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Einleitung 4 

1. Einleitung 

 

1.1 Der Boden als Ökosystem 

 

Der Boden ist eines der diversesten und gleichzeitig eines der wichtigsten Habitate auf 

dem Planeten. Eine Vielzahl biophysikalischer und biochemischer Prozesse laufen dort 

parallel ab, die zur Aufrechterhaltung aller anderen Trophiestufen der Biosphäre benötigt 

werden (Young & Crawford, 2004). Es herrscht weltweit eine große Diversität von Böden 

und viele unterschiedliche Bodentypen sind vorhanden (Abbildung 1). Die Eigenschaften 

werden von der Chemie des Ausgangsgesteins, der Partikelgröße, dem pH-Wert und dem 

in ihm enthaltenen organischem Material bestimmt. Boden stellt eine sehr wichtige 

Ressource für das Leben allgemein, die Ernährung und die Biodiversität dar (European 

Commission Environment, 2010). 

 

 

 

 Abbildung 1: Die globale Diversität von Boden 

 (Quelle: Food and Agriculture Organization of the United Nations – www.FAO.org) 
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Im Boden kommen auf einzigartige Weise vier entscheidende und lebensfördernde Reiche 

zusammen, die Atmosphäre, die Lithosphäre, die Hydrosphäre und die Biosphäre. 

Gemeinsam bilden sie die Pedosphäre, eine Mikro-Landschaft aus vielen einzigartigen 

Nischen für Bodenorganismen (Parker, 2010). Diese Landschaft wird aus mineralischen 

und organischen Partikeln gebildet, die zu Aggregaten unterschiedlicher Größe und 

Beschaffenheit zusammen gefügt sind. Diese Aggregate bilden ein loses Netzwerk, das mit 

Gasen, Wasser und den darin gelösten Stoffen verbunden ist. Diese charakterisieren das 

physikalische Habitat Boden zu einem temporär heterogenen Lebensraum, was eine hohe 

Diversität potentieller Nischen für Mikroorganismen zur Folge hat (Botha, 2006; Young & 

Crawford, 2004). 

Die wechselnden physikalischen und chemischen Eigenschaften, wie das Redox-Potential, 

die Anwesenheit von Sauerstoff, die Verfügbarkeit von Nährstoffen, die Porengröße, 

Temperatur und die Verfügbarkeit von Wasser beeinflussen das Vorkommen von 

Mikroorganismen (Botha, 2006). Die Vielfalt von Mikroorganismen im Boden ist groß und 

beinhaltet viele unterschiedliche taxonomische Gruppen, wie Bakterien, Pilze, Algen und 

Amöben (Parker, 2010). Sie spielen im Boden eine fundamentale Rolle für die 

Ökosystemfunktionen, da sie zum Beispiel für die Verwertung organischer 

Kohlenstoffverbindungen wichtig sind, die ihnen als Nahrungsquelle dienen. Als 

Destruenten und N2-Fixierer sind sie damit für den Nährstoffkreislauf essentiell und 

determinieren die Produktivität der Ökosysteme. Zum Beispiel beeinflussen sie so das 

Pflanzenwachstum sehr deutlich (Schmidt, 2007) und somit auch das Wachsen vieler für 

den Menschen wichtiger Nutzpflanzen. 

Durch den Fluss von Nährstoffen zwischen den oberirdischen und unterirdischen Teilen 

des Ökosystems, kann man von einer Verknüpfung der beiden Systeme sprechen. Es 

existieren allerdings nicht nur Stoffaustausche, die diese Verknüpfung verdeutlichen, 

sondern auch zahlreiche direkte Interaktionen der Organismen selbst, wie Parasitismus 

oder Symbiose. Wie zum Beispiel die Mycorrhiza, eine Interaktion zwischen Pilzen und 

den Wurzeln höherer Pflanzen oder die Symbiose von N2-fixierenden Bakterien und den 

Fabaceae. Diese Interaktionen zwischen Mikroorganismen bilden oder verändern das 

Habitat und machen es für andere Mitglieder der mikrobiellen Gemeinschaft erschließbar 

(Wardle et al., 2004). 

Bisher wurde in der Erforschung der Diversität von Mikroorganismen und ihrer Rolle in 

Ökosystemprozessen wenig Aufmerksamkeit geschenkt. Dabei ist es im Hinblick auf die 

Veränderung durch Landnutzung und Klimawandel, besonders wichtig deren Einfluss auf 
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die Biodiversität im Boden zu kennen, die einen entscheiden Einfluss die Funktionalität 

der Ökosysteme hat (Parker, 2010). 

 

 

1.2 Diversität von Hefen 

 

Hefen sind Pilze, die sich primär asexuel, durch Knospung oder Teilung vermehren oder 

sexuelle Stadien ohne Ausbildung geschlossener Fruchtkörper aufweisen (Kurtzman et al., 

2006). Sie bilden keine taxonomische, sondern eine funktionelle Gruppe, die durch eine 

ähnliche Lebensform charakterisiert ist. Innerhalb der Pilze kommen Hefen in den 

Unterabteilungen der Ascomycota vermehrt innerhalb der Saccharomycotina aber auch in 

den Schwestergruppen der Pezizomycotina und Taphrinomycotina vor. Bei den 

Basidiomycota findet man Hefen in allen drei Subphyla, den Ustilaginomycotina, 

Agaricomycotina und Pucciniomycotina (Hibbett et al., 2007; Barnett, 2004) (Abbildung 

2). 

 

Abbildung 2: Phylogenetische und morphologische Diversität von Hefen  

(Quelle: Fonseca, Sampaio (2006) Dimorphic basidiomycetes, www.crem.fct.unl.pt ; Yurkov A.) 

 

Seit Antoni van Leeuwenhoek Saccharomyces cerivisiae im Wein untersuchte, wurden 

weitere Ascomyceten in und auf Lebensmitteln entdeckt, darunter Debaryomyces hansenii, 

Galactomyces spp., Kluyveromyces lactis. Auf Früchten wurden Hanseniospora spp., 

Saccharomyces cerivisiae und Zygosaccharomyces rouxii und in Säften Brettanomyces 

spp. gefunden. 
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Die Diversität spiegelt sich auch in den Habitaten wieder, in denen Hefe vorkommen. 

Hefen sind weltweit verbreitet und in vielen Biomen der Erde vertreten. Man findet sie in 

ganz unterschiedlichen Habitaten, wie der Atmosphäre (Starmer and Lachance, 2006), im 

Meer (Takahiko, 2006), im Gletschereis (Vishniac, 2006), der Phyllosphäre (Fonseca & 

Inácio, 2006) und dem Boden (Starmer & Lachance, 2006; Botha, 2006). Der 

überwiegende Teil an Hefen im Boden und der Phyllosphäre sind Basidiomyceten, 

während Ascomyceten aufgrund der Fähigkeit Zucker zu fermentieren häufiger mit Nektar 

(Pozo et al., 2011; Brysch-Herzberg, 2004) und Früchten von Pflanzen assoziiert sind 

(Fonseca & Inácio, 2006). Einige Linien von Hefen werden durch sabrobe, anamorphische 

Stadien von parasitischen Pilzen repräsentiert, darunter Taphrina, Sygospora, 

Cystobasidium, Ustilago und Microbotryum. Diese Beziehungen werden durch molekulare 

Phylogenien unterstützt (Aime et al., 2006; Begerow et al., 2006). Einige humanpathogene 

Arten, darunter Cryptococcus neoformans und Candia albicans wurden ebenfalls entdeckt 

(Chester, Jr., 2011). 

Etwa 1500 Arten von Hefen sind zurzeit beschrieben, bis zu 15.000 werden noch vermutet, 

damit sind bis lediglich 10% aller Arten bekannt (Lachance, 2006). 

 

 

1.3 Hefen im Boden 

 

Bodenassoziierte Hefen findet man in vielen geographischen Breiten (Spencer, 1997; 

Vishniac, 2006). Manche aus dem Boden isolierte Hefen sind bodenassoziiert, d.h. sie 

kommen ausschließlich im Boden vor, wie zum Beispiel Lipomyces spp., Cryptococcus 

terricola, oder Cryptococcus podzolicus (Botha, 2006). Andere Hefen, wie z.B. 

Cystofilobasidium capitatum können aus der Phyllosphäre mit fallenden Blättern im Herbst 

(Sampaio et al., 2007), Früchten oder Tieren zufällig in den Boden gelangen und dort 

überdauern (Fonseca & Inácio, 2006; Starmer & Lachance, 2006). Viele verschiedene 

Hefen von Ascomyceten und Basidiomyceten wurden im Boden gefunden (Abbildung 3). 

Ihre Verteilung und Zahl ist dabei sehr unterschiedlich, dabei ist ihre Anwesenheit meist 

auf die oberen 10cm im Boden beschränkt, wo sie in Zahlen von bis zu 106 Zellen pro 

Gramm Boden vorkommen (Botha, 2006). Im Vergleich zu oberirdischen Hefe-

Gemeinschaften, ist ihre Zahl dort relativ gering, so kann sie auf der Oberfläche von 

Pflanzen zum Beispiel 107 Zellen pro Gramm erreichen (Fonseca & Inácio, 2006). Ihre 
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Diversität im Boden ist verglichen mit der von Bakterien ebenfalls sehr gering. Sie 

besitzen dort dennoch eine feste Nische und ihre Biomasse kann mit denen der Bakterien 

vergleichbar sein (Starmer & Lachance, 2006). 

Hefen sind besonders in borealen und arktischen Böden verbreitet. Sie machen dort einen 

großen Teil der Pilz-Biomasse aus und stellen dort vermutlich die dominanten 

Bodenmikroorganismen dar (Botha, 2006). 

 

 

Abbildung 3: Diversität von Hefen im Boden 

(Quelle: Yurkov A.) 

 

Seit Anfang des vorletzten Jahrhunderts gibt es Untersuchungen im Habitat Boden, die 

Diversität von Hefen zu erforschen. Diese Untersuchungen wurden mehrfach rezensiert 

(Starkey & Henrici, 1926; Bouthilet, 1950; Botha, 2011). Viele Arten von 

bodenassoziierten Hefen sind heute beschrieben, vieles über ihre Rolle im Ökosystem ist 

bekannt aber längst noch nicht verstanden (Botha, 2011). 

Die meisten Hefen im Boden gehören nicht zu den primären Destruenten von komplexen 

und stabilen Polymeren. Als sekundäre Destruenten sind sie aber in der Lage Produkte der 

mikrobiellen Zersetzung von lignozellulose-haltigem Pflanzenmaterial durch höhere 

Basidiomyceten, andere Schimmelpilze und Bakterien zu assimilieren. Dazu gehören L-

Arabinose, D-Xylose, Zellobiose, Hydrobenzoesäure und Hemizellulose (Botha, 2006; 

2011). Andere Hefen vor allem aus den Taxa Trichosporonales und Filobasidiales können 

phenolische und aromatische Komponenten aus der Holzzersetzung verwerten 

(Middelhoven, 1993; Sampaio, 1999). Der Großteil an Stickstoff liegt in toter organischer 

Materie, in Form von komplexen Polymeren, wie Proteinen, Nukleinsäuren, und Chitin vor 

(Schimel & Bennett, 2004). Die bodenassoziierte Gattung Lipomyces ist in der Lage 

Stickstoff aus heterozyklischen Verbindungen, wie Purinen und Pyrimidinen zu 
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assimilieren. Das ermöglicht den Stickstoff-Umsatz und setzt Stickstoff aus toter 

organischer Substanz wieder frei (LaRue & Spencer, 1967a; Larue & Spencer, 1967b). 

Damit leisten Hefen einen wichtigen Beitrag zu Nährstoffkreisläufen, der vielen anderen 

Organismen zugute kommt. 

Hefepilze im Boden teilen sich den Lebensraum mit anderen Organismen, wie Bakterien 

und filamentösen Pilzen, die ebenfalls Mitglieder der mikrobiellen Gemeinschaft sind 

(Botha, 2006). Zahlreiche Interaktionen von Hefen mit anderen Organismen der Flora und 

Fauna sind bereits bekannt. Men‘ko et al. (2006) beschrieb, dass Collembolen sich nur 

dann von Falllaub ernähren konnten, wenn bestimmte Hefestämme auf der Oberfläche der 

Blätter vorhanden waren, ansonsten war das Laub für sie toxisch. Yurkov et al. (2008) 

untersuchte den Einfluss von Lumbricus terrestris auf die Gemeinschaftsstruktur von 

Bodenhefen. Es konnte gezeigt werden, dass Bodenwürmer Einfluss auf die Verteilung 

von Hefen im Boden haben. Symbiosen sind ebenfalls beschrieben, zum Beispiel ist 

Cryptococcus laurentii in der Lage das Wachstum von filamentösen Pilzen auf 

beschädigtem Obst zu inhibieren (Roberts, 1990) oder das Wachstum von Wurzeln von 

Agathosma betulina, einer in Afrika einheimischen Pflanze zu fördern (Cloete et al., 2009). 

Eine weitere wichtige Interaktion von Hefen mit der physikalisch-chemischen Umwelt ist 

die Fähigkeit, extrazelluläre polymere Substanzen (EPS) zu bilden, welche den Hefen, 

hauptsächlich aus den Gattungen Cryptococcus und Lipomyces, ermöglicht widrige 

Umweltbedingung in Biofilmen zu überdauern. Die Verkittung von Bodenpartikeln durch 

EPS führt außerdem zu einer Verringerung von Bodenerosion (Vishniac, 1995; Botha, 

2006). Darüber hinaus EPS bilden ein Habitat für Bodenbakterien. EPS ermöglichen Hefen 

bei geringer Wasseraktivität, Trockenheit, Kälte und bei osmotischem Stress zu wachsen 

(Raspor and Jure, 2006). Darüber hinaus sind sie so in der Lage Nährstoffe zu 

konzentrieren, um andere Biotope zu erobern. Weitere Interaktionen wurden von Botha 

zusammengetragen (Botha, 2006; 2011). 
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1.4 Hefen im Waldboden 

 

Insgesamt 30% der Landmasse ist bewaldet, den größten Teil bilden Naturwälder. In 

Europa ist der Anteil von Naturwäldern an der Waldfläche jedoch <1% (Paillet et al., 

2010). Jährlich gehen ca. 0,3% Naturwald durch Forstwirtschaft verloren und 2% der 

forstwirtschaftlich genutzten Wälder werden pro Jahr komplett gerodet. Der Erhalt von 

Naturwäldern ist ein wichtiger Punkt, wenn die Rede von Verlust von Biodiversität durch 

Forstwirtschaft ist (Brockerhoff et al., 2008). 

Die Biodiversität im Boden ist in Wäldern als hoch anzusehen. Sie stellen „hot spots“ in 

Landschaften dar, die überwiegend von Landwirtschaft geprägt sind. Bisher ist die 

Biodiversität im Boden jedoch nur stichprobenhaft untersucht (Haegvar, 1998). 

Die Rolle von Hefen im Waldboden ist noch weitgehend unbekannt, aber als heterotrophe 

Organismen spielen sie eine Rolle bei der Zersetzung toter organischer Substanzen (Botha, 

2006; 2011; Middelhoven, 1993; siehe 1.2). In vielen Regionen der Erde wurde 

Waldboden auf die Anwesenheit von Hefen untersucht, Wälder in Neuseeland (di Menna, 

1959; 1960; 1965), auf Costa Rica (Vishniac, 2006), in Russland (Bab'eva & Chernov, 

1997; Golovchenko et al., 2000; Maksimova & Chernov, 2004; Golubtsova et al., 2007), 

in der Slowakei (Slavikova & Vadkertiova, 2003), in Österreich (Wuczkowski & 

Prillinger, 2004), in Dänemark (Jensen, 1963) und in Deutschland (Yurkov et al., 2011). 

Oft waren die Studien auf eine einzige Region und Probennahmestelle begrenzt. Darüber 

hinaus wurden ganz unterschiedliche Böden beprobt, sie reichten von sauren und 

nährstoffarmen Podsolböden bis zu nährstoffreichen Schwemmlandböden. Hefen wurden 

aber ausnahmslos aus allen Böden isoliert und kamen in Zahlen von 103-104 Zellen pro g 

Boden vor. Die angegebene Anzahl an isolierten Arten, die besonders in den älteren 

Studien gemacht werden, sind schwierig mit denen von aktuelleren Untersuchungen zu 

vergleichen, da es in den letzten Jahren erhebliche Fortschritte in der Artenbestimmung 

gegeben hat. Die regionalen Unterschiede sind ebenfalls sehr groß und die untersuchten 

Waldtypen divergieren enorm. Ein Großteil der Studien bezieht sich auf Koniferen- oder 

Birkenwälder mit überwiegend Podsolböden (Bab'eva and Chernov, 1997; Golovchenko, 

2000; Maksimova & Chernov, 2004; Golubtsova et al., 2007). 

Lediglich vier Studien zur Diversität von Hefen im Waldboden innerhalb Mittel- und 

Zentraleuropas sind verfügbar. In zwei von ihnen wurden molekulare Methoden zur 

Identifizierung der Hefen angewandt (Wuczkowski & Prillinger, 2004; Yurkov et al., 
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2011), die beiden anderen Studien nutzten morphologische und physiologische Methoden 

zur Artidentifizierung (Jensen, 1963; Slavikova & Vadkertiova, 2000). 

Die von Jensen (1963) durchgeführte Studie zur Mikroflora in dänischen Buchenwäldern 

gibt eine Abundanz von bis zu 106 CFU/g in getrocknetem Mull und Moderhumus an. 

Insgesamt wurden 20 Arten identifiziert, aber durch das Alter der Studie ist die 

Artzuordnung schwierig nachzuvollziehen. Diverse Hefen aus den Gattungen 

Cryptococcus und Trichosporon wurden isoliert. 

Slavikova & Vadkertiova (2003) untersuchten die Diversität von Hefen in 

Koniferenwäldern, Laub-Misch-Wäldern und Waldparks in der Umgebung von Bratislava 

in der Slowakei. Insgesamt 18 Arten wurden isoliert, die Gesamtabundanz lag bei 1,5×103 

bis 1,1×104 CFU/g Boden. Die dominanten Arten waren Cryptococcus laurentii, 

Cystofilobasidium capitatum, Leucosporidium scottii, Rhodotorula aurantiaca und 

Trichosporon cutaneum. 

Wuczkowski & Prillinger (2004) untersuchten Bodenproben aus saisonal überflutetem 

Auwald und nicht überflutetem Wald im „Nationalpark Donauauen“ nahe Wien 

(Österreich). Angaben zur Gesamtabundanz und Dominanz einzelner Arten wurden nicht 

gemacht. Aus insgesamt 136 Stämmen wurden 18 Arten identifiziert, wovon der 

überwiegende Teil als zur Gattung Cryptococcus zugehörig identifiziert wurde, darunter 

Cryptococcus terricola und Cryptococcus victoriae. Ascomyceten wie Aureobasidium 

pullulans und Candida sake wurden ebenfalls isoliert. 

Die Hefegemeinschaft in Wald- und Wiesen-Biotopen unter verschieden 

Landnutzungsgradienten wurde von Yurkov et al. (2011) in drei verschieden Regionen 

Deutschlands untersucht. Die Gesamtabundanz von Hefen im Wald lag im Schnitt bei 

3,4×103. Insgesamt 40 Taxa wurden identifiziert, davon wurden maximal 8 im Waldboden 

gefunden. Cryptococcus terricola, Trichosporon dulcitum und Trichosporon porosum und 

Kazachstania piceae waren dort die dominierenden Arten. 

Aus der Gesamtheit der Studien treten einige Arten als im Boden dominierend in 

Erscheinung, darunter Basidiomyceten wie Cryptococcus terricola, Cryptococcus 

podzolicus, Leucosporidium scottii, Trichosporon dulcitum und Trichosporon porosum 

und Ascomyceten wie Kazachstania piceae, Lindnera misumaiensis, Debaryomyces 

hansenii und Candida vartiovaarae. 

Einige häufig im Boden vorkommende pigmentbildende Hefen kommen ursprünglich aus 

der Phyllosphäre, darunter Arten wie Sporobolomyces roseus, Aureobasidium pullulans 

und Rhodotorula glutinis (Maksimova & Chernov, 2004). Diese Hefen bewohnen die 
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Oberfläche von Pflanzen und wurden mehrfach in verschieden Regionen gefunden 

(Fonseca & Inácio, 2006). Es wird angenommen, dass die Pigmentation mit Karotinoiden 

und Melanin einen UV-Schutz, und damit eine Anpassung an die, der Sonnenstrahlung 

ausgesetzten Oberflächen von Pflanzen darstellt. Die Abundanz dieser Hefen im Boden ist 

meist niedriger als 5%. 

Eine Reihe kultivierungs-unabhängige Studien zur Diversität von Mikroorganismen im 

Boden detektierte ebenfalls Hefen. Die angewandten Methoden waren Pyrosequenzierung 

und Klonierung, überwiegend der ITS- und SSU-Region der ribosomalen DNA nach der 

Extraktion der Gesamt-DNA aus Bodenproben. Lynch & Thorn (2006) untersuchten die 

Diversität von Basidiomyceten in Eichen-Savannen in Michigan (USA), Fierer et al., 

(2007) die genetische Diversität in Prärie-, Wüsten- und Regenwaldboden, Buee et al. 

(2009) die Diversität von Pilzen in Wäldern innerhalb der Morvan-Region (Frankreich), 

Lim et al., (2010) die von Wäldern in China und Korea und Klaubauf et al., (2010) in 

Acker- und Wiesenböden innerhalb Österreichs. 

Die Identifikation von Hefen in diesen Studien beruhten auf Referenzsequenzen, die in 

öffentlichen Datenbanken. z.B. NCBI und UNITE. 

Auf Grund der geringen Anzahl an Sequenzen für die ITS- und SSU-Region für Hefen in 

Genebank wurden nur wenige Arten identifiziert, darunter Cryptococcus podzolicus (Buee 

et al., 2009; Lynch, 2006), Trichosporon dulcitum, Cryptococcus terricola und 

Cryptococcus terreus (Lynch & Thorn, 2006). 

 

 

1.5 Taxonomie und Identifizierung von Hefepilzen über die ribosomale 

DNA (rDNA) 

 

Die ribosomale DNA ist im Kerngenom lokalisiert und liegt dort in sogenannten tandem 

repeats vor (Abbildung 4). Diese tandem repeats bestehen aus für die Ribosomen 

codierenden Gene der 18S (SSU= small subunit), 5.8S, 26S (LSU= large subunit) und 5S 

rRNA-Gene. In jeder Einheit trennen zwei Spacer-Regionen die verschiedenen Abschnitte. 

Die ITS (Internal Transcribed Spacer) liegt zwischen der SSU und LSU, die IGS (Inter 

Genetic Spacer) zwischen LSU und SSU. 
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Abbildung 4: Schema eines multicopy rDNA repeat  

Der schwarze Balken markiert die am häufigsten verwendeten Bereiche (Quelle: Begerow et al., 2010) 

 

 

 

Abbildung 5: Schematische Darstellung der LSU  

(Quelle: Melen et al., 1999) 

 

Die morphologischen Merkmale die früher zur Identifizierung von Hefen herangezogen 

wurden sind oft nicht ausreichend, da sie nicht genug Variabilität aufweisen um Arten 

abzugrenzen. Eine weitere Methode stellen Assimilationstests dar, wobei Hefen auf Grund 

der Fähigkeit bestimmte Kohlenstoff- und Stickstoff-Quellen zu verwerten, unterschieden 

werden (Barnett, 2004). Die Variabilität innerhalb einer Art und zwischen verschiedenen 

Arten ist mitunter jedoch sehr hoch und die Dauer dieser Tests lang, die Handhabung 

schwierig und kostenintensiv. Die Verwendung von Sequenzen ist dagegen eine relativ 

einfache und schnelle Methode. Dazu werden Sequenzunterschiede der DNA zwischen 

Gruppen und Arten genutzt, um diese zu Klassifizieren (Kurtzman & Fell, 2006; Fell et al., 

2000). Kurtzman & Robnett (1998) legten mit ihrer Studie zur Nutzung der 26S D1/D2-

Domäne (Abbildung 5) als Marker für die Systematik von Hefen innerhalb der 

Ascomyceten, den Grundstein für eine umfangreiche Sequenz-Datenbank. Diese spezielle 

Region der rDNA wurde ausgewählt, weil sie bei Hefen hoch konserviert ist aber genug 

Variabilität beinhaltet, um zwischen nahverwandten Spezies zu unterscheiden (Barnett, 

2004). Zur Identifizierung von Hefen auf Artebene ist dabei mittlerweile besonders auch 

die ITS-Region von Interesse (Abbildung 4) und wurde zuerst von Scorzetti et al., (2002) 

für Basidiomyceten-Hefen sequenziert. Die ITS-Region ist bei Pilzen, die am häufigsten 

sequenzierte Marker-Region und wird für systematische und phylogenetische Fragen 

herangezogen, ebenso wie zur Identifizierung von Stämmen (Begerow et al., 2010).  

Diese Methode, Hefen über molekulare Marker zu identifizieren, fand in verschiedenen 

Bereichen bereits Anwendung, wie z.B. zur Diagnose von Hefen im 

Veterinärmedizinischen Bereich (Garner et al., 2010), zur molekularen Systematik (Fell et 

al., 2000) und zur Identifizierung von Hefen aus Umweltproben (Buee et al., 2009; 
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Wuczkowski & Prillinger, 2004). Als Datenbanken für rDNA-Sequenzen sind vor allem 

die vom National Center for Biotechnology Information (NCBI) und dem Centraalbureau 

voor Schimmelcultures (CBS) mit den dort hinterlegten Sequenzen der Typus-Stämme 

relevant. 

 

 

1.6 Die „Biodiversity Exploratories“ 

 

In vielen Fällen werden Untersuchungen zur Biodiversität und Landnutzung in einzelnen 

Biotopen durchgeführt. Die Ergebnisse sind dadurch kaum auf Biom-Ebene oder für 

Kontinente repräsentativ. 

Deutschland ist Teil das Verbreitungszentrums, der einst große Flächen bedeckenden 

natürlichen Buchenwälder. 14,1% der Waldfläche Deutschlands sind Buchenwald, wovon 

lediglich etwa 5% nutzungsfrei sind. Natürliche Bestände sind durch extensive 

Forstwirtschaft und Ersatz mit Fichten-Monokulturen verloren gegangen. Der Schutz 

dieser Flächen als kulturelles Erbe ist daher ein wichtiges Ziel. Einige Buchenwald-

Flächen sind bereits als UNESCO-Weltnaturerbe geschützt. Weitere Flächen sind in der 

Diskussion zu Schutzgebieten erklärt zu werden (Knapp, 2008; Grossmann, 2011; 

Deutsche UNESCO-Kommission e. V., 2001). 

Landnutzung und Forstwirtschaft haben großen Einfluss auf Nährstoffkreisläufe und 

Biodiversität (Wardle et al., 2004). Aktuelle Meta-Studien untersuchten die Auswirkungen 

von Forstwirtschaft auf verschiedene Taxa und konnten zeigen, dass die Diversität einiger 

Taxa in unbewirtschafteten Wäldern höher ist (Paillet et al., 2010). Die Mechanismen, die 

diesen Effekten zugrunde liegen sind aber noch weitgehend unbekannt (Wardle et al., 

2004). 

Ziel des, durch die Deutsche Forschungsgemeinschaft geförderten Langzeit-Projektes zur 

Biodiversitätsforschung, „Biodiversity Exploratories“, ist es, fachübergreifend das 

Zusammenspiel von Landnutzung, Biodiversität und Ökosystemprozessen in realen 

Ökosystemen zu erforschen. Der wichtigste Aspekt ist dabei ein System von 

standardisierten Untersuchungsflächen (Plots) zu schaffen, um Beobachtungen auf breiter 

Ebene statistisch vergleichbar zu machen.  
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Abbildung 6: Standorte der Exploratorien 

Quelle: www.biodiversity-exploratories.de, www.nationalpark-hainich.de, www.biosphaerengebiet-alb.de  

 

Das Projekt wurde auf unterschiedliche geographische Gebiete erweitert, um auch 

regionale Effekte zu untersuchen und miteinander vergleichen zu können. Drei 

verschiedene Exploratorien in unterschiedlichen Regionen Deutschlands wurden etabliert. 

Alle drei Exploratorien gehören mittlerweile zu den UNESCO-Weltnaturerben. Dies sind, 

dass Biosphärenreservat Schorfheide-Chorin in Brandenburg, der Nationalpark Hainich in 

Thüringen und das Biosphärengebiet Schwäbische Alb in Baden-Württemberg (Abbildung 

6). Sie unterscheiden sich nicht nur auf Grund ihrer Lage, sondern auch in ihrer Geologie 

und Höhenlage. Jedes der Exploratorien repräsentiert die häufigsten Variationen in der 

Landnutzung, jeweils für Wiesen und Wälder. 
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Die drei Exploratorien sind jeweils in ein Netzwerk von Untersuchungs- und 

Experimentierplots in Wald und Grasland aufgeteilt, die unterschiedliche Grade der 

Landnutzung aufweisen. Diese reichen, von stark genutzt bis naturbelassen. Die Wald-

Plots bilden Buchen-Mischwälder mit unterschiedlichen Nutzungsgradienten von 

unbewirtschaftet bis stark genutzt, Fichten- und Buchen-Misch-Bestände (Abbildung 7). 

 

 

Abbildung 7: Wald-Nutzungstypen in Hainich und der Schwäbischen Alb 

Oben: Schwäbische Alb, unten: Hainich; jeweils links: Nutzwald, rechts: Naturwald 

 

In unterschiedlichen Teil-Projekten wurden innerhalb dieser Plots verschiedene 

Schwerpunkte untersucht. Es handelte sich um die Erfassung von Biodiversität 

unterschiedlicher Taxa oder die Erfassung abiotischer Faktoren und Klimadaten (Fischer et 

al., 2010). Im Projekt Boden ging es zum Beispiel in fünf einzelnen Teilprojekten darum, 

eine bodenökologische Charakterisierung vorzunehmen und die mit Boden assoziierten 

Organismen, wie Bakterien, Pflanzen und Pilzen, darunter auch Hefen, in verschieden 

Biotopen zu screenen und ihre Funktion zu bestimmen. 
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Die Effekte von Forstwirtschaft auf Bodenhefen wurden kürzlich für VIP-Plots (very 

intensive plots) der „Biodiversity Exploratories“ demonstriert. Diese Plots sind bezüglich 

des Landnutzungsgradienten kategorisiert und dienen unter anderem der genauen 

Erforschung von Landnutzung auf die mikrobielle Diversität (Fischer et al., 2010). Die 

Bodenproben wurden von April-Juni 2008 aus allen drei Exploratorien gesammelt. Die 

Hefe-Gemeinschaften innerhalb der Exploratorien waren sehr unterschiedlich, nur 2-3 

Arten wurden in Übereinkunft mit anderen Studien für Waldboden gefunden. 

Trotzdem konnten zwei wesentliche Trends beobachtet werden. Zum einen wurde 

festgestellt, dass die Abundanz von Ascomyceten mit der Nutzungsintensität steigt. 

Zweitens wurde beobachtet, dass sich die Gemeinschaften mit Stärke des 

Nutzungsgradienten zunehmend ähnlicher sind. Auffallend ist, dass der zweite Punkt die 

Pflanzengemeinschaft widerspiegelt. Die Ähnlichkeit der Hefen-Gemeinschaft folgt dabei 

dem Grad der Landnutzung, die zu einer einheitlichen Pflanzengesellschaft führt. Die 

Ähnlichkeit der Vegetation scheint ein universaler Marker für den Einfluss von 

Landnutzung auf die Hefengemeinschaft zu sein (Yurkov et al., 2011). 

 

 

1.7 Zielsetzung 

 

Ziel dieser Arbeit ist es, die Diversität bodenassoziierter Hefepilze im Natur- und 

Nutzwald zu untersuchen. Dazu sollten Hefepilze unter Zuhilfenahme von 

Kultivierungstechniken aus dem Boden isoliert, quantifiziert und über molekulare 

Methoden, mittels der rDNA-Sequenzen identifiziert werden. Auf dieser Grundlage war es 

das Ziel, die Gemeinschaftsstruktur zu rekonstruieren. Dabei wurden neben dem 

Schwerpunkt, mögliche Unterschiede zwischen einem Natur- und Nutzwald 

herauszuarbeiten, ebenfalls jahreszeitliche Aspekte einbezogen. Es wurden zudem zwei 

geographisch unterschiedliche Untersuchungsgebiete ausgewählt, um eventuelle regionale 

Unterschiede in der Anzahl von Hefen und der Gemeinschaftsstruktur zu untersuchen. 
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2. Material und Methoden 

 

2.1 Material 

 

2.1.1 Laborgeräte: 

 

Vortex: Vortex Genie 2 (Scientific Industries, Schwerte, Deutschland) 

Thermomixer: Thermomixer comfort (Eppendorf, Hamburg, Deutschland) 

Mikrowelle: (Sharp, Hamburg, Deutschland) 

Geldokumentationskammer: Vilbert Lourmat Rainbow CCTV RMB 92 (Vilbert, Marne 

La Vallee, Frankreich) 

Netzteil für Gelelektrophorese: Consort EV 243 (SIGMA, Taufkirchen, Deutschland) 

Thermodrucker: Mitsubishi P93 (Mitsubishi, Ratingen, Deutschland) 

Zentrifuge: Centrifuge 5424 (Eppendorf, Hamburg, Deutschland) 

Thermocycler: DNA Engine Peltier Thermal Cycler (Bio Rad, München, Deutschland) 

Sequenzierer: ABI 3130 XL (Applied Biosystems, Weiterstadt, Deutschland) 

Universalschüttler: SM30 A (Edmund Bühler GmbH, Hechingen, Deutschland) 

Stereomiksroskop: Wild M1 (Wild Heerburg AG, Gais, Schweiz) 

Stereomikroskop: Axiostar plus (Zeisss, Jena, Deutschland) 

Waage: Präzisionswaage 572 (Kern & Sohn GmbH, Balingen-Frommern Deutschland) 

 

 



Material und Methoden 

 

19 

 

2.1.2 Chemiekalien: 

 

Agar     AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Agarose    AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Borsäure    AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Bromphenolblau   Merck, Darmstadt, Deutschland 

Chloroform    J. T. Baker, Griesheim, Deutschland 

DNA-Längenmarker 1kb  Bio-Budget, Krefeld, Deutschland 

dNTPs     Sigma, Taufkirchen, Deutschland 

Ethanol    J. T Baker, Griesheim, Deutschland 

Ethidiumbromid   Fischer, Wiesbaden, Deutschland 

Glukose    Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Glycerin    J. T Baker, Griesheim, Deutschland 

Hefe-Extrakt    Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Hydrochinolin    Merck, Darmstadt, Deutschland 

Malz-Extrakt    Merck, Darmstadt, Deutschland 

Milchsäure 80%   Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Na2-EDTA    Merck, Darmstadt, Deutschland 

Pepton     Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Phenol     Merck, Darmstadt, Deutschland 

Potato Dextrose Broth  J. T Baker, Griesheim, Deutschland 

Primer     Sigma, Taufkirchen, Deutschland 

Reaktionspuffer   PEQlab, Erlangen, Deutschland 

RNAse     Sigma, Taufkirchen, Deutschland 

Saccharose    AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

SDS     AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Taq-Polymerase   PEQlab, Erlangen, Deutschland 

Tris-Base    Sigma, Taufkirchen, Deutschland 

Tris-HCl    AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Triton x-100    Roth, Karlsruhe, Deutschland 

 



Material und Methoden 

 

20 

 

2.1.3 Puffer, Medien, Lösungen: 

 

YPD-Festmedium: 

2,0% (w/v) Glukose 

0,5% (w/v) Pepton 

1,0% (w/v) Hefe-Extrakt 

2,0% (w/v) Agar 

Mit ddH2O ansetzen, 5min bei 121°C autoklavieren 

0,2% (v/v) Milchsäure (80%) nach dem Autoklavieren zugeben 

pH in Endkonzentration 4,0-4,5 

 

PD-Flüssigmedium: 

2,4% (w/v) Potato Dextrose Broth (Difco) 

Mit ddH2O ansetzen, 5min bei 121°C autoklavieren 

 

Kanamycin-Stock-Lösung 

1000× 50mg/ml (w/v) 

2g in 40ml in sterilem ddH2O lösen 

 

Bengalrosa-Stock-Lösung 

1000× 50mg/ml (w/v) 

2g in 40ml sterilem ddH2O lösen 

 

0,01% Pepton-Lösung: 

0,01% (w/v) Pepton  

Mit ddH2O ansetzen, 5min bei 121°C autoklavieren 

 

Glukose-Glycerin-Lösung: 

70% (v/v) Glycerin 

0,5% (w/v) Glukose 

Glycerin autoklavieren und Glukose-Lösung durch Sterilfiltrieren (Filter ϕ2µm) zugeben 
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TE-Phenol/ Chloroform: 

50% TE-Phenol (v/v) (Zugabe von 8-Hydrochinolin bis Farbe in Gelb umschlägt) 

50% Chloroform (v/v) (100%) 

15min bei 4000rpm zentrifugieren 

Bei 4°C lagern 

 

Usti-Lysis-Puffer: 

10mM Tris HCl, pH 8,0 

100mM NaCl 

1mM Na2-EDTA 

1% (v/v) SDS 

2% (v/v) Triton x-100 

 

10× TE-Puffer pH 8,0: 

100mM Tris-Base 

10mM Na2-EDTA*2H2O 

Mit ddH2O ansetzen, pH-Wert mit HCl auf 8,0 einstellen, 5min bei 121°C autoklavieren 

 

TE-RNAse 

1% (w/v) RNAse 

Mit TE-Puffer pH 8,0 ansetzen 

 

TBE (5×) 

440mM Tris-Base pH 8,0 

440mM Borsäure  

10mM Na2-EDTA  

Mit ddH2O ansetzen 

 

6× Lade-Puffer 

50% (w/v) Saccharose 

0,1% Bromphenolblau 

Mit TE-Puffer ansetzen und sterilfiltrieren, bei 4°C lagern 
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2.1.4 Kits 

 

my-Budget Double Pure Kit (Bio-Budget Technologies GmbH, Krefeld, Deutschland) 

DNA Clean & Concentrator™-5-Kit (Zymo Research Corporation; Irvine, USA) 

Taq-DNA-Polymerase (Kit beinhaltet 10x PCR-Puffer und 20mM MgCl2); PeqLab 

Biotechnologie GmbH, Erlangen, Deutschland) 

 

 

2.1.5 Software 

 

Excel 2003    Microsoft Corporation 

Sequencher 4.10.1   Gene Codes Corporation 

4peaks 1.7.1    SOFTONIC INTERNATIONAL S.L. 

Mega 5.0    http://www.megasoftware.net (Tamura u.a. 2007) 

Statistica     StatSoft GmbH, Deutschland 
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2.2 Methoden 

 

 

2.2.1 Biologisches Material und Probennahme 

 

Das Ausgangsmaterial der Arbeit bilden Bodenproben aus dem Biosphärengebiet 

Schwäbische Alb in Baden-Württemberg und dem Nationalpark Hainich in Thüringen. 

Diese beiden Gebiete sind zwei von drei Exploratorien in Deutschland, die im Rahmen 

einer Biodiversitätsstudie (www.biodiversity-exploratories.de) unterhalten werden. Die 

Bodenproben stammen jeweils aus unterschiedlichen Experimentierflächen von 20×20m, 

die als Experimentierplots und unter der Abkürzung AEW (Schwäbische Alb) und HEW 

(Hainich) bezeichnet werden. Bei den Plots AEW4-6 und HEW4-6 handelt es sich um 

mittel bis stark forstwirtschaftlich genutzten Buchenwald. Bei den Plots AEW7-9 und 

HEW10-12 um ungenutzten Buchen-Naturwald (siehe Anhang 1 für detaillierte 

Informationen). 

Zu jedem Probenplot gehören 4 Bodenproben, die zu unterschiedlichen Zeitpunkten im 

Jahr dem A-Horizont (0-10cm) entnommen wurden, die Zeitpunkte sind jeweils April, 

Juni, August und Oktober 2009. Zur Probenentnahme wurde ein motorbetriebener 

Zylinderbohrer verwendet. Für jeden Plot wurden 5 Bohrkerne aus dem A-Horizont 

gezogen und vereinigt. Holzanteile, Wurzeln und Steine (>5mm) wurden zuvor entfernt. 

Alle Bodenproben wurden bis zur Bearbeitung im Labor in sterile Plastikbeutel verpackt, 

bei -20°C gelagert und ca. 12 Stunden vor der Bearbeitung bei 4°C aufgetaut. 
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2.2.2 Isolation der Hefepilze 

 

Von jeder Bodenprobe wurden 3,5g Boden (natürliche Feuchtigkeit) abgewogen und in 

50ml Reaktionsgefäße abgefüllt. Pflanzenmaterial, wie Wurzeln und Teile von Laubstreu 

sowie Steine, wurden zuvor entfernt. Die Proben wurden anschließend in 35ml 0,01% 

Peptonlösung für mindestens 1 Stunde bei 200rpm auf einem Schüttler suspendiert. Es 

wurde auf diesem Weg eine 1:10-Verdünnung gewonnen und Aliquots dieser Verdünnung 

als Grundlage einer 1:20-Verdünnung der Bodensuspension verwendet. Für jede 

Bodenprobe wurde ein Replikat angefertigt. Demnach wurden für jede Bodenprobe vier 

Einzelproben bearbeitet. 

Aliquots von 100µl jeder Verdünnung wurde auf Platten mit YPD-Festmedium verteilt. 

Das Medium wurde zuvor mit Laktat angesäuert, um Bakterienwachstum zu unterbinden. 

Die Platten wurden anschließend ca. 7-14 Tage bei 4°C inkubiert, um ein zu schnelles 

Wachstum von Schimmelpilzen, die im Boden ebenfalls zu erwarten sind, zu verhindern. 

Nachdem die gewachsenen Hefekolonien eine Größe erreicht hatten, bei der es möglich 

war Kolonien zu unterscheiden, wurden die Platten mit Hilfe eines Stereomikroskops 

begutachtet. Die Hefekolonien wurden nach morphologischen Kriterien zu Kolonietypen 

gruppiert und alle Kolonien quantifiziert. Die Kriterien waren Form, Farbe und 

Oberflächenstruktur. Von jedem Kolonietyp wurden 1-2 Kolonien pro Platte entnommen 

und auf neue YPD-Agar-Platten übertragen. Die Ursprungs-Platten wurden mindestens 14 

Tage aufbewahrt, regelmäßig auf verzögert wachsende Kolonien überprüft und diese 

gegebenenfalls isoliert, bis der Bewuchs der Platten mit Schimmelpilzen dies nicht mehr 

zuließ. Insgesamt wurden auf diesem Weg 760 Kulturen aus den Bodenproben isoliert und 

mit einer Isolations-Identifikationsnummer kodiert (TSN-103 bis TSN-863). 

Die in Reinkultur überführten Kolonien wurden etwa 2 Tage bei Raumtemperatur und 

weitere 5-14 Tage bei 4°C inkubiert. 
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2.2.3 DNA-Isolation 

 

Von den Reinkulturen wurde etwas Zellmasse abgenommen und für ca. 48 Stunden in 2ml 

PD-Flüssigmedium bei 200rpm inkubiert. Zwei Aliquots von 500µl Kultur wurden mit 1ml 

Glycerin-Lösung gemischt und bei -80°C eingefroren, um den späteren Zugriff auf die 

Isolate zu erhalten. Der Rest Flüssigkultur wurde für die DNA-Isolation verwendet. 

 

Protokoll DNA-Isolation: 

• Vorlage: 200µl Glaskugeln (Ø0,25 – 0,58mm) in 2ml Cup 

• Transfer der Flüssigkultur in das Cup 

• Zentrifugieren: 2min bei 13.000rpm 

• Überstand verwerfen 

• Aufbewahrung des Cups bei -20°C für mindestens 30min um Zellen aufzubrechen 

(auch dauerhafte Aufbewahrung) 

• Zugabe von 500µl Usti-Lysis-Puffer und 500µl TE-Phenol/Chloroform (1/1)  

• 15–30min mischen (Vortex) 

• Zentrifugieren: 15min bei mindestens 13.000rpm 

 

• 1ml Ethanol (100%) in 1,5ml Cup vorlegen 

• 400µl des Überstandes in Ethanol überführen 

• Vorsichtig mischen 

• Zentrifugieren: 15min bei 13.000rpm 

• Überstand verwerfen (Pellet nicht trocknen lassen) 

• Zugabe von 50µl TE/RNAse (pH 8,0; 10µg/mL) 

• Schütteln bei 55°C für 15min (Thermomixer) 

• Lagerung bei -20°C 

Kontrolle der Extraktion mit 0,8% Agarose-Gel (2µL DNA +5µL Ladepuffer, Marker 

1kB) 
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2.2.4 Microsatellite primed-PCR (MSP-PCR) 

 

Die MSP-PCR stellt eine schnelle und einfache molekulare Methode dar, um Organismen 

anhand von DNA-basierenden Fingerabdrücken (PCR fingerprinting) zu identifizieren. 

Dabei werden kurze synthetische Oligonukleotide als einzige Primer in einer PCR-

Reaktion eingesetzt. Das DNA-Bandenmuster, das sich mit der gelelektrophoretischen 

Auftrennung ergibt, bildet in der Regel ein artspezifisches Muster (Mitchell et al., 1994; 

Meyer, 1995). Diese Methode wurde innerhalb der Gruppe der Basidiomycota bereits für 

Pucciniomycotina (Gadanho & Sampaio, 2002), und innerhalb der Gruppe der Ascomycota 

für Taphrinomycotina (Inacio et al., 2004) und Saccharomycotina (Yurkov, 2005) zur 

Untersuchung von Stämmen etabliert. Zur Analyse der Diversität von Hefen in 

Umweltproben fand die MSP-PCR ebenfalls Anwendung (Inacio et al., 2004; Gadanho et 

al., 2003). 

Mit Hilfe der Mikrosatelliten-Primern (GTG)5 oder (GAC)5 (Gadanho et al., 2003) wurden 

die Kulturen zu Gruppen zusammengefasst. Kulturen mit gleichem elektrophoretischem 

DNA-Profil wurden dabei als conspezifisch angesehen. 

 

Tabelle 1: MSP-PCR-Ansatz 

MSP-PCR-Ansatz (25µl) 1x+Probe 

PCR-Puffer 5µl 

ddH2O 30,8µl 

dNTP's (10mM) 1µl 

Primer (10pmol/µl) 1µl 

Taq-Ploymerase (5U/µl) 0,2µl 

DNA 1µl 

 

Tabelle 2: MSP-PCR-Programm 

MSP-PCR-Prgramm 

Denaturierung 96°C 2:00min 

Zyklen 35 

Denaturierung 96°C 0:20min 

Anealing 50°C 1:00min 

Extension 72°C 2:00min 

Extension 72°C 07:00 

Lagerung 6°C ∞ 
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2.2.5 PCR zur Amplifizierung der D1/D2-Domäne der rDNA: 

 

Aus jeder conspezifischen Gruppe wurden 1-2 Kulturen ausgewählt und die Region der 

ITS1, 5,8rDNA, ITS2 bis zur D1/D2-Domäne der LSU des ribosomalen Gen-Clusters mit 

den Primern ITS1f und NL4 amplifiziert (Gardes & Bruns, 1993; O’Donell, 1993). 

 

Tabelle 3: PCR-Ansatz 

PCR-Ansatz (50µl) 1x 

PCR-Puffer 5µl 

ddH2O 30,8µl 

dNTP's (10mM) 1µl 

Primer (10pmol/µl) NL4 1µl 

Primer (10pmol/µl) ITS1f 1µl 

Taq-Polymerase (5U/µl) 0,2µl 

DNA 1µl 

 

Tabelle 4: PCR-Programm 

PCR-Programm 

Denaturierung 96°C 2:00min 

Zyklen 35 

Denaturierung 96°C 0:20min 

Anealing 52°C 0:50min 

Extension 72°C 1:30min 

Extension 72°C 07:00 

Lagerung 6°C ∞ 

 

 

2.2.6 Gelelektrophorese von PCR-Reaktionen 

 

Die Produkte aus den PCR-Reaktionen wurden durch Gelelektrophorese aufgetrennt. Dazu 

wurden Agarose mit einer Endkonzentration von 0,8% in 1xTBE-Puffer gelöst und 

Ethidiumbromid in einer Endkonzentration von 0,5µg/ml zugegeben, um die DNA unter 

UV-Licht sichtbar zu machen. 

Für die Auftrennung von PCR-Produkten aus MSP-PCR-Reaktionen wurden 10µl Produkt 

mit 3µl Ladepuffer versetzt und 10µl der Mischung in ausgesparte Taschen im Gel 

pipettiert. Die Auftrennung erfolgte 10min bei 130 V, anschließend 60min bei 100Volt in 

1xTBE-Puffer. 
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Für Produkte aus allen anderen PCR-Reaktionen wurde 2µl Produkt mit 5µl Ladepuffer 

versetzt und 5µl der Mischung verwendet. Die Auftrennung erfolgte dabei für 45min bei 

120V. 

Das DNA-Profil wurde anschließend unter UV-Licht mit Hilfe der 

Geldokumentationskammer sichtbar gemacht und fotografiert. 

 

 

2.2.7 Aufreinigung der PCR-Produkte 

 

Die Aufreinigung der PCR-Produkte erfolgte mit dem DNA Clean & Concentrator™-5-Kit 

und dem my-Budget Double Pure Kit nach den jeweiligen Angaben des Herstellers. 

 

 

2.2.8 Sequenzierung der D1/D2-Region der rDNA: 

 

Die gereinigten DNA-Fragmente wurden durch den Sequenzier-Service der Analytischen 

Chemie der Ruhr-Universität Bochum unter Benutzung eines 

Kapillarelektrophoresegerätes (Applied Biosystems 3130xl Genetic Analyzer) sequenziert. 

Als Primer für die Sequenzierung der ITS1f-NL4-Fragmente wurde NL4, in manchen 

Fällen ITS1f und ITS4 (Innis et al., 1990) verwendet. 

 

 

2.2.9 Bearbeitung der Sequenzen 

 

Die Sequenzen wurden mit dem Programmen Sequencher 4.10, 4Peaks und Mega 5.0 

eingelesen und bearbeitet.  
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2.2.10 Artidentifizierung der isolierten Hefepilze 

 

Mit dem Algorithmus Nucleotide-BLAST wurden die bearbeiteten Sequenzen mit den 

Sequenzdatenbanken Genbank (NCBI) und CBS abgeglichen und die entsprechenden 

Hefe-Kulturen beschriebenen Arten zugeordnet, wenn eine Übereinstimmung von 

mindestens 95% gegeben war. Bei einer Sequenzübereinstimmung zwischen 95% und 90% 

wurde die Kultur der entsprechenden Gattung zugeordnet. 

 

 

2.2.11 Statistische Auswertung 

 

Für jede Einzelprobe wurde die Gesamtanzahl an Hefen in CFU/g Boden (colony forming 

units) und die Anzahl an gefunden Arten berechnet. Die relative Abundanz der in jeder 

Einzelprobe detektierten Arten konnte kalkuliert werden. 

Mit Hilfe der Varianzanalyse ANOVA/MANOVA im Programm STATISTICA wurden 

die Größen CFU/g Boden und Artenanzahl auf signifikante Unterschiede im Bezug auf 

Suspensionsverdünnung, Region, Landnutzung und Zeitpunkt untersucht. Bedingung für 

die Benutzung von ANOVA/MANOVA ist die unimodale Verteilung bzw. 

Normalverteilung der Messwerte, diese wurde zunächst überprüft. Der Zweck der Analyse 

besteht darin, Mittelwertvarianzen von Variabeln, z.B. die gesamte Abundanz von Hefen 

(CFU/g Boden), auf statistische Signifikanz zu testen. 

Mit MANOVA ist es, im Vergleich zum t-Test möglich, die Varianz mehrer Faktoren zu 

testen. In der ANOVA werden dabei zwei Hypothesen gegeneinander getestet, die 

Nullhypothese, die annimmt, dass alle Mittelwerte keine Unterschiede aufweisen und die 

Alternativhypothese, die davon ausgeht, dass die Mittelwerte in ihrer Grundgesamtheit 

verschieden sind. Die Prüfgröße p, die bei der Analyse errechnet wird, gibt an, ob ein 

signifikanter Unterschied vorliegt, ein Wert von p=0,05 gilt als statistisch signifikant. Die 

Bedingung für die Verwendung von ANOVA ist, dass die Messwerte unimodal verteilt 

sind bzw. der Normalverteilung folgen (Looser, 2003; Ross, 2006; Röhr, 1997). 

Von insgesamt 192 Einzelproben wurden 180 in die Analyse einbezogen, 12 wurden davon 

ausgeschlossen, weil die Einzelproben entweder keine Hefen enthielten oder ein zu starker 

Bewuchs der Proben mit filamentösen Pilzen eine Auswertung nicht zuließ. 
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3. Ergebnisse 

 

Insgesamt 760 Hefepilz-Kulturen wurden aus Bodenproben aus dem Biosphärengebiet 

Schwäbische Alb in Baden-Württemberg und dem Nationalpark Hainich in Thüringen 

isoliert und kultiviert. Die Bodenproben stammten jeweils aus Natur- und Nutzwald und 

von jeweils vier verschiedenen Zeitpunkten im Jahr. Mit Hilfe von DNA-Fingerprinting-

Methoden (MSP-PCR) wurden die Kulturen zu conspezifischen Gruppen zusammen 

gefasst. Die Sequenzen der D1/D2-Domäne der rDNA wurden amplifiziert und mit 

entsprechenden Sequenz-Datenbanken abgeglichen und die Hefepilze durch Sequenz-

Alignment identifiziert. 

 

 

3.1 Vorexperiment 

 

3.1.1 Test auf Effizienz des Kultivierungsmediums  

 

Drei verschiedene Zusätze für das verwendete YPD-Medium zur Isolation von Hefen aus 

Bodenproben wurden auf ihre Wirksamkeit geprüft den Bakterien- und Schimmelwuchs 

auf den Agar-Platten zu verhindern bzw. zu reduzieren (siehe Material und Methoden). 

 

YPD+Milchsäure 

YPD+Kanamycin 

YPD+Kanamycin+Bengalrosa 

 

Es zeigte sich, dass auf sämtlichen Platten mit dem Zusatz von Kanamycin kaum Hefepilz-

Kolonien wuchsen. Neben filamentösen Pilzen, die auf YPD+Milchsäure und 

YPD+Kanamycin gleichermaßen stark wuchsen, entwickelten sich lediglich dimorphische 

Pilze. Es handelte sich dabei hauptsächlich um die Art Trichosporon dulcitum. Bei beiden 

Zusätzen war die Anzahl etwa gleich. 

Der Zusatz von Bengalrosa zum Medium hemmte und verzögerte deutlich die Entwicklung 

von filamentösen Pilzen auf den Agar-Platten. Durch den Zusatz von Kanamycin im 
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Medium, war das Wachstum von Hefen allerdings genauso unergiebig, lediglich 

dimorphische Pilze konnten wachsen. 

Die starke farbliche Beeinflussung von Bengalrosa auf das Medium und auf die 

gewachsenen Hefe-Kolonien, führte zu einer schlechten Unterscheidbarkeit verschieden 

farbiger Kolonien, deshalb wurde auf eine weitere Untersuchung verzichtet 

YPD+Milchsäure+Begalrosa gegen YPD+Milchsäure zu testen. 

YPD+Milchsäure erwies sich als die geeignete Kombination zur Isolierung der Hefepilze. 

 

 

3.1.2 Test auf Unterschiede in der Wahl der Suspensionsverdünnung 

 

Die zwei Verdünnungen, die für die Bearbeitung der Bodensuspension angefertigt wurden, 

wurden mit ANOVA auf signifikante Unterschiede hinsichtlich der Anzahl an CFU/g 

Boden und der damit detektierten Anzahl an Arten überprüft.  
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Abbildung 8: Effizienz der Verwendung unterschiedlicher Verdünnungen von Bodensuspensionen bei 

der Isolation von Hefepilzen 

Die Abbildung zeigt links die Mittelwerte für die Anzahl isolierter Hefen pro Replikat und Verdünnung, 

angeben in log10 CFU/g Boden und rechts die Mittelwerte der Anzahl detektierter Arten pro Replikat und 

Verdünnung. Die vertikalen Balken zeigen 0,95 Konfidenzintervalle. 

 

Aus Abbildung 8 geht hervor, dass mit der 1:10-verdünnten Bodensuspension signifikant 

mehr Hefen quantifiziert wurden als mit der 1:20-Verdünnung (F=50,54, p<0,001). Es 

ergibt sich für Hainich eine Differenz ∆=0,5 und für die Schwäbische Alb ∆=0,4, dies 

entspricht 2-3 Kolonien. 

Die Abundanz korreliert mit der Anzahl an detektierten Arten pro Replikat. Mit der 

niedrigeren Verdünnung wurde ca. eine Hefeart mehr isoliert. 
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3.2 Gesamtabundanz 

 

Die Gesamtabundanz der Hefepilze (CFU pro g Boden, natürliche Feuchtigkeit) wurde 

berechnet (Tabelle 5). 

 

Tabelle 5: Gesamtabundanz von Hefepilzen im Waldboden (CFU/g Boden) 

Region Maximum Mittelwert 

gesamt 4,10×10
4
 1,06×10

4
 

Nutzwald 4,10×10
4
 9,93×10

3
 

Hainich Naturwald 3,60×10
4
 1,01×10

4
 

gesamt 1,36×10
4
 3,61×10

3
 

Nutzwald 1,36×10
4
 3,21×10

3
 

Schwäbisch Alb Naturwald 1,83×10
4
 3,36×10

3
 

 

Aus Tabelle 1 ist ersichtlich, dass sich die Gesamtabundanz regional deutlich 

unterscheidet. In Hainich wurden im Schnitt dreimal mehr Hefen pro Bodenprobe 

gefunden als in der Schwäbischen Alb. 

In den beiden Regionen besteht für die Gesamtabundanz jedoch kein Unterschied zwischen 

den Nutzungstypen Natur- und Nutzwald. 

 

 

3.3 Gesamtartenanzahl 

 

Insgesamt wurden 34 Arten aus den Bodenproben isoliert, davon werden 23 zu den 

Basidiomycota und 11 zu den Ascomycota gezählt. Insgesamt sieben Isolate konnten 

keiner Art, sondern lediglich einer Gattung zugeordnet werden und stellen vermutlich neue 

Arten dar. Diese wurden im Laufe dieser Arbeit zunächst als Candida sp. (TSN-107), 

Candida sp. (TSN-198), Saccharomyces sp. (TSN-505) Debaryomyces sp. (TSN-747), 

Rhodotorula sp. (TSN-574), Dioszegia sp. (TSN-530), Cryptococcus sp. (TSN-649) und 

Mrakia sp. (TSN-231) bezeichnet. 

Von den insgesamt 34 Arten wurden 11 sowohl in den Bodenproben aus Hainich, als auch 

in den Proben aus der Schwäbischen Alb isoliert. 9 Arten wurden lediglich in Hainich, 14 

Arten lediglich in der Schwäbischen Alb gefunden. 
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3.4 Test des Datensatzes auf Normalverteilung und ANOVA-Testdesign 

 

Aus der Gesamtanzahl der Hefekolonien jeder Einzelprobe wurde die Anzahl CFU/g 

Boden ermittelt und für die Analyse in logarithmische Form überführt. 

Die Normalverteilung des Datensatzes für die Abundanz-Werte pro Replikat wurde mit 

dem Programm STATISTICA überprüft. Eine Normalverteilung ist gegeben, wenn die 

Verteilungsfunktion bei doppelt-logarithmischer Auftragung eine Gerade ergibt. 

 

2,2 2,4 2,6 2,8 3,0 3,2 3,4 3,6 3,8 4,0 4,2 4,4 4,6 4,8

Beobachtete Werte

-3

-2

-1

0

1

2

3

N
o
rm

a
l-
W

e
rt

 E
rw

a
rt

e
t

2,2 2,4 2,6 2,8 3,0 3,2 3,4 3,6 3,8 4,0 4,2 4,4 4,6 4,8

Beobachtete Werte

-3

-2

-1

0

1

2

3

N
o
rm

a
l-
W

e
rt

 E
rw

a
rt

e
t

 

Abbildung 9: Normalverteilungsplot für log10CFU pro Einzelprobe 

 

 

Aus der Abbildung 9 geht hervor, dass eine unimodale Verteilung, bzw. Normalverteilung 

vorliegt und dadurch die Verwendung von ANOVA zulässig ist. 
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Zur Analyse der Mittelwertvarianzen mittels ANOVA wurden drei Faktoren, mit 

entsprechenden Kategorien als unabhängige Variabel und vier abhängige Variabeln 

eingesetzt. 

 

Die drei Faktoren waren: 

Region   Kategorie: Hainich, Schwäbische Alb 

Nutzungstyp  Kategorien: Natur-, Nutzwald 

Zeit   Kategorien: April, Juni, August, Oktober 

 

Die Variabeln waren: 

Abundanz, log10 CFU/g Boden 

Artenanzahl, N 

Abundanz der Ascomyceten 

Abundanz der Arten 

 

 

3.4 Vergleich von Wald-Nutzungstyp und Jahresverlauf 

 

Aus Abbildung 10 ist ersichtlich, dass die Gesamtabundanz an Hefen in Hainich höher ist 

als in der Schwäbischen Alb (F=73,06, p<0,001). Grundsätzlich ist die Abundanz im 

Sommer signifikant höher als im Frühling und Herbst (F=2,86, p<0,05), eine Ausnahme 

zeigt sich im Nutzwald in Hainich, wo diese Korrelation nicht ersichtlich ist. Dieser 

Unterschied ist jedoch nicht signifikant. Die Naturwald-Typen zeigen im Jahresverlauf 

einen ähnlichen Trend, im Gegensatz zum Nutzwald. Es besteht jedoch zwischen Natur- 

und Nutzwald bezüglich der Abundanz kein signifikanter Unterschied (0,01, p>0,05).  
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Abbildung 10: Abhängigkeit der Anzahl an Hefen vom Nutzungstyp und Jahresverlauf 

Die Abbildung zeigt die Mittelwerte für die Anzahl Hefen pro Zeitpunkt, angeben in CFU/g Boden. Die 

vertikalen Balken zeigen 0,95 Konfidenzintervalle. 
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Abbildung 11: Abhängigkeit der detektierten Arten vom Nutzungstyp und Jahresverlauf 

Die Abbildung zeigt die Mittelwerte für die Anzahl detektierter Arten pro Zeitpunkt. Die vertikalen Balken 

zeigen 0,95 Konfidenzintervalle. 
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Die Anzahl detektierter Arten pro Einzelprobe beläuft sich auf eine Zahl zwischen 1 bis 10 

Arten, die höchste Anzahl an Arten wurde dabei in einigen Einzelproben für April und Juni 

aus der Region Hainich gefunden. In der Regel wurden jedoch meist nicht mehr als 4 Arten 

pro Einzelprobe detektiert. In Abbildung 11 sind die Mittelwerte der Anzahl an 

detektierten Arten pro Region und Zeitpunkt und Nutzungsgradienten dargestellt. Ein 

signifikanter Unterschied konnte auf regionaler Ebene für die Monate April und Juni 

festgestellt werden, dort wurde etwa 1 Art pro Probe mehr detektiert (F=5,58, p<0,05). 

Bezüglich der Landnutzung besteht zwischen Hainich und der Schwäbischen Alb kein 

Unterschied in der Artenanzahl pro Zeitpunkt. 

Abbildung 12 zeigt die reale Artenanzahl, die pro Zeitpunkt gefunden wurden. Die Anzahl 

liegt in einem Bereich von 5-13 Arten. Die Maxima in Hainich zum Zeitpunkt April und 

Juni korrelieren mit dem Mittelwert detektierter Arten pro Einzelprobe (Abbildung 11). Es 

ist kein deutlicher Jahresgang ersichtlich, lediglich im Naturwald in Hainich ist eine 

Zunahme von 1-2 Arten im Jahresverlauf zu sehen. In der Schwäbischen Alb wurde ein 

Maximum von 11 detektierten Arten im Monat August im Naturwald festgestellt, 

ansonsten bleibt die Artenanzahl über das Jahr im Schnitt gleich verteilt. 
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Abbildung 12: Reale Anzahl detektierter Arten pro Zeitpunkt und Nutzungstyp 
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3.6 Abundanz von Ascomyceten im Boden 
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Abbildung 13: Relative Abundanz von Ascomyceten 

Die Abbildung zeigt die Mittelwerte für die relative Abundanz aller Ascomyceten pro Zeitpunkt, 

vergleichend für Natur und Nutzwald der beiden Regionen Hainich und Schwäbische Alb. Die vertikalen 

Balken zeigen 0,95 Konfidenzintervalle. 

 

Die relative Abundanz aller Ascomyceten wurde unabhängig der Taxonomie berechnet 

(Abbildung 13). Es zeigt sich, dass die Verteilung unabhängig von der Region jeweils im 

Nutz- und Naturwald ähnlich aussieht. Deutlich ist, dass die Abundanz von Ascomyceten 

im Nutzwald signifikant höher ist (F= 10,02; p<0,01). Besonders im April und August ist 

der Anteil an der Gemeinschaftsstruktur deutlich erhöht. Im Naturwald stellt sich über die 

gesamte Vegetationsperiode ein gleichbleibender Anteil ein. Im Oktober sind sowohl im 

Nutz- als auch im Naturwald sehr wenig, bis gar keine Ascomyceten im Boden vertreten. 

Im April sind die Ascomyceten in Hainich durch die Arten Candida kruisii, Candida sake, 

Candida sp. (TSN-107) und Candida sp. (TSN-198) repräsentiert. In der Schwäbischen 

Alb sind es die Arten Kazachstania piceae und Barnettozyma pratensis. 

Im August geht die Diversität in Hainich zurück, zu diesem Zeitpunkt konnte lediglich 

Candida kruisii nachgewiesen werden. In der Region Schwäbischen Alb sind im Sommer 



Ergebnisse 38 

Lindnera misumaiensis und Debaromyces castelli die Vertreter der Ascomyceten im 

Boden. 

 

 

3.7 Diversität und Taxonomie 

 

Die als unterschiedliche Taxa identifizierten Isolate gehören zu vier verschiedenen 

Unterordnungen der Pilze, Agaricomycotina (19 Arten), Pucciniomycotina (4 Arten), 

Saccharomycotina (10 Arten) und Pezzizomycotina (1 Art) (Tabelle 6). 

 

Tabelle 6: Liste identifizierter Arten 

Art Abteilung Unterabteilung Klasse Ordnung 

Cystofilobasdium capitatum Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Cystofilobasidiales 

Guehomyces pullulans Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Cystofilobasidiales 

Rhodotorula fujisanensis Basidiomycota Pucciniomycotina Microbotryomycetes  - 

Cryptococcus adeliensis Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Cryptococcus aerius Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Cryptococcus filicatus Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Cryptococcus gastricus Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Cryptococcus stepposus Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Cryptococcus terreus Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Cryptococcus terricola Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Cryptococcus wieringae Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Holtermanniella takashimae Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Holtermanniales 

Leucosporidium scottii Basidiomycota Pucciniomycotina Microbotryomycetes Leucosporidiales 

Rhodotorula colostri Basidiomycota Pucciniomycotina Microbotryomycetes Sporidiobolales 

Cryptococcus podzolicus Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Tremellales 

Cryptococcus victoriae Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Tremellales 

Trichosporon dulcitum Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Trichosporonales 

Trichosporon moniliiforme Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Trichosporonales 

Trichosporon porosum Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Trichosporonales 

Aureobasidium pullulans Ascomycota Pezizomycotina Dothideomycetes Dothideales 

Barnettozyma pratensis Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Kazachstania piceae Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Lindnera misumaiensis Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Schwanniomyces castellii Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Candida kruisii Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Candida sake Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

 

Aufgrund ihrer genetischen Distanz, stellen acht weitere Taxa vermutlich neue Arten dar 

(Tabelle 7). Sie wurden entsprechend des BLAST-Ergebnisses, zunächst mit dem 

Gattungsnamen der Art versehen, zu dem die größte Sequenzübereinstimmung bestand. 
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Tabelle 7: Liste potentieller neuer Arten 

 Vorläufige Art Abteilung Unterabteilung Klasse Ordnung 

Mrakia sp. (TSN-231) Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Cystofilobasidiales 

Cryptococcus sp. (TSN-649) Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Filobasidiales 

Dioszegia sp. (TSN-530) Basidiomycota Agaricomycotina Tremellomycetes Tremellales 

Rhodotorula sp. (TSN-574) Basidiomycota Pucciniomycotina Microbotrymycetes  - 

Dabaryomyces sp. (TSN-747) Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Candida sp. (TSN-198) Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Candida sp. (TSN-107) Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

Saccharomyces sp. (TSN-505) Ascomycota Saccharomycotina Saccharomycetes Saccharomycetales 

 

 

Die Art mit der größten Sequenzübereinstimmung waren für: 

 

Mrakia sp. (TSN-231) ..........................Mrakia psychrophila 

Dioszegia sp. (TSN-530) ......................Dioszegia cryoxerica 

Dabaryomyces sp. (TSN-747) ..............Debaryomyces hansenii 

Candida sp. (TSN-198) ........................Candida santamariae 

Candida sp. (TSN-107) ........................Candida santamariae 

Saccharomyces sp. (TSN-505) .............Saccharomyces bayamus 

 

Rhodotorula sp. (TSN-574) gehört zu den Microbotryomycetes und bildet eine Gruppe 

(schlecht unterstützt) mit zwei teleomorphischen Gattungen, Curvibasidium und 

„Leucosporidium“ fasciculatum und der Gruppe Rhodotorula ingeniosa-Rh.vanillica 

 

Cryptococcus sp. (TSN-649) fällt in die Gruppe Filobasidiales, die nächste verwandte Art 

ist Filobasidium capsuligenum. 
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3.8 Gemeinschaftsstruktur 
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Abbildung 14: Relative Abundanz dominierender Arten 
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Abbildung 15: Relative Abundanz von Arten unter 5% Anteil an der Gemeinschaftsstruktur 

 

Für die Gemeinschaftsstruktur zeigte sich, dass meist 3-4 Arten über 90% der 

Gesamtabundanz ausmachen. 

Die meist abundante und in allen Proben anzutreffende Art war Cryptococcus terricola, 

mit einem Anteil von 44-91% ist sie zu jeden Zeitpunkt die dominierende Art (Abbildung 

14). Trichosporon dulcitum war ebenfalls in fast allen Proben anzutreffen, die relative 

Abundanz schwankt zwischen 1-10% in Hainich, konnte in der Schwäbischen Alb aber 

auch auf bis zu 16% steigen. Generell war die Abundanz im Naturwald höher als im 

Nutzwald. 

Leucosporidium scottii war im Naturwald in Hainich neben Cryptococcus terricola eine 

häufige Art, in der Schwäbischen Alb lediglich im Oktober und nur in geringer Menge 
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nachzuweisen. Im Naturwald in der Schwäbischen Alb zeigten dafür Cryptococcus 

podzolicus, Cryptococcus aerius und Cryptococcus terreus eine ähnlich relative Abundanz. 

Diese Arten konnten in Hainich nicht nachgewiesen werden. 

Einige Arten waren nur wenig abundant aber regelmäßig zu finden, dazu gehörten 

Trichosporon porosum und Aureobasidium pullulans. Pigmentierte Hefen aus der Gattung 

Rhodotorula wurden ebenfalls gefunden (Abbildung 15. 

Kazachstania piceae war ein in vielen Proben zu findender Ascomycet. Generell 

dominierten jedoch Basidiomyceten. Die Anzahl an Ascomyceten stieg jedoch in den 

Nutzwaldproben, vor allem in Hainich, was für Candida kruisii, Candida sake, Candida 

sp. (TSN-107) und Barnettozyma pratensis deutlich zu sehen ist.  

Einige Arten wurden lediglich in den Herbstproben nachgewiesen, diese sind 

Cryptococcus victorieae, Cryptococcus wieringae, Cryptococcus stepposus, Dioszegia sp. 

in der Schwäbischen Alb und Cryptococcus sp. (TSN-530) und Mrakia sp. (TSN-231) in 

Hainich.  

Als dominante Art trat lediglich Cryptococcus terricola auf, gefolgt von den 

Subdominanten Trichosporon dulcitum, Leucosporidium scottii, Cryptococcus podzolicus 

und Cryptococcus aerius. Cryptococcus victoriae, Candida kruisii, Candida sp. (TSN-

107), Mrakia sp. (TSN-231) und Lindnera misumaiensis gehören ebenfalls zu den 

subdominanten Arten, traten aber nur zu bestimmten Zeitpunkten auf. 

Minora Arten waren Cryptococcus terreus, Cryptococcus filicatus, Cryptococcus 

gastricus, Trichosporon moniliforme, Barnettozyma pratensis, Holtermanielle takashimae, 

Kazachstania picae, Candida sp. (TSN-198) und Candida sake. 

Fünfzehn weitere Arten besaßen durchgehend nicht mehr als 5% Anteil an der 

Gemeinschaftsstruktur. 
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4 Diskussion 

 

4.1 Vorexperiment 

 

4.1.2 Wahl des Zusatzes zum Medium 

 

Ziel dieses Versuches war es zu testen, ob die Zahl und Diversität an Hefen von der Wahl 

des Zusatzes zum Medium abhängt. Bei ökologischen Untersuchungen von Hefen aus 

Umweltproben, die auf Kultivierung ausgelegt sind, ist es generell nötig, dem Medium 

einen Zusatz zuzugeben, der das Bakterienwachstum unterbindet. Bakterien sind ubiquitär 

im Boden verbreitet, deshalb können sie auf den Agarplatten ebenfalls wachsen und die 

Isolation von Hefen stören. Ein weiteres Problem stellen ubiquitäre Schimmelpilze dar, die 

die Detektion von Hefen aufgrund ihres schnellen Wachstums auf Agarplatten erschweren. 

Um das Bakterienwachstum zu verhindern, werden dem Medium Antibiotika wie 

Kanamycin, Chloramphenicol und Oxytetracyclin zugesetzt. Eine Alternative zu 

Antibiotika soll die Ansäuerung des Mediums durch Zugabe von organischen oder 

anorganischen Säuren darstellen. Viele Bakterien wachsen nicht bei niedrigem pH-Wert. 

Pilze und daher auch Hefen tolerieren im Allgemeinen niedrige pH-Werte und sind sogar 

in sauren Habitaten zu finden (Starmer & Lachance, 2006). Zur Reduzierung von 

Schimmelpilzen wird dem Medium unter anderem häufig Bengalrosa zugesetzt (Boundy-

Mills, 2006; Inacio et al., 2002). Die Methode Bakterien mit Antibiotika und Schimmel 

mit Bengalrosa zu hemmen, wurde unter anderem von Lachance et al. (2001), Rodrigues et 

al. (2001), Rosa et al. (2003) und Villa-Carvajal et al. (2004) in ökologischen Studien 

verwendet. Maksimova & Chernov (2004), Golubtsova et al. (2007) und Yurkov et al. 

(2011) verwendeten in den Studien zur Diversität von Bodenhefen Medien mit dem Zusatz 

von Milchsäure. 

In der Literatur wird allerdings von Mycocinen berichtet, die von einer Reihe von 

Hefestämmen, vornehmlich Ascomyceten der Gattung Candida, Wickerhamomyces und 

Barnettozyma, aber auch von vielen Basidiomyceten gebildet werden können. Diese 

Mycocine sind Proteine oder Glycoproteine, die gerade bei pH 3-6 aktiviert werden und für 

andere sensitive Hefe-Stämme toxisch sein können (Vital et al., 2002; Golubev, 2006). 

Eine besonders hohe Aktivität von Mycocinen bei pH 3-4 wurde von (Kulakovskaya et al., 
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2010) für Trichosporon porosum beschrieben. Diese Art war in der Studie von Yurkov et 

al. (2011) im Boden der Regionen Hainich und der Schwäbischen Alb besonders abundant. 

Es wurde dadurch zunächst von der Hypothese ausgegangen, dass Lactat indirekt die 

Diversität der Hefen auf den Platten beeinflusst. Es war daher zu testen, ob ein 

Antibiotikum wie Kanamycin, das keinen Einfluss auf den pH-Wert des Mediums hat, 

lediglich das Bakterienwachstum oder auch das von Hefen hemmt. 

Es zeigte sich, dass gerade die Zugabe von Kanamycin neben den Bakterien, auch das 

Wachstum von den Hefen hemmte. Kanamycin hatte lediglich auf die Entwicklung 

dimorphischer Pilze der Gattung Trichosporon keinen Einfluss. Die Diversität von 

unterschiedlichen Kolonietypen und die Abundanz von Hefen waren auf den Platten mit 

dem Zusatz von Milchsäure am größten. Hinweise auf die Aktivität von Mycocinen durch 

Hemmhöfe oder niedrige Zellendichte konnten nicht festegestellt werden. Das Wachstum 

von Bakterien wurde durch die Zugabe von Milchsäure erfolgreich gehemmt, nur wenige 

Kolonien konnten sich entwickeln. Die Zugabe von Bengalrosa hemmte das Wachstum 

von Schimmelpilzen deutlich. Es erwies sich aber als nicht sinnvoll, da morphologische 

Merkmale zur Differenzierung von Hefen herangezogen wurden. Die starke farbliche 

Beeinflussung von Bengalrosa erschwerte es, Unterschiede zwischen Kulturen 

festzustellen und so möglicherweise pigmentierte Hefen von anderen zu unterscheiden. 

Dies ist aber besonders wichtig, da es nicht möglich war alle Hefekolonien zu isolieren, 

sondern es wurden Kolonietypen erfasst und daraus einige Vertreter isoliert. 

Die Wirkung anderer Antibiotika im Vergleich zur pH-abhängigen Kontrolle von 

Bakterienbewuchs konnte nicht getestet werden, jedoch erwies sie sich als effiziente und 

einfache Methode. 

 

 

4.1.2 Unterschiedliche Verdünnung der Bodensuspension 

 

Es wurden zwei verschiedene Verdünnungen der Bodensuspension eingesetzt, um erstens 

eine zusätzliche Reduktion von filamentösen Pilzen zu erwirken und hauptsächlich, um 

Arten zu detektieren, deren Zelldichte im Boden gering ist. Dadurch sind manche Arten 

möglicherweise in höheren Verdünnungen nicht zu finden. Es ergab sich ein signifikanter 

Unterschied in der Anzahl detektierter Hefen zwischen der 1:10- und 1:20-Verdünnung, 

der im Schnitt aber nur 2-3 Kolonien pro Platte bei der 1:10-Verdünnung ausmacht 

(Abbildung 8). Cryptococcus podzolicus konnte nur in der Schwäbischen Alb 
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nachgewiesen werden (Abbildung 14). Darüber hinaus wurde Cryptococcus podzolicus als 

einzige Art lediglich auf Platten mit 1:20 verdünnter Suspension gefunden. Dies mag aber 

eher mit der relativ geringen Anzahl von Replikaten zusammenhängen. Die Anzahl der 

Replikate für Bodenproben und Platten sollte möglichst hoch sein, um den Verlust von 

Platten durch Schimmelbewuchs in der statistischen Auswertung zu kompensieren. 

Die Unterschiede von Plots bezüglich der Gesamtabundanz waren sehr groß, es gab Platten 

mit 1:10 verdünnter Bodensuspension auf denen bis zu 300 Kolonien wuchsen und andere 

mit ca. 30. Die Verwendung von unterschiedlichen Verdünnungen ist daher sinnvoll, um 

die Quantifizierung von Hefen bei sehr hoher oder sehr niedriger Gesamtabundanz 

praktikabel zu halten. Je mehr Kolonien sich auf einer Platte befinden, desto höher steigt 

die Wahrscheinlichkeit Kolonien doppelt zu zählen. Darüber hinaus macht eine zu große 

Koloniedichte die Unterscheidbarkeit verschiedener morphologischer Typen schwierig. 

Die niedrigen Verdünnungen helfen aber dabei minore Arten zu finden. Insgesamt 6 Arten 

wurden nur auf Platten mit 1:10-Verdünung detektiert, darunter Cryptococcus wieringae, 

Schwanniomyces castellii und 4 der 8 potentiellen neuen Arten (Tabelle 7). Alle diese 

Arten waren im analysierten Waldboden sehr rar (Abbildung 15) und wären ohne den 

Einsatz von niedrigeren Verdünnungen wahrscheinlich nicht entdeckt worden. 

Die Wichtigkeit von raren Arten für die Biodiversität von Hefen in unbewirtschafteten 

Wäldern wurde kürzlich gezeigt. Die Kombination verschiedener Verdünnungen von 

Bodensuspensionen gewährt einen besseren Überblick über die Gesamtheit der 

Bodenhefen (Yurkov et al., PLoS 2011). 

 

 

4.2 Abundanz 

 

Die Gesamtabundanz von Hefen im Buchenwald innerhalb dieser Studie (Tabelle 5) und 

der von Jensen (1963) und Yurkov et al., (2011) unterschied sich nicht von anderen für 

Laubwälder (di Menna, 1957; Slavikova & Vadkertiova, 2003) und Koniferenwälder 

(Golovchenko et al., 1999; Maksimova & Chernov, 2004) bekannten. Die Abundanz 

einzelner Plots ist jedoch sehr divers und kann mehrere Zehnerpotenzen ausmachen. Zum 

selben Schluss kam bereits die Studie von Yurkov et al. (2011), die ebenfalls die Regionen 

Hainich und Schwäbische Alb untersuchte und Bodenproben aus dem April 2008 zur 

Grundlage hat. Die deutlichen Unterschiede in der Gesamtabundanz von Hefen zwischen 
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den beiden Regionen welche in dieser Studie signifikant waren (Abbildung 10), werden 

durch Yurkov et al. (2011) nicht bestätigt. Das impliziert, dass von Jahr zu Jahr 

möglicherweise auch größere Schwankungen in der Gesamtabundanz der Hefe-

Gemeinschaft auftreten können. Deak (2006) stellt dar, dass Temperatur und Feuchtigkeit 

das Wachstum von Hefen aber auch von Bakterien und anderen Pilzen beeinflusst. Die 

Tagesmittelwerte für Temperatur und Niederschlag in Deutschland waren zum Beispiel im 

April 2008, 7,6°C und 80mm/m2. Im April 2009 waren es 11,8°C und 30mm/m2 

(Deutscher Wetterdienst, 2011). Der April 2008 war demnach etwas kälter und feuchter als 

2009. Die Aktivität von Hefen wird nicht nur von Temperatur und Feuchtigkeit beeinflusst, 

sondern auch von Nährstoffen die aus den Aktivitäten von Pflanzen, Bakterien und 

anderen Pilzen stammen (siehe 1.3). Diese werden ebenfalls unter anderem durch 

Temperatur und Feuchtigkeit beeinflusst. Die klimatischen Schwankungen sind vermutlich 

für die beobachteten Unterschiede in die Abundanz von Hefen verantwortlich. Das 

Regionalklima und die geographische Lage sind ebenfalls Faktoren, die zu berücksichtigen 

sind. 

 

 

4.3 Diversität 

 

Insgesamt 34 Arten wurden aus den Bodenproben isoliert davon werden 10 als 

bodenassoziiert betrachtet. Dazu gehören die Basidiomyceten Cryptococcus terricola, 

Cryptococcus aerius, Cryptococcus gastricus, Cryptococcus terreus, Cryptococcus 

podzolicus, Guehomyces pullulans, Cystofilobasidium capitatum Leucosporidium scottii 

und der Ascomycet Barnettozyma pratensis (Vishniac, 2006; Botha, 2006). Kazachstania 

piceae war in der Schwäbischen Alb regelmäßig abundant, und wurde von Yurkov et al. 

(2011) auch in Hainich nachgewiesen. Wuczkowski & Prillinger (2004) isolierten diese 

Art in Österreich. Kazachstania piceae wurde im Zusammenhang mit der Rhizosphäre von 

Nadelbäumen beschrieben, das Vorkommen in Laubwäldern ist nicht geklärt aber es wird 

vermutet, dass diese Art weiter verbreitet ist als bisher angenommen (Yurkov et al., 2011). 

Einige pigmentierte Hefen wurden in Übereinstimmung mit anderen Studien (Slavikova & 

Vadkertiova, 2003; Wuczkowski & Prillinger, 2004; Yurkov et al., 2011) ebenfalls im 

Boden gefunden, darunter Cryptococus victoriae und Rhodotorula colostri. Auch 

nichtpigmentierte Arten, die in dieser Untersuchung isoliert wurden, werden sowohl in 
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Beziehung mit Boden als auch mit Phyllosphäre genannt, darunter Leucosporidum scottii, 

Debaryomyces hansenii, Cystofilobasidium capitatum und Aureobasidium pullulans 

(Botha, 2006; Fonseca & Inácio, 2006). 

Generell sind Basidiomyceten die dominierende Gruppe der Pilze im Boden, über 50% der 

Arten gehören zu den Tremellomycetes innerhalb der Agaricomycotina (Tabelle 6). Zu 

dieser Unterabteilung gehören auch die Pilze, die echte Fruchtkörper ausbilden, wie zum 

Beispiel Tremella und Holtermannia. Die Dominanz von Basidiomyceten wurde durch 

mehrere Studien belegt (Yurkov et al., 2011; Wuczkowski & Prillinger, 2004; Maksimova 

& Chernov, 2004; Slavikova & Vadkertiova, 2000). Trichosporon dulcitum, Trichosporon 

porosum und Trichosporon moniliiforme, Arten aus der Ordnung Trichosporonales, 

dimorphische Pilze, die Hyphen bilden, waren im Boden in Hainich oder der 

Schwäbischen Alb regelmäßig abundant. In einer aktuellen Studie wurden Trichosporon 

porosum und Trichsporon moniliiforme auf Nadelstreu isoliert, Rhodotorula colostri wird 

in diesem Zusammenhang ebenfalls genannt (Golubev & Tomashevskaya, 2010). Durch 

die Fähigkeit, niedrige pH-Werte zu tolerieren und phenolische Komponenten verwerten 

zu können, werden sie mit dem Abbau von Nadelstreu in Zusammenhang gebracht 

(Golubev & Tomashevskaya, 2010). Die Tatsache, dass diese Arten ebenfalls in 

europäischen Buchenwäldern vorkommen, lässt vermuten, dass ihre ökologische Nische 

größer ist und sie generell mit Wäldern assoziiert sind. 

Trichosporon dulcitum wurde im Boden innerhalb Europas von Wuczkowski & Prillinger 

(2004) und Yurkov et al. (2011) und ebenfalls in den USA von Vishniac (2006) gefunden. 

Klaubauf et al. (2010) detektierte ebenfalls Trichosporon dulcitum in einer kultivierungs-

unanhängigen Studie in Österreich und Lynch & Thorn (2006) in den USA. Das impliziert, 

dass diese Arten, neben Cryptococcus terricola und anderen, die weltweit aus dem Boden 

isoliert wurden, kosmopolitische Pedobionten sind (Yurkov et al., 2011). 

Einige Arten zeigten deutliche jahreszeitliche Trends und waren meist nur zu bestimmten 

Zeitpunkten im Jahr im Boden zu finden (Abbildung 14 u. 15). Saccharomyces sp. (TSN-

505) wurde nur im Juni, Aureobasidum pullulans nur im August, Rhodotorula fujisanensis 

im August und Oktober nachgewiesen. Cryptococcus wieringae, Cryptococcus stepposus, 

Cryptococcus victoriae, Cystofilobasidium capitatum, Dioszegia sp. (TSN-530) und 

Mrakia sp. (TSN-231) traten zum Ende der Vegetationsperiode auf. 

Die Gattung Saccharomyces ist häufig mit zuckerreichen Früchten assoziiert. Der 

Nachweis im Boden ist dadurch unklar, keine der europäischen Studien isolierte 

Saccharomyces im Waldboden (Slavikova & Vadkertiova, 2000; Wuczkowski & 
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Prillinger, 2004; Yurkov et al., 2011). Jedoch wurden zum Beispiel Saccharomyces 

cerivisiae und Saccharomyces paradoxus in Eichen-Naturwäldern in Pennsylvania (USA) 

nachgewiesen. Dort wurden sie auf Borke und im Boden nahe von Eichen gefunden 

(Naumov, 1998; Sniegowski et al., 2002). Sampaio & Goncalves (2008) fanden 

Saccharomyces cerivisiae, Saccharomyces paradoxus, Saccharomyces  kudriavzevii und 

Saccharomyces uvarum auf der Oberfläche von Eichen-Borke in Portugal. Glushakova et 

al. (2007) isolierten Saccharomyces paradoxus von lebenden und faulenden Blättern aus 

Wäldern in der Umgebung von Moskau. Sie vermuteten, dass diese Art einen festen Platz 

in der Sukzesssion phylloplaner Hefen einnimmt, da diese Art besonders im Frühjahr zur 

Zeit der Blattentwicklung und im Herbst auf verfaulenden Blättern und Blattstreu abundant 

war. Arten der Gattung Saccharomyces wachsen bei hohen Temperaturen (Kurtmann et al., 

2011). Das erklärt das Auffinden von Saccharomyces sp. (TSN-505) im Sommer. Die 

Gattung Saccharmomyces scheint auch in Buchenwäldern als phylloplane Hefen 

vorzukommen. 

Aureobasidum pullulans, Rhodotorula fujisanensis, Cryptococcus wieringae, Cryptococcus 

stepposus, Cryptococcus victoriae und Cystofilobasidium capitatum sind mit der 

Phyllosphäre assoziiert und gelangen vermutlich mit Pflanzenteilen auf den Boden. Von 

dort werden sie mit dem Regen in den Boden gespült und können im Boden einige Zeit 

überdauern (Fonseca & Inácio, 2006).  

Mrakia sp. (TSN-231) war im Nutzwald in Hainich besonders im Oktober abundant, 

Dioszegia sp. (TSN-530) kam in der Region Schwäbische Alb nur im Oktober vor. Die 

Gattung Mrakia wurde von (Yamada & Komagata, 1987) begründet. Acht Arten sind 

bisher beschrieben. Sie wurden alle in kalten Klimaten gefunden, z.B. in Sedimenten in 

den Vestfoldbergen innerhalb der Antarktis (Thomas-Hall et al., 2010), in Böden in 

Zentralrussland (Maksimova & Chernov, 2004) und in Gletschereis und Schmelzwasser in 

den Alpen (Turchetti et al., 2008; Thomas-Hall et al., 2010). Allen ist gemein, dass sie als 

psychrophil gelten, da ihre optimale Wachstumstemperatur zwischen 12-15°C liegt und sie 

nicht in der Lage sind, bei Temperaturen über 20°C zu wachsen. Eine Ausnahme bildet 

Mrakia curviuscula, deren Zugehörigkeit zur Gattung Mrakia aber umstritten ist (Thomas-

Hall et al., 2010). 

Zur monophyletischen Gattung Dioszegia gehören auch psychrophile Arten wie Dioszegia 

antarctica und Dioszegia cryoxerica (Connell et al., 2010), die die nächste verwandte Art 

zu Dioszegia sp. (TSN-530) darstellt. Ihre optimale Wachstumstemperatur liegt ebenfalls, 

wie bei Mrakia spp., unter 20°C.  
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Auch diese Arten wurden von Connell et al. (2008) aus Antarktis-Sedimenten aus Süd-

Victoria-Land isoliert. Süd-Victoria-Land und die Vestfoldberge gehören mit zu den 

extremsten Orten der Erde, beide sind sehr kalt und trocken. Zur Gattung Dioszegia 

gehören aber nicht ausschließlich psychrophile Arten, sondern auch sehr viele Vertreter der 

Phyllosphäre, die in gemäßigten Klimaten vorkommen (Inacio et al., 2005). 

Dass Mrakia sp. (TSN-231) und Dioszegia sp. (TSN-530) nur zum Ende der 

Vegetationsperiode vorkommen, wenn die Temperaturen deutlich sinken, lässt darauf 

schließen, dass die Vertreter dieser Gattungen besser bei kälteren Temperaturen wachsen. 

Die Klimate in Mitteleuropa sind aber nicht so extrem wie in der Antarktis und in 

Gletschern. Daher kann nicht von obligaten psychrophilen gesprochen werden. Mrakia 

spp. wurde bisher noch nicht in Böden in Mitteleuropa gefunden. Die Vermutung liegt 

jedoch nun nahe, dass diese Gattung nicht nur in extremen Habitaten gefunden werden 

kann, sondern auch in europäischen Wäldern verbreitet ist. Die Beobachtungen stellen ein 

Beispiel für die natürliche Sukzession von Hefen im Waldboden dar. Die saisonalen 

Veränderungen korrelieren mit den ökologischen Präferenzen der einzelnen Arten wie zum 

Beispiel den Wachstumstemperaturen. 

 

 

4.4 Verteilung von Hefen im Boden: Regionale Effekte 

 

Viele Studien belegen, dass sich Hefen im Boden sehr unterschiedlich verteilen und 

manche Arten nur an einer bestimmten Stelle gefunden werden oder sich die 

Gesamtabundanz von einer Bodenprobe zur anderen, sogar innerhalb derselben Region 

deutlich unterscheiden kann. 

Lediglich 11 Arten wurden gemeinsam in beiden untersuchten Regionen gefunden. 

Dennoch zeigt sich, dass sich darunter auch Kosmopoliten wie Cryptococcus terricola und 

Trichosporon dulcitum befanden, deren Verteilung sehr gleichmäßig verläuft (Abbildung 

14). Insgesamt 8 Arten die Yurkov et al. (2011) in denselben Regionen im Frühjahr 2008 

isolierten, sind in Bodenproben zum gleichen Zeitpunkt ein Jahr später nicht gefunden 

worden. Darunter befinden sich 2 neue Arten der Gattung Rhodotorula, die 

Basidiomyceten Cryptococcus ramirezgomezianus und Cystofilobasidium macerans und 

die Acomyceten Barnettozyma vustinii, Schizoblastosporion starkeyi-henricii und Candida 

vartiovaarae. Ebenso sind 2 Arten in dieser Untersuchung isoliert worden, die im April 



Diskussion 50 

2008 nicht detektiert wurden. Dies sind Candida sp (TSN-107) und Debaryomyces sp. 

(TSN-747), 2 potentiell neue Arten. Der Großteil dieser Arten war in beiden Studien im 

Boden selten, ihr Anteil an der Gemeinschaftsstruktur lag meist unter 5%. 

Der überregionale Vergleich zeigt ebenfalls, dass zum Beispiel Wuczkowski & Prillinger 

(2004) und Slavikova & Vadkertiova (2000) im Waldboden Arten isoliert haben, die in 

anderen Studien nicht gefunden wurden. Auffällig ist, dass dies auch meist minore Arten 

sind. Übereinstimmungen gibt es bei den bereits diskutieren Kosmopoliten, diese werden 

regelmäßig gefunden. Die Verteilung der übrigen Arten scheint mit Faktoren 

zusammenzuhängen, die sich von einer Sammelstelle zur anderen stark unterscheiden und 

zu einer Aggregation der Gemeinschaft an bestimmten Stellen führen. Ein elementarer 

Faktor kann die organische Substanz sein, die in Wäldern nicht gleichmäßig verteilt ist und 

sich zum Beispiel auch im Natur- und Nutzwald unterscheiden kann. Genauso können sich 

die physikalischen und chemischen Eigenschaften räumlich ebenfalls unterscheiden (Saetre 

& Baath, 2000), was zu einer Vielzahl von Mikrohabitaten innerhalb eines begrenzten 

Raumes führt (Ettema & Wardle, 2002). Dies deckt sich mit den Ergebnissen, dass die 

Gesamtabundanz an einzelnen Stellen sehr hoch sein kein, an anderen sehr niedrig und 

einige Probestellen größere Artenvielfalt aufweisen als andere, wo lediglich eine Art 

vorkommt. Verschiedene Regionen können vermutlich sehr viele unterschiedliche Nischen 

für minore Arten aufweisen. Die Beprobungsstelle und der Zeitpunkt können ebenfalls 

großen Einfluss auf die Diversität haben, die sich aus den Bodenproben darstellt. 

Insgesamt 11 Arten die zu den Zeitpunkten Juni, August und Oktober isoliert wurden, 

wurden im April 2008 von Yurkov et al. (2011) nicht gefunden. Darunter befinden sich 

Leucosporidium scottii und Mrakia sp. (TSN-231), diese Arten waren im April nicht zu 

finden, zu den anderen Zeitpunkten aber teilweise mit 10% deutlich abundant (Abbildung 

14). Einen großen Teil machen wieder minore Arten aus, die darüber hinaus nur zu einem 

bestimmten Zeitpunkt isoliert wurden. Zum Beispiel Cryptococcus adeliensis im August, 

Rhodotorula fujisanensis und Cryptococcus stepposus im Oktober (Abbildung 15).  

Ein Problem besteht darin, dass möglicherweise eine zu kleine Menge an Boden 

analysieren wird. Dies kann dazu führen, dass Arten, die nur eine geringe Abundanz 

besitzen nicht gefunden werden. Der Vorteil einer kultivierungs-gestützten Untersuchung 

ist dabei, dass die Menge an Boden, die pro Einzelprobe analysiert werden kann, mit 3-7 g 

ein Vielfaches größer ist, als bei Direkt-DNA-Methoden. Mit Direkt-DNA-Methoden ist 

nur möglich etwa 0,5-1g Boden auf einmal zu analysieren (Buee et al., 2009; Klaubauf et 

al., 2010). Obwohl die Diversität von Pilzen, die mit dieser Methode aufgedeckt wird sehr 
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groß sein kann, steigt die Wahrscheinlichkeit auf Artefakte zu stoßen, die die 

Gemeinschaftsstruktur nicht realistisch wiedergeben. Eine großflächige und umfangreiche 

Beprobung ist in jedem Fall sehr wichtig, um nicht nur qualitative Aussagen über die 

Anwesenheit bestimmter Arten im Boden an einer bestimmten Stelle treffen zu können, 

sondern auch quantitative Aussagen und so die Möglichkeit des Vergleichs von Habitaten, 

Biotopen, Regionen und Biomen zu schaffen. 

 

 

4.5 Effekte durch Landnutzung 

 

Es konnte kein signifikanter Unterschied der Gesamtabundanz in Abhängigkeit zur 

Landnutzung festgestellt werden. Die Unterschiede die sich ergaben, waren regionaler 

Natur. In Ansätzen konnte die saisonale Dynamik der Hefengemeinschaft die Golubtsova 

et al. (2007) in der Rhizosphäre von Ajuga reptans und Taraxacum officinale beobachteten 

nachvollzogen werden (Abbildung 10). Sie zeigten, dass die Abundanz von Hefen über die 

Vegetationsperiode stieg und zum Ende hin wieder sank. Sie vermuteten einen 

Zusammenhang mit der Struktur und Zusammensetzung von Exudaten der 

Pflanzenwurzeln. Kuzyakov (2010) zeigte, dass ein großer Einfluss von Wurzelexudaten 

auf die gesamte mikrobielle Gemeinschaft und die Mineralisation von organischem 

Material im Boden besteht. 

Die Unterschiede der Gesamtabundanz zu den vier Zeitpunkten waren jedoch nicht 

signifikant, sondern folgten lediglich einem Trend. Dieser Trend schien in den 

Naturwäldern von Hainich und der Schwäbischen Alb gleichmäßiger zu sein als in den 

Nutzwäldern (Abbildung 10). 

Auffällig ist, dass sich die Gemeinschaftsstrukturen im Naturwald zwischen den Regionen 

unterscheiden, jedoch innerhalb einer Region sehr ähnlich sind. Sie zeigen zwar über die 

Vegetationsperiode Veränderungen in der Abundanz von Arten, jedoch bilden immer 

dieselben Arten den Großteil der Gemeinschaft. Im Nutzwald zeigt sich ein heterogenes 

Bild, Cryptococcus terricola ist zwar auch hier die dominierende Art und auch 

Trichosporon dulcitum ist regelmäßig zu finden, jedoch treten zu jedem Zeitpunkt mit 

Ausnahme von April und Juni in Hainich, wo sich die Gemeinschaftsstrukturen sehr 

ähnlich sind, immer neue subdominante Arten auf (Abbildung 14 und 15). Bestimmte 

Arten zeigten eine ausgesprochene Präferenz für einen Nutzungstyp. Leucosporidium 
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scottii war in Hainich im Naturwald eine subdominante Art. Sie konnte im Nutzwald aber 

nicht mehr nachgewiesen werden. Cryptococus terreus kam in der Schwäbischen Alb nur 

im Naturwald vor. Die Abundanz von Cryptococcus podzolicus nahm im Nutzwald über 

die Vegetationsperiode stark ab. 

In beiden Regionen stieg im Nutzwald die Diversität von Acomyceten, besonders deutlich 

war dies in Hainich zu Beginn der Vegetationsperiode. Das Vorkommen der Ascomyceten 

Candida kruisii und Barnettozyma pratensis war auf den Nutzwald beschränkt. 

Der Anteil von Ascomyceten im Nutzwald ist signifikant höher als im Naturwald 

(Abbildung 13). Bereits Yurkov et al. (2011) kamen zu diesem Ergebnis und vermuten, 

dass die Störung des Ökosystems durch regelmäßige Abholzung zu einer Nischen-

Fragmentierung führt, die Ascomyceten fördert, die normalerweise in der Klimax-

Gesellschaft nicht konkurrenzfähig sind. Durch Veränderungen des 

Nährstoffgleichgewichts durch die Landnutzung (Madou & Haynes, 2006) scheinen für 

diese Ascomyceten verwertbare Nährstoffe zu entstehen. Das heißt, im Nutzwald entstehen 

Nischen, die Ascomyceten, die im Allgemeinen nicht mit dem Waldboden als Habitat 

assoziiert sind, nutzen können. Diese Nischen sind im Naturwald nicht vorhanden. 

In der Schwäbischen Alb und in Hainich kommen zwei verschiedene Gesellschaften von 

Ascomyceten vor. Zu den jeweiligen Zeitpunkten sind jeweils andere Arten maßgeblich an 

der Gesellschaft der Ascomyceten beteiligt. Dies könnte mit wechselnden Bedingungen 

der Nährstoffverfügbarkeit im Jahresverlauf zusammenhängen und einem sukzessiven 

Trend folgen, der sich über die Vegetationsperiode ergibt. 

Die Abundanz der Ascomyceten zeigt im April und August ihr Maximum. In Hainich 

bildeten im April Candida kruisii, Candida sake, Candida sp. (TSN-107) und Candida sp. 

(TSN-198) die Gemeinschaftsstruktur der Ascomyceten. Im August dominierte nur 

Candida kruisii. In der Schwäbischen Alb waren es im April Kazachstania piceae und 

Barnettozyma pratensis und im August Lindnera misumaiensis. 

Der Einfluss von Landnutzung auf die Diversität von Hefen ist deutlich. Sie verändert 

nicht die Abundanz von Hefen im Boden, aber deren Artenzusammensetzung. Zum 

Beispiel ist die Abundanz der Ascomyceten im Nutzwald wesentlich höher als im 

Naturwald. Die Störung durch Forstwirtschaft lässt neue Nischen für Arten entstehen, die 

im Naturwald in der Regel nicht zu finden sind. Wiederum sind bestimmte Arten nur im 

Naturwald zu finden und im Nutzwald nicht mehr nachzuweisen, da sie vermutlich 

Spezialisten darstellen, die auf die Nährstoffkreisläufe im Waldboden angewiesen sind, die 

nur in unbewirtschafteten Wäldern ablaufen. 
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5. Zusammenfassung 

 

Die Diversität bodenassoziierter Hefen im Buchen-Natur- und Nutzwald wurde für die 

beiden Regionen, den Nationalpark Hainich in Thüringen und das Biosphärengebiet 

Schwäbische Alb in Baden-Württemberg, untersucht. Diese beiden Regionen sind durch 

die UNESCO als Weltnaturerbe geschützt. Aus 47 Bodenproben von vier verschiedenen 

Zeitpunkten wurden insgesamt 760 Hefe-Kulturen isoliert. Zwei verschiedene antibiotische 

Zusätze und Verdünnungen wurden auf Unterschiede in der Effizienz untersucht, die 

Diversität von Hefen optimal zu wiederzugeben. 

Insgesamt 34 verschiedene Hefepilze, darunter auch einige potentielle neue Arten, wurden 

molekular identifiziert. Die Gesamtabundanz im Boden lag bei 103-104 Zellen pro Gramm 

Boden. Die Anzahl von Hefen im Boden war im Schnitt in Hainich dreimal so hoch wie in 

der Schwäbischen Alb. 

Auf der Grundlage der quantifizierten Hefen und der identifizierten Arten wurden die 

Gemeinschaftsstrukturen für die beiden Regionen, für die Nutzungstypen und für die vier 

Zeitpunkte rekonstruiert und statistisch ausgewertet. Die dominanten Arten im Waldboden 

waren Cryptococcus terricola und Trichosporon dulcitum, diese waren in beiden Regionen 

regelmäßig zu finden. Die Gemeinschaftsstrukturen sind für die beiden Regionen sehr 

heterogen, lediglich 11 Arten wurden in beiden Regionen gleichzeitig gefunden. Das 

Auffinden bestimmter Arten hängt stark von der Region, dem Zeitpunkt und dem Wald-

Nutzungsgrad ab. Die Variationen in der Gemeinschaftsstruktur im Boden können 

innerhalb einer Region aber auch sehr groß sein, besonders betrifft dies minore Arten. 

Diese Arten treten äußert punktuell auf. Dennoch konnte ein sukzessiver Trend der 

Gemeinschaft im Jahresverlauf beobachtet werden. Einige Arten sind nur zu bestimmten 

Zeitpunkten im Jahr aufzufinden, darunter vor allem Hefen die mit der Phyllosphäre 

assoziiert sind und hauptsächlich im Spätsommer und Herbst im Boden gefunden werden. 

Sie sind häufig auf der Oberfläche von Blättern anzutreffen und gelangen mit 

fortschreitender Blattsukzession auf den Boden. Zum Ende der Vegetationsperiode wurden 

Arten im Boden gefunden, deren nächste Verwandte als obligat psychrophil gelten und aus 

bodenähnlichen Substraten teilweise in extrem kalten Regionen isoliert wurden. 
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Es wurde festgestellt, dass sich die Landnutzung nicht auf die Gesamtabundanz von Hefen 

auswirkt, sie verändert aber die Gemeinschaftsstruktur. Ein großer Einfluss besteht auf die 

Abundanz von Ascomyceten, die im Nutzwald deutlich höher ist als im Naturwald. Ein 

Maximum zeigt sich im Frühling und Sommer, die Artenzusammensetzung ändert sich 

jedoch über die Vegetationsperiode stetig. Diese Effekte entstehen vermutlich durch 

Nischenfragmentierung und veränderte Nährstoffkreisläufe durch die Bewirtschaftung. 

Dadurch werden andere Arten gefördert, die normalerweise in der Klimaxgesellschaft im 

Naturwald nicht zu finden wären, da sie nicht die erforderlichen Anpassungen an dieses 

Habitat besitzen. 
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5. Abkürzungsverzeichnis 

 

ANOVA  Analysis of variation 

Blast   Basic Local Alignment Search Tool 

Bp   Basenpaar(e) 

CBS   Centraalbureau voor Schimmelcultures 

CFU   colonyforming unit  

dd   doppelt destilliert 

DNA   Deoxyribonucleic acid 

dNTP   Desoxyribonukleosidtriphosphat 

EDTA   Ethylendiamintetraacetat 

HCl   Chlorwasserstoff-Säure (Salzsäure) 

IGS   internal genetic spacer 

ITS   internal transscribed spacer 

LSU   large subunit 

MANOVA  Multivariate analysis of variance 

MSP   Microsattelite primed 

NaCl   Natriumchlorid 

NCBI   National Center for Biotechnology Information 

PCR   Polymerase chain reaction 

rDNA   ribosomale DNA 

RNase   Ribonuklease 

rpm   revolution per minute 

SDS   Natriumdodecylsulfat Natriumdodecylsulfat 

SSU   small subunit 

Taq   Thermus aquaticus 

TBE   TRIS-Borat-Na2EDTA 

TE   Tris-HCl 

Tris   Tris(hydroxymethyl)-aminomethan 

UV   Ultraviolet 

VIP-Plots  very intensive plots 
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