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1 Einleitung 
Mikroorganismen greifen auf allen Ebenen in die Funktionen des Lebens ein und nehmen 
damit eine Schlüsselrolle in Ökosystemen ein. Sie sind in grundlegende Prozesse des 
Stoffkreislaufes wie Destruktion, Produktion und Fixierung anorganischer Substanzen in 
hohem Maße involviert. Durch den Einfluss, den Mikroorganismen auf die stoffliche 
Charakteristik ihres Habitats ausüben, prägen sie die übrige Biozönose. Um die 
Wechselwirkungen des Lebens innerhalb eines Habitates zu verstehen, stellt das Wissen um 
die Funktion der Mikroorganismen darin einen wichtigen Aspekt dar. Neben ihrer wichtigen 
Aufgabe als Destruenden sind Mikroorganismen auch in beachtlichem Maße an der 
Biomasseproduktion beteiligt. In oligotrophen, kleinen Fließgewässern wie der hier 
untersuchte Breitenbach, in denen allochtones Material die Haupt-Kohlenstoffquelle bietet, 
stellen Mikroorganismen das verbindende Element zwischen totem, organischem Material 
und höheren biotischen Ebenen (LEFF, 1994). Wie MARXSEN (2001) zeigte, liegt die 
Biomasseproduktion der Bakterien im Breitenbachsediment mit 162 g C/m²/Jahr deutlich über 
der der Primärkonsumenten. Daraus lässt sich schließen, dass die Biomasse der Bakterien 
einen wesentlichen Bestandteil zur Nahrungsversorgung der Fauna beitragen kann und aus 
dieser Perspektive von großer Bedeutung für das Ökosystem ist.  

In der traditionellen Mikrobiologie wurden Erkenntnisse über Bakterien in natürlichen 
Habitaten vor allem durch die Isolation und Untersuchung von Reinkulturen gewonnen. Man 
geht aber davon aus, dass dabei nicht einmal 1% der vorhandenen Taxa erfasst werden 
können. Zudem beinhalten die erhaltenen Kulturen keine oder nur wenige Organismen mit 
bedeutendem Einfluss auf das Habitat (AMANN et al. 1995). Die Entwicklung molekularer 
Methoden zur Untersuchung mikrobieller Artengemeinschaften, mit denen auch die nicht 
kultivierbaren Organismen erfasst werden können, ermöglicht daher einen vollkommen neuen 
Einblick in die Welt der Mikroorganismen (HEAD et al. 1998). 

Die meisten molekularen Methoden zur Untersuchung mikrobieller Artengemeinschaften 
beruhen auf der Analyse ribosomaler RNA oder dem dazugehörigen rRNA-codierenden 
Bereich der DNA. Ribosomale RNA ist mit Ausnahme der Viren in allen Lebensformen 
vorhanden und weist hochkonservierte Regionen auf, deren Basensequenz sich im gesamten 
Zeitraum der Evolution kaum verändert hat. Gleichzeitig beinhaltet ribosomale RNA 
Bereiche mit höherer Variabiltität, in denen sich Familien, Gattungen oder Arten 
unterscheiden – Untersuchungen auf allen Ebenen sind also möglich (LUDWIG & SCHLEIFER, 
1994). Diese Tatsache macht aus der ribosomalen RNA ein ideales Instrument zur 
phylogenetischen Analyse isolierter DNA, unabhängig von der Kultivierbarkeit der 
dazugehörigen Organismen. Als besonders geeignet für Untersuchungen dieser Art bezüglich 
der Eubacteria hat sich die 16S-rRNA aus der kleinen Untereinheit des Ribosoms erwiesen. 
16S-rRNA bzw. 16S-rDNA wird daher in vielen molekularen Ansätzen der mikrobiellen 
Ökologie als das Standard-Molekül verwendet. Je nach Zielstellung eignen sich 
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Sequenzierungen, Hybridisierungen oder genetische Fingerabdrücke auf Basis der 16S-
rRNA für die Untersuchungen der mikrobiellen Ökologie. 

Unter den Fingerprintmethoden bieten denaturierender Gelelektrophoresen wie DGGE oder 
TGGE die Möglichkeit zur simultanen Untersuchung einer großen Probenzahl mit 
vergleichbar geringen Zeitaufwand. Das sich ergebende Bandenmuster spiegelt die 
Populationstruktur der untersuchten phylogenetischen Gruppe innerhalb der Probe wider. Der 
Anwendungsbereich denaturierender Gelelektrophoresen liegt darin, Veränderungen in der 
Populationszusammensetzung bezüglich der Zeit oder entlang einer räumlichen Struktur 
aufzuzeigen (MUYZER & SMALLA 1998). 

Denaturierende Gelelektrophoresen eigenen sich für Untersuchungen der verschiedensten 
Lebensräume. So wurden Versuche zur mikrobiellen Besiedlung des menschlichen 
Gastrointestinaltraktes durchgeführt (ZOETENDAL et al 1998). Weiterhin gab es Experimente 
zu Veränderungen der Artzusammensetztung vor und nach einem biostimulierenden Prozess 
(OGINO et al. 2001) oder zur bakteriellen Sukzession entlang des Changjiang-Flusses 
(SEKIGUCHI et al. 2002). Zu kleinen Mittelgebirgsbächen, wie sie hier untersucht wurden, 
liegen allerdings noch keine Erkenntisse auf Basis molekularer Methoden zur gesamten 
eubakteriellen Population vor. Der Breitenbach wird seit etwa 40 Jahren von der 
limnologischen Flussstation in Schlitz untersucht, es liegen daher Daten aus vielen Bereichen, 
so auch aus der Mikrobiologie vor. Aus diesem Grund eignet er sich besonders für 
weiterführende Experimente, um Ergebnisse in den Gesamtzusammenhang des Ökosystems 
einordnen zu können. 

Der Schwerpunkt dieser Arbeit liegt in der Betrachtung von Verschiebungen in der 
Populationsstruktur der Eubacteria im Raum mit Hilfe von TGGE-Analysen. Es stellt sich die 
Frage inwieweit es zu Veränderungen im Längsverlauf des Breitenbaches kommt. Proben aus 
dem Breitenbach wurden untereinander und mit jeweils einer Probe aus zwei weiteren Bächen 
mit unterschiedlichem Wasserchemismus und einer Probe aus dem Potamalbereich der Fulda 
betrachtet. Weiterhin wurden Unterschiede der bakteriellen Artzusammensetzung im 
Breitenbach in der fließenden Welle und verschiedenen Sedimenttiefen – also in vertikaler 
Richtung - untersucht. Darüber hinaus sollten Erkenntnisse über die Herkunft der 
Bachbakterien anhand von TGGE-Mustervergleichen der Bachproben mit Boden-, Biofilm- 
und Blattproben gewonnen werden. Da die TGGE, wie sie hier angewendet wurde, keinerlei 
Information über die Art der gefundenen Bakterien oder deren Funktion im Habitat liefert, 
wurden zur Ergänzung stichprobenartig 16S rDNA-Sequenzierungen vorgenommen und die 
TGGE-Banden der gewonnenen Klone mit dem Bandenmuster der Herkunftsprobe 
verglichen. 

Auch wenn die Aussage über die Funktion der untersuchten Artengemeinschaften trotz der 
Sequenzierungen hier begrenzt bleibt, trägt diese Arbeit einen Teil dazu bei, die Rolle der 
Bakterien in den komplexen Zusammenhängen eines der Fließgewässer aufzuklären. 
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2 Charakteristik der beprobten Gewässer und Probestellen 
Für die durchgeführten Untersuchungen wurden Proben aus dem Breitenbach, dem 
Rohrwiesenbach, dem Fichtenbach und der Fulda entnommen. Alle Probestellen lagen im 
südlichen Teil des osthessischen Berglandes zwischen dem Vogelsberg und der Rhön. Bei 
den beprobten Bächen handelt es sich um Mittelgebirgsbäche mit verschiedenen 
Einzugsgebieten, die bezüglich ihres Chemismus Unterschiede aufweisen. Bei der Fulda, dem 
größten Fließgewässer in der Umgebung, kommt als weiterer Aspekt ein Einfluss durch die 
Abwässer anliegender Siedlungen und Industrie hinzu. Die Daten zu den einzelnen 
Fließgewässern wurden aus MARXSEN (1980a, 1989) für die drei Bäche und aus BREHM 
(1974) bzw. aus dem „Umweltatlas-Hessen“ für die Fulda entnommen. Aus dem Fichtenbach, 
dem Rohrwiesenbach und der Fulda wurden nur an je einer Stelle Proben entnommen. Der 
Breitenbach wurde an neun Stellen beprobt. 

2.1 Breitenbach (Probestelle 1-9) 

Der Breitenbach entspringt aus mehreren Helo- und Rheokrenen. Er wird im oberen 
Mittellauf zusätzlich durch eine konstant schüttende Grundwasserquelle gespeist, die einen 
großen Einfluss auf die gesamte Wasserführung hat. Im oberen Abschnitt wächst der Wald bis 
an die Ufer heran, weshalb in diesem Abschnitt viel allochtones Material in den Bach gelangt. 
Im Mittellauf begleiten Wiesen den Bach, wobei an einigen Stellen Erlengruppen am Ufer 
stehen. Im Unterlauf grenzen landwirtschaftlich genutzte Flächen an den Bach. Nach 4 km 
mündet der Breitenbach in die Fulda. Durch die Grundwasserquelle kommt es zu einer 
ausgeglichenen und nur langsam schwankenden Wasserführung. Oberhalb dieser Quelle kann 
der Bach im Sommer austrocknen. Das Wasser des Breitenbachs ist abgesehen von 
Hochwasserzeiten sehr klar. 

Der Untergrund des Breitenbaches besteht aus Buntsandstein, weshalb das Wasser nur wenig 
gepuffert ist. Der pH-Wert im Jahresverlauf ist schwach sauer bis neutral. Die 
Sauerstoffsättigung im Mittellauf liegt das ganze Jahr über nahe bei 100 %. Der DOC-Gehalt 
ist sehr niedrig und schwankt im Mittellauf zwischen 2 und 3 mg C/L. 

Der Breitenbach wurde an 9 Stellen beprobt (Abbildung 1). Vor der Probestelle 7 fließt die 
Ablauf eines Fischteiches in den Breitenbach. Unterhalb der Straße werden die anliegenden 
Flächen landwirtschaftlich genutzt, dies betrifft Probestelle 9.Die hier angegebenen 
physikalisch-chemischen Werte sind oberhalb von Probestelle 7 vor dem Abfluss des 
Fischteiches im Jahresverlauf gemessen worden. 
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Abbildung 1:Breitenbach (P. NEUMANN, unveröffentlicht; verändert von M. OBACH) 

2.2 Rohrwiesenbach (Probestelle 10) 

Der Rohrwiesenbach entspringt einer Helokrene in einer teils mit Röhricht bewachsenen 
Wiese und durchfließt dann einen mit Fichten durchmischten Rotbuchenwald. Im oberen 
Bereich, in dem auch die Probestelle liegt, ist er ein typischer Waldbach. Er mündet in den 
Sengelbach, der wiederum in die Schlitz fließt. Der Wasserstand ist abhängig vom 
Oberflächenabfluss, weshalb es kurzfristig zu erheblichen Schwankungen kommen kann. Das 
Wasser des Rohrwiesenbaches ist braun gefärbt.  

Aufgrund besonderer geologischer Verhältnisse ist der Rohrwiesenbach reich an Elektrolyten, 
besonders an Kalk. Dies führt zu einem leicht alkalischem pH-Wert, der durchschnittlich ein 
wenig über 8 liegt. Die Sauerstoffsättigung lag im Jahresverlauf 2002 meistens geringfügig 
unter 100 %, sank im Oktober aber auf 70 % ab. Der DOC-Gehalt liegt ähnlich wie beim 
Fichtenbach bei etwa 12 mg C/L. 

Die Probestelle liegt im Rotbuchenwald, im quellnahen Bereich. 

Probestelle 3 + 4  

Probestelle 5 

Probestelle 6 

Probestelle 7 

Probestelle 8 

Probestelle 1 

Probestelle 2 

Probestelle 9  
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2.3 Fichtenbach (Probestelle 11) 

Der Fichtenbach ist der Quellbach der Jossa, dessen Ursprung in einem moorigen 
Fichtengebiet liegt, wo er einer Helokrene entspringt. Nach 600 m fließt der Bach in einen 
Fischteich, danach durchfließt er Weideland bis zur Mündung in die Fulda. Die 
Wasserführung des Fichtenbaches ist gering, bei Trockenheit im Sommer kann es zur 
Austrocknung kommen. Durch Huminstoffe erscheint das Wasser rotbraun gefärbt. 

Der Bach fließt wie der Breitenbach auf Buntsandstein und ist daher nur schwach gepuffert. 
Durch den Fichtenbewuchs im Einzugsgebiet kann der pH sehr niedrige Werte annehmen. 
Die Im Jahresverlauf 2002 nahe der Quelle gemessenen Werte betrugen zwischen 4,4 und 5,8. 
Die Sauerstoffsättigung liegt im allgemeinen leicht unter 100 %. Der DOC-Gehalt beträgt 
etwa 12 mg C/L. 

Die Probenahme fand nahe der Quelle im Fichtenwald statt.  

2.4 Fulda (Probestelle 12) 

Alle drei untersuchten Bäche fließen direkt oder über die Schlitz in die Fulda. Diese ist das 
größte Fließgewässer in der Region und entspringt mehreren Quellen am Südhang der 
Wasserkuppe in der Rhön. Bedeutende Zuflüsse sind Smelnau, Lütter und Fliede vor der 
Stadt Fulda und Lüder, Schlitz und Jossa danach. Auf den weiteren Verlauf wird hier nicht 
mehr eingegangen, da die Probestelle noch vor Mündung der Schlitz liegt.  

Das Einzugsgebiet der Fulda unterhalb der Stadt Fulda besteht zu 50 % aus landwirtschaftlich 
genutzten Flächen, 42 % sind bewaldet, auf 7 % befinden sich Siedlungen und 1 % sind 
Oberflächengewässer. Abwässer hatten in den 70er Jahren einen großen Einfluss auf die 
Wasserqualität der Fulda. Sie wurde noch 1976 als stark verschmutzt mit Gewässergüteklasse 
III eingestuft. Durch Einsatz moderner Klärtechnik im Einzugsgebiet hat sich aber der 
Zustand der Fulda in Hinblick auf diesen Aspekt verbessert. Inzwischen wird ihr Zustand mit 
der Gewässergüteklasse II bewertet, was einer mäßigen Belastung entspricht. Die 
Fuldaquellen liegen auf buntsandsteinhaltigem Untergrund, aber schon 1 km unterhalb 
durchfließt die Fulda den Muschelkalksockel von Obernhausen und reichert sich dabei mit 
kalkhaltigem Wasser an. Dies hat einen erhöhten pH-Wert in diesem Gebiet zur Folge. Durch 
die Mündung der genannten Zuflüsse, die allesamt elektrolytenarm sind, nehmen Kalkgehalt 
und pH-Werte der Fulda mit zunehmender Entfernung von dem Muschelkalksockel wieder 
ab. 

Die Probe wurde an der Fuldabrücke des Ortes Pfordt entnommen. Diese Stelle liegt 
flussabwärts vom Zufluss der Lüder, ungefähr bei Flusskilometer 60, aber noch vor der 
Mündung der Schlitz. Die Mündung des Breitenbaches befindet sich ebenfalls stromabwärts.  
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3 Material und Methoden 
Bei Gebrauch von Wasser für Verdünnungen oder als Lösungsmittel wurde stets steriles 
Wasser von Merck (HPLC) oder Millipor (Milli-QPLUS 185) verwendet. 

3.1 Probenahme und Aufbereitung 
verwendetes Material  weitere Angaben Fabrikat 
Pufferlösung (Phosphatpuffer) pH 7 Merck 
Formaldehyd 36,5-38 % Sigma 
NaCl  Sigma 
MilliQ-Wasser Milli-QPLUS 185 Millipore 
Plastiktüten   
Tupperschüsseln   
Kühlbox   
1- bzw. 2 L -Glasflaschen mit 
Schraubdeckel 

 Schott 

Einmalspritzen 50 mL; 20 mL; 2 mL; steril B/Braun, Omnifix 
Parafilm  American National CanTM 
Filtervorrichtung für Einmalspritzen 0,2 µL Porengröße Schleicher & Schuell 
Membranfilter Supor®-200 0,2 µL Porengröße; ∅47 mm  

Polyethersulfon 
Pall Cooporation 

Vakuumpumpe  Heraeus 
Ultraschallsonde Piezon Master 400 EMS  

 

Die Probenahme wurde an zwei aufeinanderfolgenden Tagen durchgeführt. Am 10.07.2002 
wurden an den jeweiligen Stellen Wasserproben und Oberflächensedimente entnommen, am 
11.07.2002 das Sedimentprofil, Bodenproben, Blätter und mit Biofilm bewachsene Objekte. 
Die Entnahme des Quellwassers wurde am 16.07. wiederholt, da aus der ersten Probe nicht 
genügend DNA extrahiert werden konnte. 

Vor und während der Probenahme gab es keinen Niederschläge und die Abflussmenge des 
Baches war daher relativ niedrig. Die Probenahme erfolgte entlang des Breitenbaches von 
unten nach oben, um keine Störung in der jeweiligen, darauffolgenden Probestelle zu 
verursachen. 
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An allen Probestellen wurde zusätzliches Wasser für die Bestimmung der chemisch-
physikalischen Parameter entnommen (Tabelle 1) 

Tabelle 1: chemisch-physikalische Daten.  
Die Werte beziehen sich auf Messungen des Wassers an den Probestellen am 10.07.2002. Im 
Anhang sind die Werte graphisch dargestellt (Abbildung 25). 

 
Orthophosphat 

[µgP/L] 
Nitrat 

[mgN/L] 
Ammonium 

[µgN/L] 
DOC 

[mgC/L] 
O2 
[%] 

Leitfähigkeit
[µS/cm] 

pH 
[-] 

Temperatur 
[°C] 

1 34,2 105,9 10,7 2,5 103 142,3 6,7 10,3 
2 33,1 83,5 20,4 2,5 104 142,2 6,8 13,0 
3 53,0 432,9 2,7 1,8 93 162,0 6,1 8,4 
4 55,4 474,1 4,2 1,9 91 161,7 6,0 8,7 
5 47,7 210,6 9,3 2,5 103 155,2 6,4 10,6 
6 43,2 175,3 9,2 2,2 105 154,5 7,0 11,4 
7 42,1 340,0 11,7 2,3 103 154,3 6,9 11,9 
8 44,0 214,1 28,9 2,5 102 160,4 7,0 12,3 
9 41,0 278,8 17,5 2,7 102 161,1 7,1 12,5 
10 195,0 627,1 111,7 4,2 81 551,0 7,6 18,5 
11 15,2 231,8 20,5 3,4 87 195,6 4,9 14,1 
12 22,4 294,1 21,5 10,0 95 533,0 8,2 14,0 

Während der weiteren Probenahme und des Transportes wurden die Proben gekühlt und im 
Labor am selben Tag weiter aufbereitet. 

3.1.1 Wasserproben 

Die Wasserproben wurden an allen 12 Probestellen in Glasflaschen gesammelt, die vorher mit 
dem jeweiligem Probenwasser ausgewaschen worden waren. Es wurden jeweils 2L (bzw. 7L 
von der Quelle) entnommen. Im Labor wurden davon zwischen 500 und 1000 mL (Quelle: 
6000 mL) durch einen Membranfilter mit einer Porengröße von 0,2 µm filtriert. Dieser Filter 
wurde dann bis zur DNA-Extraktion bei –20°C eingefroren.  

Zusätzlich wurden für die Bestimmung der Gesamtbakterienzahl pro Probe 50 mL 
abgenommen und mit 2,5 mL 37 %iger filtrierter (0,2 µm) Formaldehydlösung konserviert. 
Die so behandelte Probe wurde im Kühlschrank bei 4°C bis zur Verarbeitung aufbewahrt. 

Bezeichnung der Proben: W1-W12 

3.1.2 Oberflächensedimente 

Die Sedimente wurden an allen 12 Probestellen mit präparierten 20 mL-Einmalspritzen 
entnommen. Den Spritzen war die Spitze abgeschnitten worden, so dass der Durchmesser der 
unteren Öffnung dem Spritzendurchmesser entsprach. Es wurde auf der Spritzenskala die 
gewünschte Tiefe von 2 cm eingestellt. Daraufhin wurde die Spritze bis zur eingestellten 
Tiefe senkrecht in das Sediment gesteckt, das offene Ende mit einer untergeschobenen 
Metallplatte verschlossen und die Spritze mit dem Sediment darin entnommen. Diese 
Prozedur wurde an jeder Probestelle 5 mal wiederholt und die einzelnen Teilproben einer 
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Stelle zusammen in einer Plastiktüte verwahrt. Im Labor wurden die jeweiligen Sedimente 
einer Probestelle mit einem Ethanol-gesäuberten Spatel gut durchgemischt. 

Für die Bestimmung der Gesamtbakterienzahl wurde mit einer wie oben präparierten 2 mL-
Einmalspritze ein Volumen von 0,5 mL je Probe entnommen und mit 9,5 mL 5 %igem 
Formaldehyd in Phosphatpuffer (pH 7) und 130 mmol/L NaCl überschichtet. Die so 
konservierte Probe wurde im Kühlschrank bei 4°C bis zur Weiterverarbeitung aufbewahrt. 
Der Rest des Sediments wurde bis zur DNA-Extraktion bei –20°C eingefroren. 

Bezeichnung der Proben: O1-O12 

3.1.3 Sedimentprofil 

An Probestelle 6 und 7 wurde das Sediment zusätzlich bis in 8 cm Tiefe beprobt. Die 
Entnahme erfolgte dabei analog zu den Oberflächensedimenten, mit dem Unterschied, dass 
die präparierte Spitze bis etwa 10 cm Tiefe in das Sediment gesteckt wurde. Das 
Probenmaterial wurde bis zur Weiterverarbeitung im Labor in den Spritzen aufbewahrt, die 
mit Parafilm abgedeckt worden waren. An beiden Stellen wurden drei Parallelproben 
genommen. Im Labor wurde das in der Spritze enthaltene Sediment vorsichtig in Schichten 
von jeweils 2 cm getrennt. 

Die Weiterbehandlung zur Bestimmung der Gesamtbakterienzahl und DNA-Extraktion 
erfolgte analog zu den Oberflächensedimenten. 

Bezeichnung der Proben: 0-2 cm 2-4 cm 4-6 cm 6-8 cm 
 TB/E1-3 TB/TE4-6 TB/TE7-9 TB/TE10-12 

3.1.4 Boden 

An den Probestellen 6 und 7 wurden Bodenproben aus dem Ah-Horizont entnommen und in 
Plastiktüten verwahrt. Diese wurden im Labor analog zu den Sedimenten behandelt. 

Bezeichnung der Proben::  Bo4, Bo5 

3.1.5 Blätter  

Aus dem Quelltümpel wurden Blätter von Eiche (Quercus robur) und Rotbuche (Fagus 
sylvatica) entnommen. Den Blättern war anzusehen, dass sie sich schon längere Zeit, 
wahrscheinlich seit dem vergangenen Herbst im Wasser befanden. An Probestelle 7 wurden 
grüne Erlenblätter (Alnus glutinosa) gesammelt, die ihrem Äußeren nach zu urteilen nur 
wenige Tage im Bach gelegen hatten. 

Bis zur DNA-Extraktion am nächsten Tag wurden die Blätter in Plastiktüten im Kühlschrank 
aufbewahrt. 

Bezeichnung der Proben: Bl1 (Eiche) Bl2 (Buche) Bl3 (Erle) 
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3.1.6 Biofilm 

Zur Untersuchung der Biofilme wurden sowohl natürliche Steine vom Bachgrund als auch 
gezüchtete Biofilme auf künstlichen Substraten gesammelt. Ein Stein stammte vom 
Bachgrund bei Probestelle 6 , ein weiterer Stein und die gezüchteten Biofilme wurden 
zwischen Probestelle 6 und 7 entnommen. Die Züchtung des Biofilms dient anderen 
Untersuchungen des Instituts und findet in speziellen Rinnen im Freiland statt, durch die 
Bachwasser geleitet wird. Hier werden raue, quadratische Tonkacheln (Kantenlänge 5 cm) 
exponiert, auf denen sich der Biofilm bildet. Die Rinnen, aus denen die Kacheln entnommen 
wurden, befinden sich zwischen den Probestellen 6 und 7. Das Alter der Biofilme auf den 
Kacheln betrug 4,5 und 10 Wochen. Der Biofilm auf den gesammelten Objekten wurde mit 
einer Ultraschallsonde und sterilem Wasser entfernt. Dabei wurde von den Kacheln die ganze 
Oberfläche von 25 cm² behandelt, während von den Steinen eine geschätzte Oberfläche von 
etwa 12 cm² abgelöst wurde. Die erhaltene Suspension wurde mit sterilem Wasser auf einen 
Liter aufgefüllt und wie die Wasserproben behandelt, wobei aber nur zwischen 100 und 
250 mL filtriert wurden. 

Bezeichnung der Proben: Stein  
Bi1 

Stein 
Bi2 

Kachel (4,5 Wochen) 
Bi3 

Kachel (10 Wochen) 
Bi4 

 Probestelle 6 zwischen Probestelle 6 und 7 

 

3.2 Bestimmung der Gesamtbakterienzahl 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
SYBR I  Eugene 
Antifadingsolution 
 50 % Glycerin 
 10 mmol/L Natriumpyrophos-
 phat (Na2HPO4) 

 0,1 mmol/L Phenylenediamin 
 (C6H8N2) 
 120 mmol/L NaCl 

 
 
 
 

 
Serva 
Merck 
 
Sigma 
 
Sigma 

Ultraschallsonde Model250D Branson 
Vortex Vortex-Genie2 Scientific Industrie Si 
Aluminiumoxidfilter Anodisc, 0,02 µm Porengröße Whatman 
Handpumpe mit Manometer  Naglene 
Objekträger 25x75 mm Marienfeld 
Deckgläser 24x50 mm Menzel Gläser 
Mikoskop 
 Objektiv 
 Filterkombination 

Axioplan2 
Plan-APOCHROMAT 100x1,4 Oil 
Anregungsfilter: HQ 480/40 
Strahlenteiler Q 505 LP 
Sperrfilter HQ 535/50 

Zeiss 

 

Die Bestimmung der Gesamtbakterienzahl wurde nach NOBLE & FUHRMAN (1998) 
durchgeführt. Das vollständige Volumen der in Formaldehyd fixierten Sedimentproben wurde 
für die Dauer von 60 Sekunden in Eis gekühlt und mit der Ultraschallsonde behandelt, um 
Aggregate voneinander zu trennen. Die Amplitude wurde auf 70 % eingestellt. Eine 
Behandlung der Wasserproben mit Ultraschall erfolgte nicht. Die vorbereiteten Proben 
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wurden 10 Sekunden mit einem Vortexgerät homogenisiert. Nach einer Pause von 10 
Sekunden, in der grobe Partikel sedimentieren konnten, wurde ein Aliquot entnommen. Nach 
Aufgabe des Aliquots auf einen Aluminiumoxidfilter wurde mit einem Unterdruck von 
maximal 10 kPa filtriert. Die Menge des Aliquots war abhängig von der erwarteten 
Bakterienzahl. Bei den Sedimentproben betrug es zwischen 25 und 50 µL der fixierten Probe, 
bei den Wasserproben zwischen 4 und 25 mL. Der gewonnene Filter wurde mit 100 µL 
0,25 %igem SYBR I überdeckt und abgedunkelt. Nach einer Einwirkungsdauer von 15 
Minuten wurden die Filter auf einen Objektträger gegeben, mit 30-40 mL Antifadingsolution 
behandelt und einem Deckglas abgedeckt. Anschließend an diese Prozedur wurde mit der 
Zählung der Bakterien unter dem Mikroskop begonnen. Dazu wurde eine 1000fache 
Vergrößerung gewählt und die SYBR I-gefärbten Bakterien mit Licht der Wellenlänge 480nm 
angeregt. Die Bildaufnahme erfolgte mit dem Programm AxioVision (Version 3.0; Zeiss). Pro 
Filter wurden 10 Felder der Größe 1538,4 µm² mit Hilfe des Programmes KS300 (Version 
3.0; Zeiss) ausgezählt (KIRCHMAN, 1993). 

3.3 DNA-Extraktion 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Soil DNA Kit  UltraCleanTM MoBio 

 

Die Extraktion der DNA aus den Proben erfolgte mit Hilfe des Soil DNA Kits UltraCleanTM 
von MoBio nach dem vorgegebenen Protokoll.  

Der Kit funktioniert dabei nach folgendem Prinzip: Die Zellen werden physikalisch und 
chemisch lysiert und störende Substanzen wie z.B. Proteine ausgefällt. Die erhaltene 
Suspension wird daraufhin zentrifugiert und der Überstand mit der gelösten DNA auf einen 
Spinfilter gegeben, welcher die DNA selektiv bindet. In mehreren Waschschritten wird die 
DNA mit Puffern gereinigt und anschließend eluiert. 

Bei den Sediment- Boden- und Blattproben wurden jeweils etwa 2,5g Einwaage für die 
Extraktion verwendet. Die Blätter wurden vor der Einwaage mit einem Ethanol-gereinigten 
Skalpell in kleine Stücke zerschnitten. Von den Wasser- und Biofilmproben wurde der nach 
der Filtration gesamte erhaltene Filter mit einem Ethanol-gereinigten Skalpell in kleine 
Stücke zerteilt und für die DNA-Extraktion eingesetzt. 
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3.4 DNA-Auftrennung und Nachweis auf Agarosegelen 

3.4.1 Auftrennung durch Gelelektrophorese 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
NuSieve 3:1 Agarose 
SeaKem LE Agarose 

 Biozym 
Biozym 

10x TAE-Puffer 
 

40 mmol/L Trisacetat 
1 mmol/L EDTA 
pH: 8,3 

Sigma 
 
 

Ladepuffer Gel Loading Solution 
5xABI Prism 

Sigma 
Perkin Elmer 

DNA-Ladder (123 bp) 1,0 µg/ µL Sigma 
SmartLadder SF  Eurogentec 
DNA Ladder 1kb  Sigma 
Smart Ladder  Promega 
Gibco Marker  Promega 

 

8 µL der erhaltenen DNA wurde zur Gelelektrophorese auf Agarose-Gele zusammen mit 2 µL 
eines Ladepuffers aufgetragen. Der Ladepuffer markiert die Elektrophoresefront und 
beschwert die DNA, so dass sie in die für den Probenauftrag vorgesehenen Geltaschen 
absinkt. Bei einer Gelelektrophorese dieser Art wird lineare DNA abhängig von ihrer Länge 
aufgetrennt. Durch die negative Ladung der DNA-Moleküle wandern diese zur Anode, wobei 
der zurückgelegte Weg innerhalb einer vorgegebenen Zeit umso größer ist, je kleiner das 
jeweilige DNA-Molekül ist. Die Basensequenz spielt hierbei eine untergeordnete Rolle. 

Abhängig vom erwarteten Molekulargewicht der eingesetzten DNA kann die 
Agarosekonzentration und damit die Maschenweite in den Agarose-Gelen gewählt werden. 
Bei hohem Molekulargewicht der DNA werden dementsprechend niedriger konzentrierte 
Agarose-Gele verwendet. Für den Nachweis der DNA-Extrakte wurden 0,8 %ige Gele 
eingesetzt. Die später erhaltenen PCR-Produkte wurden in Agarose-Gelen aufgetrennt, deren 
Konzentration zwischen 0,8 und 3 % lag. Für 3 %-Gele wurde NuSieve-Agarose verwendet, 
da diese besonders geeignet ist für die Auftrennung kleiner DNA-Moleküle. Die Herstellung 
der übrigen Gele erfolgte mit SaeKem-Agarose. 

Die eingewogene Agarose wurde in 1x-konzentriertem TAE-Puffer durch Erhitzen gelöst und 
in eine Gelform gegossen. Nach dem Erkalten wurde das feste Gel in die Pufferkammer 
gesetzt, mit 1xTAE-Puffer überdeckt und die DNA-Proben in die dafür vorgesehenen 
Geltaschen pipettiert.  

Eingestellte Parameter: 

Laufzeit:  60-90 Minuten 

Spannung: 7 V/cm Elektrophoresekammer 
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3.4.2 Nachweis durch Ethidiumbromidfärbung 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Ethidiumbromid  Sigma 
UV-Transilluminator BioDocAnalyze Biometra 

 

Das Gel wurde nach der Elektrophorese 20 Minuten lang in einem 0,0001 %igem 
Ethidiumbromidbad behandelt und anschließend weitere 20 Minuten in einem deionisierten 
Wasserbad gewaschen. Ethidiumbromid heftet sich unabhängig von der Sequenz an die DNA 
und fluoresziert bei UV-Bestrahlung von 302nm. Dadurch kann die im Gel enthaltene DNA 
sichtbar gemacht werden. Die UV-bestrahlten Gele wurden mit einer Kamera aufgenommen 
und als Bilddatei abgespeichert. Durch Auftrag eines DNA-Standards mit DNA-Molekülen 
mit bekanntem Molekulargewicht konnte die Länge der in der Probe enthaltenen DNA 
bestimmt werden. Berechnungen dieser Art wurden mit dem Programm BioDocAnalyze 
(Version 1.0; Biometra) durchgeführt. 

3.5 DNA-Amplifikation 

Mit Hilfe der von SAIKI et al. (1985) entwickelten Polymerase Chain Reaction (PCR) können 
spezifische Stücke eines DNA-Extraktes vervielfältigt werden. Die Ausgangs-DNA, das 
sogenannte Template, dient dabei der Synthese durch spezielle DNA-Polymerasen als 
Matrize. Der Bereich der Synthese wird durch Primer, das sind einzelsträngige DNA-
Moleküle, die der Polymerase als Startmoleküle dienen, gewählt. Durch die Temperatur 
werden die Einzelschritte der Reaktion – „Denaturierung des Templates“, „Annealing der 
Primer“ und „Elongation“ gesteuert. Bei jeder Wiederholung dieser drei genannten Schritte 
verdoppelt sich die Menge des Produktes, da die in einem Zyklus gewonnenen Produkte im 
Weiteren ihrerseits als Template dienen. Entscheidend für die Reinheit des PCR-Produktes ist 
das verwendete Temperaturprogramm und die Konzentration der Zutaten. 

Im Laufe der gesamten Untersuchungen wurden für mehrere Arbeitsschritte verschiedene 
PCR-Produkte angefertigt, daher hier ein kurzer Überblick (Abbildung 2). 

 

DNA-Extrakte 

EUBI/II-Produkte 
(Taq-Polymerase) 

EUBI/II-Produkte 
(Pfu-Polymerase) 

  
 Klone 
  

P2/3GC-Produkte 
(Taq-Polymerase) 

M13(AP)f/r-Produkte 
(Taq-Polymerase) 

  
  

TGGE Sequenzierung 

Abbildung 2: Im Laufe der gesamten Untersuchungen verwendeten PCR-Produkte.
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3.5.1 Verwendete DNA-Polymerasen 

Die hier verwendete Taq- und Pfu-Polymerase stammen aus den thermophilen Organismen 
Thermus aquaticus (SAIKI et al. 1988) und Pyrococcus furiosus (LUNDBERG et al. 1991). Die 
Taq-Polymerase weist eine sehr hohe Syntheserate auf, hängt aber häufig an den neu 
synthetisierten Strang noch eine zusätzliche Base. Für die Ligation der PCR-Produkte in die 
hier zur Klonierung verwendeten Vektoren sind aber glatte Enden wichtig. Bei PCR-
Ansätzen, deren Produkte als Ausgangsmaterial für Klonierung dienten, wurde daher eine 
Pfu-Polymerase verwendet. Diese hat zwar eine geringere Syntheserate, besitzt aber eine 3’-
5’-Endonuclease-Aktivität mit Korrekturfunktion, wodurch die Fehlerrate bei der Synthese 
vermindert wird und auch die angehängten Basen nicht auftreten (MÜHLHARD, 2000). 

3.5.2 Verwendete Primer 

Im Laufe der Untersuchung wurden mit Ausnahme der M13 (AP) f/r-Produkte ausschließlich 
Teile der 16S rRNA-codierende Genabschnitte vervielfältigt. M13 (AP) f/r-Primer 
amplifizieren neben dem EUB-Produkt auch einen Teil des Vektors aus dem Klon. 

Tabelle 2: Übersicht der verwendeten Primer. 
Die angegeben Positionen bezieht sich auf die Lage der Primer auf der 16S rDNA von 
E. coli.. 

Sequenz Position Länge des 
Produktes 

Name 

5’-GAG TTT GAT CCT GGC TCA G-3’  9-27 EUBI 
5’-AGA AAG GAG GTG ATC CAG CC-3’ 1562-1542 

1551 bp 
EUBII 

5’-ATT ACC GCG GCT GCT GG-3’ 534-517 P2 
5’-C GCC CGC CGC GCG CGG CGG GCG GGG CGG GGG CAC 
GGG GGG -3’ + 5’-CCT ACG GGA GGC AGC AG-3’ 
(GC-Klammer + P3-Primer) 

341-358 233 bp P3GC 

5’-GCT ATT ACG CCA GCT GGC GAA AGG GGG ATG TG-3’  M13f-AP 
5’-CCC CAG GCT TTA CAC TTT ATG CTT CCG GCA CG/3’  

1904 bp 
(mit Insert) M13r-AP 

5’-GTA AAA CGA CGG CCA G-3’  M13f 
5’-CAG GAA ACA GCT ATG AC-3’  

1811 bp 
(mit Insert) M13r 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 3: Schematische Darstellung der Primer-Positionen auf der 16S rDNA von E. coli. Die 
Größenverhältnisse sind nicht proportional zur Realität. Die angegeben Positionen bezieht sich auf die Lage der 
Primer auf der 16S rDNA von E. coli. 

16S rDNA: 
im Bakterien-
chromosom 
 
EUB-Produkt im 
Vektor 

M13(AP) f 

GC-Klammer 

EUBI 
9 

P3 
358 

P2 
543 EUBII 

1562 

 Vektor  

M13(AP) r 

     Vektor 
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Weil die für den PCR-Ansatz gebrauchten Substanzen für verschiedene Amplifikationen 
von z.T. verschiedenen Herstellern verwendet wurden und dies bei der PCR eine 
entscheidende Rolle spielen kann, werden die Materialien im folgenden für jeden Ansatz 
einzeln aufgeführt: 

3.5.2.1 Amplifikation mit EUBI/II-Primern 

Die gewonnenen DNA-Extrakte wurden zuerst mit den Eubakterien-spezifischen EUBI/II-
Primern (LIESACK et al. 1991) amplifiziert, um alle anderen Organismen auszuschließen. 
PCR-Produkte die im Weiteren für die TGGE bzw. Sequenzierung verwendet werden sollten, 
wurden mit Taq-Polymerase angesetzt, PCR-Produkte für die Klonierungen dagegen mit Pfu-
Polymerase. 

Tabelle 3: Reaktionsansatz für Amplifikation mit EUB-Primern und Taq-Polymerase (50 µL).  
Die angegebenen Konzentrationen beziehen sich auf das Ausgangsprodukt. 

verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat Zugabemenge 
PCR-Puffer:  100 mmol/L TrisHCl; pH 8,3 

500 mmol/L KCl 
15 mmol/L MgCl2 

Sigma 5 µL 

EUB I/II 0,1 mmol/L Thermo Hybaid je 0,5 µL 
dNTPs:  10 mmol/L pro dNTP Roche 0,05 µL 
Taq-Polymerase  5 units/µL Sigma 0,2 µL 
Template DNA-Extrakt  0,2-1 µL 
MilliQ-Wasser Milli-QPLUS 185 Millipore ad 50 mL 
Cycler  Mastercyclergradient Eppendorf  

 

Tabelle 4: Reaktionsansatz für Amplifikation mit EUB-Primern und Pfu-Polymerase (50 µL). 
Die angegebenen Konzentrationen beziehen sich auf das Ausgangsprodukt. 

verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat Zugabemenge 
10x-PCR-Puffer 200 mmol/L TrisHCl pH: 8,8 

100 mmol/L KCl 
100 mmol/L (NH4)2SO4 
20 mmol/L MgSO4 
1,0 % Triton X-100 
1 mg/mL nuclease-free BSA 

Promega 5 µL 

EUBI/II-Primer je 5 µmol/L Invitrogen je 5 µL 
dNTPs  10 mmol/L/dNTP Roche 1 µL 
Pfu-Polymerase 3 units/µL Promega 0,5 µL 
Template DNA-Extrakt  1 µL  
Wasser (HPLC)  Merck ad 50 mL 
Cycler Gene Amp 2400, PCR-System Perkin Emler  
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3.5.2.2 Amplification mit P2/P3GC-Primern 

P2/3GC-Primer (MUYZER et al. 1993) liegen innerhalb der von EUBI/II synthetisierten 
Region und schließen ein etwa 200 bp langes Stück ein, das die variable Region V3 enthält. 
Der P3-Primer enthält zusätzlich eine GC-Klammer. Das ist ein etwa 40 Basen langes Stück 
am Ende aus Guanin-Cytosin-Paaren, das dem PCR-Produkt angehängt wird. 

Tabelle 5: Reaktionsansatz für Amplifikation mit P2/P3GC-Primern (50 µL).  
Die angegebenen Konzentrationen beziehen sich auf das Ausgangsprodukt. 

verwendetes Material weitere Angaben  Fabrikat Zugabemenge 
PCR-Puffer:  100 mmol/L TrisHCl; pH 8,3 

500 mmol/L KCl 
15 mmol/L MgCl2 

Sigma 5 µL 

P2 0,1 mmol/L Thermo Hybaid 0,5 µL 
P3GC 0,1 mmol/L Biometra 0,5 µL 
dNTPs:  10 mmol/L pro dNTP Roche je0,05 
Taq-Polymerase  5 units/ µL Sigma 2 µL 
Template EUB/M13(AP)-Produkt  0,05-0,5 µL 
MilliQ-Wasser Milli-QPLUS 185 Millipore ad 50 mL 
Cycler  Mastercyclergradient Eppendorf  

3.5.2.3 Amplifikation mit M13 (AP) f/r-Primern 

Für die Sequenzierung wurden M13 (AP) f/r-Primer verwendet. Diese liegen innerhalb des 
Inserts im Plasmid des Klones, das wiederum aus Basis der EUBI/II-Produkte beruhte. Die 
ersten Proben wurden dabei mit dem Primerpaar M13 AP f/r amplifiziert. Da diese aber nicht 
für alle Klone befriedigende Ergebnisse brachten wurden die Klone der letzten Probe mit 
M13 f/r amplifiziert. Diese Primer liegen ein wenig innerhalb des M13 AP-Produktes. 

Tabelle 6: Reaktionsansatz für Amplifikation mit M13 (AP) f/r-Primern (50 µL). 
Die angegebenen Konzentrationen beziehen sich auf das Ausgangsprodukt. 

verwendetes Material weitere Angaben  Fabrikat Zugabemenge  
10x-PCR-Puffer 100 mmol/LTris-HCl :pH: 8,3 

500 mmol/L KCl 
15 mmol/L MgCl 

Invitrogen 5 µL 

M13 (AP)f/r-Primer je 5 µmol/L Invitrogen je 1 µL 
dNTPs  10 mmol/ µL pro dNTP Roche 1 
Taq-Polymerase 1 unit/ µL Roche 1 µL 
Template im Wasser enthalten   
Wasser (HPLC) mit Zellen angeimpft Merck 41 µL 
Cycler T-Gradient Biometra  
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3.5.3 Verwendete Temperaturprogramme 

Abhängig vom verwendeten Primer bzw. der verwendeten Polymerase wurden verschiedene 
Temperaturprogramme zur Amplifikation eingestellt. 

Tabelle 7: Übersicht über verwendete Temperatur-Programme.  
Die Zeitangaben beziehen sich auf Minuten:Sekunden 

Primer EUBI/II EUBI/II P2/P3 M13(AP)f/r 

Polymerase Taq Pfu Taq Taq 

  2:00 95°C  10:00 94°C 
Polymerase-
Zugabe  94°C  80°C  94°C  80°C 

Denaturie-
rung 

06:00  94°C (1. Zyklus) 
00:15 94°C (2.-30./35.  
 Zyklus) 

00:30 95°C 
02:00 94°C (1. Zyklus) 
00:15 94°C (2.-20. 
 Zyklus) 

00:45 94°C 

Annealing 

00:30 1.Zyklus: 50°C 
 2.-20.Zyklus: 
 Temperatur vom 
 vorherigen Zyklus 
 reduziert um 
 0,5°C 
 21-30/35.Zyklus: 
 40°C 

00 :30 40°C 

01:00 1. Zyklus: 65°C 
 2.-20. Zyklus 
 Temperatur vom 
 vorherigen Zyklus 
 reduziert um 
 0,5°C 
 21-30.Zyklus: 
 55°C 

01:00 57°C 

zyklisch 

Elongation 02:30  72°C 03:00 73°C O1:30 72°C 01:30 72°C 
    02:00 57°C 
 03:00 72°C 05:00 73°C 03:00 72°C 05:00 72°C 
 8  4°C 8  4°C 8  4°C 8  4°C 
Anzahl der 
Zyklen 30 (35) 25 30 30 

3.5.4 Allgemein 

Die Menge des zugegebenen Templates war abhängig von der Konzentration der DNA darin. 
Teilweise wurde die Anzahl der Zyklen variiert, um Unterschiede der DNA-Mengen in den 
Extrakten auszugleichen. 

Bis auf das Template und die Polymerase wurden die Substanzen für alle parallel angesetzten 
PCR-Proben in einem Mastermix gemischt und dann auf die Reaktionsgefäße verteilt. 
Dadurch wurde gewährleistet, dass die Reaktionsbedingungen in den einzelnen Proben gleich 
sind. 

Die verwendeten DNA-Polymerasen neigen dazu, vor Beginn des Temperaturprogrammes 
unspezifisch zu amplifizieren. Um dies zu verhindern, ist es möglich, die schon vorbereiteten 
Reaktionsansätze der einzelnen Proben ohne Polymerase zum Aufschmelzen des Templates 
zu erhitzen und erst daraufhin die Polymerase dazuzugeben. Diese spezielle Methode nennt 
man eine HotStart-PCR. Es wurde bei allen Amplifikationen mit HotStart-PCR gearbeitet. 

Um Kontaminationen der eingesetzten Zutaten oder Geräte festzustellen, wurde bei jeder PCR 
eine Negativkontrolle angesetzt. Die PCR-Produkte wurden nur verwendet, wenn diese 
abgesehen von den Primern keinerlei DNA aufwiesen. 
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3.6 Temperaturgradienten-Gelelektrophorese (TGGE) 

In der Temperaturgradienten-Gelelektrophorese (ROSENBAUM & RIESNER 1987; MUYZER & 
SMALLA 1997) ist es möglich, gleichlange DNA-Moleküle nach ihrem Schmelzpunkt 
aufzutrennen, wobei dieser stark sequenzabhängig ist. Das Basenpaar Thymin-Adenin besitzt 
nur zwei Wasserstoffbrückenbindungen, während das Basenpaar Guanin-Cytosin drei 
aufweist. Dies führt dazu, dass mit zunehmendem GC-Gehalt eines DNA-Moleküls dessen 
Schmelztemperatur zunimmt. Die DNA-Fragmente schmelzen dabei nicht Base für Base auf, 
sondern beginnen mit der Dissoziation in bestimmten Schmelzregionen. Diese kann schon 
durch den Austausch einer Base beeinflusst werden; daher können auch einzelne Basen einen 
großen Einfluß auf die Schmelztemperatur des DNA-Fragmentes haben.  

Die Proben wandern aufgrund einer angelegten Spannung durch ein Polyacrylamidgel, 
während parallel oder senkrecht dazu ein Temperaturgradient aufgebaut wird. Teilweise 
dissoziierte DNA wandert dabei langsamer durch das Gel als doppelsträngige DNA. An der 
Stelle im Gel, wo ein Molekül den für seine Sequenz spezifischen Schmelzpunkt erreicht hat 
und zu denaturieren beginnt, wird es von der restlichen DNA abgetrennt. Dissoziiert die 
denaturierte DNA vollständig, verschwindet die sterische Behinderung und die 
Wanderbewegung wird wieder schneller. Um zu vermeiden, dass das Molekül von zwei 
Seiten aufschmilzt und disoziiert, wurde eine GC-reiche Sequenz, die sogenannte GC-
Klammer an die eigentliche bakterielle DNA gehängt. Diese hält durch ihre hohe 
Schmelztemperatur das Molekül zusammen und der Austausch einzelner Basen eines DNA-
Fragmentes bis 500 bp kann zu etwa 95 % nachgewiesen werden (MYERS et al.1985). 

Für die TGGE wurden die Produkte des Primerpaares P2/P3GC mit einer Länge von etwa 
200 bp verwendet. Durch die etwa 40 Basen lange GC-Sequenz am Ende des P3GC-Primers, 
die nicht komplementär zur 16S rDNA ist, wurde die oben erwähnte GC-Klammer an die 
DNA-Fragmente addiert (siehe Punkt 3.5.2.2) 

3.6.1 Möglichkeiten der Anwendung 

3.6.1.1 Senkrechte TGGE 

Bei dieser Art der TGGE wird der Temperaturgradient senkrecht zur Spannung angelegt. Dies 
dient dazu, den Schmelzbereich der DNA herauszufinden, die sich in einer Probe befindet. 
Diese Probe wird über die gesamte Lauffront aufgetragen. Steigt die Temperatur von links 
nach rechts, so wird die gesamte Proben-DNA auf der linken Seite in doppelsträngigem 
Zustand vorliegen und schnell durchlaufen, während die gesamte Proben-DNA auf der 
rechten Seite in teilweise denaturierter Form vorliegt und daher während der Elektrophorese-
Dauer einen geringeren Weg zurücklegt. Dazwischen trennt sich die Probe in die 
Schmelzkurven der einzelnen Phylotypen auf. 

Um den optimalen Temperaturbereich für die Auftrennung der DNA in den Proben zu 
erhalten, wurde eine Mischprobe aus allen Einzelproben hergestellt und mit dieser eine 
senkrechte TGGE ausgeführt. 
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Eingestellte Parameter: 

Laufzeit:   4h 
Spannung:  100V 
Temperaturgradient: verschieden 
 
Probenauftrag:    
~200 µL Probe + 20 µL Ladepuffer 
(Dye Solution) 

 

 

Abbildung 4: Schema der senkrechten TGGE. 

3.6.1.2 Parallele TGGE 

Bei dieser Art der Anwendung wird der Temperaturgradient parallel mit der Spannung 
aufgetragen. Die Proben werden einzeln auf Slots – bei dem hier verwendeten Gerät 32 - 
aufgetragen. Die verschiedenen DNA-Moleküle trennen sich während der Elektrophorese in 
Banden auf. Je weiter die Laufstrecke eines Moleküls ist, desto höher ist sein Schmelzpunkt. 

 

 

 
 
 
 
Eingestellte Parameter: 

Laufzeit:   12h 
Spannung:  195V 
Temperaturgradient:36-52°C 
 
Probenauftrag:   
5-6 µL-Probe + 1 µL Ladepuffer 
(Dye Solution) 
 
 

Abbildung 5: Schema der parallelen TGGE. 
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3.6.2 Herstellung eines TGGE-Gels 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Acrylamid/Bis Solution  40 %, 37,5:1 BioRad 
Harnstoff  Sigma 
Glycerin 99 %   Sigma 
10x TAE-Puffer 40 mmol/L Trisacetat 

1 mmol/L EDTA 
pH: 8,3 

Sigma 

Formamid deionisiert  ≥ 99,5 % Roth 
Amoniumpersulfat (APS)   Biorad 
Tetramethylethylendiamin (TEMED)   Biorad 
Acrylglide E319 – Glass Plate Coating,   Amresco 
Feinwaage  0,0000g Sartorius 
Ultraschallbad  Bandelin Sonorex 
Glasplatten für TGGE Maxi (32 Slots) 

Spacer: 1 mm 
Biometra 

Silikonband Für TGGE Maxi Biometra 
Polybondfolie für TGGE Maxi Biometra 
Einmalspritze  50 mL, steril B/Braun, Omnifix 
Kanüle ∅1,20x40 mm, steril B/Braun, Sterican 

 

Bis auf APS und TEMED wurden die in der folgenden Tabelle angegebenen Zutaten des 
Polyacrylamidgels eingewogen bzw. abgemessen und zusammengegeben. Der Harnstoff in 
der Gellösung wurde bei 50°C mit Hilfe eines Magnetrührers auf der Heizplatte vollständig 
gelöst.  

Tabelle 8: Zusammensetzung der Polyacrylamid-Gele für TGGE 

Inhaltsstoffe Zugabemenge (50 mL) 
Harnstoff 24g 
Formamid 10 mL (20 %) 
Acrylamid 7,5 mL (15 %) 
TAE 10x 5 mL (10 %) 
Glycerin 2,5 mL (5 %) 
steriles Wasser ad 50 mL 
TEMED 110 µL 
10 %ige APS-Lösung 80 µL  

 

Anschließend wurde diese Gellösung in einem Ultraschallbad für 10 Minuten entgast. In 
dieser Zeit wurden die beiden Glasplatten gereinigt. Die Platte mit den Slots und den Spacern, 
auf der das Gel direkt haftete, wurde auf der Innenseite mit Acrylglide behandelt. Auf die 
andere Glasplatte ohne Strukturen wurde die Polybondfolie gelegt. Damit das spätere Gel 
keine Unebenheiten aufwies, wurden für die gleichmäßige Haftung der Folie etwa 3 mL 
Wasser zwischen Folie und Platte gegeben. Die beiden vorbereiteten Platten wurden nun mit 
der Polybondfolie nach innen zusammengelegt und mit einem Silikonband abgedichtet. 
Klammern an dem unteren und den seitlichen Rändern hielten das „Gel-Sandwich“ 
zusammen.  
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80 µL APS-Lösung und 110 µL TEMED wurden zu 50 mL des entgasten Gels bei 
Raumtemperatur gegeben, dieses leicht geschwenkt und daraufhin sofort mit Hilfe einer 
50 mL-Einmalspritze und der Kanüle in den vorbereiteten Gel-Sandwich gegeben. APS und 
TEMED katalysierten die Polymerisierung von Acrylamid, die direkt nach deren Zugabe 
begann. Zur Polymerisation wurde das Gel für mindestens 3 Stunden bei Raumtemperatur 
stehen gelassen. 

Für Gele, deren Banden miteinander verglichen werden sollten, wurden die Gel-Inhaltsstoffe 
in einem Ansatz zusammengegeben, um die Reproduzierbarkeit der Ergebnisse zu erhöhen. 
Für diese Gele wurde auch die selbe APS-Lösung verwendet. Die folgenden Gele, die für die 
TGGE mit Umweltproben verwendet wurden, waren aus der selben Gellösung hergestellt 
worden: 

TGGE 3 = TGGE 4 = TGGE 5 

3.6.3 Probenaufgabe 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Thermo-Coupling-Solution: Triton 
X-100  

 Sigma 

Dye Solution   BioRad 
10x TAE-Puffer 40 mmol/L Trisacetat 

1 mmol/L EDTA 
pH: 8,3 

Sigma 

Abdeckfolie für TGGE Maxi Biometra 
TGGE Maxi System Contoller   Biometra 

 

Die Glasplatte mit den Slots wurde vorsichtig von dem auspolymerisierten Gel gelöst und das 
Gel mit der Polybondfolie darunter auf die Heizplatte der TGGE Apparatur gelegt. Zwischen 
Heizplatte und Gel wurden 2 mL einer 0,1 %igen Tritonlösung aufgetragen. Diese diente der 
gleichmäßigen Wärmeübertragung. Über das Gel wurde zum Schutz vor Austrocknung eine 
Abdeckfolie gelegt ohne damit die Slots zu bedecken. Die mit Dye Solution gemischten 
Proben wurden nun in die Slots pipettiert. Dye Solution ist blau und markiert die 
Elektrophoresefront, außerdem beschwert sie die DNA-Moleküle.Zusätzlich zu den Proben 
wurde bei der parallelen TGGE in den beiden äußersten Slots mit P2/P3GC amplifizierte 
E. coli– DNA als Referenzprobe aufgetragen. Die Pufferkammern wurden mit 1x TAE-Puffer 
gefüllt, die Apparatur vorschriftsmäßig abgedeckt und das gewünschte Programm gestartet. 
Nach dem Ende der Elektrophorese wurde die DNA auf dem Gel mit Silber gefärbt. 
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3.6.4 Färbung 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Ethanol absolut p.a.  Merck 
Eisessig  99 % Sigma 
Silbernitrat  Sigma 
Formaldehyd  36,5-38 %,  Sigma 
Natriumhydroxid-Pellets  min98 % Sigma 
Kunststoffwaschschüsseln  (25 cmx25 cm)  
Horizontalschüttler   IKA-VIBRAX-VXR 

 

Silberionen komplexieren mit der DNA und werden dann durch eine alkalische 
Formaldehydlösung reduziert. Die Silberfärbung ist wesentlich empfindlicher als eine 
Färbung mit Ethidiumbromid.. Silbergefärbte Gele lassen sich zudem konservieren 
(MÜHLHARDT 2000).  

Das Gel wurde auf dem Horizontalschüttler in jeweils 400 mL der Färbelösungen (Tabelle 9) 
inkubiert. Alle Lösungen wurden mit sterilem Wasser vor der Färbung frisch hergestellt 

Tabelle 9: Silberfärbung von Polyacrylamidgelen  

Schritte der Gelfärbung Zusammensetzung 
der Lösungen 

Inkubationsdauer 

1. Fixierlösung 
 Ethanol:10 % 
 
 

Eisessig:0,5 % 
3 Minuten 

2. Silbernitratlösung 
 Ethanol:10 % 
 Acetat: 0,5 % 
 
 

Silbernitrat:0,2 % 

10-12 Minuten 

3. Spülung mit MilliQ-Wasser  

4. MilliQ-Wasser 2x3 Minuten 

5. Spülung mit MilliQ-Wasser  
6. Entwickler 
 Natronlauge 3 % 
 
 

Formaldehyd 0,1 % 
20 Minuten 

7. Fixierlösung 
 
 

Siehe 1. 5 Minuten 

8. Konservierungslösung 
 Glycerin 2 % 10 Minuten 
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3.6.5 Datenaufnahme und Auswertung 

Das gefärbte Gel wurde im Trockenschrank bei 50°C getrocknet und dann mit einer 
Auflösung von 400 dpi gescannt. Die einzelnen Spuren der parallelen TGGE können mit 
geeigneter Software in Densitogramme umgerechnet werden; hierfür wurden die Programme 
Gene Tools (Version 3.00.22; Syn Gene) und BioDocAnalyze (Version 1.0; Biometra) 
verwendet. 

Je intensiver eine im Gel erkannte Bande ist, desto höher ist ihr Grauwert. Die Banden 
können als Peaks dargestellt werden, wobei das Volumen des dieser Peaks zu der jeweiligen 
Bandenintensität proportional ist. Diese wiederum spiegelt die Menge der DNA wieder. 
Daher ist nicht nur eine qualitative, sondern auch eine quantitative Auswertung des 
Bandenmusters möglich. 

Bei allen Spuren war ein ausgeprägtes Hintergrundrauschen vorhanden, das die exakte 
Bestimmung des Volumens verhinderte. Aus diesem Grund wurde die Intensität der Banden 
nicht über das Volumen, sondern über die Höhe der Peaks errechnet. Aufgrund einer sehr 
großen Anzahl schwacher Banden wurde im verwendeten Programm eine niedrige 
Empfindlichkeit eingestellt, um nur die Hauptbanden zu erfassen. Oft wurden zusätzlich noch 
Banden manuell hinzugefügt, die das Programm aufgrund des starken Hintergrundrauschens, 
oder weil sie zu dicht an einer anderen Bande lagen, nicht erkannt hatte. Auch bei Spuren, die 
insgesamt kaum Banden aufwiesen, wurden schwächere Banden manuell den vom Programm 
detektierten hinzugefügt. 

Für die folgenden Berechnungen wurde die relative Abundanz Pi einer Bande innerhalb der 
jeweiligen Spur verwendet, diese erhält man nach : 

 

Gleichung 1: relative Abundanz 

mit: Pi = relative Abundanz  Hp = Summe aller Peakhöhen innerhalb einer 
 hi = Höhe des jeweiligen Peaks  Spur 

3.6.5.1 Clusteranalyse 

Für jedes Gel wurde eine Matrix erstellt, in der die qualitative Information enthalten war, ob 
ein Peak in einer Spur an einer bestimmten Gelstelle vorhanden war oder nicht. Für nicht 
vorhandene Peaks wurde eine Null gesetzt. Für vorhandene Peaks wurde der Wert ihrer 
relativen Abundanz eingegeben. Die erstellte Matrix beinhaltet demzufolge metrische 
Merkmale. 

 

 

HphP ii /=
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Die Zuordnung der Banden einer bestimmten Stelle im Gel erfolgte über Rf-Werte, die sich 
auf die Bande von E. coli beziehen. Diese wurde mit dem Rf-Wert 1 definiert. 

 

Gleichung 2: Rf-Wert 

mit: Rf (Bi)= Rf-Wert der i-ten Bande   Li = Laufstrecke der i-ten Bande 

 Lec = Laufstrecke des E. coli-Standards 

Mit der erstellten Matrix wurde eine Clusteranalyse mit Hilfe von SPSS for Windows 
(standard version) durchgeführt. Die Ähnlichkeit wurde dabei nach dem „quadrierten 
euklidischen Ähnlichkeitsmaß“ berechnet (BACKHAUS et al. 1996): 
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Gleichung 3: euklidische Distanz 

mit: de = euklidische Distanz   Pxi,yi = relative Abundanz der i-ten Bande  

n = Anzahl der Banden innerhalb einer Spur  aus Spur x bzw. Spur y 

Eine Verknüpfung der Proben zum Dendrogramm entsprechend ihrer Distanzen zueinander 
erfolgte über „Ward‘s linkage“ 

3.6.5.2 Diversitätsanalyse 

Die Diversität innerhalb der einzelnen Proben wurde mit Hilfe des Shannon-Indexes 
errechnet. Dieser stellt den mittleren Grad der Ungewissheit dar, irgendeine Art von n Arten 
anzutreffen und wird nach Gleichung 4 berechnet. Je höher der Shannon-Index, desto größer 
ist also die Diversität innerhalb einer Probe. 

 

 

Gleichung 4: Diversität nach Shannon 

mit: H = Shannon-Index   n = Anzahl der Banden innerhalb einer Spur 

Zur Berechnung der Diversität wurden die selben Daten wie sie zur Clusteranalyse eingesetzt 
worden waren verwendet. 
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3.7 Sequenzierung 

Um auch Informationen über die Art der Organismen in den Proben zu erhalten, wurden von 
ausgewählten Proben Teile der 16S-rDNA-Fragmente sequenziert und diese mit bereits 
bekannten Sequenzen anderer Organismen verglichen. Dazu wurden transgene Klone auf 
Basis von EUB-Produkten der ausgewählten Proben geschaffen. Die Klonierung wurde mit 
dem Zero Blunt PCR-Kloning Kit nach Anleitung durchgeführt. Über eine PCR mit M13 
(AP)-Primern wurde ein Fragment des Vektors mit den EUB-Produkten darin wieder 
ausgeschnitten und vermehrt. Dieses Fragment diente der Sequenzierung als Grundlage.  

Sequenzierungen wurden mit Klonen aus den Proben W9, O4, O9, O11 und O12 
durchgeführt.  

3.7.1 Herstellung der Ligationsfragmente 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
PCR EUBPfu siehe Punkt 3.5.2.1  
MultiScreen-Platte  MilliQ 

 

Bei einer Ligation werden durch Ligasen DNA-Fragmente miteinander verbunden. In diesem 
Fall wurden EUB-Fragmente aus einer Pfu-Amplifikation in den PCR-Blunt-Vector ligiert.  

In den Blunt-Vektor können, wie der Name schon sagt, nur DNA-Fragmente mit glatten 
Enden eingebaut werden. Das Fragment wird dabei in ein letales Gen des Vektors eingebaut. 
so dass Zellen, die den Vektor, aber nicht das Insert besitzen, absterben. Weiterhin liegt auf 
dem Vektor ein Kanamycin-Resistenz-Gen. Zellen, die keinen Vektor besitzen, können daher 
auf kanamycinhaltigem Medium ausgeschlossen werden. 

Es wurden pro Probe jeweils drei Amplifaktionen angesetzt und anschließend gepoolt, 
gereinigt und konzentriert. Diese drei Schritte erfolgten über eine MilliQ-Multiscreenplatte. In 
dieser Platte befinden sich Vertiefungen mit einem Zellulosefilter, der DNA-Fragmente, die 
größer als 650 bp sind, zurückhält. Der gesamte Ansatz (50 mL) der drei parallel 
angefertigten PCR-Produkte wurde in jeweils eine Vertiefung der Platte gegeben und mit 
etwa 0,5bar Unterdruck filtriert. Der Rückstand in den Filtern wurde mit 60 µL sterilem 
Wasser wieder aufgenommen und in Plastikcaps überführt. 
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3.7.2 Ligation und Transformation 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Zero Blunt PCR Cloning Kit  Invitrogen 
SOC 2 % Trypton, 0,5 % Hefeextrakt, 10 mmol/L 

NaCl, 2,5 mmol/L KCl, 10 mmol/L MgCl2, 
10 mmol/L MgSO4, 20 mmol/L Glucose 

Invitrogen, One Shot Kit 

One Shot Competent Cells Genotyp: 
F- mcrA ∆(mrr-hsdRMS-mcrBC) Φ80lacZ 
∆M15 ∆lacX74 deoR recA1 araD139 ∆(ara-
leu)7697 galU galK rpsL endA1 nupG 

Invitrogen, One Shot Kit 

Bacto Tryptone  Otto Nordwald 
Bacts Yeast Extract  Pifco Laboratories 
NaCl 1mol/L Merck 
NaOH 1mol/L Merck 
Bacto-Agar  Merck 
Kanamycin  Sigma 

 

Für die Ligation wurde je Probe folgender Ansatz mit Substanzen aus dem Zero Blunt-Kit 
zusammengegeben: 

Tabelle 10: Reaktionsansatz für die Ligation.  
Die angegebenen Konzentrationen beziehen sich auf das Ausgangsprodukt. 

Zutaten weitere Angaben Zugabemenge 
linearer pCR-Blunt Vektor 25 mg/L in TE-Puffer, pH 8 1 µL 
EUBPfu-Produkt  5 µL 
10x Ligationspuffer (mit ATP) 60 mmol/L TrisHCl, pH 7,5 

60 mmol/L MgCl2 
50 mmol/L NaCl 
1 g/L BSA 
70 mmol/L β-mercaptoethanol 
1 mmol/L ATP 
20 mmol/L dithiothreitol 
10 mmol/L spermidin  

1 µL 

steriles Wasser  2 µL 
T4 DNA-Ligase (4U/ µL) 4,0 units/µl 1 µL 

 

Dieser Ansatz wurde für eine Stunde bei 16°C inkubiert. Anschließend wurden 2 µL des 
jeweiligen Ansatzes in ein 50 µL-Gefäß mit One Shot TOP10 Zellen gegeben, die zuvor auf 
Eis gestellt worden waren, und auf dem Eis für 30 Minuten inkubiert. Im nächsten Schritt 
wurden die Zellen für exakt 45 Sekunden in ein 42°C-warmes Wasserbad gegeben und 
daraufhin ein weiteres Mal für 2 Minuten auf Eis gestellt. Nun wurden jeweils 250 µL auf 
37°C erwärmtes SOC-Medium zu den Zellen gegeben. Dieser Schritt und alle folgenden 
fanden an einer Sterilbank statt, um eine Kontamination mit Fremdorganismen zu vermeiden. 
Die Zellen im SOC-Medium wurden für eine Stunde bei 37°C mit 225 rpm geschüttelt. Nach 
Ablauf dieser Zeit wurden sie wiederum auf Eis gestellt und jeweils ein Gefäß mit SOC-
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Medium und den nun transgenen Zellen darin auf einer kanamycinhaltigen LB-Platte 
ausplattiert. Es erfolgte eine letzte Inkubation im Brutschrank für 24 Stundenbei 37°C. 

Tabelle 11: Zusammensetzung des kanamycinhaltigen LB-Agars 

Inhaltsstoffe Zugabemenge 
Bacto Tryptone 10g 
Bacts Yeast Extract 5g 
NaCl 10g 
Bacto-Agar 15g 
deionisiertes Wasser ad 1000 mL 
Kanamycin 4 mL 

 

Der pH-Wert wurde mit Natronlauge auf 7,0 eingestellt. Erst nach dem Autoklavieren des 
Mediums wurden 4 mL Kanamycin dazugegeben und die Platten gegossen. 

3.7.3 Analyse der Klone 

Von den über Nacht auf den Platten gewachsenen Klonen wurden je Platte 96 freiliegende 
Kulturen mit einem sterilen Zahnstocher abgenommen, in 41 µL steriles deionisiertes Wasser 
gegeben und anschließend eingefroren. Osmotische Kräfte und das Einfrieren sollten dabei 
eine Zerstörung der Zellwand bewirken, um die DNA der Zellen für die folgende PCR 
zugänglich zu machen. Die im Wasser befindliche DNA wurde mit M13(AP)-Primern und 
Taq-Polymerase amplifiziert. Eine Kontrolle, ob die amplifizierte DNA auch das gewünschte 
Insert mit dem EUB-Produkt enthielt, fand über eine Gelelektrophorese auf Agarose statt. 
Zellen ohne Vektor sollten überhaupt kein PCR-Produkt aufweisen, da die Primer Teile des 
Vektors amplifizieren. Zellen mit Vektor ohne Insert weisen eine deutlich geringere Länge 
auf als die zu erwartenden 1904 bp bzw.1811 bp des Produktes mit Insert. Weiterverwendet 
wurden nur Klone, die das richtige Insert aufwiesen. 

Um den Klonen Banden aus dem TGGE-Gel zuordnen zu können, wurde auf Basis des 
M13(AP)-Produktes eine PCR mit P2/P3GC-Primern durchgeführt und die daraus 
gewonnenen Produkten erneut auf ein TGGE-Gel gegeben. 

3.7.4 PCR-Sequenzierungsreaktion 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Premix Big DyeTM Terminator ABI Prism 
P3-Primer 3,2 pM Invitrogen 
Natriumacetat 3M: pH 4,6 Perkin Elmer 
Ethanol 95 %, 70 % Merck 
Formamid  Sigma 
Dextran (Ladepuffer) 50 mg/ mL Perkin Elmer 

 

Die Sequenzierungsreaktion ist einer PCR sehr ähnlich. Anders als bei der PCR wird aber nur 
ein Primer eingesetzt und die zugegebenen dNTPs enthalten einen bestimmten Prozentsatz an 
basenspezifisch fluoreszenzmarkierten Didesoxi-Ribonukleotiden (ddNTPs). Beim Einbau 
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dieser kommt es zu einem Kettenabbruch. Es wird also nur ein Strang des Templates 
amplifiziert, dabei entstehen einzelsträngige DNA-Fragmente verschiedener Länge, die an 
einem Ende ein fluoreszensmarkiertes ddNTP besitzen. 

Tabelle 12: Reaktionsansatz für die Sequenzierungsreaktion.  
Die angegebenen Konzentrationen beziehen sich auf das Ausgangsprodukt. 

Zutaten weitere Angaben Fabrikat Zugabemenge 
Premix Big DyeTM Terminator ABI Prism 4 µL 
P3-Primer je 3,2 pM Invitrogen 1 µL 
Template M13(AP)r/f-Produkt  4 µL 
steriles Wasser HPLC Merck 11 µL 
Cycler T-Gradient Biometra  

 

Tabelle 13: verwendetes Temperatur-Programm für die Sequenzierungsreaktion.  
Die Zeitangaben beziehen sich auf Minuten:Sekunden. 

 Denaturierung 00:10  96°C 
 Annealing 00:05 50°C 

zyklisch 

 Elongation 04:00  60°C 
 8  4°C 

Anzahl der Zyklen 25 

 

Das gewonnene Produkt wurde über eine Multiscreenplatte gereinigt und in 25 µL sterilem 
Wasser wieder aufgenommen, um überschüssige ddNTPs abzutrennen. Anschließend wurde 
die DNA durch Zugabe von 2 µL Natriumacetat und 50 µL 95 %igem Ethanol gefällt. Nach 
15 Minuten Sedimentationszeit wurde die DNA für 30 Minuten bei 3000g zentifugiert, der 
Überstand verworfen und die Prozedur mit der Zugabe von 150 µL 70 %igem Ethanol 
wiederholt. Das Pellet wurde mit einer Formamid-Dextranlösung (5:1) wieder aufgenommen 
und kann in dieser Form direkt für den Auftrag auf das Sequenzierungsgel verwendet werden. 

3.7.5 Herstellung eines Sequenzierungsgeles 
verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Acrylamid / Bis Solution 29:1 BioRad 
Harnstoff  BioRad 
10xTBE 
 Tris 
 Borsäure 
 EDTA 

 
0,5 mol/L 
0,9 mol/L 
0,3 mol/L 

 
BioRad 
Merck 
Sigma 

TEMED  BioRad 
APS 10 % Aldrich 
Glasplatten Länge: 48 cm  
Kamm 48 Zähne  
Spacer 0,2 mm  
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Für die Auftrennung der markierten DNA-Fragmente wurden 25 mL eines 4,25 %iges 
PAA-Gels mit folgenden Substanzen hergestellt: 

Tabelle 14: Zusammensetzung der Ployacrylamid-Gele für die Sequenzierung 

Inhaltstoffe Zugabemenge (25 mL) 
Harnstoff 9g 
Acrylamid 7,1 mL (30 %) 
10xTBE 3 mL 
steriles Wasser 10,5 mL 
TEMED 20 µL 
APS 150 µL (10 %) 

 

Wie bei dem TGGE-Gel wurde das Gel vor Zugabe von APS und TEMED entgast. Nachdem 
diese beiden Substanzen dazugegeben worden waren, wurde das Gel sofort zwischen zwei 
gesäuberte, 48 cm lange Glasplatten, die mit Spacern auseinandergehalten wurden, gegossen. 
Nach 3 Stunden ist das Gel auspolymerisiert und kann mit den Proben beladen werden. Für 
den Probenauftrag wurde von oben ein Kamm mit 48 Zähnen in das polymerisierte Gel 
gedrückt. 

3.7.6 Probenauftrag 
Verwendetes Material weitere Angaben Fabrikat 
Sequencer ABI-377 Automatic Sequencer ABI (Applied Biosystems) 

 

Das Gel wurde mit den Platten in den Sequencer eingebaut, die Pufferkammern mit 1xTBE-
Puffer gefüllt. Die vorbereitete DNA wurde auf 95°C erhitzt und bis zur Aufgabe auf Eis 
gekühlt, da DNA in denaturierter Form aufgegeben werden muss. Von jedem Produkt der 
Sequenzierungsreaktion wurden 1,4 µL in die durch den Kamm geformten Geltaschen 
gegeben. Nach Einstellung der Parameter kann der Sequenzierungslauf gestartet werden. 

Eingestellte Parameter: 

Laufzeit:   18h  Leistung:  40W 

Spannung:  2400V  Temperatur:  51°C 

Stromstärke:  50 mA  Laserpower:  40 mW 
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3.7.7 Datenaufnahme und Sequenzanalyse 

Im Sequencer befindet sich ein Laser, der das Gel am unteren Rand scannt. Die durch die 
Spannung nach unten wandernden, im Laserstrahl fluoreszierenden DNA-Fragmente werden 
von einem Detektor erkannt. Je länger die Fragmente sind, desto später passieren sie die Stelle 
im Gel, die vom Laser erfasst wird. Es kommt also zu einer zeitlichen Auftrennung der 
Fragmente. Die erfassten Fragmente werden durch die Software 377 DNA Sequencer Data 
Collection in ein Densitogramm umgerechnet, in dem man die 4 unterschiedlichen 
Fluoreszenzfarbstoffe, mit der die jeweiligen ddNTPs am Ende des Fragmentes markiert sind, 
erkennen kann. Aus den aufeinanderfolgenden Maxima der Farbstoffe kann die Sequenz der 
Probe abgeleitet werden. Die Zuordnung der Basen zum Densitogramm wird von der 
Software durchgeführt. 

Die Spuren auf dem Gelbild wurden am Rechner der aufgegeben Klon-DNA zugeordnet und 
der ideale Auswertungsbereich einer Spur manuell bestimmt.  

Die Sequenzen wurden mit Hilfe des Suchprogrammes BLASTN („Basic Local Alignment 
Search Tool“für Nucleotidsequenzen, (ALTSCHUL et al. 1990) mit schon bekannten 
Sequenzen verglichen. Organismen mit ähnlichen Sequenzen werden mit diesem Programm 
hierarchisch aufgelistet. 

Mit den hier ermittelten Sequenzen, den Sequenzen der über BLASTN gefundenen, ähnlichen 
Organismen und Sequenzen früherer 16S-rDNA-Sequenzierungen aus dem Breiten-, Fichten- 
und Rohrwiesenbach wurde über das Programm DNA-Star ein phylogenetischer Stammbaum 
erstellt. 
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4 Ergebnisse  

4.1 Bestimmung der Gesamtbakterienzahl 

Die Gesamtbakterienzahl wurde nur stichprobenartig bestimmt. Für Wasser- und 
Oberflächensediment wurden Proben von der Probestelle 1, 4, 9, 10, 11, 12 gewählt. Im 
Sedimentprofil wurde aus den 4 untersuchten Schichten von Probestelle 7 jeweils eine Probe 
ausgezählt. 

Bezüglich der Morphologie der Bakterien wurden zwar keine Daten erhoben, aber der 
optische Eindruck soll erwähnt werden: die Bakterien des Freiwassers setzten sich vor allem 
aus kleinen Kokken zusammen. Im Sediment dagegen waren die meisten Zellen wesentlich 
größer und wiesen eine hohe Formenvielfalt auf. Besonders auffällig waren die vielen 
Vertreter fädiger Formen. 

4.1.1 Wasser und Oberflächensediment 

Die Anzahl der Bakterien in den Sedimentproben waren mit 1010/cm³ um mehrere 10er-
Potenzen höher als die der Wasserproben, die zwischen 105 und 108/mL liegen. Es fällt auf, 
dass die Schwankungen zwischen den einzelnen Probestellen von Wasser- und 
Sedimentproben zwar die gleiche Tendenz aufzeigten aber bei den Wasserproben wesentlich 
ausgeprägter waren. Die minimale Zelldichte in Wasser- und Sedimentprobe wurde im 
Quelltümpel an Probestelle 4 gefunden. Bei den Wasserproben wies die Fulda die maximale 
Zellzahl auf, im Sediment lag das Maximum jedoch an der Probestelle 1 vom Oberlauf des 
Breitenbaches. Um die Zahlen untereinander vergleichen zu können, wurden sie auf eine 
logarithmische Skala aufgetragen. Zu beachten ist, dass dadurch kleinere Schwankungen, wie 
sie besonders innerhalb der Oberflächensedimente auftraten, schlechter zu sehen sind. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 6: Gesamtbakterienzahl im Wasser und Oberflächensediment auf eine 
logarithmische Skalierung aufgetragen. 
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4.1.2 Sedimentprofil 

Mit der Sedimenttiefe nahm die Bakterienzahl bis vier cm Tiefe erst von 1,4 auf 2,1x1010 pro 
cm³ Boden zu, um dann bis 8cm Tiefe auf 1,6 x1010 pro cm³ Boden abzunehmen. Das 
Maximum der Bakterienzahl war deutlich ausgeprägt und lag kurz unter der Oberfläche 
zwischen 2 und 4cm. In der Abbildung 7sind die Daten auf eine lineare Skala aufgetragen: 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 7: Gesamtbakterienzahl im Sedimentprofil auf eine lineare Skalierung aufgetragen. 

4.2 DNA-Extraktion 

Die DNA-Ausbeute der Extraktion war bei den verschiedenen Proben unterschiedlich hoch. 
Die Extrakte aus Boden, Biofilm und Blättern enthielten viel DNA. Aus den 
Oberflächensedimenten und der obersten Schicht des Sedimentprofils konnte ebenfalls viel 
DNA gewonnen werden, aus tieferen Sedimentschichten und Wasserproben dagegen  
weniger. Bei den Proben W3 und W4 aus dem Quelltümpel und aus der Quelle waren im 
Agarose-Gel nur Spuren von DNA nachweisbar. Die Wasserprobe W10 aus der Fulda zeigte 
dagegen ein starkes Signal. Bis auf W3 konnte aber in der anschließenden PCR aus allen 
Proben eine ausreichende DNA-Menge gewonnen werden. Die Wiederholung der DNA-
Extraktion mit einem größeren Volumen an Quellwasser (W3) erbrachte dann aber genügend 
DNA. 
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Da es sich bei den Extrakten nicht um DNA-Fragmente einer bestimmten Länge handelt, 
sind im Gel keine scharf abgegrenzten Banden sichtbar. Durch den mitaufgetragenen 1kb–
Ladder, dessen oberste Bande 10.000bp besitzt, war erkennbar, dass der Hauptteil der jeweils 
extrahierten DNA länger als 10.000bp war. 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 8: Ergebnis der DNA-Extraktion der Proben X3,6-9; TE9, W1-12, O1-3 auf einem 0,8%igem 
SeaKem-Agarose-Gel. Angelegte Spannung: 140V; Elektrophoresedauer: 60min; DNA-Standard: 1kb-
Ladder. 

4.3 TGGE mit DNA aus Umweltproben 

4.3.1 Verwendete PCR-Produkt 

4.3.1.1 EUB-Produkte 

Wie Abbildung 9 zeigt, war die Amplifikationen mit EUB-Primern so angesetzt worden, dass 
das Produkt möglichst sauber und die Ausbeute daher gering war. Die beiden Proben Bi2 und 
Bi3 wurden erneut amplifiziert, da sie unsaubere Produkte aufwiesen. Die hier nicht 
aufgezeigten Produkte der EUBI/II-Amplifikation enthielten vergleichbare DNA-Mengen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 9: EUBI/II-Produkte der Proben X3, 6-8, TB1, 4-11; TE8-12 auf einem 
1,2%igem SeaKem-Agarose-Gel. Angelegte Spannung: 70V; Elektrophoresedauer: 
60min; DNA-Standard: 123bp-Ladder. 

Über den mitaufgetragenen 123bp-Ladder ließ sich erkennen, dass die EUB-Produkte die 
erwartete Länge von etwa 1500bp aufwiesen. 
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4.3.1.2 P2/P3GC-Primer 

In Abbildung 10 ist zu sehen, dass die DNA-Ausbeute die der EUB-Produkte übertraf. Eine 
gewisse DNA-Menge ist nötig, um in der TGGE genügend Banden erkennen zu können. Die 
hier nicht aufgezeigten Produkte der P2/P3-Amplifikation enthielten vergleichbare DNA-
Mengen. 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 10: P2/P3GC-Produkte der Proben W2, 4-12; O1-10 auf einem 3%igem NuSieve-Agarose-Gel. 
Angelegte Spannung: 100V; Elektrophoresedauer: 60min; DNA-Standard: Smart Ladder. 

Über den mitaufgetragenen Smart-Ladder lies sich erkennen, dass die P2/P3GC-Produkte die 
erwartete Länge von etwas mehr als 200bp aufwiesen. 

4.3.2 Wahl des Temperaturbereiches 

Abbildung 11 ist das Ergebnis einer senkrechten TGGE mit einer Mischprobe aus allen 
vorhandenen Einzelproben. Aus den Resultaten mehrerer Gel-Elektrophoresen dieser Art mit 
unterschiedlichen Temperaturgradienten wurde der Temperaturbereich von 36°C-52°C für die 
parallele TGGE festgelegt. 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 11: TGGE 1 (senkrecht) mit Mischprobe aus allen Einzelproben. Angelegte Spannung: 100V, 
Elektrophoresedauer: 4h; Temperaturgradient: 36-52°C. 

Eine der Kurven mit deutlich niedrigerem Schmelzbereich wie die übrige DNA lag nicht ganz 
im gewählten Temperaturbereich. DNA, die bei der niedrigsten eingestellten Temperatur der 
TGGE schon denaturiert vorliegt kann aber aus dem Gel nicht herauslaufen. In diesem Fall 
erfolgte zudem, wie Abbildung 11 zeigt, eine deutliche Auftrennung von den übrigen Kurven. 
Der niedrige Schmelzbereich dieser DNA ist daher für die weiteren Ergebnisse nicht von 
Bedeutung. 
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4.3.3 Reproduzierbarkeit  

Für die Auswertung von Umweltproben mit vielen darin enthaltenen Spezies ist es wichtig, 
dass Proben der selben DNA-Extrakte unabhängig von PCR-Ansätzen immer das gleiche 
Bandenmuster erkennen lassen. Daher wurden aus der gleichen Extraktion sowohl für die 
PCR mit EUB-Primern als auch für die PCR mit P2/P3GC-Primern Parallelansätze produziert 
und diese auf dem Gel einer parallelen TGGE nebeneinander aufgetragen.  

Die aufgetragenen Proben waren in den folgenden PCR-Ansätzen amplifiziert worden: 

 

        DNA-Extrakt 
 
EUB-Primer:            PCRA      PCRB 
 
 
P2/P3GC-Primer:            PCR1   PCR2     PCR3  PCR4 
 

Die relativen Abundanzen der Peaks in den Spuren wurden in Abbildung 13 
nebeneinandergestellt, um die Reproduzierbarkeit der Quantitäten zu überprüfen.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 12 (links): TGGE 2 (parallel) mit verschiedenen Amplifikationen aus dem gleichen DNA Extrakt. 
Angelegte Spannung: 195V; Elektrophoresedauer: 12h; Temperaturgradient: 36-52°C (von oben nach unten). 
PCR1-PCR4 vom links nach rechts, Bande 1-10 von oben nach unten. Die ausgewerteten Banden sind mit 
Punkten markiert. 

Abbildung 13 (rechts): Vergleich der ermittelten relativen Abundanzen aus TGGE 2. 
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In allen vier Proben der Spuren des Gels (Abbildung 12) war eindeutig das gleiche Muster 
erkennbar. Einzig die unterste Bande wies in den verschiedenen Spuren sichtbare 
Intensitätsunterschiede auf. In der Spur der Probe von PCR2 war verglichen mit den anderen 
eine höhere Verunreinigung im Hintergrund vorhanden. 

Die im Diagramm dargestellten, relativen Abundanzen zeigten für den selben Peak zwar eine 
gleiche Tendenz, es waren aber Unterschiede der 4 Proben erkennbar. Die beiden Proben aus 
PCRB waren sich dabei einander oft ähnlicher als zu einer der beiden anderen Proben. Das 
gleiche gilt für die Proben aus PCRA, allerdings weniger augeprägt. Ganz deutlich war dieser 
Effekt bei Bande 10 zu sehen, wo Intensitätsunterschiede der Banden schon beim Betrachten 
des Gels festgestellt werden konnten. Gut sichtbare Differenzen zwischen den Spuren von 
PCRA und PCRB zeigten sich auch in Bande 7. Bei der Probe PCR2 fällt auf, dass sowohl 
maximale als auch minimale Werte im Vergleich zu den anderen Proben weniger ausgeprägt 
waren. Besonders deutlich war dies bei Bande 8. Hier war die relative Höhe der Probe aus 
PCR2 sehr viel niedriger war als die der Vergleichsproben. Die mittlere Standardabweichung 
der jeweiligen Peaks in allen PCRs (N=4) betrug 1,58. Die mittlere Standardabweichung ohne 
die Werte der PCR2 (N=3) betrug 1,21. 

Der Vergleich gleicher Proben auf verschiedenen Gelen erwies sich teilweise als sehr 
schwierig, unabhängig davon, ob die DNA aus der selben PCR stammte oder nicht. Waren die 
beiden zu vergleichenden Gele zusammen angesetzt worden, so konnte das Bandenmuster 
zwar eindeutig wieder erkannt werden, aber Intensitätsunterschiede waren vorhanden. Banden 
der gleichen Probe auf verschiedenen Gelen, die nicht zusammen angesetzt worden waren, 
zeigten Unterschiede in Intensität und auch in der Anordnung auf, so dass sich die Rf-Werte 
der gleichen Banden unterschieden. 

4.3.4 Rohdaten 

Die digitalen Abbilder der Gele wurden hier in schwarz-weiß dargestellt. In natura erschienen 
die DNA-Banden nach der Silberfärbung braun bis schwarz auf einem rötlichem Hintergrund. 

Auf allen Spuren der drei Gele war eine Vielzahl, oft um die 40 Banden zu sehen, wobei die 
schwachen Banden auf den Originalgelen wesentlich besser erkennbar waren als auf dem 
gescannten Bild. Bei der Auswertung des digitalen Bildes verursachten sehr schwache 
Banden neben anderen Verunreinigungen ein hohes Hintergrundrauschen. Die beiden 
unscharfen, besonders in der TGGE 3 stark ausgeprägten, Banden im unteren Drittel der Gele, 
die auch farblich von den übrigen Banden unterschieden werden konnten, resultierten aus 
einzelsträngiger DNA. Diese wurde in den Berechnungen nicht berücksichtigt. 
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4.3.4.1 Wasser und Oberflächensedimente 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 14: TGGE 3 (parallel) mit den P2/P3GC-Produkten der Wasserproben und Oberflächensedimente. 
Angelegte Spannung: 195V; Elektrophoresedauer: 12h; Temperaturgradient: 36-52°C (von oben nach unten). 
Die ausgewerteten Banden sind mit Punkten versehen. 

Die Proben W3 und W4 aus Quelle und Quelltümpel enthielten kaum erkennbare Banden, bei 
allen übrigen Wasserproben waren aber über einen großen Bereich im Gel verteilte Banden 
unterschiedlicher Ausprägung sichtbar. 

Bei den Oberflächenproben waren in O2 aus dem Oberlauf kaum Banden zu erkennen. Die 
Spuren der Proben O9 am Unterlauf des Breitenbaches und O12 aus dem Rohrwiesenbach 
wiesen dagegen viele Banden und eine starke Hintergrundsfärbung auf. Weiterhin auffallend 
waren wenige aber ausgeprägte Banden der Probe O4 aus dem Quelltümpel und eine 
besonders stark gefärbte Bande in O11 aus dem Fichtenbach. 
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4.3.4.2 Sedimentprofile 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 15: TGGE 4 (parallel) mit den P2/P3GC-Produkten des Sedimentprofils. Angelegte Spannung: 195V; 
Elektrophoresedauer: 12h; Temperaturgradient: 36-52°C (von oben nach unten). Die ausgewerteten Banden sind 
mit Punkten versehen. 

Mit Ausnahme der Probe TB9 enthielten die Spuren von Probestelle 6 eine Vielzahl von 
Banden mittlerer bis schwacher Ausprägung. Diese verteilten sich über einen weiten Bereich 
in der Spur. Ab der Spur TB4, d.h. in 2-8cm Tiefe des Sedimentes waren im unteren 
Gelbereich mehr Banden vorhanden. Die Hintergrundfärbung war in TB5 und TB12 stärker 
als in den übrigen Spuren. Die jeweils drei Parallelproben aus der selben Tiefe zeigten 
lediglich bei den Proben aus der obersten Schicht deutlich erkennbare Ähnlichkeit ihrer 
Bandenmuster auf, wobei die Probe TB2 schwächer gefärbt war als die beiden anderen. 

Im Sedimentprofil an Probestelle 7 kam es vor allem in den oberen Schichten nur zur 
Ausbildung weniger und schwacher Banden, diese waren dabei hauptsächlich im unteren 
Gelbereich zu finden. In der Spur der Probe TE1 waren kaum Banden sichtbar. In den Proben 
der tiefsten Schicht sind über das ganze Gel verteilte und auch stärkere Banden erkennbar. 
Die Parallelproben scheinen untereinander ähnlicher zu sein als die Parallelproben aus 
Probestelle 6. 
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4.3.4.3 Boden, Blätter und Biofilme 

 

Die auf das Gel aufgetragene DNA der 
Bodenproben besaß großteils einen 
hohen Schmelzbereich. Fast alle Banden 
befanden sich im unteren Drittel des 
Gels, dort waren in beiden Spuren viele 
Banden von mittlerer Intensität zu sehen. 

Die Spuren, die aus dem DNA-Auftrag 
aus Blatt- und Biofilmspuren 
hervorgingen, befanden sich im 
mittleren Bereich des Gels. In allen 
Spuren waren sowohl ausgeprägte als 
auch schwache Banden vorhanden. 

Abbildung 16: TGGE 4 (parallel) mit den 
P2/P3GC-Produkten aus Bodenproben, Blättern 
und Biofilmen. Angelegte Spannung: 195V; 
Elektrophoresedauer: 12h; Temperaturgradient: 36-
52°C. Die ausgewerteten Banden sind mit Punkten 
versehen. 

4.3.4.4 Vergleich der Gele von TGGE 3, TGGE4 und TGGE 5 

In der Clusteranalyse wurden nur Daten verglichen, die sich innerhalb eines Gels befanden. 
Die Banden lagen oft kaum einen Millimeter auseinander, so dass sie nur mit großer 
Unsicherheit einander hätten zugeordnet werden können. Die in Folgenden beschriebenen 
Banden konnten allerdings aufgrund eines wiederkehrenden Musters, innerhalb dessen sie 
angeordnet waren, auf verschiedenen Gelen wieder erkannt wurden.  

Auf dem Gel TGGE 4 bei den Sedimenten von Probestelle 7 war im oberen Drittel eine 
Doppelbande mit den Rf-Werten 0,53 (1)und 0,56 (2) erkennbar. Weniger ausgeprägt, aber 
im Originalgel immer noch gut zu erkennen, zogen sich diese beiden Banden auch durch die 
Spuren der Sedimente von Probestelle 6. Auf dem Gel der TGGE 4 waren bei den 
Sedimentproben mit Ausnahme der Probe O12 aus dem Rohrwiesenbach beide Peaks 
ebenfalls, wenn auch nur undeutlich, zu sehen. Bei den Wasserproben W1-W3 und W5-W8 
war nur noch der obere der beiden Peaks, und dieser äußerst schwach zu erkennen. Auf dem 
Gel der TGGE 5 fand sich in allen drei Blattproben Bl1-Bl3 und den beiden Biofilmproben 
Bi4 und Bi5, die von den Steinen isoliert wurden, eine Bande, die eventuell der Bande 2 
entsprechen könnte. 

Eine Bande, die durchgehend, z.T. schwach, aber in fast allen Spuren vorhanden war, hat 
einen Rf-Wert 1 oder ein wenig darunter (3). Bei vielen Wasserproben war diese Bande 
deutlich gefärbt. Nicht zu finden war sie dagegen in den beiden Proben aus dem Fichtenbach 
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(W11, O11), in den Bodenproben (Bo1,2) und den auf den Kacheln gezüchteten Biofilmen 
(Bi1,2). 

Eine Bande mit dem Rf-Wert 1,35 zog sich sehr deutlich durch alle Proben auf dem Gel 
TGGE 4 (4). Die selbe Bande war auch bei allen Oberflächensedimenten von TGGE 3 zu 
finden. In den Wasserproben dagegen war diese Bande nur in einigen wenigen Spuren und 
dort äußerst schwach auf dem Originalgel zu erkennen, lediglich in Probe W10 sah man sie 
deutlich. Auch eine der beiden Bodenproben (Bo1) wies eine Bande auf, bei der es sich um 
die DNA des gleichen Organismus handeln könnte. In allen anderen Spuren des Gels TGGE 5 
war eine Bande auf dieser Position aber nicht erkennbar. 

Da es sich bei den Proben TB1-3 und O6 bzw. TE1-3 und O7 jeweils um Proben von der 
gleichen Stelle handelte, die an zwei aufeinanderfolgenden Tagen entnommen wurden, sollen 
auch diese Spuren noch miteinander verglichen werden: 

In den Spuren beider Probestellen ließen sich sowohl Gemeinsamkeiten als auch Unterschiede 
erkennen. Die drei Parallelproben aus dem jeweiligen Sedimentprofil erwecken den Eindruck 
einander ähnlicher zu sein als zu den zugehörigen Vergleichsproben O6 und O7. 

In allen acht Spuren war – wie in 
sämtlichen Sedimentproben - die Bande 4 
gut sichtbar. Auch die Banden 1, 2 und 
3 waren in allen Spuren zu sehen, aber oft 
schlecht erkennbar. 

Die vier Spuren der Probestelle 6 besaßen 
hauptsächlich im oberen Gelbereich 
gleiche Banden, die vier Spuren der 
Probestelle 7 dagegen eher im unteren 
Gelbereich. 

Die besonders intensive Bande aus TB1 
bzw. TB3 war in O6 kaum zu sehen. O7 
unterscheidet sich in vielen Banden mit 
niedriger Schmelztemperatur von den TE-
Proben, von denen kaum welche in TE1-
TE3 sichtbar waren. 

Trotz einiger Ähnlichkeiten innerhalb der 
verglichenen Spuren kann man aus dem 
Bandenmuster nicht auf die gleiche 
Herkunft der Proben schließen. 

 

Abbildung 16: Vergleich der Oberflächensedimente von 
Probestelle 6 und 7 (O6; O7) mit den Proben der obersten 
Schicht des Sedimentprofils (TB1-3; TE1-3) 
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4.3.5 Clusteranalyse 

Die Software konnte in den ausgewerteten Spuren zwischen einer und 22 Banden erkennen, 
die in den Abbildungen 14, 15 und 16 mit Punkten markiert wurden. 

4.3.5.1 Wasser und Oberflächensedimente  
Probe 
 
  W8   òûòø 
  W9   ò÷ ùòòòòòòòø 
  W10  òòò÷       ó 
  W5   òø         ùòòòòòòòø 
  W6   òôòø       ó       ó 
  W2   ò÷ ùòø     ó       ó 
  W1   òòò÷ ùòòòòò÷       ó 
  W7   òòòòò÷             ó 
  O3   òòòòòûòòòòòø       ó 
  O4   òòòòò÷     ó       ùòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòø 
  O5   òòòûòòòø   ùòø     ó                             ó 
  O6   òòò÷   ùòø ó ó     ó                             ó 
  O1   òòòòòòò÷ ó ó ó     ó                             ó 
  W11  òûòòòòòø ùò÷ ó     ó                             ó 
  O1   ò÷     ó ó   ó     ó                             ó 
  O7   òø     ùò÷   ó     ó                             ó 
  O9   òôòø   ó     ùòòòòò÷                             ó 
  O8   ò÷ ùòø ó     ó                                   ó 
  O10  òòòú ùò÷     ó                                   ó 
  O12  òòò÷ ó       ó                                   ó 
  W3   òòòòòú       ó                                   ó 
  W12  òòòòò÷       ó                                   ó 
  W4   òòòòòòòòòòòòò÷                                   ó 
  O2   òòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòò÷ 
 
       0         5        10        15        20        25 
       +---------+---------+---------+---------+---------+ 

Abbildung 17: Dendrogramm der Wasser- und Oberflächensedimentproben (W1-12; O1-12), erstellt mit dem 
quadrierten euklidischen Ähnlichkeitsmaß und Ward’s linkage 

Das Dendrogramm aus Abbildung 17 ließ sich in zwei Hauptcluster aufteilen. In dem oberen 
Cluster befanden sich nur Wasserproben. Darin waren W8 und W9 aus dem Unterlauf des 
Breitenbaches eng zusammen und W10 aus der Fulda etwas entfernt davon gruppiert. Die 
Proben W1 und W2 aus dem Oberlauf und W5-W7 aus dem Mittellauf des Breitenbaches 
bildeten ein zweites Untercluster. Die Wasserproben von Quelle (W3) und Quelltümpel (W4), 
dem Fichten- und dem Rohwiesenbach (W11, W12) fehlten im oberen Hauptcluster. 

Im unteren Hauptcluster befanden sich die Oberflächensedimente und die oben fehlenden 
Wasserproben. Analog zu den Wasserproben befand sich O1 aus dem Oberlauf des 
Breitenbaches mit O5 und O6 aus dem Mittellauf in einer Untergruppe. Die Probe O7 war 
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hier aber im Gegensatz zu W7 den Proben O8-O10 aus dem Unterlauf des Breitenbaches 
und der Fulda zugeordnet worden. Im selben Untercluster befand sich auch die Probe O12 aus 
dem Rohrwiesenbach. Eine eigene Gruppe bildeten O3 mit O4 aus Quelle und Quelltümpel 
des Breitenbaches. Auch Wasserprobe und Oberflächensediment des Fichtenbaches W11 und 
O11 waren in einem eigenen Untercluster organisiert. W3 aus der Breitenbachquelle und W12 
aus dem Rohwiesenbach befanden sich - wenn auch mit nicht allzu großer Ähnlichkeit - in 
einer Gruppierung.  

Ganz aus der Reihe fielen die Proben W4 und O2. Während sich W4 zwar in einem eigenen 
Ast, aber noch im unteren Hauptcluster befand, war O2 keinem der beiden Hauptcluster 
zugeordnet 

4.3.5.2 Sedimentprofile  

 
Proben 
 
  TE2  òûòòòòòø 
  TE3  ò÷     ùòòòø 
  TE4  òø     ó   ó 
  TE6  òôòòòòò÷   ùòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòø 
  TE5  ò÷         ó                                     ó 
  TB7  òûòòòòòòòòò÷                                     ó 
  TB10 ò÷                                               ó 
  TB6  òòòòòòòòòòòûòòòòòòòòòòòòòòòòòø                   ó 
  TE1  òòòòòòòòòòò÷                 ó                   ó 
  TB1  òûòø                         ùòòòòòòòòòø         ó 
  TB3  ò÷ ùòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòø ó         ó         ó 
  TB2  òòò÷                       ó ó         ó         ó 
  TE8  òûòòòø                     ùò÷         ó         ó 
  TE9  ò÷   ùòòòòòø               ó           ó         ó 
  TE7  òòòòò÷     ó               ó           ó         ó 
  TB4  òòòûòø     ùòòòòòòòòòòòòòòò÷           ó         ó 
  TB12 òòò÷ ó     ó                           ùòòòòòòòòò÷ 
  TB5  òø   ùòòòòò÷                           ó 
  TE11 òôòø ó                                 ó 
  TB8  òú ó ó                                 ó 
  TE12 ò÷ ùò÷                                 ó 
  TE10 òòòú                                   ó 
  TB11 òòò÷                                   ó 
  TB9  òòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòò÷ 
       0         5        10        15        20        25 
       +---------+---------+---------+---------+---------+ 

Abbildung 18: Dendrogramm der Sedimentprofile (TB1-12; TE1-12), erstellt mit dem quadrierten euklidischen 
Ähnlichkeitsmaß und Ward’s linkage 

Auch in Dendrogramm aus Abbildung 18 waren zwei Hauptäste erkennbar, es erfolgte aber 
keine Auftrennung nach den Probestellen oder einer bestimmten Schichtfolge. Die jeweiligen 
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Parallelproben waren aber teilweise zusammen in Unterclustern angeordnet: so befanden 
sich TE2 und 3 in einer Gruppierung. TE4-6 und TE 7-8 waren jeweils zusammen 
angeordnet, TE10-12 wiesen untereinander ebenfalls eine geringe Distanz auf. Aber auch die 
Proben TB5, TB8 und TB11 waren in der selben Gruppierung organisiert. 

Von den Parallelproben der Probestelle 6 befanden sich einzig TB1-3 innerhalb eines 
Unterclusters. Bei den restlichen erkennbaren Gruppierungen des Dendrogramms ließ sich 
keine Verbindung mit der Herkunft der Proben herstellen. TB7 und TB10 waren zusammen 
angeordnet, TE1 befanden sich in einer Gruppe mit TB6. TB4 und TB12 bildeten ein 
Untercluster. Die Probe TB9 war getrennt von den übrigen in einem eigenen Ast angeordnet. 

4.3.5.3 Boden, Blätter und Biofilme 

 
Probe 
 
  Bl1  òûòòòòòø 
  Bl2  ò÷     ùòòòòòòòòòòòòòòòòòø 
  Bl3  òòòòòòò÷                 ùòòòòòø 
  Bi4  òòòûòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòò÷     ùòòòòòòòòòòòòòòòòòø 
  Bi5  òòò÷                           ó                 ó 
  Bi1  òûòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòò÷                 ó 
  Bi2  ò÷                                               ó 
  Bo1  òòòòòòòòòûòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòòò÷ 
  Bo2  òòòòòòòòò÷ 
 
      0         5        10        15        20        25 
      +---------+---------+---------+---------+---------+ 

 

Abbildung 19: Dendrogramm der Boden-, Blatt- und Biofilmproben (Bo1,2; Bl1-3; Bi1-4), erstellt mit dem 
quadrierten euklidischen Ähnlichkeitsmaß und Ward’s linkage 

Das Dendrogramm aus Abbildung 19 ging eine Unterteilung der Proben in 4 Gruppen hervor. 

Die beiden Bodenproben Bo1 und Bo2 befanden sich in einem Cluster zusammengefasst mit 
großer Distanz zu den anderen Proben. Die nächste Gruppe bestand aus den beiden 
gezüchteten Biofilmen Bi1 und Bi2. Diese beiden Proben wiesen untereinander eine sehr 
hohe Ähnlichkeit auf. Auch die Biofilme Bi3 und Bi4, die von Steinen gewonnen wurden, 
bildeten zusammen ein Cluster, wobei sie untereinander eine größere Distanz aufzeigten als 
die beiden anderen Biofilmproben. In der letzten Gruppierung waren die Blattproben 
zusammengefasst. Die Biofilme von den Steinen sind dabei den Blattproben ähnlicher, als den 
Biofilmen von den Kacheln. Die Blattproben Bl1 und Bl2 von Eiche (Quercus robur) und 
Buche (Fagus silvatica) lagen sehr nahe beieinander, die Probe Bl3 von den Erlenblättern 
(Alnus glutinosa) war ein wenig entfernt dazu angeordnet. 
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4.3.6. Diversitätsanalyse 

 

 

Abbildung 20 zeigt die Shannon-Indizes der einzelnen Proben, die auf der Basis der relativen 
Abundanzen der detektierten Banden berechnet wurden. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 20: Shannon-Indizes von TGGE3 (W1-12; O1-12), TGGE 4 (TB1-12; TE1-12) und TGGE 5 (Bo1,2; 
Bl1-3; Bi1-4) 

Besonders niedrige Shannon-Indizes besaßen die Proben O2 mit 0 und TB9 mit 0,7. Die 
Werte der restlichen Proben lagen zwischen 1,7 und 3. Die Proben der Quelle und des 
Quelltümpels (O3, O4, W3, W4) wiesen Werte zwischen 1,6 und 2,1 auf und befinden sich 
damit im unteren Bereich. Die Shannon-Indizes der TE-Proben streuten auffallend weniger 
als die der TB-Proben. Alle Shannon-Indizes der Boden-, Blatt- und Biofilmproben waren 
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größer als 2. Bei den restlichen Proben konnte keine Abhängigkeit von der Probestelle oder 
Art der Probe zur berechneten Diversität festgestellt werden. 

4.4 Sequenzierung 

4.4.1 Verwendete PCR-Produkte 

4.4.1.1 EUB 

Die erhaltene DNA-Menge aus der EUBPfu-Amplifikation ließ zu wünschen übrig. In den 
folgenden Schritten wurde mit dem EUB-Produkt der Proben O4, O9, O11, O12 und W9 
weitergearbeitet, obwohl von den Proben O4 und W9 praktisch kein DNA-Signal zu erkennen 
war. Weitere ebenfalls amplifizierte Proben zeigten kein Produkt, weshalb diese nicht 
weiterverwendet wurden. 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 21: EUBI/IIPfu-Produkte der Proben O4, O9, O11, O12 und 
W9 (von links nach rechts) auf einem 0,8%igem SeaKem-Agarose-Gel. 
Angelegte Spannung: 110V; Elektrophoresedauer: 90min; DNA-
Standard: Gibco-Ladder. 

4.4.1.2 M13(AP) 

Wie die Abbildung 22 zeigt wies nur ein Teil der amplifizierten DNA aus den Klonen die 
gewünschten Länge auf. Alle Klone mit einem M13 (AP)-Produkt der falschen Länge wurden 
verworfen. 

 

 

 

 

 

Abbildung 22: M13 AP-Produkte der EUBPfu-Produkte von Probe O9 (O9_01 - O9_24) auf einem 2%igem 
SeaKem-Agarose-Gel. Angelegte Spannung: 110V; Elektrophoresedauer: 90min; DNA-Standard: Smart-Ladder. 
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4.4.2 Sequenzierungsgel 

Auch auf dem Sequezierungsgel, auf dem die Produkte der Sequenzierungsreaktion 
aufgetragen worden, die ihrerseits auf den ausgewählten M13 (AP)-Produkten beruhte, waren 
nicht alle Spuren brauchbar. Von den ursprünglich 5x96 angesetzten Klonen blieben letztlich 
58 übrig, die eine auswertbare Sequenz aufwiesen. Es konnten davon pro Klon etwa 400bp 
sequenziert werden. 

4.4.3 phylogenetische Einordnung 

Eine Übersicht über die phylogenetische Anordnung der eigenen Klone zusammen mit bereits 
früher sequenzierten Klonen aus Breiten- Fichten- und Rohrwiesenbach und 
Vergleichssequenzen aus dem Suchprogramm BLASTN ist in Abbildung 23 dargestellt: 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 23: Übersicht des erstelltenDie Länge der Dreiecke in der Graphik ist proportional zur Menge der im 
jeweiligen Cluster enthaltenen Sequenzen. Ein ausführlicher Stammbaum ist im Anhang zu finden (Abbildung 
26). 

Unter den Vergleichsorganismen , die über BLASTN ermittelt worden waren fanden sich 
Vertreter der Gruppen α-, β-, δ-Proteobakterien, Fibrobaktergruppe, Verrucomicrobien, 
Planktomyceten, Firmicutes und Flavobakterien. Bei Sequenzen, zu denen keine genauere 
Zugehörigkeit bekannt ist, wurde angenommen, dass sie der Gruppe angehören innerhalb der 
sie im Stammbaum angeordnet waren. Innerhalb der β-Proteobakterien wurden Vertreter der 

Firmicutes 

Spirochaetes 

Chloroflexi 

β-Proteobacteria 

δ-Proteobacteria 

α-Proteobacteria 

Fibrobacter-/Acidobacteria-Gruppe 

Verrucomicrobium 
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Comamonadaceae, der Rhodocyclus-Gruppe, der Oxalobacter-Gruppe und der Neisseria 
gefunden. Die α-Proteobakterien beinhalteten Vertreter der Rhizobiaceae und der 
Sphingomonadaceae. Die δ-Proteobakterien wiesen einen Ast mit Desulfomonielen auf, in 
dem anderen Ast befand sich kein klassifizierter Vertreter. Das Cluster, in dem die 
Fibrobacter-/Acidobacteria-Gruppe angeordnet war, beinhaltete Vertreter der Holophaga und 
der Acidobacteria aber auch der Verrucomicrobia und Planctomycetales. Letztere bilden nach 
dem Taxonomy-Browser neben der Fibrobacter/Acidobacteria-Gruppe eine eigene 
phylogentische Gruppierung. Alle gefundenen Vertreter der Firmicutes gehörten den 
Actinobakterien an. Innerhalb der Spirochaetales war der einzige klassifizierte Vertreter den 
Leptospiraceae zugeordnet. In der Gruppe der grünen, schwefelfreien Bakterien (Chloroflexi) 
befand sich ein näher bestimmter Verteter der Ordnung Chloroflexi. Beide klassifizierten 
Organismen innerhalb der Bacteroidetes waren Flavobakterien. 

Die Proteobakterien befanden sich zusammen in einem von den übrigen Organismen 
abgetrennten Ast. Den zweiten Hauptast bildeten die Fibrobacter-/Acidobacteria-Gruppe mit 
den Firmicutes, den Spirochaeten und den Chloroflexi. Die Firmicutes gehörten den Gram-
Positiven mit hohem GC-Gehalt an. Die Gruppe der Firmicutes setzte sich aus mehreren 
Ästen zusammen und enthielt Organismen, die nach diesem Stammbaum in phylogenetischer 
Hinsicht eine etwas uneinheitliche Gruppe darstellen. In der letzten Gruppe der 
Flavobakterien befanden sich Vertreter aus 2 Hauptästen des Stammbaumes. Abgesehen von 
den genannten Unstimmigkeiten im unteren Bereich des Stammbaumes waren die gefundenen 
Vergleichssequenzen jedoch eindeutig ihren phylogenetischen Gruppen entsprechend 
aufgeteilt worden. 
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Abbildung 24: Zuordnung der gefundenen Klone zu phylogenetischen Gruppen (n: Anzahl der 
sequenzierten Klone, F.b.: Fibrobacter, A.b.: Acidobacteria) 
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Die Fibrobacter-/Acidobacteria-Gruppe stellte in den drei Sedimentproben O9, O11 und 
O12, deren Anteil dort zwischen 36 und 57% lag, die dominanteste Gruppierung dar 
(Abbildung 24). Ebenso nahmen β-Proteobakterien in diesen drei Proben einen großen Anteil 
ein. Dieser lag in O9 bei nur 9%, aber in O11 bei 36 und in O12 bei 24%. In O9 stellten beide 
genannten Gruppen insgesamt 46% der Sequenzen, in O11 und O12 stellten sie 81 und 
82%.Insgesamt waren 43 Klone in diesen drei Proben vorhanden. In W9 mit 12 Klonen, der 
einzigen Wasserprobe, aus der Sequenzen vorliegen, war der Anteil der Fibrobacter-
/Acidobacteria-Gruppe zu Gunsten von Proteobakterien gesunken. Vertreter der Fibrobacter-
/Acidobacteria-Gruppe nahmen 8,3% ein, α-Proteobakterien 25% und β-Proteobakterien 
50%. Ganz anders stellte sich die Probe O4 dar: die drei gefundenen Klone konnten den 
Gruppen α-Proteobakterien, Planktomycetales und Spirochaetales zugeordnet werden. 

Ein Großteil der Sequenzen ließ untereinander nur wenig Ähnlichkeit erkennen. 
Dementsprechend waren die meisten Klone einzeln über den Stammbaum verteilt. 3 größere 
Cluster einander zugeordneter Klone waren dennoch vorhanden. Innerhalb der Gruppe der 
Fibrobakterien waren 8 Klone aus der Probe O12 angeordnet. Der nächste zu dieser Gruppe 
gefundene Verwandte war ein Bodenbakterium, das aus landwirtschaftlich genutzten Flächen 
isoliert wurde (Accessionnr.: AS0252654). Ebenfalls aus der Gruppe der Fibrobakterien war 
ein Cluster aus 3 Klonen – darin 2 aus der Probe O9 und einer aus der Probe O12 – zu finden. 
Als nächster Verwandter war ein unkultiviertes Bakterium aufgeführt, das in Umweltproben 
in den Altamira Cave (Spanien) gefunden wurde (Accessionnr.: AJ421901). Ein weiterer 
Cluster aus 2 Klonen der Probe O12 und einem Klon der Probe W9 befand sich innerhalb der 
β-Proteobakterien. Ein einzelner nächster Verwandter ließ sich aus dem Stammbaum nicht 
nachweisen. An 3 Stellen, einmal innerhalb der β-Proteobakterien, zweimal innerhalb der 
Fibrobakterien waren jeweils zwei Klone zusammen gruppiert. Alle übrigen Klone befanden 
sich in näherer Verwandschaft zu einem der angezeigten Vergleichssequenzen als zu einem in 
dieser Arbeit sequenzierten Klon. Auffällig ist, dass vor allem Klone der Probe O12 zur 
Clusterbildung neigten. 

Bei den aus früheren Sequenzierungen eingefügten Klonen (HÖPPNER 1999), die 
freundlicherweise für diesen Stammbaum zur Verfügung gestellt worden waren, handelt es 
sich durchweg um nitrifizierende Bakterien. In engere Relation zu den gewonnenen 
Sequenzen befanden sich die Klone von 1999 nur innerhalb der β-Proteobakterien. So war der 
Klon J2_7 aus dem Fichtenbach neben zwei nicht näher bestimmten Bakterien (Accessionnr.: 
AF445085, AS0252651) dem gleichen Cluster wie Klon W9_16 zugeordnet. Die Sequenzen 
der Klone J2_5 und J2_14 aus dem Fichtenbach befanden sich mit einem 
Ultramicrobakterium, einem Herbaspirillum und Pseudomonas huttiens (Accessionnr: 
AB008506, AJ012069, AY043371) in einer Gruppierung mit O11_59. Der Klon J3_4 aus 
dem Breitenbach war dem Klon W9_24 in direkter Nachbarschaft zugeordnet. In etwas 
weiterer phylogenetischer Entfernung befand sich der Klon J2_11 zu den beiden Klonen 
O11_57 und O11_11, alle 3 entstammten dem Fichtenbach. 
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Die im Stammbaum aufgeführten Vergleichssequenzen wurden überwiegend aus 
Umweltproben und dabei häufig aus dem Boden isoliert. 

4.5 TGGE-Analyse der Klonsequenzen 

4.5.1 Vergleich der TGGE-Banden der Sequenzen mit ihrer Einordnung im 
phylogenetischem Stammbaum 

Die meisten der Klone zeigten auf dem TGGE-Gel genau eine Bande doppelsträngiger DNA, 
bei einigen Klonen war eine zweite, schwache Bande zu erkennen, die im weiteren nicht 
berücksichtigt wurde. Bei der TGGE der Umweltproben kam es fast nur zur Ausbildung 
schwacher Banden. Es wurde daher davon ausgegangen, dass es sich hierbei um die 
Hauptbanden handelt und die schwächeren Nebenbanden eines Organismus, wo sie 
vorkamen, unter der Nachweisgrenze liegen. Der Klon O12_41 enthält zwei Banden gleicher 
Intensität auf, die beide in der Tabelle 15 aufgeführt sind. Die Abbildungen der Gele von 
TGGE 6-7 sind im Anhang aufgeführt (Abbildung 27, 28 und 29) 

Tabelle 15: Klone mit zugehörigen Rf-Werten auf dem TGGE-Gel.  
Graue Hinterlegung: gleiche Position der Hauptbanden. Fettgedruckte Werte: gleiche Position 
aller Banden. 

TGGE 6: O12 TGGE 7: O09/O04 TGGE 8: W09/O11 

Rf-Wert Klon Rf-Wert Klon Rf-Wert Klon 

0,61 O12_60 0,87 O4_83 0,59 O11_44 
0,86 O12_26 0,91 O9_05 0,60 O11_62 
0,90 O12_26 0,92 O4_57 0,71 O11_11 
0,93 O12_18 1,02 O9_18 0,85 W9_43 
1,00 O12_41 1,09 O4_93 0,95 W9_59 
1,07 O12_44 1,12 O9_44 0,96 W9_75 
1,08 O12_22 1,15 O9_08 1,02 W9_59 
1,10 O12_62 1,18 O9_57  O11_67 
1,12 O12_48 1,21 O9_38 1,03 W9_46 
1,17 O12_43  O9_11 1,08 O11_48 

 O12_59 1,34 O9_48 1,09 W9_16 
1,23 O12_47 1,35 O9_17 1,14 W9_09 

 O12_56  O9_22 1,15 W9_24 
1,32 O12_58 1,36 O9_59 1,17 W9_05 
1,35 O12_57 1,498 O9_40 1,19 W9_91 
1,36 O12_55   1,26 O11_56 
1,39 O12_41   1,38 W9_19 
1,42 O12_36   1,40 O11_51 
1,44 O12_61   1,43 O11_51 
1,50 O12_40   1,49 O11_09 
1,51 O12_54   1,55 O11_57 

     O11_59 
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Zu den Banden der Klone wurde mit Hilfe des E. coli-Standards der jeweilige Rf-Wert 
ermittelt. In Tabelle 15 befinden sich diese Rf-Werte nach Größe sortiert: Es stehen dabei 
immer die Klone, die auf das gleiche Gel aufgetragen worden waren, in einer Spalte. 

Die grau hinterlegten Klone besaßen entweder den exakt gleichen Rf-Wert oder unterschieden 
sich in diesem so wenig, dass es sich bei ihnen aufgrund ihrer Bandenposition um den 
gleichen Klon handeln könnte. Eine Rf-Wert-Differenz von 0,01 entsprach etwa 1mm auf 
dem Gel. Die Bandenmuster der Proben zeigten allerdings, dass es durchaus Banden 
innerhalb einer Spur gab, die kaum einen Millimeter auseinander lagen. Andererseits konnte 
sich die gleiche Bande in verschiedenen Spuren schon durch geringe Verzerrungen im Gel um 
Millimeter unterscheiden, oder es konnten verschiedene Banden den gleichen Rf-Wert 
besitzen. Die Definition einer Bande als identisch oder nicht erfolgte zwischen den 
verschiedenen Spuren der Hauptproben oft über wiederkehrende Muster in diesen. Die 
TGGE-Spuren der Klone wiesen solche Muster nicht auf, da sie meistens nur eine, höchstens 
aber zwei Banden besaßen. Schwarz geschrieben sind diejenigen Klone, die zwar eine 
Hauptbande an gleicher Position zeigten, sich aber in einer zusätzlichen Bande oder der 
Bande ihrer einzelsträngigen DNA unterschieden. 

Die übrig bleibenden, rot markierten und fett gedruckten Klone wurden nun mit ihrer Position 
im phylogenetischen Stammbaum verglichen. Allerdings erwies sich keines der TGGE-Paare 
dabei als direkt benachbartes Paar im Stammbaum. Zum Teil waren die TGGE-Paare im 
Stammbaum innerhalb einer phylogenetischen Gruppe angeordnet, oft aber auch nicht. 

Bei einem Vergleich in die andere Richtung war ebenfalls keine Übereinstimmung zu finden. 
Einige der Klone, die im Stammbaum nebeneinander angeordnet waren, besaßen immerhin 
ähnliche Rf-Werte. 

4.5.2 Zuordnung der Sequenzen zu bestimmten Banden in den TGGE-Spuren der 
jeweiligen Proben 

Trotz der Schwierigkeit, Banden mit gleicher Position einer einzigen Sequenz zuzuweisen, 
soll hier eine Zuordnung der Klon-Banden zu Banden in der jeweiligen Probe dargestellt 
werden. 

Die Proben, aus denen die Klone stammten, wurden neben diesen auf das TGGE-Gel 
aufgetragen. Die sichere Zuordnung eines Klones zu einer Bande in der Probe war nur in 
wenigen Fällen möglich, da in den Proben eben sehr viele, oft nur sehr feine und dicht 
übereinanderliegende Banden zu erkennen waren. Zum Teil war die mit dem Klon 
korrespondierende Bande in der Spur der Probe so schwach, dass sie bei der bisherigen 
Auswertung nicht berücksichtigt worden war. Zu einigen Klonen war auch gar keine Bande 
mit gleicher Position in der jeweiligen Probe zu erkennen. Diese Klone wurden im Folgenden 
nicht weiter verwertet. 
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In der Tabelle sind Klone aufgeführt, die so dicht an der Spur der Probe oder des E.coli-
Standards lagen, dass die Bande des Klones und die zugehörige Bande in der Probe mit 
großer Wahrscheinlichkeit als identisch bezeichnet werden können. 

Die restlichen Klone, bei denen eine Zuordnung weniger eindeutig möglich war, sind mit den 
korrespondierenden Banden im Anhang (Tabelle 32) aufgeführt. 

Tabelle 16: Klone mit zugeordneten Banden der Proben und phylogenetischer Einordnung 

Klonnr 
seq. bp 

Rf-
Wert 

Bande
nr 

phylogenet. 
Einordnung 

Referenzorganismus 
Bezeichnung  Accessionnr Ähnlichk. 
O4 

O4_83 
340bp 

0,87 1 Spirochaetales Leptospira parva  Z21636 452 
Bacteria; Spirochaetales; Leptospiraceae; 
Leptospira 

O4_57 
427bp 

0,98 3 Planctomycetales planctomycete clone AF271320 278 
Bacteria; Planctomycetales; environmental samples 

O9 
O9_05 
449bp 

0,91 3 Bacteroidetes Flavobacter like AF493655 670 
Bacteria; Bacteroidetes; Flavobakteria; 
Flavobakteriales; Flavobacteriaceae; 
Flavobacterium 

O9_22 
448bp 

1,35 17 Fibrobacter-Gr. uncultured bacterium AJ421901 573 
Bacteria; environmental sample 
O12 

O12_41 
360bp 

1,00 9 β-Proteobacteria uncultured ferromanganous  
micronodul bacterium AF293005 458 
Bacteria; Proteobacteria; β-subdivision; 
environmental samples 
Aquabacterium sp. AF361183 470 
Bacteria; Proteobakteria; β-subdivision; 
Comamonadaceae 

W9 
W9_05 
428bp 

1,17 11 α-Proteobacteria potato root bacterium AJ252707 708 
Bacteria; environmental samples 

W9_91 
350bp 

1,19 12 Firmicutes uncultured Firmicute AF289150 630 
Bacteria; Firmicutes; environmental samples 

 

Die angegebene Ziffer zur Ähnlichkeit der 16S rDNA des Referenzorganismus mit dem Klon 
bezieht sich auf die Berechnungen des Suchprogrammes BLASTN. Je höher diese Zahl ist, 
desto ähnlicher ist die Sequenz des Referenzorganismus zu der des Klones. Mitberechnet wird 
nicht nur die prozentuale Sequenzübereinstimmung, sondern auch die Länge der verglichenen 
Sequenzen - längere DNA-Stücke ergeben einen höheren Wert. 

Besonders hervorzuheben ist unter den genannten Zuordnungen der Klon O12_41. Dessen 
Bande besaß den Rf-Wert 1, wie Bande 3, die in nahezu allen Proben zu finden war. Der im 
Stammbaum aufgeführte, nächstverwandte Referenzorganismus war ein Mangan-
oxidierendes Bakterium, das aus dem Süßwasser isoliert wurde (STEIN et al., 2001). Es war 
im Stammbaum innerhalb der β-Proteobakterien zu den Comamonadaceae gruppiert. Nach 



SEITE   

 

51

BLASTN wurde allerdings dem im Stammbaum etwas weiter entfernten Aquabacterium 
sp. eine höhere Ähnlichkeit zum Klon O12_41 zugewiesen. Aquabakterien gehören der 
Gruppe der Comamonadaceae an und sind mikroaerophil. Sie benutzen Sauerstoff und Nitrat 
als Elektronenakzeptoren. Der hier erwähnte Vertreter wurde aus Berliner Trinkwasserproben 
isoliert (KALMBACH et al., 1999) Die zweite zum Klon O12_41 gehörende Bande ist 
allerdings in den Spuren der Umweltproben weniger häufig zu finden als Bande 3. 

Der Klon O9_22 wurde Bande 4 zugeordnet. Der Referenzorganismus, dessen Ähnlichkeit 
zum Klon mit einem mittleren Wert angegeben wurde, befand sich innerhalb der Fibrobacter-
Gruppe. Er wurde aus den Altamira Cave in Spanien isoliert. Neben diesem 
Referenzorganismus wird im Stammbaum auch eine noch höhere Verwandtschaft zum Klon 
O9_48 dargestellt, diesem konnte allerdings keine Bande aus der Spur der Probe O9 
zugeordnet werden. 

Weiterhin erwähnenswert ist noch der Klon O4_83, da er der sehr stark ausgeprägten ersten 
Bande der Probe O4 zugeordnet wurde. Er schien in dieser Probe verglichen mit anderen 
quantitativ eine sehr große Rolle zu spielen. Der Klon wurde den Spirochaetales zugeordnet. 
Der dargestellte Referenzorganismus Leptospira parva zeigt sowohl von parasitisch als auch 
von saprohytisch lebenden Leptospira Charakteristika auf (HOVIND-HOUGEN et al, 1981). 
Leptospiraceae sind obligat aerobe Organismen (HOLT J.G. et. al. 1983). 



SEITE   

 

52

5 Diskussion 

5.1 Kritische Betrachtung der Methodik 

5.1.1 Bestimmung der Gesamtbakterienzahl 

Da bei der SYBR I–Methode zur Bestimmung der Keimzahl neben Bakterien auch Viren 
angefärbt werden, ist es schwierig, Viren von kleinen Bakterien zu unterscheiden. Es liegt 
eine gewisse Subjektivität in der Auswertung, ab welcher Größe ein angefärbter Partikel als 
Bakterium zu identifizieren ist. Um den Einfluss der Subjektivität zu mindern, wurden die 
Zellzählungen nur von einer Person durchgeführt. Zur statistischen Absicherung des 
Ergebnisses wurden je Probe 10 Felder des selben Präparates ausgezählt. Variationen der 
Bakterienzahl, die sich während der vorausgegangenen Prozedur ergaben, wurden also nicht 
erfasst. Die Ergebnisse sollten der groben Einschätzung von Unterschieden der 
Gesamtbakterienzahl innerhalb der untersuchten Proben dienen, subjektive Einflüsse sind 
dabei vernachlässigbar. Die hier angewandte Methodik wurde daher für die gewünschte 
Verwendung der Ergebnisse als angemessen betrachtet. 

5.1.2 DNA-Extraktion und Amplifikation 

Die Produkte dieser beiden Schritte dienen den weiteren molekularen Untersuchungen als 
Grundlage. Ihre Qualität ist daher für die Ergebnisse ausschlaggebend. 

5.1.2.1 Entstehung unerwünschter DNA-Fragmente 

Bei der Vervielfältigung der DNA durch PCR kommt es neben dem erwünschten Produkt zur 
Synthese unspezifischer oder im Template nicht vorhandener Produkte. Eine Ursache für 
unspezifische Primerbindungen, die für die Bildung unspezifischer Produkte verantwortlich 
sind, können mitextrahierte Fremdsubstanzen wie Huminstoffe sein. Unspezifische PCR-
Produkte besitzen meist eine andere Länge als das gewünschte DNA-Fragment und sind daher 
bei der Gel-Elektrophorese auf Agarose als Schmier um die eigentliche Bande zu erkennen. 
Eine weitere, im Hinblick auf die TGGE unerwünschte Reaktion ist die Entstehung von 
Heteroduplizes. Dies sind doppelsträngige DNA-Fragmente, die aus der Paarung homologer, 
aber nicht vollkommen sequenzgleicher, Einzelstränge entstehen. Auch Chimären, also DNA-
Fragmente, die sich aus der Sequenz unterschiedlicher Organismen zusammensetzten gehören 
zu den Artefakten der PCR. Zur Bildung von Chimären kommt es entweder durch 
Rekombination in Heteroduplizes, oder durch nicht zuende amplifizierte Fragmente, die 
anstelle eines Primers an einen nicht identischen Template binden und dort weitersynthetisiert 
werden. Letzterer Mechanismus ist vor allem in späteren Zyklen der PCR zu beobachten 
(WANG & WANG, 1997). 

5.1.2.2 Veränderungen im ursprünglichen Verhältnis der Artzusammensetzung 

Es kann dazu kommen, dass die DNA verschiedener Arten nicht in der gleichen Effektivität 
extrahiert oder amplifiziert wird. 
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Bei der DNA-Extraktion ist dies teilweise auf die unterschiedliche Morphologie der 
Bakterien zurückzuführen. So ist die DNA aus Dauerformen wie Endosporen generell 
schwieriger aufzuschließen, als aus vegetativen Zellen. Unter den vegetativen Zellen wird die 
DNA-Extraktion aus Gram-negativen gegenüber Gram-positiven bevorzugt. Die Lyse 
kleinerer Zellen ist im Gegensatz zu großen weniger effizient, da diese weniger 
Angriffsfläche bieten (MORÉ et al. 1994, HEAD et al. 1998). 

In der PCR setzt sich dieses Problem fort. Verschiebungen des DNA-Verhältnisses einzelner 
Spezies während der Reaktion sind dabei auf diverse Ursachen zurückzuführen: Zum einen 
hat die zufällige Auswahl der ersten amplifizierten Stränge einen Einfluss auf das 
Endprodukt, da es während der Reaktion zu einer exponentiellen Vermehrung kommt. Zum 
anderen beobachteten SUZUKI & GIOVANNONI (1995), dass bei hoher Produktmenge sich die 
verschiedenen DNA-Moleküle unabhängig von ihrer Konzentration im ursprünglichen 
Template dem Verhältnis 1:1 nähern. Es wird dabei angenommen, dass die Konzentration 
eines bestimmten Moleküls während der PCR einen Sättigungswert erreichen kann und 
daraufhin bevorzugt andere DNA-Fragmente amplifiziert werden. Diese 
Sättigungskonzentration eines einzelnen DNA-Fragmentes wird allerdings in komplexen 
Umweltproben, die DNA vieler verschiedener Taxa beinhalten, kaum erreicht. Zusätzlich ist 
es möglich, durch eine geringe Zyklenzahl diesen Effekt deutlich zu reduzieren, dies zieht 
aber eine geringere Produkt-Ausbeute nach sich. Neben diesen Spezies-unabhängigen 
Verschiebungen, hat auch die Art des jeweiligen Organismus‘ Einfluss auf die Effizienz der 
DNA-Amplifikation ribosomaler DNA. Es ist bekannt, dass die Anzahl der Operons für 16S 
rDNA in verschiedenen Organismen variiert. So besitzen schnell wachsende Spezies häufig 
mehr Operons als langsam wachsende. Die Menge der amplifizierten DNA ist aber von der 
Zahl der Operons abhängig, es kommt daher zu einer Überschätzung der tatsächlichen 
Abundanz von Organismen mit mehreren Operons für ribosomale DNA (FARELLY et al. 
1995). Auch die Sequenz hat Einfluss auf die Effektivität der Amplifikation: es werden 
bevorzugt Fragmente mit niedrigem GC-Gehalt amplifiziert, da diese eine geringere 
Schmelztemperatur besitzen und schneller in den einzelsträngigen Zustand übergehen. Neben 
hohem GC-Gehalt stört auch die sequenzabhängige Ausbildung von Tertiärstrukturen des 
Einzelstranges die DNA-Synthese während der PCR. 

Das Verhältnis der verschiedenen DNA-Moleküle in der Originalprobe ist folglich im PCR-
Produkt nur ungefähr wiedergegeben. 

5.1.2.3 Maßnahmen zur Reduzierung von Extraktions- und Amplifikationsartefakten 

Um diese unerwünschten Artefakte und Verschiebungen während der DNA-Extraktion und 
PCR zu vermeiden oder zumindest zu verringern, wurden folgende Maßnahmen getroffen: 

Der zur DNA-Extraktion verwendete Kit von MoBio ist speziell für die DNA-Gewinnung aus 
Umweltproben geeignet. Durch Reinigung der extrahierten DNA in einem Spin-Filter über 
mehrere Waschschritte kommt es zur weitgehenden Eliminierung von unerwünschten 
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Fremdstoffen, die zur Störung der korrekten DNA-Synthese führen. Vor der Extraktion 
wurden die Proben mit den Zellen darin eingefroren. Dadurch werden die Bakterien 
empfindlicher gegenüber der Zelllyse. Während der Extraktion wurden die Zellwände der 
Bakterien physikalisch mit Hilfe kleiner Perlen aufgebrochen und die Zellmembranen 
anschließend durch Detergenzien chemisch lysiert. Diese Kombination physikalischer und 
chemischer Methoden stellt zwar einen geradezu rabiaten Aufschluss dar, es ist aber dennoch 
nicht gesichert, dass die DNA aller Organismen gleichermaßen effizient gewonnen werden 
konnte. 

Um die Bildung unspezifischer Produkte während der PCR zu reduzieren, wurden die 
Zyklenzahl und die Menge des eingesetzten Templates so gering gehalten, wie es im Hinblick 
auf die erforderliche Produktmenge möglich war. Es wurde bei allen PCR-Ansätzen stets mit 
der HotStart-Methode gearbeitet. Das allmähliche Herabsetzen der „Annealing-Temperatur“, 
wie es in einigen PCR-Ansätzen angewandt wurde, führt ebenfalls zu einer Verringerung der 
unspezifischen Primer-Bindungen. Eine weitere Maßnahme zur Verminderung unspezifischer 
Produkte wurde durch das Hintereinanderschalten zweier Amplifikationen getroffen. Die 
Amplifikation mit P2/P3-Primern fand auf Basis eines durch die EUB-Amplifikation schon 
vorher ausgewählten Satzes an DNA-Fragmenten statt. Dieser Schritt ist vor allem deswegen 
notwendig, weil der Primer P2 nicht eubakterienspezifisch sondern universell ist (MURRAY et 
al. 1996). Eine dadurch erhaltene höhere Reinheit führt allerdings zu dem Risiko einer 
stärkeren Verschiebung im Verhältnis der einzelnen Phylotypen. Dies zeigt sich in den 
Versuchen zur TGGE-Reproduzierbarkeit: die Parallelproben, die aus einer EUB-PCR 
hervorgegangen waren, sind einander ähnlicher als Parallelproben auf der Grundlage zweier 
verschiedener EUB-Amplifikationen. Durch ein Reaktionsdesign mit einer geringen Ausbeute 
bei der EUB-PCR wurde versucht, die Verschiebung der Verhältnisse auf niedrigem Niveau 
zu halten. Alle PCR-Produkte wurden mit einer Gel-Elektrophorese auf Agarose kontrolliert. 
Produkte, die keine scharfen Banden aufwiesen, wurden nicht verwendet. 

5.1.3 TGGE 

Mit Hilfe der denaturierenden Gradienten-Gelelektrophoresen ist es möglich, qualitative und 
semiquantitative Informationen über die bakterielle Artenzusammensetzung in Umweltproben 
zu gewinnen. Es können dabei verglichen mit anderen Methoden der mikrobiellen Ökologie 
viele Proben mit geringem Aufwand gleichzeitig untersucht werden (MUYZER et al. 1993).  

5.1.3.1 Aussagekraft von Bandenmustern der TGGE 

Im Idealfall kommt es pro Taxon zur Ausbildung einer Bande. Allerdings ist eine 
Auftrennung der Spezies, die DNA-Fragmente mit gleicher oder einer nur geringfügig 
unterschiedlichen Schmelztemperatur besitzen, nicht möglich. Die gleiche Schmelztemperatur 
können z.B. Fragmente besitzen, die zwar eine vollkommen unterschiedliche Anordnung der 
Basen aufweisen, aber einen ähnlichen GC-Gehalt besitzen. Bei Spezies mit einem Anteil an 
der Gesamtpopulation von weniger als 1% ist es möglich, dass die DNA-Menge unter der 
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Nachweisgrenze liegt (MUYZER et. al. 1993). Es kann aber auch zum umgekehrten Fall 
kommen, dass in einer TGGE-Spur mehr Banden zu finden sind als Taxa in der Probe. Die 
Ursache hierfür liegt teilweise an PCR-Artefakten wie die Bildung von Heteroduplizes. Die 
aus nicht vollkommen komplementären Strängen zusammengesetzte DNA schmilzt schon bei 
geringen Temperaturen und ergibt eine Bande oberhalb der Banden, die beide Stränge in 
homoduplikalen Zustand bilden würden (FERRIS & WARD 1997). Chimären produzieren 
ebenfalls eine extra-Bande, da sie eine Sequenz besitzen, die in vivo nicht existiert. Aber auch 
in Abwesenheit von PCR-Artefakten ist häufig zu beobachten, dass die 16S-rDNA von 
Reinkulturen mehr als eine Bande im TGGE-Gel produziert. Dies tritt dann auf, wenn im 
besagten Organismus mehrere Kopien für die ribosomale DNA vorhanden sind, die sich bis 
zu 5% in ihrer Sequenz unterscheiden können (CLAYTON et al. 1995). Folglich ist eine große 
Anzahl von Banden innerhalb einer Spur zwar ein Hinweis dafür, dass sich viele verschiedene 
Organismen in der zugehörigen Probe befinden, es lässt sich aber nicht von der Anzahl der 
gefundenen Banden auf die Anzahl der Spezies in dieser Probe schließen. 

Grundsätzlich enthält die Färbung der DNA im TGGE-Gel durch Intensitätsunterschiede auch 
eine quantitative Information. Wegen der Verwendung von PCR-Produkten kommt es aber zu 
einer Einschränkung der quantitativen Aussage von TGGE-Banden aus Umweltproben. 

5.1.3.2 Datenaufnahme 

Schon im Originalgel kam es durch schwache Banden und Verunreinigung zu einer 
ausgeprägten Hintergrundfärbung. Zusätzlich verschlechterte sich die Bildqualität durch das 
Scannen des Gels im Vergleich zum Originalgel erheblich, so dass Banden, die auf dem 
Original zwar schwach aber eindeutig zu erkennen waren, im digitalisierten Bild lediglich die 
Hintergrundfärbung verstärkten. 

Gerade im Gel der TGGE 3 befanden sich störende Banden durch einzelsträngige DNA im 
Bild. Da diese aber im Originalgel farblich von den gewünschten Peaks der doppelsträngigen 
DNA unterscheidbar waren, ist eine Verwechslung auszuschließen. Allerdings ist es möglich, 
dass Banden durch ssDNA verdeckt wurden. Da die ssDNA in allen Spuren eines Gels auf der 
gleichen Position lag, kann es zwar zu einem Verlust an Information, nicht aber zu einer 
Verfälschung der Aussage kommen. 

Zur Bandenerkennung durch die Software wurde eine niedrige Empfindlichkeit eingestellt, 
weil die vielen kleinen Peaks im Densitogramm kaum von Verunreinigungen unterschieden 
werden konnten. Außerdem sollten im Vergleich der Proben zueinander nur die in den Proben 
jeweils typische Populationsstruktur der Hauptarten dargestellt werden. Nahe 
aufeinanderliegende Banden, die im Originalgel, aber nicht im digitalen Bild, eindeutig 
unterschieden werden konnten, wurden manuell nachbestimmt. Auch in Spuren, deren 
Banden allesamt so schwach waren, dass sie großteils unter der Nachweisgrenze lagen, 
wurden einige Banden darin manuell markiert. Dennoch gab es so schwach gefärbte Spuren, 
dass nur ein oder zwei Banden zur Bewertung verwendet wurden. In anderen Spuren dagegen 
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kam es zu einer sehr starken Färbung, so dass trotz niedriger Empfindlichkeit bis zu 22 
Banden von der Software erkannt wurden. Warum in einigen TGGE-Spuren wesentlich 
weniger DNA vorhanden war als in anderen, obwohl sich bei der Kontrolle der P2/P3GC-
Produkte auf Agarose-Gelen nicht annähernd diese Unterschiede in der DNA-Menge zeigten, 
konnte nicht festgestellt werden. Eventuell ist dies darauf zurückzuführen, dass die 
Silberfärbung in verschiedenen Gelen, aber auch innerhalb eines Gels an verschiedenen 
Stellen, die gleiche DNA-Menge mit unterschiedlicher Effektivität anfärbt. Aber auch eine 
große Menge an ssDNA kann für ein starkes Signal im Agarose-Gel verantwortlich gewesen 
sein. Dies gilt insbesondere für Proben mit wenigen Banden aus der TGGE 3. Vielleicht kam 
es bei einigen Proben auch zu einem Verlust an Probenmaterial während des Auftrages, so 
dass tatsächlich weniger DNA vorhanden war. Für einige Spuren wie z.B. viele Proben des 
Sedimentprofils der Probestelle 7 war es aber – wie in Vorversuchen mit den gleichen Proben 
festgestellt wurde - typisch, dass sämtliche erkennbaren Banden äußerst schwach waren.  

Die teilweise manuelle Auswertung und die nicht absolut reproduzierbare Intensität der DNA-
Färbung vermindert die objektive Erkennung von Banden. Dies ist im Fall der untersuchten 
Proben besonders entscheidend, da es in allen Spuren eine Vielzahl von Banden gab, die sich 
genau im Bereich der Nachweisgrenze befanden. Wie erwähnt, ist eine quantitative 
Auswertung von Ergebnissen, die eine PCR zur Grundlage haben, als äußerst kritisch zu 
betrachten. In diesem Fall war es allerdings unmöglich, rein qualitative Aussagen zu machen, 
da für eine größere Menge von Spuren die Entscheidung getroffen werden musste, sie 
abhängig von ihrer Intensität zur Bewertung zuzurechnen oder nicht. Aus diesem Grund ist es 
in diesem Fall sinnvoll, Banden an der Nachweisgrenze im Vergleich zu stark ausgeprägten 
Banden geringer zu gewichten. 

Nach SCHAUER et al. (2000) ist es möglich, auch quantitative Aussagen auf Basis von PCR-
Produkten zu treffen, insofern diese nur dem Vergleich innerhalb einer Probenserie dienen, 
um die räumliche oder zeitliche Veränderung von Populationen zu untersuchen. Er gründet 
seine Behauptung darauf, dass sich für ein und dieselbe Probe in der TGGE ein typisches, gut 
reproduzierbares Bandenmuster ergibt. Veränderungen der Bandenintensität von identischen 
Banden innerhalb einer Probenserie können demnach darauf zurückgeführt werden, dass die 
Abundanz des dazugehörigen Organismus sich in den verglichenen Proben Bandenintensität 
unterscheidet. 

Untermauert wurde diese Behauptung durch eigene Versuche zur Reproduzierbarkeit des 
Bandenmusters einer Probe. Sowohl die Position als auch die Abundanz der meisten Banden 
wiesen nur geringe Abweichungen auf. Warum diese bei den Banden Nr. 7 und Nr. 10 
besonders hoch waren, ist unklar. Eventuell sind diese Abweichungen auf Zufälle in den 
ersten Zyklen der DNA-Amplifikationen zurückzuführen. Die Abundanz-Unterschiede der 
jeweiligen Banden in den Parallelproben, die schon bei der Amplifikation mit EUB-Primern 
aus Parallelansätzen stammten, waren höher als die der Paare aus der gleichen EUB-
Amplifikation. Eine der Parallelproben, deren Spur im Vergleich zu den anderen eine 
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besonders hohe Hintergrundfärbung aufweist, weicht allerdings bei mehreren Banden 
bezüglich deren Intensität stärker von den übrigen Proben ab. Bei der Betrachtung der 
Ergebnisse muss also berücksichtigt werden, dass Spuren mit hoher Hintergrundfärbung 
besonders kritisch zu bewerten sind. Es bleibt zu bedenken, dass zwar die Reproduzierbarkeit 
der selben Proben aus verschiedenen Amplifikationen überprüft, nicht aber verschiedene 
DNA-Extraktionen dieser Probe verglichen wurden. 

Für die Auswertung des Bandenmusters wurde aus diesen Gründen ein quantitativer 
Datensatz verwendet. Dieser enthielt keine absoluten Werte sondern die relativen 
Abundanzen der Peaks. Damit konnten Unterschiede, die sich durch ungleichmäßige Färbung 
ergaben, teilweise ausgeglichen werden. Andererseits kam es aber gerade bei Spuren, in 
denen viele Peaks unter der Nachweisgrenze lagen, zu Verzerrungen. Ergebnisse von Proben 
mit sehr wenigen Peaks, die zur Berechnung verwendet wurden, sind daher kritisch zu 
betrachten. 

5.1.3.3 Vergleich der Gele von TGGE 3-5 

Da die Gele von TGGE 3, TGGE4 und TGGE 5 aus der selben Gellösung hergestellt wurden, 
weist die Bande des E.coli-Standards auf allen Gelen praktisch die gleiche Mobilität auf: die 
Spuren verschiedener Gele sollten also untereinander vergleichbar sein. Allerdings war die 
Erkennung von Banden als „identisch“ in einigen Fällen schon innerhalb eines Gels nicht 
vollkommen zweifelsfrei möglich. Zur Hilfe gezogen wurden oft Banden, die zwar nicht in 
jeder Probe detektiert wurden, aber wie ein Band durch fast alle Spuren liefen. Sich daran zu 
orientieren war auch dann möglich, wenn sich die Position einer Bande über das gesamte Gel 
hinweg ein wenig verschob. Einige der durchgehenden Banden waren sowohl in TGGE 3 als 
auch in TGGE 4 zu erkennen, insgesamt aber zu wenige, um bei ausreichend vielen Banden 
mit Sicherheit die Identität über beide Gele hinweg bestimmen zu können. Die Banden der 
TGGE 5 waren in vollkommen anderen Mustern angeordnet, so dass ein Vergleich noch 
ungewisser war. Auf Ähnlichkeitsberechnungen zwischen Proben auf verschiedenen Gelen 
wurde daher verzichtet. 

5.1.3.4 Clusteranalyse 

Eine Clusteranalyse ist für den Vergleich der Ergebnisse eines Probensatzes konzipiert. 
Absolute Betrachtungen, die für den verwendeten Datensatz unangebracht sind, liegen also 
nicht im Anwendungsrahmen dieser Rechenoperation. Banden um die Nachweisgrenze haben 
durch die Verwendung eines metrischen Datensatzes einen geringen Einfluss auf das 
Ergebnis. Es wurde daher diese Art der Auswertung - trotz des Wissens um quantitative 
Verschiebungen bei der DNA-Extraktion und Amplifikation - als die am besten geeignete 
betrachtet. 

5.1.3.5 Diversitätsanalyse 

Die aus diesen Daten errechnete Diversität darf nur im Vergleich der einzelnen Spuren 
untereinander gewertet werden. Einerseits stimmen durch Verzerrungen in der PCR die 



SEITE   

 

58

errechneten Abundanzen nicht unbedingt mit den tatsächlichen Abundanzen der 
Organismen in den jeweiligen Proben überein. Andererseits ist es für die Berechnung der 
Diversität entscheidend, dass auch rezedente Arten mitberechnet werden, vor allem dann, 
wenn sie in großer Zahl auftreten. Auf die Auswertung aller sichtbaren Banden wurde 
verzichtet, weil die wenig ausgeprägten Peaks im Densitogramm nicht sicher von Artefakten 
der Färbung unterscheidbar waren. Die Diversität der Proben mit nur einer oder zwei 
bewerteten Banden muss in dieser Analyse als unbrauchbares Ergebnis bewertet werden. In 
beiden Spuren waren neben den nachgewiesenen, recht schwachen Banden im Originalgel 
weitere geringfügig schwächere Banden zu erkennen, so dass die tatsächlichen Abundanzen 
der Banden sicherlich nicht wie berechnet bei 100 bzw. um die 50% lagen.  

Die Werte der restlichen Proben geben eine grobe Einschätzung der Realität im Vergleich der 
einzelnen Proben zueinander wieder. 

5.1.4 Sequenzierung  

Da die Anzahl der Klone sehr gering war (zwischen 3 und 21), kann man nur von 
stichprobenartigen Sequenzierungen aus den jeweiligen Proben sprechen. Dennoch soll beim 
Vergleich der Probestellen im Folgenden auch auf die Verteilung der dominanten 
phylogenetischen Gruppen, denen die Klone zugeordnet wurden, eingegangen werden. Es ist 
dabei aber zu bedenken, dass die statistische Absicherung bezüglich der einzelnen Proben nur 
gering ist und höchstens eine Tendenz aufgezeigt werden kann. 

Wegen der Verschiebungen in der DNA-Extraktion und PCR ist es fraglich, ob nicht Vertreter 
der Fibrobaktergruppe in ihrer Anzahl unterrepräsentiert sind, da sie zu der Gruppe der Gram-
positiven mit hohem GC-Gehalt gehören. Wie schon diskutiert, wird die DNA gram-positiver 
Bakterien weniger effektiv extrahiert; zusätzlich findet während der Amplifikation eine 
Verschiebung zu Gunsten GC-armer Sequenzen statt. 

Es kann nicht ausgeschlossen werden, dass sich unter den sequenzierten Klonen auch 
Chimären befinden, da keine Untersuchung auf Chimären stattfand. Die Sequenzanalyse einer 
solchen Chimäre führt natürlich nur dann zu einem falschen Ergebnis, wenn der 
Sequenzwechsel innerhalb des sequenzierten Stückes liegt. 

Die Einordnung der Klone in den phylogenetischen Stammbaum mit DNAStar war 
vergleichbar mit den Ähnlichkeitswerten nach BLASTN, aber nicht immer vollkommen 
identisch. Beispielsweise war der Klon O12_41 nach BLASTN eher einem Aquabacterium 
ähnlich als dem erst an zweiter Stelle genannten, Mangan-oxidierenden Bakterium. Im 
Stammbaum stellt sich das Verwandtschaftsverhältnis umgekehrt dar. Es muss dabei aber 
beachtet werden, dass die in etwa 400 sequenzierten Basen nur einen relativ kurzen Teil der 
16s rDNA darstellen und mit einer Sequenz dieser Länge nur eine ungefähre phylogenetische 
Einordnung erfolgen kann. Kleine Unterschiede in der Berechnung der Sequenzähnlichkeit 
durch verschiedene Programme dürfen also nicht überbewertet werden. Warum es bei der 
phylogenetischen Einordnung der Vergleichsorganismen nach der Datenbank und nach 
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Berechnungen von DNA-Star im unteren Teil des Stammbaumes zu Widersprüchen kam, 
ist nicht bekannt. Besonders schwer nachvollziehbar ist die im Stammbaum dargestellte große 
genetische Distanz von Vertretern der Flavobacteria. Die korrekte Zuordnung der Klone zu 
phylogenetischen Gruppen ist folglich nicht als absolut sicher zu betrachten. Bei der 
Einordnung von Klonen in den Stammbaum und bei dem Vergleich mit Nächstverwandten 
muss beachtet werden, dass auch phylogenetisch nah verwandte Individuen physiologisch 
sehr unterschiedliche Merkmale besitzen können. Informationen über physiologische 
Eigenschaften der Vergleichsorganismen, die im Ergebnisteil genannt wurden, sollen daher 
im Folgenden nicht weiter interpretiert werden. 

5.1.5 TGGE-Analyse der Klonsequenzen 

Die Zuordnung der verschiedenen Sequenzen zu Banden in den Proben erwies sich als sehr 
schwierig. Ein Grund dafür ist, dass auch Sequenzen, die in den Proben nur sehr schwache 
Banden bilden, sequenziert wurden. Banden von Klonen, die in den Proben überhaupt nicht 
zu finden waren, sind entweder auf Organismen mit Abundanzen unter der Nachweisgrenze 
oder aber auch auf Chimären zurückzuführen. Unter den genannten Zuordnungen der Klon-
Banden zu Banden aus den Umweltproben scheint die von Klon O12_41 zu Bande 3 ein 
wenig fraglich. Klon O12_41 besitzt zwei Banden, von denen die untere nicht überall dort 
vorkam wo auch Bande 3 zu finden war. Das Fehlen der zweiten Bande in vielen der Proben 
könnte darauf zurückgeführt werden, dass die Amplifikation dieser Sequenz mit eher höherer 
Schmelztemperatur (siehe Rf-Wert) in Gegenwart vieler anderer DNA-Fragmente weniger 
effektiv war. Im Bereich dieses Rf-Wertes sind auf TGGE 3 generell wenig Banden und diese 
nur schwach angefärbt sichtbar. Trotz der genannten Bedenken stellen diese Ergebnisse einen 
ergänzenden und wichtigen Aspekt zu den durchgeführten TGGE-Analysen dar. 

Die geringen Übereinstimmungen beim Mobilitätsvergleich der Klone in der TGGE mit deren 
phylogenetischer Ähnlichkeit sind möglicherweise darauf zurückzuführen, dass das DNA-
Fragment aus der P2/P3GC-Amplifikation nur ein Teil des sequenzierten Stückes ist. Die 
Sequenzierungsreaktion beruhte zwar auf Basis des P3-Primers, aber es wurde darin ein etwa 
doppelt so langes Fragment analysiert, wie das P2/P3GC-Produkt. Sequenzunterschiede hinter 
der Bindungsstelle des P2-Primers konnten daher durch die Sequenzierung, nicht aber in der 
TGGE nachgewiesen werden. Zudem können einerseits kleine Sequenzunterschiede schon 
einen großen Einfluß auf das Schmelzverhalten haben und andererseits auch verschiedene 
Sequenzen gleiche Schmelzeigenschaften besitzen. Gerade das Phänomen, dass nach dem 
Stammbaum sehr unterschiedliche Organismen während der Elektrophorese eine sehr 
ähnliche oder gar gleiche Mobilität zeigten, war relativ häufig zu beobachten. Über die Breite 
des ganzen Gels hinweg war es allerdings schwierig zu entscheiden, ob Klone mit 
anscheinend gleicher Mobilität innerhalb einer Spur nicht doch ein geringfügig 
unterschiedliches Schmelzverhalten aufweisen würden. 
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5.2 Vergleichende Betrachtung der Ergebnisse 

Alle TGGE-Spuren ließen auf den Originalgelen eine große Anzahl oft sehr schwacher 
Banden erkennen, die in den weiteren Berechnungen nicht berücksichtigt wurden. Dies weist 
auf eine komplexe bakterielle Besiedlungsstruktur in den drei untersuchten Bächen und der 
Fulda. 

5.2.1 Wasser- und Oberflächensedimentproben 

Die Clusteranalyse resultierte auf oberer Ebene in eine Einteilung in Wasser- und 
Oberflächensedimente. Die Sonderstellung der Probe O2 im Dendrogramm, die sich in dieses 
Schema nicht einordnen lässt, ist sicherlich darauf zurückzuführen, dass nur eine Bande 
detektiert wurde. Auch der Shannon-Index dieser Probe mit dem Wert 0 ist weit von den 
Diversitätswerten der anderen Proben entfernt. Die Einordnung Proben O9 und O12 in das 
Dendrogramm war dagegen trotz ihrer hohen Hintergrundfärbung gut nachvollziehbar. Die in 
der Clusteranalyse festgestellten Unterschiede der TGGE-Muster der Wasser- und 
Sedimentproben ließen sich auch teilweise schon beim Betrachten des Gels feststellen. Es 
waren typische Sedimentbanden wie Bande 4 sichtbar und solche, die besonders ausgeprägt 
in Wasserproben zu finden sind wie Bande 3. Dennoch waren die Muster der beiden 
Probenarten nicht vollkommen verschieden, viele Banden traten sowohl in Wasser- als auch 
Sedimentproben auf. Neben der TGGE zeigten aber auch die meisten Ergebnisse der anderen 
Untersuchungen Unterschiede der bakteriellen Besiedlung in diesen beiden Habitaten auf- 

Ganz erwartungsgemäß fanden sich in den Sedimentproben der untersuchten Gewässer 
signifikant höhere Bakterienzahlen als in den Wasserproben. Dies bestätigt Ergebnisse 
früherer Studien (MARXSEN & MOALEDJ 1988). Nach MARXSEN sind in der fließenden Welle 
des Breitenbaches zwischen 106 und 107 Bakterien in einem Milliliter (1980b) bzw. im 
Oberflächensediment zwischen 109 und 1010 Bakterien pro Milliliter (1988) zu finden. Das 
sind bezüglich der Sedimente etwas geringere Werte als die hier erhobenen Daten. Zu den 
Werten aus der Publikation von 1980 wird aber ausdrücklich darauf hingewiesen, dass es bei 
der angewandten Methode zu Unterschätzungen der Zellzahlen kommen kann. Auch sollen 
die hier erhobenen Daten nur dem Vergleich der Proben untereinander dienen. Der Hinweis 
auf alte Daten dient also lediglich der Feststellung, dass sich die Ergebnisse in einer 
realistischen Größenordnung befinden. 

Neben Differenzen in der Anzahl waren häufig die Zellformen der Sediment- und 
Wasserbakterien verschieden. Obwohl sich auch Vertreter der gleichen Art abhängig von 
Umweltbedingungen in ihrer Morphologie unterscheiden können, deutet dies darauf hin, dass 
die Besiedelung des Sedimentes sich nicht nur bezüglich der Dichte, sondern auch in der 
Populationszusammensetzung von der des Wassers unterscheidet. Die beobachteten, fädigen 
Zellen könnten Vertreter der Actinomycetes sein; diese sind bekannt für die Bildung 
filamentöser Mikrokolonien (HOLT et al. 1983). 
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Auch die durchgeführten Sequenzierungen geben einen Hinweis auf unterschiedliche 
Besiedlung in Wasser und Sediment. So war der Anteil der Fibrobacter-/Acidobacteria-
Gruppe in der Wasserprobe eindeutig geringer als in den Sedimentproben O9, O11 und O12, 
β-Proteobakterien stellten dagegen die Hälfte der gefundenen Klone im Wasser. Die 
Beobachtung, dass β-Proteobakterien eine dominante Gruppe in Fließgewässern ist, deckt 
sich mit Ergebnissen von SEKIGUCHI et al. (2002), KENZAKA et al (1998) und mit 
Hybridisierungsversuchen aus dem Breitenbach (MARXSEN, nicht veröffentlichte Daten). In 
allen genannten Untersuchungen wird allerdings die Abundanz der Bacteroidetes höher 
eingeschätzt, als es hier der Fall ist. Das Ergebnis aus der Probe W9 sollte aber wegen der 
Anzahl von lediglich 12 Klonen in seiner Aussagekraft nicht überschätzt werden. Die 
Dominanz der Fibrobacter-/Acidobacteria-Gruppe in den Sedimenten O9, O11 und O12 ist 
auffallend, konnte aber nicht durch ähnliche Ergebnisse anderer Quellen belegt werden. In 
den Hybridisierungs-Experimenten von Sedimentproben aus dem Breitenbach (MARXSEN, 
1999) wurde diese Gruppe nicht untersucht. Ein hoher Anteil an α-Proteobakterien, wie er 
nach den Hybridisierungs-Untersuchungen im Sediment zu finden ist, konnte hier nicht 
bestätigt werden. Die meist alleinstehende Anordnung der Klone im Stammbaum zwischen 
den Vergleichssequenzen deutete auf eine Vielzahl verschiedener Spezies in Wasser- und 
Sedimentproben hin.  

Einzig die Shannon-Indizes ließen keinen Zusammenhang zur Art der Probe herstellen. Dies 
widerspricht aber nicht den übrigen Befunden, die unterschiedliche Populationstrukturen in 
Wasser- und Oberflächensedimenten aufzeigen.  

Es liegt auf der Hand dass es in Wasser zu Differenzen in der Artzusammensetzung kommt, 
da es sich um Habitate handelt, die unterschiedliche Anpassungen erfordern. Dass dennoch 
Organismen der selben Art in beiden Habitaten vorkommen, ist vermutlich auf den örtlichen 
Zusammenhang von Wasser und Sediment zurückzuführen. Gerade in Fließgewässern gelangt 
partikuläres Material aus dem Sediment mit Bakterien häufig durch Verwirbelungen ins 
Wasser (SCHWOERBEL, 1999) und ebenso bleiben Partikel und Organismen aus der fließenden 
Welle im Sediment hängen. Es existieren sicherlich auch Organismen, die in beiden Habitaten 
leben können.  

Neben der Auftrennung nach Wasser- und Oberflächensedimentproben war im Dendrogramm 
weiterhin meist auf unterer Ebene eine Abhängigkeit der gebildeten Cluster von der 
Probestelle erkennbar. Diese war innerhalb der Wasser- und innerhalb der Sedimentproben oft 
analog. Einige Proben wurden aber nur dem Ort ihrer Probestelle entsprechend angeordnet. 
Dies zeigt, dass Unterschiede der Probenart zwar vorhanden waren, ihr Einfluss aber nicht so 
groß ist, dass er nicht von örtlichen Unterschieden überdeckt werden könnte 

5.2.1.1 Quellbereich des Breitenbaches 

Die Sedimentproben des Quellbereiches O3 und O4 wurden nach den 
Ähnlichkeitsberechnungen eindeutig zusammen gruppiert. Unterschiede der Proben 



SEITE   

 

62

untereinander waren weniger qualitativ, sondern vor allem in der Ausprägung der Banden 
zu erkennen. Die Wasserproben des Quellbereiches besaßen dagegen untereinander weniger 
Ähnlichkeit, als vielleicht zu erwarten wäre. Da aber gerade die Spur W4 zu den sehr schwach 
gefärbten gehörte, kann aus der geringen Bandenzahl ein Zuordnungsfehler entstanden sein. 
Ein weiterer möglicher Grund für unterschiedliche Populationsstrukturen ist, dass die beiden 
Proben nicht am gleichen Tag entnommen wurden. Beim Betrachten der beiden Spuren 
scheinen diese einander aber ähnlicher zu sein, als aus der Clusteranalyse hervorgeht. Die 
Einordnung zusammen mit Sedimentproben ist möglicherweise darauf zurückzuführen, dass 
sich in dem Wasser, das gerade erst aus dem Boden austritt noch keine typische 
Bachwasserpopulation entwickeln konnte. So war beispielsweise sowohl in W3 als auch in 
W4 die Bande 3, die in allen übrigen Wasserproben mit Ausnahme der des Fichtenbaches 
sehr deutlich erscheint, nur schwach ausgeprägt. 

Neben einer sehr geringen Bakteriendichte scheint auch eine geringe Diversität, die bei allen 
vier Proben festgestellt werden konnte, typisch für den Quellbereich zu sein. Gerade in den 
Wasserproben sind allerdings viele sehr schwache Banden zu erkennen, die nicht detektiert 
und daher nicht in die Diversitätsberechnung einbezogen wurden.  

Die Klone der Probe O4 zeigten eine vollkommen andere Artzusammensetzung als die der 
anderen Proben, zu denen Sequenzierungen durchgeführt wurden. Eine Ursache dafür ist 
wohl, dass nur drei Klone zu dieser Probe vorhanden sind. Eine statistische Aussage dieses 
Ergebnisses ist daher wenig sinnvoll. Abgesehen davon ist es aber so, dass der Vertreter der 
Spirochaetales der stark dominanten Bande des Quelltümpel-Sedimentes mit einer Abundanz 
von 31% zugeordnet wurde. Spirochaetales aus der Gattung der Leptospiraceae, die in sonst 
keiner Probe sequenziert wurden, scheinen demnach eine größere Rolle im Sediment des 
Quellbereiches zu spielen. In den Wasserproben aus dem Quellbereich war diese 
„Spirochaeten-Bande“ allerdings nicht zu erkennen. 

Die abgesonderte Rolle der Proben aus dem Quellbereich, die vor allem aus den 
Sedimentproben abgeleitet werden kann, steht in Bezug zu typischen, chemisch-
physikalischen Parametern. So ist der Quellbereich stark beschattet und da das Wasser erst 
direkt an der Quelle an die Erdoberfläche tritt, dürften photoautotrophe Organismen kaum 
eine Rolle spielen. Zudem besitzt der Quellbereich nicht die typischen Eigenschaften eines 
Fließgewässers. Drift, die ein Faktor mit großen Auswirkungen auf Organismen ist, fällt im 
Bereich der Quelltümpelränder weg. Auch die chemischen Werte unterscheiden sich von 
denen der übrigen Probestellen des Breitenbaches: die Sauerstoffsättigung lag wenig über 
90%. Auffallend ist ein hoher Nitratgehalt aber eine geringe Ammoniumkonzentration.  

5.2.1.2 Ober- und Mittellauf des Breitenbaches 

Die Gruppierung der Breitenbachproben vor und nach dem Quellzufluss in ein Cluster zeigt, 
dass die Population aus dem Quellbereich die Bakterien des weiteren Bachverlaufes wenig 
beeinflusst, obwohl der Zufluß des Quellbaches bezüglich der Wassermenge quantitativ nicht 
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zu vernachlässigen ist. Aber aus den Zellzählungen geht hervor, dass im Wasser des 
Quellbereiches nur wenige Bakterien zu finden sind. Unter den Habitatbedingungen, die 
unterhalb und oberhalb der Quelle - soweit sie gemessen wurden - einander ähnlich sind, 
scheint sich die Populationszusammensetzung, des Quellbereichs, nicht durchsetzen zu 
können. 

Etwas überraschend sind die hohen Zellzahlen im Sediment der Probestelle 1, sie überragten 
sogar die Gesamtbakterienzahl im Sediment der Fulda. Die Zellzahlen der Wasserprobe an 
Probestelle 1 wiesen dagegen keine unerwarteten Werte auf. 

Im unteren Bereich des Breitenbaches nehmen anthropogene Einflüsse zu: Der Abfluss eines 
Fischteiches mündet in den Breitenbach und anliegende Flächen werden landwirtschaftlich 
genutzt. Dennoch bleiben die gemessenen, physikalischen und chemischen Parameter im 
Breitenbach bis zur letzten Probestelle weitgehend konstant. Nur die 
Ammoniumkonzentration steigt ab Probestelle 8. Vielleicht ist es darauf zurückzuführen, dass 
die Wasserproben ab dort in einem anderen Cluster angeordnet waren. Die Clustereinteilung 
der Sedimentproben unterscheidet sich hier allerdings ein wenig. Eventuell ist dies damit zu 
erklären, dass für die Bakterienpopulation in den Wasserproben der zeitliche Einfluss größer 
ist als der örtliche. Die chemisch-physikalischen Parameter sind zudem im Wasser gemessen 
worden und nicht im Sediment. Chemische Änderungen im Sediment wurden daher nicht 
detektiert, wenn sie ohne Einfluss auf den Wasserchemismus waren. 

5.2.1.3 Rohrwiesenbach, Fulda und Unterlauf des Breitenbaches 

Dass die Proben aus Fulda und Rohrwiesenbach mit denen aus dem Unterlauf des 
Breitenbaches in der Clusteranalyse zusammengefasst wurden, ist überraschend. Gerade für 
die Fulda, die als Fluß eine ganz andere Gewässerstruktur hat als die Bäche und durch 
Abwässer belastet ist, würde man eine vollkommen andere Artzusammensetzung erwarten. 
Die Einordnung der Clusteranalyse zeigt sowohl für die Sediment- als auch für die 
Wasserprobe das Gegenteil. Dies, obwohl die Unterlaufproben des Breitenbaches in ihren hier 
aufgeführten, chemisch-physikalische Faktoren denen des Oberlaufes ähnlicher sind als den 
Werten der Fulda oder des Rohrwiesenbaches. Parameter wie Temperatur, Phosphat-, 
Ammonium- und Stickstoffgehalt, DOC-Werte oder Sauerstoffsättigung, in denen sich die 
Probestellen dieses Clusters teilweise stark unterscheiden, scheinen hier nicht 
ausschlaggebend für die Struktur der Bakterienpopulation zu sein. Auch mündet der 
Breitenbach erst hinter der Fuldaprobenstelle in diese. Die Einspülung der Bakterienfracht aus 
dem Breitenbach in die Fulda kann also für Ähnlichkeiten nicht verantwortlich sein. Der 
einzige Parameter mit nicht auffallend großen Unterschieden zwischen den genannten 
Probestellen ist der pH-Wert. 

Im Gegensatz zu den Ergebnissen aus der TGGE unterschied sich die Fulda in der gefundenen 
Gesamtbakterienzahl besonders bezüglich der Wasserprobe signifikant von den anderen 
Probestellen. Die Beobachtung, dass mit Erhöhung der Trophieebene eines Gewässers die 
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Anzahl der Keime darin zunimmt, stimmt mit den Ergebnissen anderer Untersuchungen 
überein (SCHWOERBEL 1999). 

Die Gruppierung der Wasserprobe aus dem Rohrwiesenbach zu der 
Oberflächensedimentprobe aus diesem, aber auch zu den Sedimentproben O7, O8, O9 und 
O10 zeigt, dass die Unterschiede des Ortes hier geringer sind als die der Probenart. 

Sequenzanalysen von Proben dieser Gruppe wurden zu O9 und O12 und W9 durchgeführt. 
Die Klone der Sedimentproben ließen keine großen Unterschiede in ihrer Zusammensetzung 
erkennen. Dass Vertreter der Bacteroidetes und der Verrucomicrobia nur in O9 gefunden 
wurden, dagegen Chloroflexi nur in O12, mag ein Zufall sein. Die Zusammensetzung der 
Klone aus W9 zeigte Unterschiede zu O9 und O12; diese wurden aber schon diskutiert, um 
Unterschiede zwischen Sediment- und Wasserproben aufzuzeigen. Warum gerade Klone aus 
O12 im Stammbaum häufig zusammen gruppiert waren, ist nicht bekannt, es deutet aber 
darauf hin, dass viele miteinander nah verwandte Organismen den Rohrwiesenbach besiedeln. 

5.2.1.4 Fichtenbach 

Weiterhin geht aus dem Dendrogramm eine Zusammenfassung der Fichtenbachproben 
hervor. Es zeigt sich, dass Wasser- und Sedimentprobe des Fichtenbaches trotz 
unterschiedlicher Habitatbedingungen einander ähnlicher waren als zu den anderen Proben. 
Da der Fichtenbach im pH-Wert einen großen Unterschied zu den übrigen Probestellen 
aufzeigt, könnte dies als Ursache vermutet werden. Aber auch andere Parameter, wie 
Sauerstoffsättigung, DOC-Gehalt und Temperatur unterscheiden sich von denen der restlichen 
Probestellen. Die große Ähnlichkeit in der Besiedlung des Oberflächensedimentes und des 
Wassers ist durch diese speziellen Bedingungen erklärbar. Wahrscheinlich vor allem auf 
Grund des niedrigen pH-Wertes ist das Wachstum an diesem Standort nur für eine besondere 
Auswahl an Bakterienspezies möglich, die dann sowohl im Sediment als auch im Wasser zu 
finden sind. Es ist bekannt, dass die meisten Bakterien im Gegensatz zu Pilzen neutrale bis 
leicht alkalische pH-Werte bevorzugen (BROCK 1994). Wahrscheinlich lässt sich darauf 
zurückführen, dass die sonst ubiquitäre Bande 3 hier nicht zu finden ist. Auffallend intensiv 
war dagegen eine Bande mit dem Rf-Wert 0,92 in den TGGE-Spuren des Fichtenbaches. Sie 
war zwar auch in anderen Spuren sichtbar, aber nur in den beiden Proben des Fichtenbaches 
besaß sie die höchste Abundanz. In den Sequenzierungen von O11 konnte diese Bande 
allerdings nicht identifiziert werden.  

Die Zusammensetzung der sequenzierten Klone der Probe O11 unterscheidet sich s ein wenig 
von der anderer Sedimentproben. Wegen geringer Klonzahl sollen diese Unterschiede hier 
aber nicht weiter betrachtet werden. 

Trotz der speziellen Bedingungen und der besonders im Sediment stark ausgeprägten Bande 
war auch eine große Anzahl weniger dominanter Banden zu finden. Die Diversität liegt mit 
einem Shannon-Index von 2,2 in beiden Proben im mittleren Bereich. Auch die 
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Gesamtbakterienzahl nimmt verglichen mit denen der übrigen Probestellen keine 
außergewöhnlichen Werte an. 

Besonders auf Grund der TGGE-Daten weisen die Ergebnisse darauf hin, dass sich im 
Fichtenbach eine spezielle Bakterienpopulation verglichen mit den anderen Probestellen 
etabliert hat. 

5.2.2 Sedimentprofil 

Das ausgeprägte Maximum der Bakterienzahl in 2-4cm Sedimenttiefe lässt vermuten, dass 
dort sehr günstige Bedingungen für Mikroben vorherrschen. Direkt an der 
Sedimentoberfläche profitieren Organismen von einem kontinuierlichen Antransport an 
Nährstoffen durch das fließende Wasser. Die Oberfläche bietet aber wenig Schutz im 
Gegensatz zu tieferen Lagen des Sediments, das ein Strömungsrefugium darstellt und 
kurzfristige Schwankungen der Temperatur oder des Wasserchemismus abpuffert. Das 
Maximum in der Keimzahl lässt sich damit erklären, dass in der Sedimenttiefe von 2-4cm 
eine Grenzschicht ausgebildet ist, in der Organismen die Vorteile beider Habitate nutzen 
können . 

Im Gegensatz zu den Zellzählungen erlauben die Ergebnisse aus der Diversitäts- und 
Clusteranalyse nur wenige Rückschlüsse auf ihre Herkunft, d.h. Probestelle oder 
Sedimenttiefe. Im Dendrogramm war eine Auftrennung nach Proben von Probestelle 6 (TB1-
12) und Probestelle 7 (TE1-12) nicht zu erkennen. Auch innerhalb der Proben von Probestelle 
6 waren kaum Ähnlichkeiten der Parallelproben untereinander vorhanden. Einzig die Proben 
von der Oberfläche (TB1-3) sind zusammen in einem Cluster angeordnet. Ein analoges 
Ergebnis zeigen die Shannon-Indizes für die TB-Proben: sie streuten stark auch innerhalb der 
Parallelproben. Die Sonderstellung der Probe TB9 im Dendrogramm sowie deren 
ausgesprochen niedriger Shannon-Index sind wohl auf die geringe Anzahl der detektierten 
Banden zurückzuführen. Die Proben TB5 und TB12 mit der hohen Hintergrundfärbung fallen 
nicht erkennbar aus der Reihe. Dies mag aber darauf zurückzuführen sein, dass auch in der 
Anordnung der übrigen TB-Proben kein System erkennbar war. 

Die Parallelproben des Sedimentprofils von Probestelle 7 wiesen untereinander größere 
Ähnlichkeiten auf. Dies ist in den Shannon-Indizes zu erkennen, die bezüglich der Parallelen 
nur eine geringe Streuung aufzeigten und mit der Sedimenttiefe zunahmen Auch im 
Dendrogramm waren die parallelen TE-Proben häufig zueinander gruppiert. Die einzige 
Ausnahme stellte die Probe TE1 dar, die sich nicht in einem Cluster mit TE2 und TE3 befand. 
Die Verschiedenheit der Parallelproben von Probestelle 6 ist möglicherweise mit einer 
ausgeprägten Umlagerung des Sedimentes an dieser Stelle zu erklären. Das lockere, sandige 
Sediment ist Turbulenzen der Strömung stärker ausgeliefert als das lehmige Sediment der 
Probestelle 7. Eine konstante Schichtung und damit auch eine von der Tiefe abhängige, 
konstante Zusammensetzung der bakteriellen Population wird verhindert (MARXSEN, 
persönliche Mitteilung). Warum aber gerade die Proben von der Oberfläche, die am stärksten 
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umgelagert sein sollte, sehr ähnliche TGGE-Muster aufwiesen, ist nicht klar – vielleicht ist 
die Artzusammensetzung auf der Oberfläche des Sedimentes im Gegensatz zu tieferen 
Schichten stärker von der momentanen Fracht das Baches geprägt. Da die drei Parallelproben 
kurz hintereinander entnommen wurden, könnte dies eine Erklärung für deren Ähnlichkeit 
sein. Auch die festgestellten Unterschiede im Vergleich der obersten Schicht der 
Sedimentprofile (TB1-3; TE1-3) mit den Oberflächensedimenten (O6; O7) sprechen für diese 
Theorie. Die verglichenen Proben stammten vom selben Ort, waren aber an zwei 
verschiedenen Tagen entnommen worden. Im Rahmen dieser Arbeit wurden aber keine 
systematischen Untersuchungen im Hinblick auf die zeitliche Sukzession der 
Bakterienpopulationen durchgeführt. Es bedarf daher weiterer Experimente, um diese 
Vermutungen zu unterlegen. 

5.2.3 Boden-, Blatt- und Biofilmproben 

Die Einteilung dieser Proben entsprechend ihrer Art in Cluster ist eindeutig. 
Erwartungsgemäß waren die Bodenproben im Dendrogramm in großer Entfernung zu den 
anderen Proben angeordnet. Auffällig war deren große Anzahl an Banden im unteren Bereich 
des Gels. Eine Ursache dafür, dass die DNA der Bodenorganismen allgemein eine hohe 
Schmelztemperatur zu haben scheint, ist wohl, dass der osmotische Stress im Boden durch 
ausgeprägte Konzentrationsgefälle auf kleinem Raum besonders hoch ist. G+C-reiche DNA 
mit mehr Wasserstoffbrückenbindungen ist stabiler und bietet den Organismen daher einen 
Vorteil. Dass sich Blatt- und Biofilmproben in einem Hauptcluster befanden, deutet darauf 
hin, dass die bakterielle Besiedlung in und auf Blättern biofilmähnlich ist. Die bakterielle 
Besiedlung in den natürlichen Biofilme von den Steinen und in den gezüchteten war 
überraschenderweise sehr unterschiedlich. Dies könnte damit zusammenhängen, dass der 
natürliche Biofilm sich über einen wesentlich längeren Zeitraum hinweg entwickelt hat als der 
gezüchtete, egal, ob dieser 4,5 oder 10 Wochen alt ist. Zudem ist der natürliche Biofilm im 
Gegensatz zu dem gezüchteten einer Beweidung durch Invertebraten ausgesetzt. In 
vergleichbar großem Abstand befanden sich die Blattproben von beiden Biofilmproben 
entfernt. Die Unterschiede des bakteriellen Bewuchses der Blätter zu den Biofilmen 
resultieren wohl aus der Tatsache, dass ein deutlich anderes Substrat mit hohem Gehalt an 
organischem Material zugrunde liegt. Es ist wahrscheinlich eher auf das Alter der Blätter als 
auf die jeweilige Blattart zurückzuführen, dass die Proben von Buchen- und Eichenblättern 
einander sehr nah zugeordnet waren, die Probe der Erle aber weiter entfernt. Bei den 
Erlenblättern handelte es sich um frische, grüne Blätter, während die untersuchten Blätter der 
anderen Baumarten dunkelbraun gefärbt waren und sicher schon länger im Wasser gelegen 
hatten. 

Die Feststellung, ob nun Bakterien im Wasser zu großen Teilen aus dem Boden eingespült 
werden, von Biofilmen stammen oder eine ganz eigene Organismengemeinschaft darstellen, 
erwies sich als sehr schwierig. Auf den TGGE-Gelen der Boden-, Blatt- und Biofilmproben 
waren Banden mit gleicher oder sehr ähnlicher Mobilität in wie in den Spuren der Wasser- 
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und Sedimentproben vorhanden. Bei der Komplexität der erhaltenen Bandenmuster müssen 
diese aber nicht zwingenderweise auf die gleichen Spezies zurückzuführen sein. Aus diesem 
Grund waren auch Ähnlichkeitsberechnungen über verschiedene Gele hinweg mit großen 
Unsicherheiten behaftet. Diese wurden daher, wie auch schon in der Diskussion der Methoden 
erwähnt wurde, nicht durchgeführt. Allerdings war auch ohne Berechnung zu sehen, dass sich 
die Bandenmuster sowohl der Bodenproben als auch der Blatt- und Biofilmproben von denen 
der Sediment- und Wasserproben deutlich unterschieden. Eine Vermutung, dass Banden mit 
hohem Schmelzpunkt von Bodenorganismen stammen könnten, mag in einigen Fällen 
zutreffen, ist aber wohl nicht generell der Fall. Die beiden Quellbereichproben W3 und W4 
weisen viele, wenn auch nur schwach gefärbte Banden im unteren Gelbereich auf. Da das 
Wasser kurze Zeit vorher aus dem Boden austritt, ist es nicht abwegig anzunehmen, dass sich 
einige Bodenorganismen darunter befinden. Weiterhin waren besonders im Sedimentprofil 
der Probestelle 6 Spuren mit vielen Banden im unteren Bereich des Gels vorhanden. Einige 
dieser Banden stimmen in ihrer Position mit Banden aus der Bodenprobe überein. Ein 
weiterer Hinweis für Bodenorganismen in den untersuchten Proben sind mehrere 
Vergleichssequenzen, die aus Bodenproben isoliert wurden. 

5.3 Schlussfolgerungen 

Trotz einiger Bedenken zu den angewandten Methoden bieten die Ergebnisse Erkenntnisse 
über Zusammensetzung und Veränderungen der Populationsstruktur von Bakterien in den 
untersuchten Habitaten. Die Resultate im Detail dürfen sicher nicht überinterpretiert werden, 
aber die im Folgenden zusammengestellten Hauptaussagen lassen sich auf mehrere 
Ergebnisse zurückführen: 

Eine große Anzahl von Banden in den TGGE-Spuren, lässt auf eine komplexe bakterielle 
Besiedlungsstruktur in den untersuchten Habitaten schließen. Ebenso deutet die meist 
einzelne Anordnung der analysierten Sequenzen zwischen Vergleichsorganismen aus vielen 
phylogenetischen Gruppen auf eine reichhaltige Artzusammensetzung. 

Unterschiede der Besiedlungsstruktur innerhalb der untersuchten Bachpopulationen zeigten 
die Ergebnisse in Sediment und fließender Welle auf. Es waren aber auch ortsabhängige 
Veränderungen entlang des Breitenbaches und an den anderen Probestellen in der 
Populationsstruktur nachweisbar. In den meisten Fällen waren die Unterschiede zwischen 
verschiedenartigen Proben – also Wasser und Sediment - größer als zwischen verschiedenen 
Probestellen. Nur bei den Proben des Fichtenbaches war eine ausgeprägte Ähnlichkeit der 
bakteriellen Population in Wasser- und Sedimentprobe erkennbar. Der Fichtenbach weist 
deutliche Abweichungen der physikalisch-chemischen Parameter von den anderen 
Probestellen, besonders bezüglich des pH-Wertes auf.  

Erstaunlicherweise wurde sowohl die Wasser- als auch die Sedimentprobe der Fulda bei der 
Clusteranalyse zu Proben des Breitenbaches gruppiert. Die Fulda zeigt bezüglich ihrer 
Wasserqualität große Unterschiede zum oligotrophen Breitenbach auf.  



SEITE   

 

68

Alles deutet darauf hin, dass der pH-Wert einen großen Einfluss auf die bakterielle 
Biozönose eines Gewässers hat. Belegt wird dies in der Clusteranalyse durch die Gruppierung 
der Fichtenbachproben zueinander. Auch durch die Zuordnung der Fulda-Proben zu Proben 
des Breitenbaches deutet darauf hin, da sich beide Gewässer bezüglich aller erhobenen 
Parameter abgesehen vom pH-Wert stark unterscheiden.  

Über die Herkunft der Bakterien in den untersuchten Gewässern lassen sich aufgrund der 
Ergebnisse nur Vermutungen anstellen. Es ist anzunehmen, dass sich Vertreter von 
Bodenbakterien sowie von Biofilmen in Wasser und auch Sediment der untersuchten 
Gewässer befinden. Die TGGE-Muster von Biofilmproben und auch Bodenproben 
unterschieden sich in ihrer Gesamtheit aber deutlich von den Mustern der Sediment- und 
Wasserproben. 

Meines Wissens sind dies erste Untersuchungen dieser Art in oligotrophen 
Mittelgebirgsbächen im Vergleich zueinander und im Vergleich zu einem mäßig belasteten 
Fluß. Da im vorgegebenen zeitlichen Rahmen zu vielen Experimenten keine Wiederholungen 
möglich waren, bedarf es weiterer Untersuchungen, um die Ergebnisse dieser Arbeit zu 
bekräftigen oder aber um auf Grundlage dieser Ergebnisse zu anderen Erkenntnissen zu 
kommen. 
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6 Zusammenfassung 
Bisher ist über die bakterielle Besiedlungsstruktur in kleinen, oligotrophen Fließgewässern 
wenig bekannt. Drei kleine Mittelgebirgsbäche und die Fulda wurden mit einer 
Temperaturgradienten-Gelelektrophorese (TGGE) untersucht, um Informationen über die 
Populationszusammensetzung von Eubakterien zu gewinnen. Alle Probestellen lagen im 
osthessischen Bergland. Die drei Bäche Breitenbach, Fichtenbach und Rohrwiesenbach haben 
unterschiedliche Einzugsgebiete und unterscheiden sich in ihrem Chemismus. Die Fulda als 
das größte Fließgewässer der Umgebung weist eine andere Gewässerstruktur und einen 
höheren Trophiegrad auf als die Bäche. Bei den Untersuchungen lag der Schwerpunkt auf 
dem Breitenbach, der im gesamten Längsverlauf an 9 Stellen beprobt wurde. Zusätzlich 
wurden TGGE-Untersuchungen von Boden-, Blatt- und Biofilmproben durchgeführt, um 
Hinweise auf die Herkunft der Bakterien in Bachwasser und Sediment zu erhalten. Ergänzt 
wurden die Ergebnisse der TGGE durch Bestimmungen der Bakterienzahl und 16S rDNA-
Sequenzierungen in einigen Proben. Die gewonnenen Sequenzen wurden wiederum auf ein 
TGGE-Gel aufgetragen, um Rückschlüsse auf vorhandene Taxa in den ursprünglichen 
TGGE-Mustern ziehen zu können. 

Alle Proben zeigten eine Vielzahl an Banden in der TGGE, von denen aber viele sehr 
schwach ausgeprägt waren. Die komplexen TGGE-Muster deuten darauf hin, dass in den 
untersuchten Proben eine große Anzahl verschiedener Bakterienspezies vorhanden war. Die 
statistische Auswertung der dieser Muster wies auf größere Unterschiede der bakteriellen 
Besiedlung in Sediment- und Wasserproben hin. Aber auch zwischen den untersuchten 
Gewässern sowie entlang des Breitenbaches konnten verschiedene Populationsstrukturen der 
Eubakterien gezeigt werden. Innerhalb des Breitenbaches konnte vor allem im Quellbereich 
eine eigene bakterielle Artengemeinschaft gezeigt werden. Bezüglich aller Probestellen zeigte 
sich besonders im Fichtenbach - dem Bach mit dem niedrigsten pH-Wert - eine spezielle 
bakterielle Besiedlungsstruktur. Hier war auffallend, dass sich die TGGE-Muster der Wasser- 
und Sedimentproben im Gegensatz zu allen anderen Probestellen sehr ähnlich waren. Die 
TGGE-Muster der Fuldaproben zeigten eine unerwartet geringe Distanz zu einigen 
Breitenbachproben und auch zu den Rohrwiesenbachproben auf. Die Fulda unterscheidet sich 
in ihrer Gewässerstruktur und ihren physikalisch-chemischen Parametern signifikant von den 
drei Bächen. Die ermittelte Bakteriendichte im Fuldawasser lag entsprechend des 
Trophiegrades auch deutlich höher als in den übrigen Wasserproben. 

Die TGGE-Muster der Boden-, Blatt und Biofilmproben unterschieden sich in ihrer 
Gesamtheit deutlich von denen der Sediment- und Wasserproben. Einzelne Banden waren 
aber in den übrigen Proben wiederzufinden. Dies zeigt eine eigene bakterielle 
Besiedlungsstruktur in fließender Welle und Sediment, in der sich aber durchaus auch 
Vertreter aus anderen Artengemeinschaften, wie Böden oder Biofilmen befinden können. Für 
das Vorkommen von Bodenorganismen in den untersuchten Proben sprechen auch die 
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Ergebnisse der Sequenzanalyse: viele Sequenzen wurden in verwandtschaftliche Relation 
von Bodenorganismen gesetzt. 

Die gefundenen Sequenzen konnten insgesamt 8 verschiedenen Gruppen der Eubakterien 
zugeordnet werden. Die Gruppen mit der größten Dominanz waren β-Proteobakterien und die 
Fibrobacter/Acidobacteria-Gruppe. Die Sequenzen waren im erstellten Stammbaum meist 
einzeln neben Vergleichsorganismen angeordnet. Dieses zeigt wie auch die Ergebnisse der 
TGGE eine große Vielfalt verschiedener Eubakterien in den Proben. 



SEITE   

 

71

7 Literaturverzeichnis 
 

Altschul S.F., Gish W., Miller W., Myers E.W., Lipman D.J. (1990). Basic local alignment 
search tool. Journal of Molecular Biology 215, 410 

Amann R.I., Ludwig W., Schleifer K.-H. (1995). Phylogenetic Identification & in situ 
detection of individual microbial cells without cultivation. Microbial Reviews 59(1): 
143-169 

Backhaus K., Erichson B., Plinke W., Weiber R. (1996). Multivariate Analysemethoden: eine 
anwendungsorientierte Einführung (8. Ausgabe). Springer-Verlag, Berlin 

Brehm J. (1974). Hydrologische und chemische Übersichtsuntersuchungen an den 
Fließgewässern des Schlitzerlandes: III. die Fulda. Beiträge zur Naturkunde in 
Osthessen, Heft 9/10, 37-80 

Brock T.D., Madigan M.T., Martinko J.M., Parker J. (1994). Biology of Microorganisms (7. 
Ausgabe). Prentice-Hall, New Jersey 

Clayton R..A., Sutton G., Hinkle P.S., Bult C., Fields C. (1995). Intraspecific variation in 
small-subunit rRNA sequences in GenBank: Why single sequences may not 
adequately represent prokaryotic taxa. International Journal of Systematic 
Bacteriology 45(3): 595-599 

Farrelly V., Rainey F.A., Stackebrandt E. (1995) Effect of Genom size & rrn gene copy 
number on PCR amplification of 16s rRNA genes from a mixture of bacterial 
species. Applied & Environmental Microbiology 61(7).: 2798-2801 

Ferris M.J., Ward D.M., Seasonal distributions of dominant 16s rRNA-defined populations in 
a hot spring microbial mat examined by denaturing gradient gal electrophoresis 
(1997). Applied & Environmental Microbiology, 63 (4): 1375-1381) 

Head I.M., Saunders J.R., Pickup R.W. (1998). Microbial evolution, diversity, & ecology: a 
decade of ribosomal RNA analysis of uncultivated microorganisms. Microbial 
Ecology 35: 1-21 

Holt J.G.,  Sneath P. H., Mair N.S., Sharpe M.E. (1983) Bergey’s manual of systematic 
bacteriology (4. Auflage). Williams & Wilkins-Verlag, Baltimore 

Höppner, J. (1999). Struktur und Funktion nitrifizierender Bakterien in Fließgewässern. 
Diplomarbeit, angefertigt am Max Planck Institut für Limnologie in Plön 

Hovind-Hougen K., Ellis W.A., Birch-Andersen A. (1981). Leptospira parva sp. npv.: some 
morphological & biological characters. Zentralblatt für Bakteriologie, Mikrobiologie 
und Hygiene 1.Abt. Originale A, Medizinische Mikrobiologie250(3), 343-54 

 

 



SEITE   

 

72

Kalmbach S., Manz W., Wecke J., Szewzyk U. (1999). Aquabacterium gen. nov., with 
description of Aquabacterium citratiphilum sp. nov., Aquabacterium parvum sp. 
nov. & Aquabacterium commune sp. nov., three in situ dominant bacterial species 
from the Berlin drinking water system. International Journal of Systematic & 
Evolutionary Bacteriology 49, 769-777 

Kenzaka T., Yamaguchi N., Tani K., Nasu M. (1998). rRNA-targeted flourescent in situ 
hybridization analysis of bacterial community structure in river water. Microbiology 
144: 2085-2093 

Kirchman D. (1993). Statistical analysis of direct counts of microbial abundance. Handbook 
of Methods in Aquatic Microbial Ecology (Kemp P.F., Sherr B. F., Sherr E.B., Cole 
J.J). Chapter 14,117-119 

Leff L.G. (1994) Stream bacterial ecology: a neglected field? ASM news, 60: 135-138 

Liesack w., Weyland H., Strackebrand E. (1991). Potential risks of gene amplification by 
PCR as determined by 16S rDNA analysis of a mixed-culture of strict barophilic 
bacteria. Microbial Ecology 21, 191-198 

Ludwig W., Schleifer K.-H. (1994). Bacterial phylogeny based on 16S & 23S rRNA sequence 
analysis. FEMS Microbiological Review 15, 155-173 

Lundberg K.S., Shoemaker D.D., Adams M.W.W., Short J.M., Sorge, J.A., Mathur 
E.J.(1991). High-fidelity amplification using a thermostable DNA polymerase 
isolated from Pyrococcus furiosus. Gene 108, 1-6 

Marxsen J. (1980a). Untersuchungen zur Ökologie der Bakterien in der fließenden Welle von 
Bächen. I: Chemismus, Primärproduktion, CO2-Dunkelfixierung und Eintrag von 
partikulärem organischem Material. Archiv für Hydrobiologie 4: 461-533 

Marxsen J. (1980b): Untersuchung zur Ökologie der Bakterien in der fließenden Welle von 
Bächen. II. Die Zahl der Bakterien im Jahresverlauf. Archiv für Hydrobiologie 58: 
26-55 

Marxsen J. (1988). Evaluation of the importance of bacteria in the carbon flow of a small 
open grassland stream. the Breitenbach . Archiv für Hydrobiologie 11(3).: 339-350 

Marxsen J. (1989). Untersuchung zur pH-Toleranz von Bakterien aus quellnahen Bächen mit 
unterschiedlichen pH-Werten. Deutscher Verband für Wasserwirtschaft und 
Kulturbau: Mitteilungen 17, 383-391 

Marxsen J. (2001) Bacterial production in different streambed habitats of an upland stream: 
sandy versus coarse gravely sediments. Archiv für Hydrobiologie 152 (4): 543-565 

Marxsen J., Moaledj K. (1988). On the structure of bacterial comunities in a Central European 
open grassland stream, the Breitenbach. Verh. Internat. Verein. Limnol. 23: 1855-
1560 

 



SEITE   

 

73

 

Moré M.I., Herrick J.B., Silva, M.C., Ghirose W.C., Madsen E.L. (1994). Quantitative cell 
lysis of indigenous microorganisms & rapid extraction of microbial DNA from 
sediment. Applied & Environmental Microbiology 60 (5): 1572-1580 

Mühlhardt C. (2000). Molekularbiologie, 2. Auflage. Heidelberg: Spektrum Akademischer 
Verlag 

Murray A.E., Hollibaugh J.T., Orrego C. (1996). Phylogenetic compositions of 
bacterioplankton from two California estuaries compared by denaturing gradient gel 
electrophoresis of 16s rDNA fragmentes. Applied & Environmental Microbiology 
62 (7): 2676-2680 

Muyzer G., De Waal E.C., Uitterlinden A.G. (1993). Profiling of complex microbial 
populations by denaturing gradient gel electrophoresis analysis of Polymerase chain 
reaction-amplified genes coding for 16S rRNA. Applied & Environmental 
Microbiology 59: 695-700 

Muyzer G., Smalla K. (1998). Application of denaturing gel electrophoresis (DGGE) & 
temperatur gel electrophoresis (TGGE) in microbial ecology. Antonie van 
Leeuwenhoek 73: 127-141 

Muyzer G., Smalla K. (1997). Application of denaturing gel electrophoresis (DGGE) & 
temperature gradient gel electrophoresis(TGGE) in microbial ecology 

Myers R.M., Fischer, S.G., Lerman, L.S., Maniatis T (1985). Nearly all single base 
substitutions in DNA fragments joined to a GC-clamp can be detected by denaturing 
gradient gel electrophoresis. Nucleic acids Research 13, Issue 9 3131-3145 

Noble R., Fuhrman J. (1998). Use of SYBR Green I for rapid epifluorescence counts of 
marine viruses & bacteria. Marina ecology 14, 113-118 

Ogino A., Koshikawa H., Nakahara T., Uchiyama H (2001). Succession of microbial 
communities during a biostimulation process as evaluated by DGGE & clone library 
analyses. Journal of Applied Microbiology 91: 625-635 

Rosenbaum R., Riesner D. (1987). Temperature-gradient gel electrophoresis – 
Thermodynamic analysis of nucleic acids & proteins in purified form & in cellular 
extracts. Biophysical Chemistry 26: 235-246 

Saiki R.K., Gelfand D.H., Stoffel S., Scharf S. J., Higuchi R., Horn G.T., Mullis K.B., Ehrlich 
H.A. (1988). Primer-directed enzymatic amplification of DNA with a thermo DNA-
Polymerase. Science 239: 487-491 

Saiki R.K., Scharf S. J., Faloona, F., Mullis K.B., Horn G.T., Erlich H.A., Arnheim N. (1985). 
Enzymatic amplification of beta-globin genomic sequences & restriction site 
analyses for diagnosis of sickle cell anemia. Science 230, 1350-1354 

 



SEITE   

 

74

 

Schauer M., Massana R., Pedros-Alio C. (2000). Spatial differences in bacterioplankton 
composition along the catalan coast (NW Mediterrenean) assesed by molecular 
fingerprinting. FEMS Microbial Ecology 33: 51-59 

Schwoerbel J. (1999). Einführung in die Limnologie (8. Auflage). Gustav-Fischer Verlag, 
Stuttgart 

Sekiguchi H., Watanabe M., Nakahara T:, Xu B., Uchiyama H. (2002). Succession of 
bacterial community structure along the Changjiang River determined by denaturing 
gradient gel electrophoresis & clone libary analysis. Applied & environmental 
Microbiology  68 (10): 5142-5150 

Stein L.Y., La Duc M.T., Grundl T.J., Nealson K.H. (2001). Bacterial & archeal populations 
assosiated with freshwater ferromanganous micronoduls & sediments. 
Environmental Microbiology 3 (1), 10-8 

Suzuki M.T., Giovannoni S.J. (1995). Biases caused by template annealing in the 
amplification of mixtures of 16s rRNA Genes by PCR. Applied & Environmental 
Microbiology. 62: 625-630 

Taxonomy-Browser: http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi 

06.01.2003, 16:02 Uhr 

Umweltatlas Hessen: http://www.umwelt.hessen.de/atlas 

04.01.2003; 19:21 Uhr 

Wang G.C., Wang Y. (1997). Frequency of formation of chimeric molecules as a 
consequence of PCR coamplification of 16S rRNA Genes from mixed bacterial 
genoms. Applied & environmental Microbiology, 63: 4645-4650 

Zoetendal E.G., Akkermans A.D.L., de Vos W. (1998). Temperature gradient gel 
electrophoresis analysis of 16S rRNA from human fecal samples reveals stable & 
host-specific comunities of active bacteria. Applied & Environmental Microbiology 
64 (10): 3854-3859 

 



SEITE   

 

75

8 Anhang 

Tabelle 17: Übersicht der Probestellen 

Tiefenprofil [cm] Probe-
stelle 

Wasser Oberflächensediment 
0-2 2-4 4-6 6-8 

Boden Laub Biofilm 

Breitenbach (BB) 

1 W1 O1        
 

2 W2 O2        
 

3 
Quelle 

W3 O3        
 

Bl1 4 
Quelltümpel W4 O4      

Bl2 

 
 
 

5 
 W5 O5        

 

TB1 TB4 TB7 TB10 

TB2 TB5 TB8 TB11 6 W6 O6 

TB3 TB6 TB9 TB12 

Bo1  Steine: Bi4 

Kachel 
10 Wo. Bi1 

Kachel 
4,5 Wo 

Bi2          

Steine Bi3 

TE1 TE4 TE7 TE10 

TE2 TE5 TE8 TE11 
7 
 W7 O7 

TE3 TE6 TE9 TE12 

Bo2 Bl3 

 
 
 
 
 

8 
 W8 O8        

 
9 
 W9 O9        

 
Fulda 

10 
 W10 O10        

Fichtenbach 
11 

 W11 O11        

Rohrwiesenbach 
12 W12 O12        
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Daten zu den Probestellen 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 25: Diagramme mit den physikalisch-chemischen Daten, die am 10.07.02 im Wasser der Probestellen 
gemessen wurden. Die Nummern der Pronbestellen sind an der Abszisse aufgetragen. 
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Tabelle 18: Gesamtbakterienzahlen in Sediment- und Wasserproben. 

Probe Zellzahl [cm-³] Probe Zellzahl [mL-1] Probe Zellzahl [cm-³] 
O1 3,89x1010 W1 5,96x106 TE1 1,42x1010 
O4 9,13X109 W4 2,36x105 TE4 2,05x1010 
O9 1,94x1010 W9 1,40x107 TE7 1,35x1010 
O10 2,61x1010 W10 5,58x107 TE10 1,19x1010 
O11 2,49x1010 W11 1,89x107   
O12 2,53x1010 W12 5,85x106   

 

Tabelle 19: Relative Abundanz der Banden in TGGE 2 (Reproduzierbarkeit). 

Peaknr. relative Abundanz [%] Standardabw Standardabw.
 PCR1 PCR2 PCR3 PCR4 alle ohne PCR2 

1 7,38 9,35 6,76 7,98 1,11 0,61 
2 4,51 5,76 4,50 4,56 0,62 0,03 
3 8,61 8,99 6,31 7,98 1,19 1,19 
4 15,98 15,83 14,86 14,45 0,74 0,79 
5 7,79 9,35 9,91 8,75 0,91 1,06 
6 10,25 9,71 11,71 11,79 1,05 0,87 
7 11,89 11,51 16,67 15,97 2,69 2,58 
8 18,44 11,51 19,37 16,35 3,51 1,55 
9 4,92 6,83 4,95 6,08 0,93 0,66 
10 10,25 11,15 4,95 6,08 3,05 2,79 
       
Mittelwert 1,58 1,21 
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Tabelle 20: TGGE3: Rf-Werte der Wasserproben (W1-12).  
Der angegebene Mittelwert bezieht sich auf alle Proben von TGGE 3. Die Banden 1-4 sind 
grau unterlegt. 

Bandennr. Rf (Mittel) W1 W2 W3 W4 W5 W6 W7 W8 W9 W10 W11 W12 
1 0,51            0,51 
2 0,58 0,61            
3 0,64 0,64            
4 0,66 0,66       0,66 0,66    
5 0,70             
6 0,69        0,70 0,69    
7 0,71  0,71   0,71      0,71  
8 0,76        0,75 0,75  0,74  
9 0,79 0,79            
10 0,81          0,81   
11 0,82           0,82  
12 0,87 0,87 0,86 0,86  0,87 0,87 0,87 0,86 0,86  0,87 0,86 
13 0,89  0,89 0,90  0,90 0,90       
14 0,90 0,91       0,91 0,91 0,90   
15 0,92 0,93 0,93   0,93 0,93     0,92  
16 0,94   0,95       0,95  0,94 
17 0,97 0,98 0,97   0,98 0,98 0,98 0,97 0,97  0,98  
18 0,99 1,00 0,99   1,00 1,00 0,99 0,99 0,99   0,99 
19 1,00             
20 1,02 1,02 1,02           
21 1,04 1,05 1,05         1,04  
22 1,06 1,07 1,07 1,06  1,07 1,07      1,04 
23 1,07        1,08 1,07 1,07   
24 1,09        1,10 1,10 1,10   
25 1,10             
26 1,13 1,13 1,12           
27 1,15           1,15 1,16 
28 1,17        1,17 1,17 1,16   
29 1,20 1,20            
30 1,21 1,22 1,21   1,21 1,21 1,21 1,21 1,21 1,21   
31 1,23        1,23 1,23 1,23   
32 1,26    1,25        1,26 
33 1,27           1,27  
34 1,30             
35 1,30             
36 1,33             
37 1,38  1,37 1,37       1,38   
38 1,39  1,38           
39 1,43  1,42   1,42 1,42  1,42     
40 1,44   1,44 1,44  1,44       
41 1,47             
42 1,48   1,48 1,48 1,48 1,49       
43 1,52    1,51         
4 1,54   1,54 1,54         
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Tabelle 21: TGGE 3: Rf-Werte der Oberflächensedimentproben (O1-12).  
Der angegebene Mittelwert bezieht sich auf alle Proben von TGGE 3. Die Banden 1-4 sind 
grau unterlegt.Rf-Werte der Oberflächensedimente (O1-12) 

Bandennr. Rf 
(Mittel) 

O1 O2 O3 O4 O5 O6 O7 O8 O9 O10 O11 O12 

1 0,51            0,51 
2 0,58            0,55 
3 0,64             
4 0,66             
5 0,70            0,70 
6 0,69             
7 0,71             
8 0,76            0,79 
9 0,79             
10 0,81             
11 0,82   0,82 0,83     0,83  0,82  
12 0,87   0,87 0,87 0,87  0,86  0,86 0,87 0,87 0,86 
13 0,89    0,88    0,89 0,89    
14 0,90            0,90 
15 0,92     0,91  0,92  0,92 0,92 0,92  
16 0,94         0,95  0,95 0,93 
17 0,97   0,96 0,97 0,96 0,97 0,97 0,96 0,97   0,95 
18 0,99    0,99 0,98 0,98 0,99 0,99 0,99 0,99  0,99 
19 1,00     1,00 1,00 1,00 1,00 1,00 1,00   
20 1,02             
21 1,04       1,04 1,04 1,04  1,04  
22 1,06      1,05 1,06 1,05 1,06    
23 1,07 1,07           1,06 
24 1,09         1,09    
25 1,10 1,11     1,10 1,10 1,10 1,11   1,09 
26 1,13       1,13  1,13 1,13 1,13 1,13 
27 1,15 1,15    1,14  1,14 1,14 1,15 1,15 1,15 1,15 
28 1,17             
29 1,20             
30 1,21             
31 1,23             
32 1,26            1,26 
33 1,27       1,27 1,27 1,27  1,27  
34 1,30            1,30 
35 1,30 1,30    1,30        
36 1,33     1,33 1,33       
37 1,38 1,38 1,38 1,37 1,38 1,37 1,37 1,37 1,37 1,38 1,38 1,38 1,38 
38 1,39       1,39 1,39 1,39    
39 1,43   1,43  1,43  1,44  1,44    
40 1,44             
41 1,47 1,47    1,47  1,47    1,48 1,47 
42 1,48       1,49  1,49 1,49   
43 1,52         1,51 1,52 1,52 1,52 
44 1,54             
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Tabelle 22: TGGE 3: relative Abundanzwerte der Wasserproben (W1-12) in %.  
Die Banden 1-4 sind grau unterlegt. 

Bandennr. W1 W2 W3 W4 W5 W6 W7 W8 W9 W10 W11 W12 
1 0,00 0,00 0 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,74 
2 2,58 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
3 3,52 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
4 4,84 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 3,81 3,68 0,00 0,00 0,00 
5 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
6 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,52 5,79 0,00 0,00 0,00 
7 0,00 4,63 0,00 0,00 6,62 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 10,87 0,00 
8 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 3,38 3,07 0,00 7,67 0,00 
9 5,71 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
10 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,73 0,00 0,00 
11 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 8,74 0,00 
12 6,79 7,99 10,61 0,00 9,58 8,61 15,81 4,20 4,78 0,00 12,15 18,85 
13 0,00 7,29 11,96 0,00 9,26 6,68 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
14 7,11 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 9,07 8,73 5,81 0,00 0,00 
15 5,76 7,85 0,00 0,00 9,38 6,17 0,00 0,00 0,00 0,00 18,70 0,00 
16 0,00 0,00 13,28 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,28 0,00 12,15 
17 7,22 10,70 0,00 0,00 11,55 11,69 21,06 5,70 6,68 0,00 9,92 0,00 
18 10,80 13,19 0,00 0,00 17,75 15,25 26,79 10,16 10,14 0,00 0,00 17,68 
19 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
20 6,20 6,96 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
21 5,32 6,37 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 11,50 0,00 
22 6,18 7,31 12,34 0,00 9,26 7,86 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 14,14 
23 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,66 6,00 17,73 0,00 0,00 
24 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 11,27 10,90 6,95 0,00 0,00 
25 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
26 7,04 5,80 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
27 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 10,00 18,11 
28 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 11,80 13,49 8,72 0,00 0,00 
29 9,24 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
30 8,59 7,52 0,00 0,00 14,05 15,24 36,33 10,75 11,31 14,37 0,00 0,00 
31 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 14,13 15,43 22,49 0,00 0,00 
32 0,00 0,00 0,00 29,98 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 12,33 
33 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 10,46 0,00 
34 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
35 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
36 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
37 0,00 4,20 14,97 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 10,92 0,00 0,00 
38 0,00 4,10 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
39 0,00 6,09 0,00 0,00 7,17 12,67 0,00 4,55 0,00 0,00 0,00 0,00 
40 0,00 0,00 17,03 22,50 0,00 9,43 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
41 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
42 0,00 0,00 10,94 19,53 5,37 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
43 0,00 0,00 0,00 14,08 0,00 6,39 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
44 0,00 0,00 8,87 13,91 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
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Tabelle 23: TGGE 3: relative Abundanzwerte der Oberflächensedimentproben (O1-12) in %.  
Die Banden 1-4 sind grau unterlegt. 

Bandennr. O1 O2 O3 O4 O5 O6 O7 O8 O9 O10 O11 O12 

1 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,03 
2 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 3,91 
3 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
4 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
5 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 2,50 
6 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
7 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
8 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 2,99 
9 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
10 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
11 0,00 0,00 15,99 31,43 0,00 0,00 0,00 0,00 3,56 0,00 7,45 0,00 
12 0,00 0,00 17,21 22,37 6,25 0,00 5,18 0,00 5,51 15,15 7,38 4,83 
13 0,00 0,00 0,00 11,70 0,00 0,00 0,00 10,79 4,56 0,00 0,00 0,00 
14 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 3,47 
15 0,00 0,00 0,00 0,00 5,35 0,00 6,23 0,00 5,53 11,05 27,84 0,00 
16 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 4,05 0,00 8,32 4,46 
17 0,00 0,00 13,73 10,70 6,26 12,30 5,33 7,65 4,35 0,00 0,00 4,93 
18 0,00 0,00 0,00 17,36 8,03 13,89 7,39 6,06 5,64 11,70 0,00 7,75 
19 0,00 0,00 0,00 0,00 6,67 13,11 6,13 8,55 6,13 11,10 0,00 0,00 
20 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
21 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,53 5,33 4,66 0,00 7,49 0,00 
22 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 12,19 6,14 5,38 5,06 0,00 0,00 0,00 
23 19,02 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,98 
24 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,17 0,00 0,00 0,00 
25 15,34 0,00 0,00 0,00 0,00 9,78 5,18 3,90 3,62 0,00 0,00 5,53 
26 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,34 0,00 4,50 12,43 5,41 7,34 
27 17,87 0,00 0,00 0,00 9,11 0,00 7,64 11,08 5,25 11,66 6,99 7,45 
28 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
29 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
30 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
31 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
32 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,09 
33 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 9,21 10,97 5,24 0,00 7,78 0,00 
34 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,72 
35 22,63 0,00 0,00 0,00 18,10 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
36 0,00 0,00 0,00 0,00 17,16 25,52 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
37 13,45 100,00 29,64 6,43 11,37 13,22 9,69 14,88 8,10 13,24 9,52 9,52 
38 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,93 15,39 6,39 0,00 0,00 0,00 
39 0,00 0,00 23,42 0,00 6,29 0,00 5,33 0,00 5,12 0,00 0,00 0,00 
40 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
41 11,68 0,00 0,00 0,00 5,40 0,00 3,99 0,00 0,00 0,00 6,19 4,36 
42 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 3,75 0,00 4,25 6,98 0,00 0,00 
43 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 3,32 6,68 5,62 3,12 
44 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
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Tabelle 24: TGGE 4: Rf-Werte des Sedimentprofils von Probestelle 6 (TB1-12).  
Der angegebene Mittelwert bezieht sich auf alle Proben von TGGE 3. Die Banden 1-4 sind 
grau unterlegt. 

Bandennr Rf 
(Mittel) TB1 TB2 TB3 TB4 TB5 TB6 TB7 TB8 TB9 TB10 TB11 TB12 

1 0,53                         
2 0,56         0,56               
3 0,61                     0,61   
4 0,66       0,66                 
5 0,71       0,71                 
6 0,78                     0,78   
7 0,79       0,80 0,80               
8 0,83         0,84 0,84             
9 0,85 0,85 0,85 0,85 0,85                 
10 0,88 0,88   0,88   0,88         0,89   0,88 
11 0,89 0,89     0,90                 
12 0,91               0,92     0,91   
13 0,95 0,95 0,95 0,95   0,94     0,95     0,95 0,95 
14 0,96 0,96 0,96 0,97 0,96 0,96               
15 0,98 0,99 0,99 0,99   0,99           0,98   
16 1,00 1,00 1,00 1,00   1,00 1,00   1,00     0,99   
17 1,02                       1,01 
18 1,03 1,03   1,03               1,02   
19 1,05       1,05 1,05     1,05 1,05     1,05 
20 1,06 1,07   1,06               1,05   
21 1,07           1,07             
22 1,08                         
23 1,10                         
24 1,14           1,14         1,14   
25 1,16                         
26 1,18       1,17 1,18     1,18     1,17   
27 1,20 1,20 1,20 1,20   1,20     1,20     1,20 1,19 
28 1,25       1,26           1,25 1,25 1,25 
29 1,28         1,28     1,28     1,28   
30 1,29             1,29     1,29     
31 1,30       1,30 1,31   1,30 1,30   1,30 1,30 1,30 
32 1,33                   1,33     
33 1,35 1,36 1,36 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,36 1,35 1,35 1,35 
34 1,37             1,38     1,38     
35 1,40       1,40 1,40     1,40     1,40 1,40 
36 1,43                   1,44   1,43 
37 1,46       1,45 1,46   1,46 1,46   1,45     
38 1,48       1,48 1,48   1,48 1,48   1,48   1,48 
39 1,51       1,51 1,51   1,51 1,51   1,51   1,50 
40 1,53       1,52 1,53   1,53 1,53   1,52   1,52 
41 1,56       1,56 1,56   1,56 1,56   1,56   1,55 
42 1,59       1,58 1,59   1,59           
43 1,64       1,64 1,64   1,64     1,64     
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Tabelle 25: TGGE 4: Rf-Werte des Sedimentprofils von Probestelle 7 (TE1-12).  
Der angegebene Mittelwert bezieht sich auf alle Proben von TGGE 3. Die Banden 1-4 sind 
grau unterlegt. 

Bandennr Rf 
(Mittel) TE01 TE02 TE03 TE04 TE05 TE06 TE07 TE08 TE09 TE10 TE11 TE12 

1 0,53 0,52 0,52 0,52 0,52 0,52 0,52 0,53 0,53 0,53 0,53 0,53 0,54 
2 0,56    0,55 0,56 0,56 0,56 0,56 0,56 0,56 0,57 0,57 
3 0,61             
4 0,66             
5 0,71             
6 0,78             
7 0,79          0,79 0,79  
8 0,83       0,83 0,83 0,82 0,83 0,83  
9 0,85             
10 0,88 0,88 0,88 0,88         0,87 
11 0,89             
12 0,91       0,91 0,91  0,91 0,91 0,92 
13 0,95        0,94 0,95  0,95 0,96 
14 0,96             
15 0,98           0,98  
16 1,00          0,99 0,99 1,00 
17 1,02            1,02 
18 1,03             
19 1,05          1,05 1,05 1,05 
20 1,06           1,07  
21 1,07 1,07            
22 1,08           1,08  
23 1,10          1,09 1,10 1,10 
24 1,14       1,13   1,14   
25 1,16            1,16 
26 1,18        1,18 1,18 1,18 1,18 1,18 
27 1,20           1,20 1,21 
28 1,25          1,25 1,25 1,26 
29 1,28     1,28  1,28 1,28 1,28 1,28 1,28 1,28 
30 1,29    1,29 1,29 1,30       
31 1,30       1,30 1,30 1,30 1,30 1,30 1,31 
32 1,33             
33 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 1,35 
34 1,37  1,37 1,37 1,37 1,37 1,37    1,37   
35 1,40       1,40 1,40 1,40 1,40 1,40 1,41 
36 1,43  1,42 1,42 1,42 1,43 1,43       
37 1,46  1,46 1,46 1,46 1,47 1,48     1,46  
38 1,48           1,48  
39 1,51             
40 1,53             
41 1,56           1,56  
42 1,59             
43 1,64             
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Tabelle 26: TGGE 4: relative Abundanzwerte des Sedimentprofils von Probestelle 6 
(TB1-12) in %. 
Die Banden 1-4 sind grau unterlegt. 

Bandennr. TB01 TB02 TB03 TB04 TB05 TB06 TB07 TB08 TB09 TB10 TB11 TB12 
1 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
2 0,00 0,00 0,00 0,00 2,94 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
3 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,14 0,00 
4 0,00 0,00 0,00 4,83 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
5 0,00 0,00 0,00 4,45 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
6 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,55 0,00 
7 0,00 0,00 0,00 4,21 3,91 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
8 0,00 0,00 0,00 0,00 5,50 14,36 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
9 14,26 18,19 15,41 4,81 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
10 9,66 0,00 10,29 0,00 5,79 0,00 0,00 0,00 0,00 5,22 0,00 6,42 
11 8,96 0,00 0,00 6,01 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
12 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,95 0,00 0,00 7,04 0,00 
13 12,42 19,00 11,53 0,00 7,10 0,00 0,00 6,97 0,00 0,00 6,16 6,62 
14 12,37 17,18 12,94 7,81 6,97 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
15 10,73 16,37 11,51 0,00 6,51 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,33 0,00 
16 10,05 13,20 9,93 0,00 5,66 15,09 0,00 7,03 0,00 0,00 7,92 0,00 
17 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,43 
18 7,38 0,00 9,06 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,07 0,00 
19 0,00 0,00 0,00 11,23 6,03 0,00 0,00 14,21 54,19 0,00 0,00 8,91 
20 6,85 0,00 6,63 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,67 0,00 
21 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 23,58 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
22 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
23 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
24 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 26,60 0,00 0,00 0,00 0,00 6,49 0,00 
25 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
26 0,00 0,00 0,00 8,21 5,64 0,00 0,00 8,33 0,00 0,00 6,35 0,00 
27 3,95 9,34 6,75 0,00 5,55 0,00 0,00 10,30 0,00 0,00 8,12 7,28 
28 0,00 0,00 0,00 7,60 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,05 4,99 9,15 
29 0,00 0,00 0,00 0,00 5,26 0,00 0,00 6,58 0,00 0,00 4,56 0,00 
30 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 11,25 0,00 0,00 7,16 0,00 0,00 
31 0,00 0,00 0,00 7,27 4,43 0,00 10,38 6,37 0,00 7,52 5,20 8,69 
32 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,94 0,00 0,00 
33 3,37 6,72 5,96 9,74 7,76 20,37 12,36 11,52 45,81 10,47 6,13 13,00 
34 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 15,14 0,00 0,00 12,43 0,00 0,00 
35 0,00 0,00 0,00 5,14 6,33 0,00 0,00 6,32 0,00 0,00 3,27 9,73 
36 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 10,33 0,00 7,14 
37 0,00 0,00 0,00 3,56 3,20 0,00 10,76 3,05 0,00 8,07 0,00 0,00 
38 0,00 0,00 0,00 3,64 2,73 0,00 7,26 4,32 0,00 5,42 0,00 4,91 
39 0,00 0,00 0,00 2,99 2,01 0,00 8,30 2,29 0,00 5,84 0,00 4,73 
40 0,00 0,00 0,00 2,82 2,03 0,00 7,33 2,83 0,00 4,70 0,00 3,96 
41 0,00 0,00 0,00 2,71 1,81 0,00 7,53 3,93 0,00 6,97 0,00 3,04 
42 0,00 0,00 0,00 1,73 1,58 0,00 5,33 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
43 0,00 0,00 0,00 1,22 1,25 0,00 4,35 0,00 0,00 2,90 0,00 0,00 
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Tabelle 27: TGGE 4: relative Abundanzwerte des Sedimentprofils von Probestelle 7 
(TE1-12) in %. 
Die Banden 1-4 sind grau unterlegt. 

Bandennr. TE01 TE02 TE03 TE04 TE05 TE06 TE07 TE08 TE09 TE10 TE11 TE12 
1 15,07 17,09 15,78 13,12 9,87 11,97 7,36 5,12 5,05 2,31 2,14 3,49 
2 0,00 0,00 0,00 11,57 8,11 8,42 6,68 5,06 6,33 2,63 2,47 3,91 
3 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
4 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
5 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
6 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
7 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 4,58 3,32 0,00 
8 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 12,39 8,12 7,93 5,23 4,24 0,00 
9 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
10 26,77 15,90 11,28 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,34 
11 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
12 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 12,90 9,24 0,00 7,04 5,25 5,34 
13 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 13,66 12,75 0,00 9,01 8,81 
14 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
15 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,41 0,00 
16 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,63 4,59 4,73 
17 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,31 
18 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
19 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,59 6,49 8,94 
20 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,02 0,00 
21 32,23 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
22 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 4,26 0,00 
23 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,87 4,82 7,08 
24 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 14,07 0,00 0,00 5,94 0,00 0,00 
25 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,17 
26 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 11,42 14,71 11,31 6,27 7,15 
27 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 4,54 6,05 
28 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,11 4,01 5,62 
29 0,00 0,00 0,00 0,00 12,60 0,00 11,22 10,15 11,45 5,99 3,26 3,89 
30 0,00 0,00 0,00 17,08 14,56 18,39 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
31 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 9,57 9,53 11,09 6,71 4,43 4,67 
32 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
33 25,93 18,11 20,90 16,21 16,81 16,27 16,71 19,59 20,22 11,38 7,74 9,53 
34 0,00 18,31 20,13 14,43 16,29 18,69 0,00 0,00 0,00 5,46 0,00 0,00 
35 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 9,11 8,13 10,48 5,24 3,91 4,98 
36 0,00 16,52 17,67 13,37 10,54 14,22 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
37 0,00 14,07 14,24 14,22 11,22 12,03 0,00 0,00 0,00 0,00 2,41 0,00 
38 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 2,33 0,00 
39 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
40 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
41 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 2,09 0,00 
42 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
43 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
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Tabelle 28: TGGE 5: Rf-Werte der Boden-, Blatt- und Biofilmproben (Bo1,2; Bl1-3; Bi1-4).  
Der angegebene Mittelwert bezieht sich auf alle Proben von TGGE 3. Die Banden 2-4 sind 
grau unterlegt 

Bandennr. Rf (Mittel) Bo1 Bo2 Bl1 Bl2 Bl3 Bi1 Bi2 Bi3 Bi4 
1 0,58         0,58 
2 0,67     0,67     
3 0,68      0,68    
4 0,70         0,70 
5 0,73  0,73        
6 0,83      0,84 0,83 0,81  
7 0,84         0,84 
8 0,87    0,87      
9 0,89     0,89     
10 0,89        0,89 0,89 
11 0,90   0,91 0,91 0,91    0,90 
12 0,94   0,94 0,94 0,95 0,95 0,94 0,93  
13 0,95       0,95   
14 0,98      0,98 0,98   
15 0,99   0,99       
16 1,00      1,00 1,00   
17 1,00   1,01 1,01 1,01   0,99 0,99 
18 1,02      1,02 1,02   
19 1,03   1,02 1,03 1,04 1,04 1,04   
20 1,04   1,04     1,05 1,05 
21 1,06   1,06 1,06      
22 1,08     1,08 1,08 1,08   
23 1,08        1,08 1,08 
24 1,11       1,11 1,10 1,11 
25 1,13   1,12 1,13    1,13 1,13 
26 1,14        1,14 1,15 
27 1,16   1,16 1,16 1,17     
28 1,18      1,18    
29 1,20        1,19 1,20 
30 1,20   1,20 1,20 1,20 1,21 1,21   
31 1,26     1,26     
32 1,27      1,27    
33 1,29 1,28 1,29    1,29    
34 1,31  1,31        
35 1,33 1,33         
36 1,34      1,34 1,34   
37 1,35 1,35         
38 1,38 1,37 1,38        
39 1,40 1,40 1,40        
40 1,45        1,45 1,45 
41 1,45 1,45 1,45        
42 1,48  1,48        
43 1,49 1,49 1,49        
44 1,51 1,51         
45 1,52 1,52         
46 1,54  1,54        
47 1,56  1,56        
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Tabelle 29: TGGE 5: relative Abundanzwerte der Boden-, Blatt- und Biofilmproben 
(Bo1,2; Bl1-3; bi1-4) in %.  
Die Banden 2-4 sind grau unterlegt 

Bandennr. Bo1 Bo2 Bl1 Bl2 Bl3 Bi1 Bi2 Bi3 Bi4 
1 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 8,17 
2 0,00 0,00 0,00 0,00 7,51 0,00 0,00 0,00 0,00 
3 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,20 0,00 0,00 0,00 
4 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 6,11 
5 0,00 6,98 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
6 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 3,94 6,96 14,38 0,00 
7 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,84 
8 0,00 0,00 0,00 7,05 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
9 0,00 0,00 0,00 0,00 9,60 0,00 0,00 0,00 0,00 
10 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 9,51 6,66 
11 0,00 0,00 6,25 11,34 7,06 0,00 0,00 0,00 9,14 
12 0,00 0,00 10,14 13,47 10,04 6,46 8,66 10,64 0,00 
13 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,04 0,00 0,00 
14 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 10,90 14,22 0,00 0,00 
15 0,00 0,00 8,32 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
16 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 8,25 7,23 0,00 0,00 
17 0,00 0,00 17,35 14,11 14,85 0,00 0,00 14,40 9,56 
18 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,80 11,11 0,00 0,00 
19 0,00 0,00 11,77 9,53 8,51 12,31 13,08 0,00 0,00 
20 0,00 0,00 10,34 0,00 0,00 0,00 0,00 6,66 7,39 
21 0,00 0,00 15,73 13,14 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
22 0,00 0,00 0,00 0,00 7,51 5,07 9,18 0,00 0,00 
23 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,41 6,61 
24 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,83 5,26 6,33 
25 0,00 0,00 4,83 6,65 0,00 0,00 0,00 6,72 5,88 
26 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 8,67 7,85 
27 0,00 0,00 5,24 12,71 12,66 0,00 0,00 0,00 0,00 
28 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 11,74 0,00 0,00 0,00 
29 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 8,53 6,64 
30 0,00 0,00 10,03 12,00 10,81 7,61 8,93 0,00 0,00 
31 0,00 0,00 0,00 0,00 11,45 0,00 0,00 0,00 0,00 
32 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,09 0,00 0,00 0,00 
33 13,18 13,75 0,00 0,00 0,00 6,14 0,00 0,00 0,00 
34 0,00 8,12 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
35 10,45 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
36 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 5,49 7,76 0,00 0,00 
37 18,86 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
38 15,04 11,47 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
39 10,16 13,12 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
40 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
41 7,85 8,32 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 7,82 4,43 
42 0,00 8,46 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
43 9,60 10,32 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
44 7,31 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
45 7,55 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
46 0,00 11,51 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
47 0,00 7,95 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 

.
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Tabelle 30: Werte der Shannon-Indizes 

Probe 
 

Shannon-
Index 

Probe 
 

Shannon-
Index 

Probe 
 

Shannon-
Index 

W1 2,71 TB1 2,33 Bo1 2,15 
W2 2,59 TB2 1,89 Bo2 2,28 
W3 2,06 TB3 2,26 Bl1 2,23 
W4 1,57 TB4 2,82 Bl2 2,17 
W5 2,25 TB5 2,99 Bl3 2,27 
W6 2,25 TB6 1,58 Bi1 2,52 
W7 1,34 TB7 2,34 Bi2 2,36 
W8 2,46 TB8 2,59 Bi3 2,35 
W9 2,38 TB9 0,69 Bi4 2,62 
W10 2,08 TB10 2,58   
W11 2,17 TB11 2,75   
W12 1,90 TB12 2,58   
O1 1,77 TE1 1,35   
O2 0,00 TE2 1,79   
O3 1,57 TE3 1,77   
O4 1,67 TE4 1,94   
O5 2,30 TE5 2,05   
O6 1,90 TE6 1,91   
O7 2,74 TE7 2,16   
O8 2,32 TE8 2,23   
O9 2,97 TE9 2,12   
O10 2,17 TE10 2,70   
O11 2,24 TE11 3,01   
O12 2,83 TE12 2,79   
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Fib/Acb - Gruppe   
Firmicutes   
Spirochaetales   
Bacteroidetes   

AB006851  Matsuebacter chitosanotabidus , Co.   

AF293005 u. ferromanganous micronodul b.   

AF479324 glacial  ice bacterium   

AJ252676 rhizosphere soil bacterium   

0   48.7   5   10   15   20   25   30   35   40   45   

AF145868 metalcontaminated - soil clone   

AJ000920  Novosphingomonas sp.,  S.   
AJ303009  Novosphingobium sp ., S.   

O9_08   
AB015048  Leptothrix sp . Co.   
AF487435  Rubrivivax gelatinosus , Co.   
L33975  Leptothrix discophora,  Co.  AF150702 Elbe snow isolate     

O12_59   
O12_41   
AF361183 uncultured  Aquabacterium , Co.   
O12_56   
O11_09   
AF488656  β - Proteob.   
O12_26   
AJ420323  Acidovorax delafieldii , Co.   
O12_22   
O12_20   
W9_43   
W9_24   
J3_4   
AJ289997 uncultured bacter ium   
AF361194 uncultured  β - Proteob.   
W9_56   
J2_36   
W9_46   
AF497868 uncultured  β - Proteob.   
O11_11   
AF351237 uncultured  β - Proteob.   
AF011348  Azovibrio restrictus , Rhod.   J2_11   
AF204251 uncultured  β - Proteob.   O11_57   
AF232922 uncultured bacterium   
AF407697 u ncultured bacterium   O11_59   
AB008506 ultramicrobacterium strain   
AJ012069  Herbaspirillum sp ., O.   
AY043371  Pseudomonas huttiens , O.   
J2_5   
J2_14   
AB074523  Aquaspirillum arcticum , N.    
J3_3   
W9_16   
AY102898 uncultured bacterium   W9_59   
AF445085 uncultured  bacterium   
AS0252651 agric. soil bacterium   
J2_7   
O11_56   
AF358023 uncultured bacterium   
AF177298 typII methanotroph b., Rhiz.   
AF107461  Methylosinus pucelana , Rhiz.   
O4_93   

Y14305   Hyphomicrobium zavarzinii , Rhiz.   
W9_05   
AJ252707 potato root bacterium   
AF445680 uncultured  α - Proteob.    
O9_57   
AJ416167 uncultured bacterium   
AF418955 uncultured bacterium   
O9_18   

AF12 1901 aquatic bacterium   
AF410927  Sphingomonas sp ., S.   
W9_75   
AY048657  Porphyrobacter tepidarius , S.   
W9_38   
AJ316024 uncultured bacterium, D.   
AJ237601  Desulfobacterium anilini , D.   
O12_18   
O9_59   
O9_40   
AJ421891 uncultured bacterium   
AJ298362 uncultured  marine bacterium   

- α
-P

ro
te

ob
ac
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a   

- 

β-
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P
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te

ob
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Stammbaum 
Abbildung 26: auf 16S-rDNA-Sequenzen basierender, 
phylogenetischer Stammbaumes der hier sequenzierten 
Klonen, der gefundenen Vergleichsorganismen und bereits 
früher sequenzierter Klone aus Breiten-, Fichten- und 
Rohrwiesenbach. Die Skala unter dem Stammbaum ist ein 
Maß für die Anzahl von Basenaustausch-Ereignissen 
zwischen den verglichenen Sequenzen. 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

verwendete Abkürzungen: 
b.:  bacterium  
u.:  uncultured 
prb.  proteobacterium  
agric.:  agricultural  
J2/J3:  1999 aus dem Fichtenbach / 
 Breitenbach isolierte Klone  
Co.: Comamonadaceae 
Rhod.:  Rodocyclus-Gruppe 
O.: Oxalobacter-Gruppe 
N.:  Neisseriaceae 
Rhiz.:  Rhizobiaceae-Gruppe 
S.:  Sphingomonadaceae 
D.:  Desulfomonile 
H.:  Holophaga 
V.: Verrucomicrobia 
P. Planktomycetales 
A.:  Acidobacteria-Gruppe 
Act.:  Actinomycetales 
C.:  Chloroflexi (Stamm und 
 Klasse) 
S.:  Spirochaetes 
F.:  Flavobacteria 
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AF271320 u. planctomycete clone, P. 

AJ252696 rhizosphere soil bacterium 

AF289150 uncultured Firmicute, Act. 

AF465656 uncultured acidobacterium, Aci. 

AF507848 uncultured actinobacterium, Act. 

AF497894 uncultured actinobacterium, Act. 

0 48.7 5 10 15 20 25 30 35 40 45 

O12_57 
O12_54 
O12_48 
O12_40 
O12_43 
O12_58 
O12_35 
O12_55 
AS0252654 agric. soil bacterium, 
Y12597 uncultured bacterium, H. 
O12_61 
O12_44 
AF234695 uncultured sludge bacterium 
AF234731uncultured sludge bacterium 
O9_44 
AJ289937 uncultured bacterium 
Z95724 bacterial species 
O12_28 
Z95721 unclassified bacterium 
W9_19 
AF128679 uncultured soil bacterium 
Y07586 uncultured bacterium, H. 
O11_48 
O11_47 
O9_48 
O9_22 
O12_47 
AJ421901 uncultured bacterium 
O11_44 
AF357996 uncultured bacterium 
O9_11 
AJ401114 u. Verrucomicrobium, V.  
AJ401132 u. Verrucomicrobium, V.  
O4_57 

O9_17 
AB064683 uncultured bakterium 
AJ292580 uncultured eubacterium 
Y07646 uncultured bacterium, A. 
O11_67 
AJ292584 uncultured eubacterium 
AF465650 uncultured acidobacterium, Aci. 
O11_62 
AJ292578 uncultured eubacterium 
AF047646 uncultured eubacterium 

O11_51 
U62855 uncultured eubacterium 
X68467 Actinomycetales, Act. 
O12_60 
AJ421180 uncultured bacterium 

W9_91 

O9_38 

O4_83 
Z21636 Leptospira parva, L. 
O12_62 
AF423366 uncultured Chloroflexi bacterium, C. 
O12_36 
X84576 uncultured bacterium 
O9_05 
AJ296577 uncultured bacterium 
AF385549 Flavobacterium-like, F. 
W9_09 
AF493655 Flavobacterium sp., F. 
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Tabelle 31: Zuordnung der gefundenen Klone zu phylogenetischen Gruppen  

 O4 O9 O11 O12 W9 Gesamt 
 n [%] n [%] n [%] n [%] n [%] n [%] 
α-Proteobacteria 1 33,3 1 9,1 1 9,1   3 25,0 6 10,3 
β-Proteobacteria   1 9,1 4 36,4 5 23,8 6 50,0 16 27,6 
δ-Proteobacteria   2 18,2   1 4,8   3 5,2 
Fibrobacter-
/Acidobacteria-Gruppe 

  4 36,4 5 45,5 12 57,1 1 8,3 22 37,9 

Verrucomicrobia   1 9,1       1 1,7 
Planktomycetales 1 33,3         1 1,7 
Firmicutes   1 9,1 1 9,1 1 4,8 1 8,3 4 6,9 
Spirochaetales 1 33,3         1 1,7 
Chloroflexi       2 9,5   2 3,4 
Bacteroidetes   1 9,1     1 8,3 2 3,4 
Summe 3  11  11  21  12  58  

 

TGGE-Analyse der Klonsequenzen 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 27: TGGE 6 mit der Probe O12 und daraus gewonnenen Klonsequenzen. 

               Klone O12                                                 St.   Klone O12                                                                    
E.c. O12 18    22   26    28    36    40   41   43   44   E.c.   47    48   54    55   56    57   58   59    60   61    62     E.c. 
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Abbildung 28: TGGE 7 mit den Probe O4 und O9 und den jeweils daraus gewonnenen Klonsequenzen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 29: TGGE 7 mit den Probe O11 und W9 und den jeweils daraus gewonnenen Klonsequenzen. 

                       Klone O4                      Klone O9 
    E.c.   O4    57       83     93    O9       5      8       11     17    18     22       O9     38     40      44     48     57      59    E.c. 

                Klone  O11                                                                Klone W9                                                                    
E.c. O11  9    11   44    48    51    56   57    59   62    67  W9   19    91    5     9     16    24   43    46    56    59    75   E.c. 
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Tabelle 32: Klone mit zugeordneten Banden der Proben und phylogenetischer 
Einordnung.  
Bei den grau geschriebene Sequenzen war keine sichere Zuordnung möglich.  

Klonnr Rf-
Wert 

Bande
nr 

phylogenet. 
Einordnung 

nächster verwandte 16S rDNA-Sequenz 
Bezeichnung   A.nr. 

O4 
O4_83 0,87 1 Spirochaetes Leptospira parva   Z21636 
O4_57 0,98 3 Planctomycetes planctomycete clone  AF271320 

O9 
O9_05 0,91 3 Flavobacteria Flavobacter like  AF493655 
O9_18 1,02 8 α-Proteobakterium Novosphingomonas sp. AJ00692 
O9_44 1,12 14 β-Proteobakterium uncultivated bacterium AJ289937 
O9_17 1,35 17 Fibrobakter-Gr. uncultivated bacterium AB064683 
O9_22 1,35 17 Fibrobacter-Gr. uncultivated bacterium AJ421901 
O9_59 1,36 17 δ-Proteobakterium Desulfobacter anilini  AJ237601 
O9_40 1,50 20 δ-Proteobakterium uncultivated bacterium AJ421891 

O11 
O11_67 1,02 5 Fibrobacter-Gr. uncultivated bacterium Y07646 
O11_56 1,26 8 α-Proteobakterium uncultivated bacterium AF358023 
O11_51 1,40 10 Firmicutes uncultivated bacterium U62855 

O12 
O12_60 0,61 2 Firmicutes uncultivated bacterium AJ421180 
O12_26 0,86 6 β-Proteobakterium β-Proteobakterium   AF488656 
O12_28 0,90 7 Fibrobacter-Gr. unclassified bacterium Z95721 
O12_18 0,93 8 δ-Proteobakterium Desulfobakter anilini  AJ237601 
O12_41 1,00 9 β-Proteobakterium uncultivated ferromanganous  

micronodul bacterium AF293005 
O12_56 1,23 14 β-Proteobakterium uncultivated ferromanganous  

micronodul bacterium AF293005 
O12_47 1,23 15 Fibrobacter-Gr. uncultivated bacterium Y07586 

uncultured soil bacterium AF128679 
O12_58 1,32 16 Fibrobacter-Gr. agricultural soil bacterium AS0252654 
O12_57 1,35 17 Fibrobacter-Gr. agricultural soil bacterium AS0252654 
O12_55 1,36 17 Fibrobacter-Gr. agricultural soil bacterium AS0252654 
O12_36 1,42 18 grüne schwefel-

freie Bakterien 
uncultivated bacterium X84576 

O12_61 1,44 18 Fibrobacter-Gr. uncultivated sludge bacterium AF234659 
W9 

W9_59 1,02 8 β-Proteobakterium uncultivated bacterium  AF445085 
agricultural soil bacterium  AS0252651 

W9_46 1,03 8 β-Proteobakterium J3_36 
uncultivated β-Proteobacterium AF361194 
uncultivated bacterium  AJ289997 

W9_05 1,17 11 α-Proteobakterium potato root bacterium  AJ252707 
W9_91 1,19 12 Firmicutes uncultivated Firmicute  AF289150 
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