankungen während des Jahres unterworfen. Folglich zeigen sich im jah-

reszeitlichen Verlauf Unterschiede des Mikrobioms. Untersuchungen des Inhalts 

des Hinterdarms von Fischen zeigten starke jahreszeitliche Schwankungen, die von 

den Autoren auf die Temperaturunterschiede zurück geführt wurden (ZARKASI et 

al., 2014). Dulski et al. (2020a) fanden saisonale Abweichungen; diese waren je-

doch weniger ausgeprägt, als beispielsweise der Einfluss des Habitats (DULSKI et 

al., 2020a). Besonders die Mikrobiota der Fischschleimhaut und der Kiemen sind 

stark von der Wassertemperatur abhängig (ROSADO et al., 2021). 

Element et al. (2020) beschreiben ebenfalls saisonale Unterschiede, führt diese je-

doch nicht auf die Temperatur zurück, sondern auf die unterschiedlichen von der 

Jahreszeit abhängigen Habitate, die sich unter anderem hinsichtlich des Salzgehal-

tes im Wasser unterscheiden (ELEMENT et al., 2020). Die Salinität beeinflusst die 

Mikrobiotazusammensetzung ebenso wie der pH-Wert und die Wassertemperatur. 

Sullam et al. (2012) konnten Unterschiede zwischen der Mikrobiontenzusammenset-

zung zwischen Süß- und Salzwasserfischen feststellen, wobei Aeromonas spp. und Ple-

siomonas spp. (Gammaproteobakterien) vermehrt bei Süßwasserfischen vorkommen und 

Vibrio-Arten eine größere Abundanz bei Salzwasserfischen zeigt (SULLAM et al., 2012). 

In einer Studie mit Hechten (Esox lucius) konnten bei verschiedenen Salinitäten 

nach zehn Tagen keine signifikanten Unterschiede der Häufigkeiten der verschie-

denen Bakterientaxa festgestellt werden. Die Fische, die bei einem Salzgehalt von 
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7‰ gehalten wurden, zeigten jedoch signifikant höhere Mortalitäten als die Ver-

suchsfische in Frischwasser und die Gruppe, die in einem 3‰ Salzgehalt in Wasser 

gehalten wurden (DULSKI et al., 2020b).  

Element et al. (2020) beschreiben als größten Antrieb für Veränderungen der Mik-

robiotazusammensetzung beim Seesaibling (Salvelinus alpinus) die Wassertempe-

ratur und das Wanderverhalten zwischen Süß- und Salzwasser (ELEMENT et al., 

2020). Beim Atlantischen Lachs (Salmo salar) konnte beim Wechsel von Süß- ins 

Salzwasser eine 100-fache Zunahme der Darmmikrobiota festgestellt werden 

(RUDI et al., 2018). Es ist denkbar, dass diadrome Fische als Arten, die natürlicher-

weise mindestens einmal in ihrem Leben zwischen Salz- und Süßwasser wandern, 

eine stärkere Anpassung ihres Mikrombioms erfahren. 

2.3.3 Fischhaltung in der Aquakultur 

Der Einfluss der Haltung in der Aquakultur auf das Mikrobiom der Fische ist 

komplex. Neben Faktoren wie Futter oder Haltungsdichte gibt es auch indirekte 

negative Faktoren, die durch die Haltungsbedingungen begünstigt werden, z.B. 

höhere Konzentration von Pathogenen im umgebenden Wasser (siehe auch Kapitel 

2.3.1 und Kapitel 2.3.4). Lachse (Salmo salar) aus zwei verschiedenen freien 

Gewässern, sowie Lachse, die von Individuen aus der Population der beiden 

Gewässer abstammen, aber in einer Fischzucht aufwachsen konnten, wurden 

hinsichtlich ihrer Mikroorganismen untersucht. Die Fische zeigten signifikante 

Unterschiede in der Mikrobiotazusammensetzung zwischen Individuen, die aus 

dem Gewässer oder aus der Fischzucht stammten, was die Forscher auf den Einfluss 

der Haltung zurückführten. Ein besonders hervorgehobener Aspekt ist der 

Unterschied zwischen Naturnahrung und industriellem Futter (LAVOIE et al., 

2018). Aufgrund der nahen Verwandtschaft zwischen Lachs und Bachforelle ist 

davon auszugehen, dass diese Einflüsse und daraus resultierenden Veränderungen 

auch für die Bachforelle zutreffen könnten. Auch bei anderen Fischarten konnte der 

Einfluss der Fütterung auf das Mikrobiom bereits beschrieben werden. Wong et al. 

(2015) konnten zeigen, dass Änderungen der Fütterung von Zebrabärblingen zu 

Änderungen im Mikrobiom des Wassers führen (WONG et al., 2015), was 

wiederum Einfluss auf die darin lebenden Fische hat. Gleichzeitig spielen 

veränderte Umweltfaktoren wie abiotische Parameter (siehe auch Kapitel 2.3.2) 

eine Rolle. Die medikamentöse Behandlung in der Fischhaltung sowie die 

vorbeugende Behandlung verändert das Mikrobiom der Fische ebenfalls (siehe 
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auch 2.3.5).  

Einen direkten Einfluss auf das Mikrobiom hat die Besatzdichte in den Teichen und 

Becken (BROWN et al., 2019). Neben hohen Besatzdichten (ELLIS et al., 2002) 

sind die Haltung in der Aquakultur an sich und das Hantieren mit den Fische 

(DAVIS & SCHRECK, 1997) Stressfaktoren. Stress hat eine Veränderung der 

Mikrobiotazusammensetzung zur Folge und ermöglicht es Pathogenen, sich 

durchzusetzen (BOUTIN et al., 2013). Minniti et al. stellten fest, dass sich nach 

dem Hantieren mit den Fische die Bakteriengemeinschaft deutlich veränderte und 

besonders Burkholderia spp., – eine Gattung, zu der einige Krankheitserreger 

gehören, jedoch keine fischpathogenen Vertreter bekannt sind – 24 Stunden später 

in deutlich höherer Zahl vorkam (MINNITI et al., 2017). Weitere Stressfaktoren 

können unter anderem hohe Wassertemperaturen (CHERRY et al., 1977), geringer 

Sauerstoffgehalt sowie hohe Gasübersättigung (siehe Abbildung 5); (COLT & 

WESTERS, 1982) oder hohe Ammoniumkonzentration (LIN & WU, 1996) sein. 

 

Abbildung 5: Bachforelle aus der Aquakultur  

Auf Grund einer zu hohen Gasübersättigung hat der Fisch ein Auge verloren. 

 

Bakterien profitieren generell von hohen Nährstoffkonzentrationen. Besonders 

wenn neben einer hohen Nährstoffverfügbarkeit hohe Wassertemperaturen herr-

schen, nimmt die Bakterienkonzentration im Wasser der Teichwirtschaft zu 

(POMEROY & WIEBE, 2001). Da manche Bakterientaxa von einer Eutrophierung 

(Anreicherung von Nährstoffen) und hohen Temperaturen stärker profitieren als 

andere, kommt es zu einer Änderung des Teichmikrobioms (WATSON et al., 1997; 

JOEHNK et al., 2008), was den Fisch und sein Mikrobiom beeinflusst (GALLET 
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et al., 2021). Eine erhöhte Zufuhr von Nährstoffen verändert nicht nur die Zusam-

mensetzung der bakteriellen Gemeinschaft, sondern sorgt auch für eine höhere 

Mortalität von Bachforelleneiern (WILKINS et al., 2016). Eine Studie an Renken-

eiern (Coregonus suidteri) konnte ebenfalls höhere Mortalitätsraten sowie eine hö-

here Bakteriendichte dokumentieren. Die Autoren schlossen daraus, dass bei einer 

höheren Nährstoffversorgung fakultative Krankheitserreger zu Pathogenen werden 

können (WEDEKIND et al., 2010). Auch die Verhaltensänderung der Fische, z.B. 

verändertes Fressverhalten bei hohen Wassertemperaturen, hat einen indirekten 

Einfluss auf das Darmmikrobiom (FONDS et al., 1992). Vergleichende Untersu-

chungen von Fischen derselben Spezies aus Aquakulturzucht und Wildfischen be-

stätigen Unterschiede des Mikrobioms, die zumindest zum Teil auf die bereits ge-

nannten Faktoren zurückzuführen sind (RAMÍREZ & ROMERO, 2017a, 2017b; 

WEBSTER et al., 2018). 

2.3.4 Krankheiten 

Veränderungen des Mikrobioms können die Anfälligkeit des Wirtsfisches für 

Krankheiten erhöhen. Gleichzeitig verändert auch das Auftreten von Krankheiten 

die Zusammensetzung der Mikrobiota und kann zu einer Dysbiose führen. Die Kon-

frontation mit Krankheitserregern kann das Mikrobiom so verändern, dass patho-

gene und fakultativ pathogene Mikroorganismen sich vermehren und zu einer Su-

perinfektion führen können (NUSBAUM & MORRISON, 2002; CRUMLISH et 

al., 2010). Die meisten Studien untersuchten bisher nur die Auswirkungen der Mik-

robiota bei der Infektion mit einem einzelnen Pathogen. 

Lachse (Salmo salar), die im Rahmen eines Experiments mit dem Ektoparasiten 

Lachslaus (Lepeophtheirus salmonis) infiziert wurden, wiesen einen geringeren 

Bakterienreichtum in ihrem Schleimhautmikrobiom auf (LLEWELLYN et al., 

2017). Beim Auftreten der sog. „red-operculum“-Krankheit, einer Hämorrhagi-

schen Septikämie, deren Auslöser unbekannt ist, zeigten die erkrankten Fische eine 

Störung der Darmbakterien, bei der bestimmte Bakterientaxa eine deutlich höhere 

Organismenanzahl aufwiesen als in gesunden Fischen (LI et al., 2017). Auch 

LEGRAND et al. (2018) stellten im frühen Stadium einer lymphozytischen Enteri-

tis eine Abnahme der Bakteriendiversität und eine veränderte Mikrobiotazusam-

mensetzung fest. Die Bakteriengemeinschaften in unterschiedlichen Körperberei-

chen wie z.B. Verdauungstrakt und Fischoberfläche unterscheiden sich, da sie un-
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terschiedlichen Zwecken dienen. Dennoch können Erkrankungen, die das Verdau-

ungssystem betreffen, auch die Gemeinschaft der Mikrobiota der Schleimhaut ver-

ändern. Im späteren Stadium der Krankheit glich sich die Bakterienzusammenset-

zung wieder der von gesunden Fischen an (LEGRAND et al., 2018). Während Un-

tersuchungen einer chinesischen Gründlingsart (Coreius guichenoti) ebenfalls eine 

geringe Diversität der Bakteriengemeinschaft bei mit Aeromonas salmonicida infi-

zierten Tieren fanden, einem fischpathogenen Bakterium, das Auslöser der Furun-

kulose ist, konnte dies nicht für alle Pathogene und Fischarten bestätigt werden (LI 

et al., 2016). Bachforellen, die mit dem Parasiten Tetracapsuloides bryosalmonae 

infiziert waren, der zu den Nesseltieren gehört und Erreger der Proliferativen Nie-

renkrankheit der Fische ist, zeigten zwar ebenfalls eine Dysbiose der Bakterienge-

meinschaft, jedoch im Gegensatz zum erwarteten Ergebnis eine höhere Diversität 

als gesunder Tiere, gemessen an der untersuchten und bestimmten α-Diversität (An-

zahl OTUs; VASEMÄGI et al., 2017). Bei einer Infektion von Regenbogenforellen 

(Oncorhynchus mykiss) mit der Ichthyophthiriose, verursacht durch das Wimper-

tierchen Ichthyophthirius multifiliis, einer der bedeutendsten Parasitosen bei Süß-

wasserfischen, war neben der Dysbiose der Mikrobiota ebenfalls eine höhere Diver-

sität als in der Kontrollgruppe feststellbar (ZHANG et al., 2018). Ebenso wie 

ZHANG et al. (2018) für die Bachforellen, stellten MENG et al. (2021) bei Karpfen 

mit der Frühlingsvirämie, verursacht durch Rhabdovirus carpio, eine Abnahme der 

Anzahl an kommensalen Bakterien sowie eine Zunahme von Opportunisten fest. Es 

besteht weiterer Forschungsbedarf inwieweit diese Erkenntnisse tatsächlich wider-

sprüchlich sind, oder verschiedene Erreger bei verschiedenen Wirtfischen unter-

schiedliche Reaktionen hinsichtlich der Veränderungen der Bakteriengemeinschaft 

verursachen. 

2.3.5 Medikamente, Probiotika und Präbiotika 

Eine der größten Bedrohungen für die Aquakultur sind Krankheiten 

(HEMMINGSTEN & MARTINS, 2008). Durch die Bedingungen in der Fischzucht 

werden Krankheiten gefördert und der Einsatz von Medikamenten ist essentiell, um 

Einbußen bis hin zum Totalverlust des gesamten Bestands zu verhindern. Der in-

tensive Einsatz von Antibiotika zur Bekämpfung bakterieller Infektionen hat jedoch 

zu einer Zunahme von Resistenzen der Bakterien geführt (SØRUM, 2005; 

SAPKOTA et al., 2008; DEFOIRDT et al., 2011). Zusätzlich gelangen Antibiotika 

und andere Antiinfektiva wie antimikrobielle und antifugale Substanzen durch die 
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Landwirtschaft und Abwässer in natürliche Gewässer und können in der unmittel-

baren Umwelt ebenfalls Resistenzen bei Teilen der Mikrobiotagemeinschaft för-

dern (SEGURA et al., 2009). Gleichzeitig bedeutet der Einsatz von Antibiotika und 

anderen Medikamenten immer eine Beeinträchtigung mehrerer oder aller Bakte-

rienarten. Die Gabe von Antibiotika führt somit zu eine Dysbiose und schwächt das 

Immunsystem des Wirts (LANGDON et al., 2016). Im Versuchsmodel Fisch 

konnte ein negativer Effekt bereits nachgewiesen werden: Koboldkärpflinge (Gam-

busia affinis) zeigten nach einer Behandlung mit Antibiotika nicht nur eine Ver-

schiebung der Mikrobiotazusammensetzung und einen Rückgang der Bakterien-

diverstiät, sondern auch eine höhere Anfälligkeit für Pathogene (CARLSON et al., 

2015). Bei Regenbogenforellen (Oncorhynchus mykiss) konnte nicht nur gezeigt 

werden, dass die nützlichen Mikrobiota nach einer Behandlung mit Oxytetracyclin 

abnahmen, sondern auch dass die Änderungen innerhalb der bakteriellen Gemein-

schaft noch 14 Tage nach Absetzen des Antibiotikums andauerten (PAYNE et al., 

2022). Dysbiose tritt nicht nur bei der Behandlung mit Antibiotika auf; auch der 

Einsatz von anderen Therapeutika z.B. Kaliumpermanganat, einem in der Aquakul-

tur häufig eingesetztem Desinfektionsmittel, kann die kommensalen Mikroorganis-

men schwächen (MOHAMMED & ARIAS, 2015). Alternative Behandlungen bzw. 

Prophylaxe sind daher angezeigt. 

Ziel der Aquakultur sind gesunde, schnell wachsende Tiere. Um eine hohe Resili-

enz gegen Pathogene und einen idealen Stoffwechsel zu gewährleisten, sind neben 

dem Futter andere Methoden in den Fokus der Wissenschaft gerückt, die sich der 

gezielten Manipulation des Darmmikrobioms durch die Verabreichung von probi-

otischen und präbiotischen Präparaten widmet. Ziel ist die Entwicklung einer Stra-

tegie, wie die Zusammensetzung der mikrobiellen Gemeinschaft möglichst optimal 

beeinflusst werden kann, und für den Fisch nützliche Mikrobiota gefördert werden 

können. Probiotika sind Futterergänzungen, die lebensfähige Mikroorganismen 

enthalten, die sich im Verdauungstrakt ansiedeln sollen. Präbiotika sind Futterbe-

standteile, die das Wachstum bestimmter nützlicher Bakterien im Darm fördern. 

Die Untersuchungen von Pro- und Präbiotika sind schwierig, da in-vitro-Ergebnisse 

nicht zwangsläufig auf in vivo übertragbar sind. Der Pseudomonas-fluorescens-

Stamm AH2, zeigte in vitro eine stark hemmende Wirkung gegenüber Aeromonas 

salmonicida, den Auslöser von Furunkulose bei Salmoniden, änderte in vivo jedoch 

nicht die Pathogenität des Krankheitserregers oder die Mortalität nach Ausbruch 
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der Krankheit (GRAM et al., 2001). Eine ganze Reihe von Bakteriengattungen 

wurde hinsichtlich ihrer Eignung als Probiotika untersucht: u.a. Aeromonas spp., 

Bacillus spp., Enterococcus spp., Lactobacillus spp., Pseudomonas spp. und Vibrio 

spp. (MERRIFIELD et al., 2010). Bacillus spp. wurde beispielsweise bei Regenbo-

genforellen (Onchorchynchus mykiss) dem Futter als Probiotikum während der ers-

ten zwei Monate des Anfütterns zugefügt und führten zu erhöhten Überlebens- und 

Zuwachsraten (BAGHERI et al., 2008); HINES et al. (2022) konnten für Bacillus 

subtilis nicht nur bestätigen, dass es den Gesundheitszustand verbesserte und zu 

besseren Wachstumsraten führt. Die Autoren stellten zudem fest, dass das Probio-

tikum nur positive Effekte erzielte, wenn es am Anfang der Entwicklung des Darms 

verabreicht wurde. GHOSH et al. (2008) konnten ähnliches für den Einsatz von 

Bacillus subtilis bei verschiedenen Zierfischen zeigen. Neben verbesserten Wachs-

tumsparametern verbesserte Bacillus subtilis auch die Krankheitsresistenz gegen 

Aeromonas hydrophila, einem Fischpathogen. Das Probiotikum Lactobacillus 

rhamnosus wurde in einer Studie erfolgreich eingesetzt, um die negativen Folgen 

einer Exposition von Perfluorbutansulfonsäure auf das Schleimhautmikrobiom von 

Zebrabärblingen (Danio rerio) abzuschwächen (HU et al., 2021). Die Effekte des 

Einsatzes von Probiotika müssen jedoch nicht von Dauer sein, sondern können 

nachlassen, sobald das Probiotikum dem Fisch nicht länger über das Futter zuge-

führt wird (PANIGRAHI et al., 2005).Neben dem Einsatz von einzelnen Bakteri-

engattungen und -arten wird auch untersucht, ob eine Kombination aus verschiede-

nen Bakterienarten einen präferablen Effekt hat. Ramos et al. konnten bei Regen-

bogenforellen (Oncorhynchus mykiss) für eine Kombination aus verschiedenen 

Probiotica (A: Bacillus sp., Pediococcus sp., Enterococcus sp., Lactobacillus sp.) 

eine höhere Richness (= Bakterienvielfalt als Zahl der vorkommenden Arten; siehe 

auch 3.3.1) als bei der Zugabe von Pediococcus acidilactici allein feststellen 

(RAMOS et al., 2013). Der Einsatz höherer Konzentrationen des jeweiligen Probi-

otikums führt nicht grundsätzlich zu einer Zunahme der positiven Effekte, daher 

empfehlen die Autoren entsprechender Studien einen sparsamen Einsatz 

(BAGHERI et al., 2008; GHOSH et al., 2008).  

Neben dem Einsatz von lebenden Mikroorganismen gibt es auch die Möglichkeit, 

über Präbiotika die Mikroorganismen zu fördern, deren Vorkommen die Gesund-

heit des Wirts verbessern können. Neben den Studien zu der Wirkung der genannten 

Präbiotika bei Fischen besonders von Oligosacchariden (STAYKOV et al., 2007; 
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DIMITROGLOU et al., 2010) und Inulin (REFSTIE et al., 2006; BAKKE-

MCKELLEP et al., 2007) wurde auch ein kommerzielles Produkt, GroBiotic®-A, 

untersucht. GroBiotic®-A besteht aus teilweise autolysierter Bierhefe, Milchbe-

standteilen und getrockneten Gärungsprodukten. Die Erforschung des Einsatzes 

von Präbiotika bei Fischen steckt jedoch noch in den Kinderschuhen und die Er-

gebnisse der Studien widersprechen sich oftmals. Während Burr et al. keinen Effekt 

von einer Supplementation mit Inulin fanden, stellten Mahious et al. und Reza et al. 

eine Verschiebung der Bakteriengesellschaft fest, wobei letzterer keine Zugabe von 

Inulin empfiehlt, weil zwar die Milchsäurebakterien gefördert werden, die mit Inu-

lin gefütterten Fische jedoch teils schlechte Ergebnisse bzgl. anderer Faktoren wie 

Wachstumsrate zeigten (MAHIOUS et al., 2006; BURR et al., 2009; REZA et al., 

2009). GroBiotic®-A konnte laut Li & Gatlin die Wachstums- und Überlebensrate 

verbessern und bot einen Schutz gegen eine Infektion mit Mykobakterien (LI & 

GATLIN III, 2005). Sealey et al. konnten hingegen keine Vorteile einer Zugabe 

zum Futter von GroBiotic®-A feststellen (SEALEY et al., 2007). Die Unterschiede 

könnten auf die unterschiedlichen Fischarten oder Dosierungen der Präbiotika-Bei-

gabe zurückzuführen sein. Es bedarf weitere Forschung in diesem Bereich, bevor 

ein flächendeckender Einsatz sinnvoll erscheint.  

 

3 Mikrobiomanalyse mittels Next-Generation Sequencing  

3.1 16S-rRNA-Genamplikon-Sequenzierung 

In der klassischen Mikrobiologie werden Bakterien unter anderem anhand morpho-

logischer Kriterien, Wachstumsmuster (wie aerobes oder anaerobes Wachstum), 

Hämolysemuster und Färbung und vielen anderen Eigenschaften identifiziert. Eine 

sichere Identifikation einzelner Arten ist jedoch nicht immer sicher möglich, unter 

anderem da teilweise innerartliche Unterschiede größer sind als intraspezifische. 

Da der größte Teil der mikrobiellen Gemeinschaft bis heute zudem nicht kultivier-

bar bzw. nicht identifiziert ist, und die Anzucht von Mikroorganismen sehr zeitin-

tensiv ist, gewannen in den vergangenen Jahren die molekularbiologischen Metho-

den zunehmend an Bedeutung (VENTER et al., 2004; ECKBURG et al., 2005; 

STEWART, 2012). Auch Versuche an Fischen zeigen, dass je nach Probe ein gro-

ßer Teil der Bakteriengemeinschaft nicht kultivierbar ist (SPANGGAARD et al., 
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2000; HUBER et al., 2004). Gleichzeitig ermöglichen molekularbiologische Me-

thoden genauere Einblicke in verwandtschaftliche Beziehungen und damit auch in 

evolutionäre Entwicklungen der Organismen – ein Aspekt, der in den ersten Jahr-

zehnten der Bakterienforschung auch auf Grund begrenzter Möglichkeiten keine 

Beachtung fand (OLSEN et al., 1994).  

Den ersten wichtigen Durchbruch in der Entwicklung molekularbiologischen Me-

thoden machte Sanger mit der Kettenabbruchmethode, die lange der Goldstandard 

zur Bestimmung der Basenabfolge der DNA war (SANGER et al., 1977). In Bezug 

auf die Untersuchung komplexer Systeme wie dem Mikrobiom waren die Möglich-

keiten mit der Sanger-Sequenzierung limitiert, da für jedes DNA-Fragment eine 

eigene Sequenzierung notwendig ist. Seit der kommerziellen Markteinführung im 

Jahr 2005 bietet das Next-Generation Sequencing (NGS) die Möglichkeit einer ge-

nomischen Hochdurchsatzanalyse (VOELKERDING et al., 2009). Während bei der 

Didesoxymethode nach Sanger (SANGER et al., 1977) nur eine Sequenz sequen-

ziert werden kann, erlaubt es NGS tausende Sequenzen gleichzeitig zu generieren 

(LANGILLE et al., 2013). Dies ist die Voraussetzung für moderne Mikrobiomana-

lyse. Überdies war die Entwicklung mit sinkenden Kosten verbunden, ein Trend, 

der sich fortsetzt und einen breiten Einsatz der Technik ermöglicht (MINICH et al., 

2018). NGS umfasst verschiedene Methoden, denen die hohe Parallelisierung, also 

die gleichzeitige Sequenzierung verschiedener Gene, gemein ist. Die verschiedenen 

Verfahren generieren Datensätze mit unterschiedlichen Leselängen und Fehlerraten 

und sind zudem unterschiedlich kosten- und zeitintensiv (TAN et al., 2015).  

Eine Methode ist die schnelle und kosteneffiziente Sequenzierung von sogenannten 

Zielregionen (targeted sequencing approaches). Die wichtigste Zielregion für die 

Erforschung der bakteriellen Evolution und Ökologie ist das Gen der 16S-rRNA 

(VĚTROVSKÝ & BALDRIAN, 2013). Das ribosomale Gen, das von WOESE et 

al. (1990) deren Einsatz als Grundlage für die phylogenetische Taxonomie etabliert 

wurde, codiert für die 16S ribosomale RNA, die ein Teil der kleineren 30S-Un-

tereinheit der prokaryotischen Ribosomen ist. Ribosomen werden über Ihren Sedi-

mentationskoeffizienten definiert, dessen Maßeinheit Svedberg (S) ist. Der Sedi-

mentationskoeffizienten bei Eukaryoten ist 80S und bei Prokaryoten 70S. Das 70S-

Ribosom der Prokaryoten wiederum besteht aus einer kleinen (30S) und einer gro-

ßen (50S) Untereinheit (KING et al., 2006). Das 16S-rRNA-Gen besteht aus hyper-
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variablen und konservierten Regionen und besitzt eine Gesamtlänge von 1.542 Ba-

senpaaren (bp; E. coli Referenzgenom; siehe Abbildung 6). Während die konser-

vierten Regionen bei fast allen Bakterien größtenteils übereinstimmen und sich da-

her als Bindungsregion für unspezifische Primer eignen, sind die neun hypervari-

able Regionen (V1 - V9) mit einer Länge von 30 bp bis 100 bp oft artspezifisch und 

daher zur Identifikation von Bakterientaxa geeignet. 16S-rRNA-Genamplikon-Se-

quenzierung ermöglicht folglich die Erstellung von Stammbäumen und ist ein wich-

tiges Instrument bei der Charakterisierung der phylogenetischen Zusammensetzung 

von mikrobiellen Gemeinschaften. Die taxonomische Zuordnung der Sequenzie-

rungsergebnisse erfolgt über den Abgleich mit Referenzsequenzen großer Daten-

banken, wie z.B. dem Ribosomal Database Project (RDP) SILVA, Greengenes, 

EzBiocloud oder der SILK European Ribosomal RNA database. 

 

 

Abbildung 6: 16S ribosomal RNA  

Modifiziert nach YARZA et al. (2014); die hoch variablen Regionen von V3 und V4, die 

in der vorliegenden Arbeit genutzt wurden, sind rot umrandet. 
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Der Ablauf von molekulargenetischen Untersuchungen von Mikroorganismenge-

meinschaften folgt grundsätzlich dem gleichen Schema (siehe Abbildung 7). Nach 

der Probennahme erfolgen eine DNA-Extraktion und eine Sequenzierung. Nach der 

Qualitätskontrolle und einem Ausfiltern der Chimären (verzerrte Artefakte, die aus 

zusammengeführten Sequenzen aus mehreren Ursprüngen entstehen) werden die 

Daten in Form von FASTA-Dateien zur Verfügung gestellt. Durch eine Vorverar-

beitung der Rohdaten z.B. mit der Online-Plattform IMNGS werden OTU-Tabellen 

und taxonomischen Bäumen bereitgestellt, die im Anschluss analysiert werden kön-

nen (LAGKOUVARDOS et al., 2016). 

 

Abbildung 7: Ablauf von Experimenten mit thematischer Zielsetzung der Mikroor-

ganismenanlyse 

 

Die Methodik der DNA-Extraktion, des bioinformatischen Reprocessing mit 

IMNGS und der Statistische Analyse mit Rhea werden im Methodenteil der Veröf-

fentlichung (siehe Kapitel III.1) näher beleuchtet. 

3.2 Next-Generation Sequencing von Illumina 

Die Sequenzierung der Mikrobiomproben in dieser Studie erfolgte mittels dem Il-

lumina MiSeq (siehe Abbildung 8). Zielregion war die V3/V4 Region des 

16S-rRNA-Gens, die mittels der Illumina Sequencing by Synthesis Technologie (dt. 

Sequenzierung durch Synthese; SBS) untersucht wurde.  

Abbildung 8: Sequenzierungsgerät Illumina MiSeq 

Zur Verfügung gestellt von Illumina, Inc. 
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Die SBS von Illumina ist eine Sequenzierungstechnologie, mittels der laut Illumina 

mehr als 90 % der weltweiten Sequenzierungsdaten generiert werden (ILLUMINA 

INC., 2017). Die von Illumina genutzte Sequenzierungstechnik basiert auf der 

kovalenten Bindung zufällig fragmentierter DNA-Stücke auf einem Glasobjektträ-

ger der Fließzelle (engl. flow cell) und einer anschließenden Amplifikation, bei der 

die genomische DNA zunächst vervielfältig wird und anschließend mittels opti-

scher Verfahren die Basenabfolge erfasst wird. Die Erklärung der Illumina Sequen-

cing by Synthesis Technologie der folgenden Unterkapitel stammt, falls nicht anders 

vermerkt, aus „An introduction to Next-Generation Sequencing Technology“ 

(ILLUMINA INC., 2017) sowie dem Video „Sequencing: Introduction to Sequen-

cing by Synthesis (SBS)“ (ILLUMINA INC., 2021) 

3.2.1 Vorbereitung der Sequenzierungsbibliothek  

Zu Beginn der Sequenzierung wird die genomische DNA der Proben mechanisch 

fragmentiert. Nach der Fragmentierung werden an die DNA-Stücke an beiden En-

den je ein Adapter gebunden (= Ligation), um die Bibliothek (engl. library) zu bil-

den (siehe Abbildung 9; ILLUMINA INC., 2017). 

 

Abbildung 9: Vorbereitung der Sequenzierungsbibliothek. 

Abbildung erstellt mit BioRender.com 

die Bibliothek wird durch Fragmentierung einer genomischen DNA-Probe und Ligation 

spezieller Adapter an beide Fragmentenden hergestellt. Eigene Darstellung nach (ILLUMI-

NA INC., 2017a).  

 

Die Adapter sind doppelsträngige Oligonukleotide. Jeder Bibliotheksstrang muss 
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anschließend jeweils eine P5 und eine P7- Bindungsregion aufweisen, einen kom-

plementären Bereich zu den immobilisierten Oligonukleotide auf der Oberfläche 

der Fließzelle, der es ermöglicht an die Fließzelle zu binden. Ebenfalls Teil des 

Adapters ist eine Index-Sequenz aus sechs bis zehn Nukleotiden. Da später ver-

schiedene Proben gemischt werden, können später nur so die einzelne Probe diffe-

renziert werden (siehe hierzu auch Kapitel 3.2.3). Zuletzt muss der Adapter über 

eine Bindungsregion verfügen, an die die Sequenzierungs-Primer binden und so 

den Read 1 und Read 2 aktivieren (Rd1 SP und Rd2 SP; siehe Abbildung 10; 

ILLUMINA INC., 2008). 

 

Abbildung 10: Schematische Darstellung eines Dual-Index-Fragments. 

Eigene Darstellung nach Illumina Inc. „Illumina adapter portfolio“ (ILLUMINA INC., 

2008). 

Rd1 SP: Bindungsstelle Sequenzierungs-Primer Read 1, Rd2 SP: Bindungsstelle Sequen-

zierungs-Primer Read 1 

Abbildung erstellt mit BioRender.com 

3.2.2 Cluster Generierung  

Nach der Bindung der Adapter an die DNA-Fragmente wird die Bibliothek auf die 

Fließzelle (engl. flow cell) aufgetragen, wo die Sequenzierung stattfindet (siehe Ab-

bildung 11). Die Fließzelle ist ein Glasobjektträger mit Fluidkanälen, in denen sich 

die Sequenzierungschemikalien befinden. Die Fließzellen sind spezifisch für das 

Sequenzierungsgerät. Die für Illumina MiSeq verwendete Fließzelle erlaubt eine 

zufällige Verteilung der Cluster, während bei anderen Systemen auch definierte 

Abstände zwischen den Clustern vorgegeben sind. 

 

Abbildung 11: MiSeq-Fließzelle  

Zur Verfügung gestellt von Illumina, Inc.  
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Abbildung 12: Cluster Amplifikation  

Die vorbereitete Bibliothek wird auf die Fließzelle gegeben und die Fragmente binden an 

die Oberfläche. Mittels Brückenamplifikation werden die gebundenen Fragmente verviel-

fältig und bilden Cluster.  

Eigene Darstellung nach (ILLUMINA INC., 2017a); Abbildung erstellt mit BioRen-

der.com 

 

Die Oberfläche der Fließzelle ist mit Oligonukleotide beschichtet, die komplemen-

tär zu den Bindungsregionen der zuvor an die DNA-Fragmente ligierten Adapter sind. 

Bei Zugabe der Bibliotheks-DNA hybridisieren die Adapter der DNA reversibel (keine 

kovalente Bindung) an die 5‘-Enden der Oligonukleotide (siehe Abbildung 12). Die 

Bibliotheks-DNA wird ausgehend von dem an die Fließzelle gebundenen Ende poly-

merisiert. Der DNA-Doppelstrang wird bei der Denaturierung in zwei Einzelstränge 

gespalten. Die Original-DNA-Matrize der nun doppelsträngig vorliegenden DNA wird 

weggespült und zurück bleibt der kovalent an die Fließzelle gebundene neu syntheti-

sierte DNA-Strang. Nun folgt die Brückenamplifikation (engl. solid-phase bridge 

amplification). Die einzelsträngige DNA klappt um und bindet an die freien 5‘-Enden 

der an die Fließzelle gebunden Oligonikleotide und bildet damit die namensgebende 

Brücke. Vom 5‘-Ende ausgehend wird erneut der Gegenstrang synthetisiert. Der DNA-

Doppelstrang wird denaturiert d.h.in zwei Einzelstränge gespalten, wobei der neu syn-

thetisierte Strang mit der P7- Bindungsregion an die Fließzelle gebunden ist. Im nächs-

ten Zyklus binden nun beide Stränge mit dem jeweils anderen Ende erneut an die Fließ-

zelle und bilden somit zwei Brücken, an denen jeweils ein neuer Strang synthetisiert 

wird. Dadurch bilden sich Cluster mit identischen DNA-Strängen. Jedes Cluster hat 
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tausende Kopien des gleichen Strangs, die benötigt werden, um bei der eigentlichen 

Sequenzierung ein ausreichend starkes Signal zu erzeugen. Am Ende der Amplifikation 

werden die Reverse-stränge weggewaschen und die Enden blockiert, um ein uner-

wünschtes Binden von Primern zu verhindern. 

3.2.3 Sequenzierung  

Illumina MiSeq nutzt die vier Kanal-SBS-Technologie, bei der nach jedem Zyklus 

insgesamt vier Bilder erstellt werden. Bei dieser Methode werden auf die Fließzelle 

dNTPs (deoxynucleotide triphosphate) gegeben mit je einem Fluoreszenzfarbstoff 

und mit einer Blockierungs-/Schutzgruppe (engl. terminator). Für jede Base wird 

ein eigener Farbstoff verwendet, der bei einer bestimmten Wellenlänge angeregt 

wird. Die dNTPs werden entsprechend der Basenabfolge komplementär an den 

DNA-Strang polymerisiert. Durch die Schutzgruppe wird sichergestellt, dass nicht 

mehrere Nukleotide in einem Zyklus eingebaut werden können. Die freien dNTPs 

werden durch einen Waschschritt entfernt. Mittels photographischer Detektion wer-

den die eingebauten Nukleotide bestimmt (siehe Abbildung 13). Die Stärke des Sig-

nals hängt von der Menge der eingebauten Nukleotide ab. Während eines Zyklus-

taucht jeder Cluster nur auf einem der vier Bilder auf. Der Fluoreszenzfarbstoff und 

die Blockierungsgruppe werden anschließend ebenfalls weggewaschen. Im nächs-

ten Zyklus wird der Vorgang wiederholt und ein Bild erstellt, und somit die Fluo-

reszenzintensität gemessen und dokumentiert. (ILLUMINA INC., 2016, 2017). Die 

Sequenzierung erfolgt in beide Leserichtungen und ist somit ein sogenannter paired-end-

run. Die Anzahl der Zyklen ist von der jeweiligen Fragmentlänge der DNA abhängig.  
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Abbildung 13: Sequenzierung 

Einbau der fluoreszenzmarkierten Nukleotide während der Sequenzierung und Detektion 

der Lichtsignale; eigene Darstellung nach (ILLUMINA INC., 2017). 

Abbildung erstellt mit BioRender.com 

 

3.3 Datenanalyse 

Es gibt zahlreiche Methoden der Analyse der durch die Sequenzierung generierten 

16S-rRNA-Genamplikon-Daten, z.B. durch die von Illumina bereitgestellte Pipe-

line. Eine der vielen Möglichkeiten sind die Pipelines IMNGS und Rhea, die in 

Online- und Offline-Variante existieren und eng aufeinander abgestimmt sind. Die 

Rohdaten in Form von FASTQ-Dateien (textbasiertes Format zum Speichern einer 

biologischen Sequenz) werden mit der IMNGS-Pipeline (LAGKOUVARDOS et 

al., 2016), einer UPARSE-basierten Plattform (EDGAR, 2013) vorverarbeitet. 

IMNGS liefert sowohl operative taxonomische Einheiten (engl. operational taxo-

nomic unit; OTUs) als auch „denoised zero-radiation“ operative taxonomische Ein-

heiten (zOTUs) für verschiedene Teile der Analyse. Während OTUs bei 97 % Se-

quenzähnlichkeit geclustert werden, werden zOTUs nur getrimmt (EDGAR, 2010, 

2016; LAGKOUVARDOS et al., 2016). Die anschließende Datenanalyse erfolgt 

mit Rhea, einer modularen Pipeline für mikrobielle Profilerstellung von 16S-rRNA-

Genamplikon-Sequenzierungsdaten in einer R-Programmierumgebung 
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(LAGKOUVARDOS et al., 2017). Der erste Schritt der Datenanalyse ist die Nor-

malisierung, ohne die eine nachgeschaltete Analyse nicht möglich ist. Rhea nutzt 

hierfür das sog. rarefying (dt. verfeinern). Hierbei werden die Daten auf die Anzahl 

der Gesamtreads (in der Regel die geringste Anzahl) normalisiert. Durch die Da-

tentransformation können störende Effekte unterschiedlicher Probengrößen ent-

fernt werden (LAGKOUVARDOS et al., 2017). Anschließend an die Normalisie-

rung folgen die Analyseschritte α-Diversität, β-Diversität und die taxonomische 

Eingruppierung der Proben.  

3.3.1 Alpha-Diversität 

Die Begriffe Alpha-Diversität (α-Diversität) und Beta-Diversität (β-Diversität) 

wurden erstmals von Whittaker (WHITTAKER, 1960) eingeführt. Die α-Diversität 

bezog sich ursprünglich auf ein Gebiet oder eine Landschaft und beschreibt die in-

terne Diversität (WHITTAKER et al., 2001). Bei Mikrobiomproben beschreibt die 

α-Diversität die Vielfalt der OTUs innerhalb einer bestimmten Probe. Die α-Diver-

sität kann in Form der (species) richness (dt. (Arten-)Reichtum) angegeben werden, 

ein Wert, der die Anzahl der OTUs in einer Probe wiedergibt (Abbildung 14). Der 

Nachteil der richness ist, dass die Struktur der Gemeinschaft nicht erfasst wird und 

sie keine Auskunft darüber gibt, ob alle gezählten Arten gleich oft oder in unter-

schiedlichen Abundanzen (Häufigkeit) in der Probe vorkommen 

(LAGKOUVARDOS et al., 2017).  

 

Abbildung 14: richness von Fisch- und Umweltmikrobiomproben. 

Nachbearbeitete Ausgabe des Rhea-Skript „Serial group comparisons“  
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Neben der richness gibt es noch weitere Indizes, die die α-Diversität darstellen und 

zudem die Struktur der Gemeinschaft erfassen. Rhea bietet die Möglichkeit zwei 

dieser Indizes, den Shannon-Index (SHANNON, 2001) und den Simpson-Index 

(SIMPSON, 1949) zu errechnen. Alle mit Rhea berechneten Indizes können auch 

als effektive Variante ausgegeben werden (LAGKOUVARDOS et al., 2017). Für 

die α-Diversität werden OTUs mit Arten gleichgesetzt – die richness wird auch als 

species richness bezeichnet. Die α-Diversität wird daher anhand der OTUs ermit-

telt. Für ein und dieselbe Spezies können mehrere zOTUs vorliegen, die sich nur an 

wenigen Stellen im Genom unterscheiden. Überdies können Bakterien mehrere Ko-

pien des 16S-rRNA-Gens besitzen, die nicht hundertprozentig übereinstimmen und 

somit für ein und dasselbe Bakterium zwei zOTUS ausgegeben werden 

(VĚTROVSKÝ & BALDRIAN, 2013). zOTUS sind daher ungeeignet für die Be-

stimmung der richness.  

3.3.2 Beta-Diversität  

Während die α-Diversität etwas über die Artenvielfalt innerhalb einer Probe aus-

sagt, ist die β-Diversität ein Maß für den Unterschied zwischen verschiedenen Pro-

ben, Gruppen oder Populationen. Die β-Diversität wird von verschiedenen Wissen-

schaftlern unterschiedlich definiert und errechnet (TUOMISTO, 2010a; 

TUOMISTO, 2010b). In Rhea wird die β-Diversität über den generalisierten Uni-

Frac berechnet (CHEN et al., 2012). Im Vergleich zum oft verwendeten Bray Cur-

tis, der nur die gemeinsame taxonomische Zusammensetzung der Proben berück-

sichtigt (BRAY & CURTIS, 1957) und dem gewichteten und ungewichteten Uni-

Frac (LOZUPONE et al., 2007), berücksichtig er nicht nur die taxonomische Zu-

sammensetzung der Proben, sondern reagiert weniger empfindlich auf seltene oder 

sehr häufige OTUs (LAGKOUVARDOS et al., 2017). Die Visualisierung der gene-

rierten Abstandsmatrizen erfolgt über mehrdimensionale Skalierung (MDS) und 

nicht-metrische MDS (NMDS; siehe Abbildung 15). Über einen PERMANOVA-

Test wird geprüft, ob die Unterschiede zwischen den Gruppen signifikant sind 

(LAGKOUVARDOS et al., 2017).  
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Abbildung 15: Graphische Darstellung der ß-Diversität als MDS – Plot 
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III. PUBLIKATION  

1 Publikation Fischmikrobiom  
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IV. DISKUSSION 

Wenn die Haltungsbedingungen in der Aquakultur optimiert werden sollen, ist ein 

möglichst umfassendes und tiefes Verständnis des Mikrobioms bzw. der darin ent-

haltenen bakteriellen Gemeinschaft (BG) von Fischen von großer Bedeutung. Denn 

umfassende Kenntnisse der BG ermöglichen eine Dysbiose, also ein Ungleichge-

wicht innerhalb der BG, frühzeitig zu erkennen (INFANTE‐VILLAMIL et al., 

2021). Bereits vor dem Ausbruch einer Krankheit könnte eine Verschiebung der 

Zusammensetzung der BG detektiert werden. Dies bietet bereits vor dem Auftreten 

der ersten klinischen Anzeichen die Möglichkeit eines Eingriffs. Ein früher Ein-

griffszeitpunkt mit nicht-invasiven oder nebenwirkungsarmen medikamentöse Be-

handlungen kann zusätzlich den Einsatz von Antibiotika minimieren. Gleichzeitig 

ermöglicht ein frühes Eingreifen, Verluste im Fischbestand zu begrenzen. Die Ver-

meidung von Antibiotikaresistenzen, z.B. durch einen möglichst sparsamen Ein-

satz, sowie die Sicherung der Verfügbarkeit eines gesunden Lebensmittels wie 

Speisefisch entspricht dem Konzept und der Strategien der One-Health-Initiative 

(MCEWEN & COLLIGNON, 2018), die sich mit den Gefahren für die Gesundheit 

des Menschen beschäftigt. Bessere Kenntnisse über das funktionelle Mikrobiom 

von Fischen und besonders Bachforellen begünstigen zum anderen Eingriffe in die 

BG von Bachforellen durch Prä- und Probiotika. Dies könnte die Fitness der Fische 

verbessern und diese widerstandfähiger gegen Pathogene oder sich verschlech-

ternde Umweltbedingungen machen (siehe Kapitel II.2.3.5).  

In der vorliegenden Studie wurde die ontogenetische Entwicklung der BG der 

Bachforelle in verschiedenen Entwicklungsstadien vom unbefruchteten Ei, dem Ei 

im Augenpunktstadium, der Dottersackbrut nach dem Schlupf, der fressfähigen, 

aufschwimmenden Brut und der Brut bis 95 Tage nach der Befruchtung untersucht 

(siehe Abbildung 16). Dies ist die erste Studie, in der die Mikrobiota von Bachfo-

rellen während der Ontogenese beginnend beim unbefruchteten Ei mittels 16S-

rRNA-Genamplikon-Sequenzierung untersucht wurden.  
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Abbildung 16: Beprobung der Bachforellen 

Die Bachforelle im Laufe ihrer Ontogenese mit den Stadien (A) unbefruchtetes Ei, (B) 

Dottersackbrut (C), fressfähige Brut und (D) Brut (95 dpf). 

 

1.1 Durchführung 

1.1.1 Haltung 

Studien zum Mikrobiom und den Mikrobiota von Fischen werden oftmals als Aqua-

rienversuche durchgeführt (MICHL et al., 2019; MENG et al., 2021). Doch auch 

der entgegengesetzte Ansatz, die Aufzucht in einer konventionellen Fischzucht, 

wird von verschiedenen Forschern verfolgt (NIKOULI et al., 2019; RAZAK et al., 

2019). Um eine realistische Darstellung der BG unter kommerziellen Zuchtbedin-

gungen zu erhalten, erfolgte in der vorliegenden Studie die Aufzucht der Bachforel-

len in offenen Rinnen und Becken in einer Fischzucht, deren Arbeitsabläufe denen ei-

ner kommerziellen Fischzucht glichen. In Hinblick auf die Umweltmikroorganismen 
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weichen die Bedingungen im Labor von denen der konventionellen Aquakultur ab. In 

konventionellen Fischzuchten sind grundlegende Hygienemaßnahmen verpflichtend, 

beispielsweise werden Gerätschaften, Schuhe und Hände nach vorgegebenen Sche-

mata desinfiziert. Es handelt sich jedoch um offene Systeme (siehe Abbildung 17), in 

denen andere Bedingungen vorherrschen als in Laboren mit geschlossenen Aquarien, 

wo die Minimierung von externen mikrobiologischen Einflüssen das oberste Ziel ist. 

Dass unterschiedliche Aquakultursysteme Einfluss auf das Mikrobiom von Fischen ha-

ben, konnte in Studien bereits bestätigt werden (GIATSIS et al., 2014; GIATSIS et al., 

2015). 

Die Aufzucht und Beprobung in einer konventionell betriebenen Fischzucht, in der 

keine Laborbedingungen herrschen, schien keinen Einfluss auf die Datenqualität zu 

haben, insbesondere wurde bei der bioinformatischen Auswertung keine Kontami-

nation der Proben festgestellt.  

 

Abbildung 17: Brutrinnen mit Siebeinsätzen 

 

Beim eingesetzten Futter handelte es sich um Standardforellenfutter (Biomar Fo-

rellenfutter INICIO Plus, Brande, Dänemark), welches vor der Fütterung nicht ste-

rilisiert wurde.  

Es ist möglich, dass in der Fischzucht selbst eine eigene spezifische BG existierte, 
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die Einfluss auf das Mikrobiom der Aquakulturfische hatte. Um dieser Frage ge-

nauer auf den Grund zu gehen, wurde in einer weiteren Studie ein Translokations-

versuch mit Fischen aus zwei verschiedenen Fischzuchten durchgeführt (siehe Ka-

pitel 1.4). Hierfür wurden Bachforellen von einer Fischzucht in die andere trans-

portiert und mit nicht transportierten Gruppen verglichen. Die Hypothese, dass jede 

Fischzucht eine spezifische BG aufweist, die unabhängig von der Genetik der je-

weiligen Fischpopulation Einfluss auf das Mikrobiom der Fische hat, muss jedoch 

in weiteren Studien untersucht werden.  

1.1.2 Probenahmeverfahren und Herausforderungen 

Der Großteil der Studien, die an Fischen durchgeführt werden, befasst sich mit 

adulten Tieren oder Tieren in Entwicklungsstadien, in denen der Verdauungstrakt 

bereits ausgebildet ist. Bei diesen Untersuchungen werden oftmals nur bestimmte 

Körperstellen beprobt wie z.B. der Darm, die Kiemen oder die Schleimhaut 

(BROWN et al., 2019; DULSKI et al., 2020a; LEGRAND et al., 2020; MINICH et 

al., 2020). Auch Autoren, die sich mit den Änderungen während der Ontogenese 

beschäftigen, untersuchen zum Teil nur den Darminhalt und führen ihre Studien mit 

Fischen durch, die bereits angefüttert wurden (STEPHENS et al., 2016; MICHL et 

al., 2019). Untersuchungen des Schleimhautmikrobioms werden ebenfalls haupt-

sächlich mit älteren Individuen durchgeführt. XAVIER et al. (2020) beispielweise 

untersuchten den Einfluss der Ontogenese auf die Schleimhaut von Riffbarschen 

(Stegastes spp.) und verglichen hierbei Jungfische und adulte Individuen. Andere 

Autoren beprobten die Eier in toto und verglichen sie mit dem Darminhalt von äl-

teren Individuen (BURGOS et al., 2018; LOKESH et al., 2019; ZHANG et al., 

2020). Da in der vorliegenden Studie sehr junge Tiere untersucht wurden und bei 

den Eiern und den Entwicklungsstadien vor der Fütterung keine Ausdifferenzierung 

der normalerweise untersuchten Körperstellen, wie dem Gastrointestinaltrakt, vorhan-

den war, wurden die Fische aller Entwicklungsstadien in toto beprobt. So sollte eine 

Vergleichbarkeit der Proben über die verschiedenen Entwicklungsstadien gewährleis-

tet werden. Die Beprobung des gesamten Fisches führte jedoch zu einer hohen Menge 

an Wirts-DNA, die während der DNA-Extraktion und in der Bibliotheksvorbereitung 

wahrscheinlich zu einer teilweisen Inhibierung des Endprodukts in mehreren Proben 

führte.  

Probenmaterial, das mittels 16S-rRNA-Genamplikon-Sequenzierung untersucht 

wird, weist üblicherweise eine deutlich geringere Menge an Wirts-DNA auf, da nur 
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bestimmte Gewebe, Abstriche oder Kot untersucht werden. Die Inhibierung der 

PCR stellt ein grundsätzliches Problem bei genetischen Untersuchungen dar. Ver-

schiedene Inhibitoren im Blut können die PCR stören, was primär auf die Hem-

mung oder Inaktivierung der Taq-Polymerase zurückzuführen ist 

(KERMEKCHIEV et al., 2009). Auch im Kot finden sich Inhibitoren wie z.B. Gal-

lensalze, die durch eine optimierte Probenvorbereitung zum Teil entfernt werden 

können (LANTZ et al., 1997). Eine Eliminierung der eukaryotischen DNA aus den 

Proben wird jedoch nicht durchgeführt (GODON et al., 1997; REITMEIER et al., 

2020). Die Probleme bei der Sequenzierung führten dazu, dass zur Qualitätssiche-

rung eine Reihe der Proben ausgeschlossen werden mussten.  

1.2 Vergleichbarkeit der Studien 

Bei der Betrachtung und Einordnung der Ergebnisse von verschiedenen Mikro-

biomstudien muss die fehlende Vergleichbarkeit der Forschungsansätze 

berücksichtigt werden. Die immer neue Etablierung von Sequenzierungstechniken 

und -protokollen, sowie von Methoden der Datenauswertung sorgt für eine Flut von 

Variablen, die deutlichen Einfluss auf das Ergebnis einer 16S-rRNA-Genamplikon-

Sequenzierung haben können (BHARTI & GRIMM, 2021). Während laut eigener 

Angaben von Illumina weltweit mit Abstand die meisten Sequenzierungsdaten mit 

der Illumina-Sequenzierung durch Synthese (SBS) erzeugt werden und die somit 

eine weitestgehend einheitliche Basis liefert, weichen die Studien hinsichtlich 

vieler anderer Faktoren voneinander ab (ILLUMINA INC., 2017). Es gibt 

zahlreiche Parameter, die einen Einfluss auf die Ergebnisse haben können, 

beginnend bei der DNA-Isolierung (CLAASSEN et al., 2013; CHAPUIS et al., 

2023) und der PCR. Während die Anzahl der PCR-Zyklen beeinflusst, ob 

bestimmte Bakterien deutlicher oder weniger deutlich in den Analysen repräsentiert 

werden (SALTER et al., 2014), hat auch besonders die Wahl der Primerpaare einen 

Einfluss auf die Ergebnisse (KLINDWORTH et al., 2013). Das Gen der 16S-rRNA 

verfügt über 9 hochvariable Regionen, von denen die V1-V3 Region (ALLEN et 

al., 2016), die V3-V4 Region (HPM, 2012) und die V3-V5 Region (ABELLAN-

SCHNEYDER et al., 2021) mit den dazugehörigen Primern am häufigsten Ziel der 

Untersuchungen sind. Abhängig von der Wahl der Primerpaare werden bestimmte 

mikrobielle Gruppen nicht erfasst oder können anhand der entstehenden reads 

mittels der vorhandenen Datenbanken nur in höheren taxonomischen Ebenen 

ermittelt werden (ABELLAN-SCHNEYDER et al., 2021). Die Wahl der 
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bioinformatischen Pipeline sowie der taxonomischen Datenbank hat ebenso einen 

großen Einfluss auf das Ergebnis (PRODAN et al., 2020; SIERRA et al., 2020), wie 

die verschiedenen Ansätze von OTU oder zOTU. Während für OTUs Sequenzen 

mit einer Ähnlichkeit von 97% geclustert werden, ist ein zOTU (oder auch ESV: 

exact sequence variant bzw. ASV: amplicon sequence variant) eine einzelne 

Sequenz ohne Variablen (PORTER & HAJIBABAEI, 2018). Folglich ist die 

richness deutlich höher, wenn sie mit zOTUs berechnet wird, als bei einer 

Berechnung mit OTUs.  

Diese unterschiedlichen Ergebnisse betreffen auch das deutlich besser erforschte 

menschliche Mikrobiom. So gehen die Angaben darüber, wie viele Bakterienarten 

im menschlichen Darm gefunden werden können, weit auseinander – von 100-200 

bis zu mehreren Tausend Arten (AVERSHINA & RUDI, 2015). Selbst auf Phy-

lum-Ebene gibt es signifikante Unterschiede zwischen verschiedenen Studien. 

Während beispielsweise MICHL et al. (2019) für junge Bachforellen Pseudomo-

nadota (ehemals Proteobacteria), Bacillota und Bacteroidota (ehemals Bacteroide-

tes) in absteigender Abundanz als die drei häufigsten Phyla fanden, waren die 

häufigsten Phyla in einer Studie mit jungen Bachforellen von ROGALL et al. 

(2020) Pseudomonadota, Actinomycetota (ehemals Actinobacteria) und Bacillota. 

In der vorliegenden Studie war ebenfalls Pseudomonadota das häufigste Phylum 

und hatte in jedem der Entwicklungsstadien eine Abundanz von über 50%. Bacte-

roidota und Bacillota gehörten ebenfalls zu den drei häufigsten Phyla der Studie. 

Es bleibt jedoch unklar, warum bereits auf Phylumeben so deutliche Abweichun-

gen zwischen den Studien bestehen. Da es sich bei der BG um ein dynamisches 

System handelt (INFANTE‐VILLAMIL et al., 2021), ist es denkbar, dass die Fi-

sche in den unterschiedlichen Studien tatsächlich sehr stark abweichende BG auf-

wiesen. Dies lässt sich bei stark abweichender Methodik und Auswertung jedoch 

nicht sicher sagen. Auf Grund der Vielzahl an Parametern, die Einfluss auf die 

Daten haben, wäre eine tatsächliche Vergleichbarkeit der Daten nur bei einer 

strikten Standardisierung der Methodik gegeben. 

1.3 Kernmikrobiom 

Bei der Betrachtung des Kernmikrobioms muss berücksichtigt werden, dass wie 

unter Kapitel II.2.1.2 beschrieben, keine einheitliche Definition existiert. Folglich 

sind auch die Ergebnisse der wissenschaftlichen Studien divergierend.  
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In der vorliegenden Studie zur Ontogenese der Bachforellen wurde über die ver-

schiedenen Entwicklungsstadien hinweg kein eindeutiges Kernmikrobiom festge-

stellt. Nur zwei Familien (Comamonadaceae und Moraxellaceae) traten in allen 

Entwicklungsstadien auf. Hinsichtlich der zOTUS gab es keine Überschneidungen. 

Während zumindest fünf Familien in allen frühen Entwicklungsstadien erfasst wur-

den, gab es bei den zOTU große Verschiebungen, so dass kein zOTU in allen frühen 

Entwicklungsstadien gefunden werden konnte. Die späten Entwicklungsstadien 

zeigten mehr Stabilität innerhalb der BG und neben fünf Familien konnten auch 

fünf zOTUs in allen späteren Entwicklungsstadien nachgewiesen werden.  

ZHANG et al. (2020) und NIKOULI et al. (2019) fanden beim Steinbutt (Scoph-

thalmus maximus) und Goldbrasse (Sparus aurata) ein Kernmikrobiom auf OTU-

Ebene. Erstere konnten das Kernmikrobiom sogar in zwei verschiedenen Fisch-

zuchten nachweisen. Das Bakterium Lactococcus piscium war dabei besonders auf-

fällig, da es in allen Entwicklungsstadien und in beiden Fischzuchten auftrat und 

immer einen Anteil über 10 % der fünf häufigsten Arten ausmachte. 

Ähnliche Ergebnisse wie in der vorliegenden Studie beschreiben hingegen 

BURGOS et al. (2018) für den Getüpfelten Gabelwels (Ictalurus punctatus) mit 

signifikanten Veränderungen während der frühen Entwicklungsstadien und einer 

Stabilisierung bei späteren Entwicklungsstadien. Die Ergebnisse könnten darauf 

hindeuten, dass, falls bei Bachforellen ein Kernmikrobiom existiert, es sich jedoch 

erst am Ende oder nach Abschluss der Ontogenese ausbildet.  

Die Studien an Steinbutt (Scophthalmus maximus) und Goldbrassen (Sparus au-

rata) erfolgten wie die vorliegende Studie an in toto beprobten Tieren, da in den 

frühen Entwicklungsstadien keine Differenzierung möglich ist. Unterschiedliche 

Körperstellen wie z.B. Darm und Schleimhaut zeigen jedoch große Unterschiede in 

ihrer BG (LOWREY et al., 2015; WEBSTER et al., 2018; MENG et al., 2021). Die 

in toto Beprobung gewährleistet einerseits die Vergleichbarkeit der verschiedenen 

Entwicklungsstadien, hat jedoch den Nachteil, dass Mikroorganismen die nur in 

bestimmten Körperbereichen auftauchen in der Auswertung unberücksichtigt blei-

ben, da sie in Bezug auf den ganzen Fischen nur in einer geringen Abundanz auf-

treten.  

Wie bereits unter II.2.1.2 beschrieben, sind die Studien hinsichtlich des methodi-



III. Diskussion    73 

 

schen Ansatzes ebenso unterschiedlich wie die genutzten Definitionen des Kern-

mikrobioms. Für eine abschließende Bewertung der Frage, in welcher Form ein 

Fischmikrobiom existiert, würde es daher zunächst einer Standardisierung der De-

finition des Kernmikrobioms sowie der methodischen Parameter bedürfen. 

1.4 Besatzversuch 

Fische sind wie alle aquatischen Organismen immer von Wasser und den darin le-

benden Mikroorganismen umgeben (ELLIS, 2001). Folglich ist der Einfluss des 

Mikrobioms der Umgebung in aquatischen Lebensräumen wahrscheinlich größer 

als in terrestrischen Habitaten. BURGOS et al. (2018) stellten fest, dass andere Fak-

toren wie die Nahrung eine größeren Einfluss haben können als die im umgebenden 

Wasser vorkommende Bakterien und dass die Mikroorganismen, die den Wirt be-

siedeln, nicht mit den Mikroorganismen im umgebenden Wasser übereinstimmen. 

Einige Studien zeigen große Unterschiede in der Zusammensetzung der Mikrobiota 

zwischen Wildfischen und Fischen aus Aquakultur (RAMÍREZ & ROMERO, 

2017b, 2017a) und eine deutliche Adaption des Mikrobioms bei einem Habitat-

wechsel (TARNECKI et al., 2019; WEBSTER et al., 2020). Es ist jedoch unklar, 

welchen Einfluss das Umgebungsmikrobiom des alten und neuen Lebensraums hat 

oder z.B. die Umstellung von industriell hergestellter Nahrung auf Naturnahrung 

und andersherum den entscheidenden Einfluss hat. Laut LAVOIE et al. (2018) wäre 

die Berücksichtigung der BG von großer Bedeutung bei dem Stützen des natürli-

chen Bestandes von Atlantischen Lachsen. Für das Management von anderen durch 

Besatz gestützten Arten kann dies ebenso angenommen werden.  

Die nachstehend vorgestellte Studie sollte erste Hinweise dazu liefern, ob ein fisch-

zuchtspezifisches Mikrobiom existiert und wie standortverlagerte Bachforellen auf 

die Konfrontation mit einem neuen Mikrobiom reagieren. Dies kann wichtige Er-

kenntnisse für den Transport von Fischen von einer zur anderen Fischzucht oder im 

Rahmen von Besatzmaßnahen in offenen Gewässern bieten. Wie bei der vorherge-

gangenen Studie und den meisten Mikrobiomstudien lag der Schwerpunkt auf der 

BG der Fische. Mit Hilfe der MiSeq-Sequenzierung des 16 S rRNA-Gens wurden 

die Verschiebungen innerhalb der Mikrobiota während der Umsiedlung von Bach-

forellen zwischen zwei verschiedenen Fischzuchten untersucht.  

Der Probenahme für die Studie erfolgte 2021 mit Bachforellen vom Institut für Fi-
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scherei in Starnberg – in dem auch die vorliegende Studie zur Ontogenese durch-

geführt wurde – und dem Fischereihof des Bezirks Schwaben in Salgen. Die 

Bachforellen wurden von einer Fischzucht in die andere und umgekehrt transpor-

tiert. Ziel war es herauszufinden, welchen Einfluss das Mikrobiom des jeweiligen 

Betriebs auf die Bachforellen hat und wie die BG der Bachforelle auf das Umset-

zen reagiert. Nach dem Transport befanden sich in einer der Rinnen als Kontrolle 

weiterhin Fische aus der jeweiligen Fischzucht, die nicht transportiert wurden. In 

der zweiten Rinne befanden sich Fische aus der Ursprungsfischzucht, für die der 

Transport zu der anderen Fischzucht mit einer eineinhalbstündigen Fahrt simuliert 

wurde. In der dritten Rinne waren Fische aus der jeweils anderen Fischzucht, wo-

hingegen sich in der vierten Rinne Fische aus beiden Fischzuchten befanden, die 

durch ein Gitter getrennt waren (siehe Abbildung 18 für die Aufteilung in Starn-

berg).  

 

Abbildung 18: Verteilung der Fische in den Rinnen in Starnberg  

In Rinne 1 verblieben Fische aus Starnberg, ohne transportiert zu werden. In Rinne 2 hiel-

ten sich Fische auf, die aus Starnberg sind und dem Transportstress ausgesetzt wurden. In 

Rinne 3 wurden Fische aus Salgen nach Starnberg transportiert. Rinne 4 bildet eine ge-

mischte Rinne mit Fischen aus Starnberg und aus Salgen. In Salgen erfolgte die Aufteilung 

kongruent. 

 

Durch den gewählten Versuchsaufbau wurde die Grundlage zur Untersuchung ver-

schiedener Kombinationen der Fische nach Standort und Herkunft geschaffen. Ziel 

war eine Differenzierung der Einflüsse auf die BG der Fische durch die Faktoren 

Transport, abiotische und biotische Umweltfaktoren an den zwei Standorten und 
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durch das Mikrobiom der jeweils anderen Population. Um den Faktor Futter auszu-

schließen, wurde das Futter der Fische an beiden Standorten vereinheitlicht. Die 

Probennahmen vor dem Transport dienten zur Definition des IST-Zustands in den 

beiden Fischzuchten. Ebenfalls beprobt wurden der Biofilm auf der Rinnenoberflä-

che und das Wasser in den Becken. Für die Wasserproben wurden pro Rinne drei 

Liter gefiltert.  

Die Mikrobiota verschiedener Körperbereiche, wie auf oder in der Schleimhaut, im 

Blut oder im Gastrointestinaltrakt von Fischen erfüllen unterschiedliche Funktionen 

und sind unterschiedlichen Umgebungsbedingungen ausgesetzt, folglich unter-

scheiden sie sich in ihrer Zusammensetzung deutlich (MERRIFIELD & RODILES, 

2015; FERCHIOU et al., 2023)). Dies konnte in der vorliegenden Studie bestätigt 

werden (siehe Abbildung 19). 

Die ersten Auswertungen zeigen, dass es große Unterschiede zwischen Enddarm 

und Schleimhaut gibt, sowie zwischen den drei Umweltproben Wasser, Tupfer-

probe Rinnenoberfläche und Futter. Die Wasser- und Rinnenproben zeigten hin-

sichtlich ihrer BG Übereinstimmungen (siehe Abbildung 19) und clusterten ent-

sprechend nah beieinander (siehe Abbildung 20). Während 66 zOTUs sowohl im 

Wasser als auch im Biofilm gefunden wurden, liegt die Übereinstimmung zwischen 

Schleimhaut und Wasser bei 38 zOTUs und zwischen Schleimhaut und Biofilm bei 

23 zOTUs. Die Überschneidungen zwischen dem Enddarm und den Umweltproben 

war deutlich geringer, dafür konnten 38 zOTU sowohl im Enddarm als auch in der 

Futterprobe gefunden werden. Die beprobten Körperstellen Enddarm und Haut 

zeigten ebenfalls eine Überlappung von insgesamt 18 zOTUs (nicht dargestellt). 

Die Unterschiede zwischen den Probenarten (Enddarm, Schleimhaut, Wasser etc.) 

waren größer als zwischen den Fischzuchten. Besonders die Enddarmproben und 

die Umweltproben zeigten deutliche Unterschiede (siehe Abbildung 19 und Abbil-

dung 20). Dennoch waren die Proben aus den zwei Fischzuchten signifikant unter-

schiedlich zueinander.  
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Abbildung 19: Bakterienfamilien der Fisch- und Umweltproben  

Dargestellt sind nur Familien mit einer relativen Häufigkeit von 2,0 % oder mehr in min-

destens einer der untersuchten Probengruppe. 
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Abbildung 20: β-Diversität der Fisch- bzw. Umweltproben in den beiden Fisch-zuch-

ten 

(A) MDS (Multidimensionale Skalierung) Plot; die Skala ist ein Indikator für die Variation 

in der taxonomischen Zusammensetzung der Mikrobiota zwischen den Proben (β-Diversi-

tät) auf der Grundlage verallgemeinerter UniFrac-Distanzen (d = 0,1 markiert einen Unter-

schied von 10 %). 

(B) Dendrogram der Fisch- bzw. Umweltproben; die linken Farbpunkte stellen die Art der 

Probe dar; die rechten Farbpunkte zeigen den Ursprung der Proben;  

Enddarm: orange; Schleimhaut: grau; Futter: braun; Wasser: blau; Rinnenoberfläche: grün; 

Salgen (SG): orange; Starnberg (ST): violett 

 

In der vorliegenden Studie konnten einerseits Fischzucht-spezifische OTUs identi-

fiziert werden, die entweder nur in einer Fischzucht vorkamen oder nur auf Fischen, 

die aus einer bestimmten Fischzucht stammten. Andererseits gab es eine Reihe von 

zOTUs, die in beiden Fischzuchten und in ähnlichen Abundanzen auftraten. Die 

Unterschiede zwischen den Fischzuchten waren besonders deutlich beim Schleim-

hautmikrobiom zu erkennen (siehe Abbildung 21). Dies deckt sich mit den Ergeb-

nissen von TARNECKI et al. (2019), die bei Gewöhnlichen Snooks (Centropomus 

undecimalis) feststellten, dass sich die Mikrobiota der Schleimhaut der Fische aus 

einer Kreislaufanlage, die in einen Freilandkäfig gesetzt wurden, innerhalb von 48 

Stunden an die Mikrobiota der Wildfische anglichen. ZHANG et al. (2020) unter-

suchten Steinbutt-Individuen (Scophthalmus maximus) aus zwei verschiedenen 

Fischzuchten hinsichtlich ihres Darmmikrobioms und konnte deutliche Unter-

schiede in der Zusammensetzung der BG feststellen. Allerdings wichen die Hal-

tungsbedingungen in den beiden Fischzuchten leicht voneinander ab. Die eine 
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Fischzucht nutze eine Kreislaufanlage, in der der größte Teil des Wassers rezirku-

lierte, und auch das Futter wurde leicht modifiziert. Dies erschwert die Interpreta-

tion der Ergebnisse, auch da viele Studien beispielweise beim Wechsel vom Frei-

land ins Labor oder andersherum das Futter als ausschlaggebend bezeichnen und 

der Einfluss des Umweltmikrobioms daher unklar bleibt (BOHLIN et al., 2002; 

LAVOIE et al., 2018).  

 

 

Abbildung 21: β-Diversität der Schleimhautproben in den beiden Fischzuchten 

(A) MDS (Multidimensionale Skalierung) Plot. Die Skala ist ein Indikator für die Variation 

in der taxonomischen Zusammensetzung der Mikrobiota zwischen den Proben (β-Diversi-

tät) auf der Grundlage verallgemeinerter UniFrac-Distanzen (d = 0,1 markiert einen Unter-

schied von 10 %).  

(B) Dendrogram; die Farbpunkte stellen den Ursprung der Proben dar.  

Salgen (SG): orange; Starnberg (ST): violett; Bas1-4: Rinne 1-4; up: der obere Teil der 

Rinne mit Fischen aus beiden Fischzuchten; down: der untere Teil der Rinne mit Fischen 

aus beiden Fischzuchten 

 

Da sich nur wenige Autoren mit dem Einfluss der Mikrobiota des Habitats auf das 

Fischmikrobiom beschäftigt haben, bedarf es dringend weiterer Forschung. Bisher 

gibt es wenige Studien dazu, woher die Bakterien in und auf dem Fisch stammen 

(INFANTE‐VILLAMIL et al., 2021). Während WILKINS et al. (2016) den Ein-

fluss der Muttertiere als vernachlässigbar und andere Faktoren wie die Nährstoff-

verfügbarkeit als entscheidender für die BG von Bachforelleneier beschreiben, 

bleibt dennoch unklar, woher die Bakterien, die Fische bereits während der Onto-

genese besiedeln, primär stammen. Sowohl der Wirt als auch die Umgebung spielen 
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eine Rolle für die Zusammensetzung der BG und die Besiedlung während der On-

togenese, der genaue Einfluss und die Zusammensetzung der BG kann jedoch bis 

dato kaum prognostiziert werden (GIATSIS et al., 2014; BLEDSOE et al., 2016).  

Um den Antworten auf diese offenen Fragen näher zu kommen, widmete sich die 

erste der vorliegenden Studien der BG der Bachforelle während der Ontogenese. 

Die zweite Studie galt explizit der Frage, welchen Einfluss das Mikrobiom des um-

gebenden Habitats, in diesem Fall die zwei Fischzuchten auf die BG der Bachforelle 

hat. Dieses Wissen kann ebenso wie die Ergebnisse der ersten Studie bei der Beur-

teilung, welche Schwankungen in der BG normal sind und welche eine Dysbiose 

darstellen, helfen. Gleichzeitig sind die Ergebnisse relevant, um künftig Transloka-

tionen von Fischen, sei es im Rahmen von Managementmaßnahmen wie Besatz 

oder dem Transport von einer Fischzucht zur anderen, möglichst schonend zu ge-

stalten und auch hier den Einfluss des Mikrobioms berücksichtigen zu können. Be-

reits heute sind Prä- und Probiotika auch bei Fischen untersuchte und diskutierte 

Möglichkeiten, deren Einsatz aber am besten geplant und genutzt werden kann bei 

einem umfassenden Verständnis der BG und ihrer Einflussfaktoren.  

In künftigen Studien sollten diese Untersuchungen vertieft werden. Von Interesse 

wären neben der Größe des Einflussfaktors Fischzucht bzw. Habitat auch eine Va-

riation verschiedener Bachforellen-Populationen bzw. Forellenarten. Hierbei kann 

weiter der Frage auf den Grund gegangen werden, welche Parameter, also die ge-

netischen Unterschiede der Fische oder die externen Mikrobiota den größeren Ein-

fluss haben. 
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V. ZUSAMMENFASSUNG 

Die Bachforelle (Salmo trutta) ist ein wichtiger Speisefisch in Europa, deren Pro-

duktion trotz langer Tradition zunehmend mit Herausforderungen konfrontiert ist. 

Durch den Klimawandel steigen nicht nur die Temperaturen, durch veränderte Nie-

derschlagsmuster nehmen zudem Zeiten mit geringem Abfluss zu und schränken 

die Verfügbarkeit von kaltem, sauerstoffreichem Wasser ein, das für die Salmo-

nidenproduktion benötigt wird. Die lokale Produktion von heimischen Fischarten 

in Teichwirtschaften mit Filtersystemen und Absetzbecken ist umweltverträglicher 

als der Import von Fischen aus Netzgehegen aus anderen Ländern und daher im 

Sinne der Nachhaltigkeit zukunftsfähiger. Eine große Rolle für den Gesundheitszu-

stand von Tieren spielt die bakterielle Gemeinschaft (BG). Die BG sind alle bakte-

riellen Mitglieder des Mikrobioms, das definiert ist als die Gesamtheit der Mikro-

organismen wie Bakterien, Archaeen, niedere und höhere Eukaryoten und Viren, 

ihre Genome und die sie umgebenden Umweltbedingungen in einem bestimmten 

Lebensraum.  

Da die BG von entscheidender Bedeutung für die Immunabwehr und für die Ge-

sundheit des Wirtsorganismus ist, erhöht eine umweltbedingte Dysbiose der BG die 

Anfälligkeit der Fische für Infektionen. Die Manipulation der BG und damit des 

Mikrobioms der Bachforelle könnte eine Möglichkeit zur Optimierung des Produk-

tionsprozesses darstellen. Gleichzeitig könnte das frühzeitige Erkennen einer Dys-

biose die Diagnose von Krankheiten in einem frühen Stadium ermöglichen.  

Ziel dieser Arbeit war die Beschreibung der typischen BG der Bachforelle während 

der Embryonal- und Frühentwicklung. Umfassende Kenntnisse und das Verständ-

nis der Zusammensetzung der BG sind die Voraussetzung für das frühzeitige Er-

kennen einer Dysbiose, sowie der Beeinflussung der BG durch die Haltungsbedin-

gungen, oder Prä- oder Probiotika.  

Das Mikrobiom von Fischen ist ein dynamisches System und abhängig von einer 

Vielzahl von Faktoren, wie z.B. Futter, physikalischen Faktoren, Haltungsbedin-

gungen oder Habitatbeschaffenheit, Erkrankungen und Medikamente, sowie der 

BG des Habitats z.B. der Fischzucht oder des natürlichen Gewässers. Kenntnisse 

über die BG der Bachforelle, insbesondere während der Ontogenese, in der der 
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Embryo einem starken Erregerdruck ausgesetzt ist und die erste bakterielle Besied-

lung nach dem Schlüpfen stattfindet, sind daher dringend erforderlich, bevor ein 

Eingriff möglich ist. In diesem Projekt wurde mittels 16S-rRNA-Genamplikonse-

quenzierung die Mikrobiota des gesamten Fisches vom unbefruchteten Ei bis zur 

Brut charakterisiert und hinsichtlich der Zusammensetzung ihrer BG verglichen. In 

einer weiteren Studie wurde der Einfluss des Mikrobioms der Fischzucht auf die 

BG der Bachforelle untersucht. Alle untersuchten Stadien während der Ontogenese 

wurden in toto beprobt, um Verzerrungen aufgrund unterschiedlicher Probenahme-

verfahren für die verschiedenen Entwicklungsstadien zu vermeiden.  

Die verschieden Entwicklungsstadien zeigten deutliche Unterschiede bereits auf 

Phylumebene. Diese Veränderungen auf Ebene des Phylums bestanden häufig aus 

der Zu- oder Abnahme von einzelnen oder wenigen Familien. Mit einer Abundanz 

von über 50% war Pseudomonadota das häufigste Phylum in der BG zu allen Pro-

benahmezeitpunkten. Zwei Familien (Comamonadaceae und Moraxellaceae) ka-

men in allen Entwicklungsstadien vor. Rhodobacteraceae, Comamonadaceae, Mo-

raxellaceae, Lysobacteraceae und Burkholderiaceae kamen in allen frühen Ent-

wicklungsstadien vom Ei bis zur fressfähigen Brut vor. In den späteren Entwick-

lungsstadien von der fressfähigen Brut und der Brut zu verschiedenen Probenah-

mezeitpunkten konnten die fünf Familien Comamonadaceae, Moraxellaceae, 

Flavobacteriaceae, Alteromonadaceae, and Chitinophagaceae zu jedem Probenah-

mezeitpunkt nachgewiesen werden. Hinsichtlich der zOTUs gab es keine Über-

schneidungen über den gesamten Versuchsverlauf, sowie zwischen den frühen Ent-

wicklungsstadien. Die späteren Entwicklungsstadien zeigten weniger Verschiebun-

gen und fünf zOTUs konnten in allen Brutstadien und der fressfähigen Brut nach-

gewiesen werden. In den frühen Entwicklungsstadien bis 67 Tage nach der Be-

fruchtung kam es zu großen Verschiebungen in der BG hinsichtlich der bakteriellen 

richness und der mikrobiellen Diversität. In den späteren Entwicklungsstadien 

schien sich die BG hingegen zu stabilisieren und wies geringere Veränderungen 

auf. Eine Manipulation der BG, um die Sterblichkeit der Embryonen zu verringern, 

sollte idealerweise direkt nach der Eiablage und nach dem Schlüpfen der Larven-

stadien stattfinden. Da Fische bereits auf Populationsebene erheblich voneinander 

abweichende BG aufweisen, wird der Nachweis von nützlichen Mikroorganismen 

oder Kommensalen schwierig sein. Hierfür bedarf es weiterer ausführlicher Unter-

suchungen. 
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VI. SUMMARY 

The brown trout (Salmo trutta) is an important food fish in Europe, whose produc-

tion is, despite a long tradition, more and more confronted with constraints. Rising 

temperatures and periods of low water discharge limit the availability of cold, oxy-

gen-rich water required for salmonid production. Local production of native fish 

species in pond farms with filter systems and settling ponds is more environmen-

tally friendly than importing fish from net pens from abroad (and therefore more 

ecological in terms of sustainability).  

The bacterial community (BC) is essential for immune defense and the hosts’ 

health. The BC or microbiota are all bacterial members of the microbiome, which 

itself is defined as the entirety of all microorganisms such as bacteria, archaea, 

lower and higher eukaryotes, and viruses, their genomes, and the environmental 

conditions surrounding them in a defined habitat.  

Since the BC is of fundamental importance for the immune defense and the fitness 

of the host organism, an environmentally induced dysbiosis of the BC increases the 

susceptibility of the fish leading to infections. Manipulating the BC and thus the 

microbiome of the brown trout, could be a method to optimize the production pro-

cess in aquaculture. At the same time the early detection of dysbiosis might allow 

the diagnosis of diseases at an early stage. 

The aim of this work was to describe the typical BC of brown trout during embry-

onic and early development. This provides the base for further research on negative 

impacts on the microbiome of brown trout. The microbiome of an organism is de-

termined on a variety of factors, such as feed, physical environmental factors, hus-

bandry conditions, diseases, or medications. Therefore, wide knowledge about the 

BC of the brown trout is needed before any intervention is possible. Especially dur-

ing ontogeny, as soon as after hatching the embryo is exposed to pathogens for the 

first time and the first bacterial colonization takes place. In this study, 16S rRNA 

gene amplicon sequencing was used to characterize the microbiota of whole fish 

from unfertilized egg to fry and to compare these developmental stages regarding 

their BC composition. All developmental stages were sampled in toto to avoid bi-

ases due to different sampling methods.  
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Pseudomonadota was the most abundant phylum in the BC of all developmental 

stages was. Only two families (Comamonadaceae and Moraxellaceae) occurred in 

all stages. Regarding the zOTU, there were no overlaps of all developmental stages. 

In the early developmental stages until 67 dpf, the BC displayed greater shifts in 

bacterial richness, microbial diversity, and taxonomic composition, while in the 

later developmental stages the BC seemed to stabilize and changed less. In sum, the 

manipulation of the BC to reduce embryo mortality might be possible directly after 

fertilizing the egg and shortly after hatching. Since fish already have significantly 

divergent BC at the population level, the detection of beneficial microorganisms 

will be difficult and require further detailed and even more sophisticated studies. 
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