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1 Einleitung  

1.1 DFS – Erläuterung der Erkrankung 

1.1.1 Diabetes mellitus 
Der Diabetes mellitus ist eine Stoffwechselerkrankung, für welche ein erhöhter Blutglu-

kose-Spiegel pathognomonisch ist (Tab. 1). Je nach Ursache dieser Hyperglykämie wer-

den unterschiedliche Diabetes mellitus Formen nach den Leitlinien der Deutschen Dia-

betes Gesellschaft 2009 (DDG 2009) in elf Kategorien zusammengefasst (Tab. 2). Ihnen 

allen ist eine verminderte bzw. fehlende Sekretion oder eine reduzierte Wirksamkeit des 

Proteohormons Insulin, dem im Kohlenhydratstoffwechsel eine entscheidende Regulati-

onsfunktion zukommt, gemein. In der Praxis sind vor allem die Typen I und II von Be-

deutung. So wird der Anteil des Typ II an allen Diabeteserkrankungen in Deutschland 

auf 90 % bis 95 % geschätzt (Häussler et al. 2010; Berger 2000). Insgesamt beläuft sich 

der Anteil an Diabetespatienten in der BRD nach aktuellen Hochrechnungen auf rund    

8 % bis 11,5 % der Gesamtbevölkerung (Hauner et al. 2013; Aguiree et al. 2014). Ge-

naue Aussagen zu Prävalenz und Inzidenz gestalten sich jedoch schwierig. Es ist davon 

auszugehen, dass ein nicht unerheblicher Teil der Diabeteserkrankungen in Deutsch-

land gar nicht diagnostiziert wird (Häussler et al. 2010; Hauner et al. 2013). Je nach 

angewandten Krankheitskriterien variiert die Größe der Dunkelziffer erheblich (Hauner 

et al. 2013; Häussler et al. 2010). Außerdem unterliegt die Prävalenz in unterschiedli-

chen Alters-, ethnischen und sozialen Gruppen starken Schwankungen. Vor allem Men-

schen höheren Lebensalters sind betroffen; etwa jede vierte bis fünfte Person über 70 

Jahren leidet an Diabetes mellitus (Berger 2000). Nicht zuletzt dürfte dieser Umstand 

der Tatsache geschuldet sein, dass einige der wichtigsten Risikofaktoren für die Ent-

wicklung dieser Stoffwechselstörung, wie etwa ein erhöhtes Körpergewicht und man-

gelnde körperliche Aktivität, mit dem Alter zunehmen (Berger 2000; Häussler et al. 

2010). Führt man sich zusätzlich vor Augen, dass sich die Lebenserwartung in den letz-

ten Jahrzehnten kontinuierlich erhöht hat, verwundert es nicht, dass eine Zunahme der 

Prävalenz des Typ II Diabetes in der Vergangenheit beobachtet wurde und auch zukünf-

tig weltweit erwartet wird (Berger 2000; Aguiree et al. 2014). 

Folglich ist auch mit einer Zunahme der Komplikationen und Folgeerkrankungen des 

Diabetes mellitus zu rechnen. Neben Herz-Kreislauf-Erkrankungen, dem zerebralen In-

sult, der diabetischen Nephropathie, und der diabetischen Retinopathie, zählt zu diesen 

auch der diabetische Fuß. 
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Bezeichnung Grenzwerte 
Normal Nüchtern < 110 mg/dl (< 6,1 mmol/l) 

und 
2 h nach 75 g Glukose p. o. < 140 mg/dl (< 7,8 mmol/l) 

Abnorme Nüchtern-
glukose 

Nüchtern >/= 110 - < 126 mg/dl (>/= 6,1 - < 7,0 mmol/l) 
und 
2 h nach 75 g Glukose p. o. < 140 mg/dl (< 7,8 mmol/l) 

Gestörte Glukose- 
toleranz 

Nüchtern < 126 mg/dl (< 7,0 mmol/l) 
und 
2 h nach 75 g Glukose p. o. >/= 140 - <2 00 mg/dl (>/= 7,8 - 
< 11,1mmol/l) 

Diabetes mellitus Nüchtern >/= 126 mg/dl (>/= 7,0 mmol/l) 
oder 
2 h nach 75 g Glukose p. o. >/= 200 mg/dl (>/= 11,1 mmol/l) 

Tabelle 1 WHO-Diagnosekriterien des Diabetes mellitus 2006 (WHO/IDF) 

 

Ursache Beispiele 
Typ I  Immunologisch vermittelte Zerstörung  

der ß-Zellen 
Typ II Insulinresistenz mit relativem Insulin-

mangel 
Erkrankungen des exokrinen Pankreas Pankreatitis, zystische Fibrose,  

Hämochromatose 
Endokrinopathien Cushing-Syndrom, Phäochromozytom 
Iatrogen oder aufgrund toxischer Substan-
zen 

Glukokortikoide, Neuroleptika,  
Alpha-Interferon 

Genetische Defekte der ß-Zell-Funktion MODY 1-3 
Genetische Defekte der Insulinwirkung Lipoatrophischer Diabetes mellitus 
Infektionen CMV, kongenitale Rubella-Infektionen 
Seltene Formen von immunologisch beding-
tem  
Diabetes mellitus 

Anti-Insulin-AK 

Verschiedene andere genetisch bedingte 
Syndrome 

DIDMOAD-Syndrom 

Gestations-Diabetes  
Tabelle 2 Formen des Diabetes mellitus nach DDG 2009  

(Berger, 2000)  
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1.1.2 Das diabetische Fußsyndrom (DFS) 

1.1.2.1 Einleitung 
Das diabetische Fußsyndrom stellt eine Langzeitkomplikation der Grunderkrankung Di-

abetes mellitus dar. Kennzeichnend für dieses Syndrom sind schlecht abheilende Wun-

den an Füßen, Knöcheln und Unterschenkeln, die durch eine Reihe pathologischer Ver-

änderungen der Nerven, der Gefäße, der Knochen und des Weichteilgewebes im Zu-

sammenspiel mit äußeren Einflüssen verursacht werden (Sämann et al. 2008). Zu den 

Betroffenen zählen Patienten mit akut offenen Ulcera oder Gangränen ebenso wie Men-

schen mit daraus resultierenden Amputationen oder bereits abgeheilten diabetischen 

Läsionen (Sämann et al., 2008). Insgesamt entwickeln etwa 15 % aller Diabetiker im 

Laufe ihres Lebens diese Komplikation (Barshes et al., 2013; Reiber et al., 1998). Auf 

Deutschland bezogen leiden derzeit rund 250.000 Patienten am DFS und 1 Mio. Diabe-

tiker weisen ein erhöhtes Risiko auf, eine Fußläsion zu entwickeln (Hauner et al., 2013; 

Stiegler, 2004). Neben den individuellen Risiken und Einschränkungen, die diese Er-

krankung für alle Betroffenen mit sich bringt, stellt sie auch eine hohe Belastung für das 

Gesundheitssystem dar. So belaufen sich die gesamten Ausgaben, die für die Behand-

lung und die Folgen des Diabetischen Fußsyndroms in Deutschland aufgewandt werden 

müssen, auf rund 2,5 Mrd. Euro im Jahr (Hochlenert et al., 2014). Damit stellt das DFS 

den größten einzelnen mit Diabetes assoziierten Kostenfaktor dar (Barshes et al., 2013). 

1.1.2.2 Pathogenese 
Die Basis für die Entstehung eines DFS bildet das Ineinandergreifen komplexer patho-

logischer Mechanismen, wobei der peripheren sensiblen autonomischen Polyneuropa-

thie, der peripheren arteriellen Verschlusskrankheit und verschiedenen Infektionen die 

größte Bedeutung zukommt (Berger, 2000). 

Die Polyneuropathie ist auf verschiedene Arten an der Pathogenese des DFS beteiligt. 

Durch eine Beeinträchtigung des axoplasmatischen Transportes in den Neuronen 

kommt es zum Untergang distaler Axone (Ziegler, 1993), was das Auftreten früher sym-

metrisch ausgeprägter Symptome in weit peripher gelegenen Regionen erklärt (Berger, 

2000). Anfangs fallen vor allem dünne marklose Typ C-Fasern aus, welche für die 

Schmerzleitung, das warme Temperaturempfinden und den Hitzeschmerz verantwort-

lich sind (Berger, 2000; Silbernagel & Despopoulos, 2012). Die reduzierte Wahrneh-

mung dieser Qualitäten macht betroffene Personen vulnerabel. Sie sind nicht mehr in 

der Lage, typische schädigende Einflüsse wie Druck durch falsches Schuhwerk oder 

übermäßige Hitze einer Wärmflasche als solche wahrzunehmen (Berger, 2000). Folglich 

bleiben schützende Handlungen zur Vermeidung von Traumata oder therapeutische 
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Maßnahmen zur Abheilung bereits bestehender Läsionen aus oder werden verzögert. 

Im weiteren Verlauf weisen auch dicke markhaltige Typ A-Fasern, die motorische Sig-

nale weiterleiten (Berger, 2000; Silbernagel & Despopoulos, 2012), diabetesbedingte 

Veränderungen auf (Hochlenert et al., 2014; Silbernagel & Despopoulos, 2012). Die da-

raus resultierenden Muskelatrophien führen zu Dysbalancen zwischen antagonisieren-

den Muskelgruppen (Hochlenert et al., 2014; Stiegler, 2004). Zugkräfte werden in einem 

gestörten Verhältnis über die Sehnen auf das Fußskelett übertragen, sodass Fehlstel-

lungen entstehen (Hochlenert et al., 2014). Diese Deformitäten verhindern eine physio-

logische Abrollbewegung beim Gehen, wobei vor allem die Zehen und der Vorfuß stärker 

belastet werden (Berger, 2000; Hochlenert et al., 2014; Stiegler, 2004). Ein Verlust an 

schützendem Fettgewebe, welcher zum Teil durch die Fehlbelastung selbst, aber auch 

durch die zugrundeliegende Polyneuropathie bedingt ist (Hochlenert et al., 2014), erhöht 

die Druckbelastung zusätzlich (Stiegler, 2004). Neben den Traumata und Druckulcera 

begünstigt die Polyneuropathie noch eine weitere Komponente, die zu diabetischen Lä-

sionen führen kann: Durch die Schädigung von sympathisch-autonomen Nervenfasern 

(Berger, 2000; Silbernagel & Despopoulos, 2012) werden die Schweißdrüsen an den 

Füßen fehlgesteuert (Hochlenert et al., 2014). Es kommt zur Anhidrose mit Rhagaden-

bildung und Nagelveränderungen (Stiegler, 2004). Diese Schwachstellen der Hautbarri-

ere dienen bakteriellen Erregern bevorzugt als Eintrittspforte (Stiegler, 2004). Die Ent-

stehung und Ausbreitung von Infektionen wird durch die eingeschränkte Funktion des 

Immunsystems bei Diabetespatienten noch begünstigt (Berger, 2000; Stiegler, 2004). 

Sind auch Arterien von der bakteriellen Besiedlung betroffen, kommt es zu Verschlüssen 

der Blutgefäße mit konsekutiver Verschlechterung des Sauerstoffangebotes im Entzün-

dungsgebiet (Berger, 2000). Gepaart mit einem erhöhten Sauerstoffverbrauch und ext-

ravaskulären Ödemen, die die Blutversorgung zusätzlich drosseln, entwickeln sich auch 

ohne angiopathische Veränderungen Nekrosen (Berger, 2000). Die Bedeutung der pe-

ripheren arteriellen Verschlusskrankheit darf dennoch nicht unterschätzt werden. Immer-

hin tritt sie bei Diabetikern zwei- bis sechsmal häufiger auf als bei Nichtdiabetikern 

(Berger, 2000; Stiegler, 2004), und verursacht gerade im Bereich der Ferse oft unheil-

bare Läsionen, die hohe Amputationen mit sich bringen (Bauer et al., 2010; Berger, 

2000; Hochlenert et al., 2014). 
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1.1.2.3 Systematik der Ulcera 
Je nachdem, welcher der beschriebenen pathologischen Faktoren überwiegt, wird zwi-

schen neuropathisch-infizierter (34,5 % - 62 %), neuropathisch-ischämischer (25 % - 

40,1 %) und rein ischämischer (25 % - 40,1 %) Genese des Diabetischen Fußsyndroms 

unterschieden (Bauer et al., 2010; Berger, 2000; Stiegler, 2004). Diese Parameter finden 

auch Einzug in die gebräuchlichen Klassifikationen der diabetischen Fußläsionen nach 

Wagner und Armstrong (Tab. 3) und die PEDIS-Einteilung (Tab. 4) (Hochlenert et al., 

2014). 

 
 Wagner 0 Wagner 1 Wagner 2 Wagner 3 Wagner 4 Wagner 6 
Armstrong 
A 

Risikofuß: 
prä- oder 
postulcera-
tiv 

Oberflächli-
che Ulzera-
tion 

Tiefes 
Ulcus mit  
Beteiligung 
von Sehen  
oder  
Gelenkkap-
sel 

Tiefes 
Ulcus mit 
Infektion 
von Kno-
chen oder  
Gelenken 

Begrenzte 
Nekrose auf 
Teile des 
Fußes 

Nekrose 
des gesam-
ten Fußes 

Armstrong 
B 

Mit Infektion Mit Infektion Mit Infektion Mit Infektion Mit Infektion Mit Infektion 

Armstrong 
C 

Mit Ischä-
mie 

Mit Ischä-
mie 

Mit Ischä-
mie 

Mit Ischä-
mie 

Mit Ischä-
mie 

Mit Ischä-
mie 

Armstrong 
D 

Mit Infektion 
und Ischä-
mie 

Mit Infektion 
und Ischä-
mie 

Mit Infektion 
und Ischä-
mie 

Mit Infektion 
und Ischä-
mie 

Mit Infektion 
und Ischä-
mie 

Mit Infektion 
und Ischä-
mie 

Tabelle 3 Klassifikation diabetischer Fußläsionen nach Wagner und Armstrong  

(Bauer et al., 2010; Hochlenert et al., 2014) 

 Grad 1 Grad 2 Grad 3 Grad 4 
Perfusion Keine paVK paVK ohne Ischämie Ischämie  
Extent Fläche in cm2 Fläche in cm2 Fläche in cm2 Fläche in cm2 
Depth Ulcus bis zur  

Dermis 
Beteiligung von Subku-
tis, Faszien, Muskeln 
und Sehnen 

Infiltration von 
Knochen und  
Gelenken 

 

Infection Keine Symptome Entzündung der Haut 
oder Subkutis 

Infektion bis in 
tiefe  
Gewebeschichten 
reichend 

SIRS (sys-
temic inflam-
matory re-
sponse  
syndrome) 

Sensation Kein  
Sensibilitätsver-
lust 

Sensibilität einge-
schränkt 

  

Tabelle 4 PEDIS Klassifikation diabetischer Fußläsionen  

(Wiemeyer et al., 2012) 
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1.1.2.4 Komplikationen des diabetischen Fußsyndroms 
Die Amputation ist eine der schwerwiegendsten Komplikationen des DFS. Die periope-

rative Mortalität liegt bei 22 % und ca. 50 % der Patienten versterben innerhalb von 3 

Jahren nach Amputation (Stiegler, 2004). Diejenigen, die überleben, haben mit zahlrei-

chen anderen Problemen zu kämpfen. Keine andere Folgeerkrankung des Diabetes mel-

litus wirkt sich negativer auf die Lebensqualität der Betroffenen aus (Barshes et al., 

2013). Zum einen geht eine Amputation mit dem Verlust der Mobilität einher. So können 

über 50 % der Patienten nicht selbstständig gehen (Hochlenert et al., 2014), und bis zu 

35 % sind dauerhaft auf die Pflege anderer angewiesen (Stiegler, 2004). Die Situation 

verschärft sich sogar noch, wenn zusätzlich Amputationen am anderen Bein vorgenom-

men werden müssen, was innerhalb von 4 Jahren in ca. der Hälfte der Fälle notwendig 

wird (Berger, 2000; Hauner et al., 2013; Stiegler, 2004). Zum anderen korreliert der Ver-

lust einer Extremität stark mit Angstgefühlen und Depressionen der Patienten (Barshes 

et al., 2013). In Deutschland sind rund 60.000 Menschen jährlich von einer Amputation 

betroffen (Hauner et al., 2013; Häussler et al., 2010); 2/3 davon lassen sich auf Spätfol-

gen des Diabetes mellitus zurückführen (Berger, 2000; Stiegler, 2004). Bei ca. 30 % 

handelt es sich um Major-Eingriffe (Häussler et al., 2010), also Amputationen oberhalb 

des Knöchels, die mit einer besonders schlechten Prognose für die Patienten und hohen 

Kosten für das Gesundheitssystem verbunden sind (Boulton et al., 2005; Häussler et al., 

2010). Infektionen von diabetischen Ulcera stellen wohl den wichtigsten Risikofaktor für 

Amputationen dar; immerhin gehen sie in 80 % der Fälle der nicht traumatischen Ampu-

tation der unteren Extremität voraus (Nelson et al., 2013). 

1.1.2.5 Diagnostik  
Um Läsionen eines Patienten mit Diabetischem Fußsyndrom vorzubeugen, oder bereits 

bestehende Ulcera richtig einteilen und adäquat therapieren zu können, bedarf es einer 

ausführlichen Diagnostik. Diese sollte nach den Nationalen Versorgungsleitlinien für 

Typ-2-Diabetiker in regelmäßigen Abständen erfolgen (Bauer et al., 2010). Am Anfang 

steht lege artis eine gründliche Anamnese, die auch spezifische Fragen nach regelmä-

ßiger Selbstkontrolle der Füße und aktuellen Beschwerden, wie neu aufgetretene Läsi-

onen, Claudicatio oder Neuropathiesymptome abdecken sollte. Letztere können mit Hilfe 

des Neuropathie-Symptom-Scores NSS (Bauer et al., 2010) konkretisiert werden. Ein 

Ergebnis von 7-10 Punkten in den Kategorien Symptome (Brennen, Taubheitsgefühl, 

Parästhesien, Schwächegefühl, Krämpfe, Schmerzen), Lokalisation (Füße, Unterschen-

kel, woanders), Exazerbation (nachts, tagsüber und nachts, tagsüber, Aufwachen durch 

Symptome) und Besserung (bei Gehen, Stehen, Sitzen oder Hinlegen) lässt hierbei auf 

schwere neuropathische Defizite schließen. Neben dem Ist-Zustand sollte zudem der 
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bisherige Krankheitsverlauf in Form einer Ulcus-, OP- und Amputationsanamnese doku-

mentiert werden (Bauer et al., 2010). Auf die Befragung des Patienten folgt die Inspek-

tion der unteren Extremitäten. Bei dieser sollte bereits auf Anzeichen diabetischer Fol-

geschäden wie trockene Haut und reduzierte Schweißbildung, Muskelatrophien, Fußde-

formitäten, Fußpilz und Hyperkeratosen geachtet werden (Bauer et al., 2010). Da diese 

Veränderungen diabetische Ulcera begünstigen und z. T. als mögliche Eintrittspforten 

für Infektionserreger dienen, können bei frühzeitiger Diagnose gezielt gegenregulatori-

sche Maßnahmen zur Vermeidung eines manifesten Defekts angewandt werden. Auch 

der Blick auf das Schuhwerk kann wertvolle Informationen liefern. Denn durch eine stark 

herabgesetzte Sensibilität in den Füßen wird dieses bei falscher Größenauswahl nicht 

mehr als zu eng empfunden. Außerdem können Fremdkörper wie kleine Steinchen in 

den Schuhen oder im Extremfall sogar Nägel und Scherben, die von außen durch die 

Schuhsohle dringen, von den Patienten nicht mehr als schädigend wahrgenommen wer-

den. Je nach Ergebnis der Anamnese und der Inspektion sollte das Ausmaß der an-

schließenden klinischen und apparativen Untersuchung des Patienten entsprechend an-

gepasst, und nach Aufwand und Invasivität gestaffelt durchgeführt werden (Bauer et al., 

2010). Die manuelle Überprüfung des Pulsstatus an der A. dorsalis pedis und A. tibialis 

posterior sowie deren Auskultation auf Strömungsgeräusche, bietet sich hierbei als mög-

licher erster Schritt zur Detektion angiopathischer Schäden an (Bauer et al., 2010). Im 

selben Zuge kann sich der Untersucher ein Bild über die Temperatur des Fußes machen, 

wobei eine kalte Extremität auf Durchblutungsstörungen und eine Überwärmung auf In-

fektionen hindeuten. Auch Hautturgor und Schweißbildung können parallel beurteilt wer-

den, und erste Hinweise auf die Intaktheit des autonomen Nervensystems des Beines 

liefern (Bauer et al., 2010). Zusätzlich sollten die unteren Extremitäten zur Einschätzung 

der Muskel- und Gelenkfunktion sowohl aktiv als auch passiv durchbewegt werden. Soll-

ten sich bei diesen allgemeinen Basisuntersuchungen Anzeichen einer beginnenden 

Reduktion der geprüften Qualitäten zeigen, müssen Hilfsmittel zur differenzierteren Be-

urteilung zum Einsatz kommen. Die Berührungs- und Drucksensibilität lässt sich mit dem 

Monofilament nach Semmes-Weinstein messen. Dieses wird nach dem Internationale 

Consensus on Diabetic Foot (ICDF) (Salter et al., 2014) jeweils dreimal an drei plantaren 

Punkten (Hallux, erster und fünfter Metatarsale) ohne Verhornung oder Narben aufge-

setzt. Der Untersucher kann über dieses Instrument einen Druck von genau 10 g auf die 

Haut ausüben, welcher bei beginnender Biegung der kleinen Borste erreicht wird. Ist der 

Patient nur bei maximal einem von drei Durchgängen dazu in der Lage, die Berührung 

wahrzunehmen, kann von einem Verlust der schützenden Sensibilität ausgegangen wer-

den (Salter et al., 2014). Zur Testung des Vibrationsempfindens und der Tiefensensibi-

lität kann eine Stimmgabel nach Rydel-Seiffer zum Einsatz kommen (Bauer et al., 2010). 
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Diese wird angeschlagen und z. B. auf das Großzehengrundgelenk oder den medialen 

Fußknöchel aufgesetzt. Zu dem Zeitpunkt, zu welchem der Patient angibt keine Vibration 

mehr zu spüren, kann auf der von 0 bis 8 skalierten Gabel der entsprechende Wert ab-

gelesen werden. Je nach Altersgruppe und zugrunde gelegter Literatur variiert der an-

gegebene Normwert (Martina et al., 1998). In der Praxis werden i. d. R. Werte unter 6/8 

als pathologisch angesehen. Das Temperaturempfinden kann mit Hilfe eines Tip-Therm 

kontrolliert werden (Viswanathan et al., 2002). Das eine Ende dieses Sticks besteht aus 

Kunststoff, das andere ist mit Metall beschichtet. Beide Seiten werden in unregelmäßiger 

Reihenfolge nacheinander auf die Haut des Patienten aufgesetzt (Viswanathan et al., 

2002). Für einen gesunden Probanden fühlt sich das Metallende trotz gleicher Raum-

temperatur auf Grund der unterschiedlichen Wärmeleitfähigkeit beider Materialien kühler 

an. Bemerkt der Patient keinen Unterschied, ist von einem gestörten Temperaturemp-

finden auszugehen. Abschließend sollten nach dem Neuropathie-Defizit-Score (NDS) 

noch die Achillessehnenreflexe getestet werden (Bauer et al., 2010). Erhärtet sich unter 

Zuhilfenahme dieser Instrumente der Verdacht auf angiopathische und/ oder neuropa-

thische Defizite, steht am Schluss der Diagnostikpyramide die apparative Untersuchung 

der unteren Extremität. Bei einer Gefäßbeteiligung kann der arterielle Verschlussdruck 

der A. dorsalis pedis, der A. tibialis posterior und ggf. der A. fibularis gemessen, und 

anschließend der Knöchel-Arm-Index (ABI) berechnet werden (Lawall & Kiehm, 2009). 

Hierzu wird zunächst der systolische Blutdruck an den Aa. brachiales beider Arme nach 

Riva-Rocci bestimmt (Lawall & Kiehm, 2009). Im Anschluss wird eine dem Umfang des 

Unterschenkels angepasste Blutdruckmanschette über dem Knöchel angebracht und 

aufgepumpt. Der systolische Blutdruck der Fußarterien wird nacheinander für beide 

Beine mit einer über den Gefäßen positionierten Doppler Sonde (8.10MHz) unter konti-

nuierlicher Reduktion des Manschettendrucks akustisch ermittelt (Lawall & Kiehm, 

2009). Dividiert der Untersucher nun den systolischen Druck am Knöchel durch den ge-

messenen Druck am Arm, erhält er den dimensionslosen ABI. Liegt dieser unterhalb von 

0,9 gilt der Wert als beweisend für das Vorliegen einer paVK (Lawall & Kiehm, 2009). 

Allerdings ergeben sich gerade bei Diabetikern durch eine Mönckenberg-Mediasklerose 

oft falsch hohe Werte von >1,5 (Bauer et al., 2010). In solchen Fällen kann die hydrosta-

tische Zehendruckmessung (Pole-Test) (Bauer et al., 2010) weiterhelfen. Bei dieser 

Messmethode wird die Großzehenarterie in Rückenlage mittels Dopplersignal aufge-

sucht. Anschließend wird das Bein langsam soweit angehoben, bis das systolische 

Drucksignal nicht mehr zu vernehmen ist. Die Höhe, auf welcher das Dopplersignal ver-

schwindet, entspricht dem systolischen Druck in cm H2O und kann in mm Hg-Angaben 

umgerechnet werden (13 cm H2O = 10 mm Hg) (Paraskevas et al., 2006). Bei einem 

Zehendruck < 30 mm Hg kann von einer gestörten Wundheilung ausgegangen werden. 
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Die ermittelten Werte können somit als Hilfestellung zur Auswahl des richtigen Thera-

pieverfahrens und zur prognostischen Einschätzung des Spontanverlaufes eines Ulcus 

dienen, und auch zur Verlaufskontrolle von gefäßmedizinischen Behandlungen einge-

setzt werden (Lawall et al., 2013). Aufgrund anatomischer Gegebenheiten ist der Mess-

bereich dieser Methode allerdings auf 70 mm Hg begrenzt (Sambraus, 1996). Hinzu 

kommt, dass Ulcerationen und Gangrän des ersten Strahls bei Diabetespatienten keine 

Seltenheit sind, was die Durchführung der Untersuchung oder die Interpretation der Er-

gebnisse z. T. erschwert oder gar unmöglich macht (Faglia et al., 2007). Alternativ bietet 

sich die transkutane Sauerstoffpartialdruckmessung zur Beurteilung der mikrovaskulä-

ren Zirkulation an (de Meijer et al., 2008). Hierzu werden beheizte Elektroden auf der 

Haut angebracht, die mittels Polarographie den Sauerstoff messen, der durch das Ge-

webe diffundiert ( Dowd et al., 1983). Ergibt sich ein tcPO2 < 30 mm Hg (Lawall et al., 

2013), muss mit Wundheilungsstörungen gerechnet werden. Allerdings können die 

Raumtemperatur (Faglia et al., 2007), Verunreinigungen oder Erkrankungen der Haut 

(de Meijer et al., 2008; Faglia et al., 2007) sowie Beeinträchtigungen der allgemeinen 

Kreislauf- und Atemfunktion (de Meijer et al., 2008) Messungenauigkeiten hervorrufen. 

Aufgrund der zahlreichen Einschränkungen der bisher genannten Methoden zur Beur-

teilung der Zirkulation in den unteren Extremitäten ist es sinnvoll, sich zusätzlich unter 

duplexsonographischer Kontrolle ein Bild der Gefäßwände, des Gefäßvolumens und des 

umgebenden Gewebes zu machen (Bauer et al., 2010). Auf diese Weise lässt sich die 

Hämodynamik und die Morphologie v. a. der Oberschenkel- und Knieschlagadern scho-

nend und kostengünstig einschätzen. Die Aussagekraft für Becken- und Unterschenkel-

gefäße ist hingegen begrenzt (Bauer et al., 2010). Hinzu kommt die Anfälligkeit der 

Duplexsonographie für Artefakte und eine hohe Untersucherabhängigkeit, womit sie der 

digitalen Subtraktionsangiographie (DAS), welche als Goldstandart zur Gefäßdarstel-

lung zählt, hinsichtlich der Bildqualität unterlegen ist. Dies gilt jedoch nicht in Bezug auf 

Komplikationen und Nebenwirkungen. Hier ist zu bedenken, dass es sich bei der DAS 

um eine invasive Methode mit dem Risiko von Verletzungen und Nachblutungen handelt. 

Auch die Strahlenbelastung und mögliche Folgeschäden durch die Kontrastmittelgabe 

müssen bedacht werden (Bauer et al., 2010). Eine mögliche Alternative bietet hier die 

Magnetresonanz-Angiografie (MRA), welche zwar durch Überlagerungen und Artefakte 

nur eine eingeschränkte Beurteilbarkeit zulässt, jedoch mit weniger nephrotoxischem 

Kontrastmittel auskommt, und somit einen nicht außer Acht zu lassenden Vorteil bietet, 

wenn man bedenkt, dass auch die diabetische Nephropathie zu den Langzeitkomplika-

tionen des Diabetes mellitus zählt (Bauer et al., 2010). Weitere bildgebende Maßnahmen 

kommen v. a. bei anderen Fragestellungen zum Einsatz. Das Nativ-Röntgen, die Mag-

netresonanztomographie (MRT) und die Szintigraphie können z. B. genutzt werden, um 
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den Verdacht auf eine diabetische Neuroosteoarthropathie (DNOAP) bzw. einen Char-

cot –Fuß zu erhärten (Lawall et al., 2013).  

1.1.2.5.1 Spezifische Diagnostik bei infizierten DFUs und Osteomyelitis 
Eine Infektion bezeichnet im Gegensatz zur einfachen Kolonisation die Invasion von Mik-

roorganismen ins Gewebe, wo sie sich vermehren, und eine Entzündung als Immunan-

twort hervorrufen, die oft mit einem Gewebeuntergang einhergeht (Lipsky et al., 2012a). 

Da insbesondere übersehene und nicht beherrschbare Infektionen diabetischer Läsio-

nen die Prognose der Patienten entscheidend verschlechtern (Lawall et al., 2013), muss 

eine gründliche Untersuchung auf Entzündungszeichen und auf eine mikrobiologische 

Besiedlung diabetischer Ulcera Bestandteil der Diagnostik sein. Dabei orientiert sich die 

Diagnose einer Infektion an der klinischen Symptomatik des Patienten; die Kultur bleibt 

der Identifikation der verantwortlichen Erreger und der Erstellung eines Antibiogramms 

vorbehalten (Lipsky et al., 2012a).  

1.1.2.5.1.1 Klinische Examination 
Als klinische Kardinalzeichen einer Entzündung galten bereits in der Antike calor (Hitze), 

rubor (Rötung), dolor (Schmerz), tumor (Schwellung), functio laesa (eingeschränkte 

Funktion) und eitriger Ausfluss (Glaudemans et all, 2015; Lipsky et al., 2012a). Infekti-

onszeichen zweiten Grades können sich in Form von Nekrosen, verfärbtem und bröcke-

ligem Granulationsgewebe, Blasenbildung, Krepitation, Lymphangitis und –adenitis, so-

wie serösem Exsudat, fötidem Geruch oder durch eine fehlende Wundheilung trotzt adä-

quaten Wundmanagements manifestieren (Aragón-Sánchez, 2011; Cutting & White, 

2004; Gardner & Frantz, 2008; Lipsky et al., 2004). Um auf eine Infektion durch Mikro-

organismen schließen zu können, müssen zusätzlich andere Gründe für eine mögliche 

Entzündungsreaktion der Haut ausgeschlossen sein (Lipsky et al., 2012a). Ist nach An-

lage dieser Maßstäbe von einer manifesten Infektion auszugehen gilt es diese entspre-

chend ihres Schweregrades zu klassifizieren. Eine mögliche Einteilung wurde von der 

IDSA (Infectious Diseases Society of America) und der IWGDF (the International Work-

ing Group on the Diabetic Foot) entwickelt (Tab. 5) (Lipsky et al., 2012a):  
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Grad der Infektion * Definition 
Grad 1: keine Infektion • Ohne systemische oder lokale Symptome einer Infek-

tion 
Grad 2: milde Infektion • Infektion betrifft nur die Haut oder das subkutane Ge-

webe 
• Rötung < 2 cm um die Wunde herum 
• keine Anzeichen einer systemischen Infektion 

Grad 3: moderate In-
fektion 

• Die Infektion betrifft tiefer gelegene Strukturen (unter-
halb von Haut und subkutanem Gewebe) 

• Rötung > 2 cm um die Wunde herum 
• Keine Anzeichen einer systemischen Infektion 

Grad 4: schwere Infek-
tion 

Mindestens 2 der folgenden Zeichen einer systemischen 
Infektion liegen vor: 

• Temperatur < 36 °C oder >38 °C 
• Herzfrequenz > 90/ min 
• Atemfrequenz > 20/ min oder PaCO2 < 32 mm Hg 
• Leukozyten < 4.000 cu/ mm oder > 12.000 cu/ mm 

oder mind. 10 % unreife Zellen 
* Infektion = mindestens zwei der folgenden Kriterien sind erfüllt:  

• Lokale Schwellung oder Verhärtung 
• Erythem > 0,5 cm2 um das Ulcus herum 
• lokales Spannungsgefühl oder lokale Schmerzen 
• lokale Überwärmung 
• eitriger Ausfluss 
• Andere Gründe für eine mögliche Entzündungsreaktion der Haut müssen 

ausgeschlossen sein 
 

Tabelle 5 IDSA und IWGDF Klassifikation der Schwere einer Infektion  

(Lipsky et al., 2012a) 

Je nach Schweregrad entscheidet sich auch, wie das weitere diagnostische und thera-

peutische Vorgehen ausfallen sollte. Dabei sind die Detektion und die richtige Einschät-

zung der Schwere einer Infektion in der Praxis nicht immer einfach. Zum einen sind Di-

abetespatienten mit peripherer Polyneuropathie ggf. nicht dazu in der Lage, Schmerzen, 

die durch eine entzündete Wunde bei gesunden Personen entstehen würden, ausrei-

chend wahrzunehmen, und zeigen bei der körperlichen Untersuchung somit keine adä-

quate Reaktion (Aragón-Sánchez, 2011). Zum anderen kann die Durchblutung der un-

teren Extremitäten bei einer diabetesbedingten Gefäßerkrankung derart reduziert sein, 

dass die klinischen Kardinalzeichen Erythem, Überwärmung und Schwellung in ihrer 

Ausprägung stark abgemildert sind (Uzun & Mutluoglu, 2011). Mit der eingeschränkten 

arteriellen Versorgung geht zugleich ein lokales Defizit an Immunzellen einher (Peters, 

2016). Diese sind am Ort des Geschehens somit nicht nur in ihrer Anzahl vermindert, 

sondern können durch hyperglykämische Zustände zusätzlich funktionell (Reduzierte 

Superoxid-Produktion) beeinträchtigt sein (Perner et al., 2003), was eine schwache 
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lokale Entzündungsmanifestation erklären kann. Auch systemische Reaktionen des Im-

munsystems sind bei Diabetespatienten verändert. Symptome wie Fieber, Hypotension, 

Leukozytose oder Delirium sind eher selten zu erwarten, und sprechen – wenn sie denn 

vorliegen – für schwere Infektionen, die unter Umständen sogar extremitäten- oder le-

bensgefährdend sein können (Lipsky et al., 2012b). Eine besondere Herausforderung 

bei der Aufdeckung von Infektionen bildet die Osteomyelitis. Bei dieser Komplikation des 

DFS können sich tiefer gelegene Infektionen oberflächlich verhältnismäßig milde prä-

sentieren (Aragón-Sánchez, 2011), oder sogar ganz ohne lokale Entzündungszeichen 

vorliegen (Newman et al., 1991). Diese Problematik wird durch die besondere Anatomie 

des Fußes, welcher sich in einzelne miteinander in Verbindung stehende Kompartimente 

untergliedert, noch begünstigt. So können sich Mikroorganismen leicht an bestehenden 

Strukturen wie Sehnen und Faszien entlang ausbreiten und in tiefer gelegenen Berei-

chen Muskeln, Knochen und Gelenke befallen (Lipsky et al., 2012a). Misstrauisch sollte 

man vor allem bei tiefen, chronischen Ulcera über Knochenvorsprüngen (Lavery et al., 

2006; Lipsky et al., 2012a) oder bei „Wurstzehen“ (Glaudemans et al., 2015; Lipsky et 

al., 2012a; Uçkay et al., 2015) werden. Auch Wunden > 2 cm2 sind deutlich öfter mit 

darunterliegenden Knochendefekten vergesellschaftet als kleinere Läsionen (Butalia et 

al., 2008; Dinh et al., 2008). Das einzige wirklich pathognomonische klinische Zeichen 

für eine Osteomyelitis sind Knochenfragmente, die aus einem suspekten Ulcus gebor-

gen werden können (Glaudemans et al., 2015; Uçkay et al., 2015). Ist dies nicht der Fall, 

lässt sich ein entsprechender Verdacht durch einige Tests erhärten. Beispielsweise 

macht eine Erythrozytensedimentationsrate > 60 - 70 mm/ h das Vorliegen einer knö-

chernen Beteiligung wahrscheinlich (Butalia et al., 2008; Fleischer et al., 2009). Zusätz-

lich kann der Probe-to-Bone Test eingesetzt werden (Lipsky et al., 2012a). Bei dieser 

Methode wird eine sterile, stumpfe Metallsonde durch das Ulcus hindurch bis auf den 

Knochen vorgeschoben. Im Falle einer Osteomyelitis lässt sich dieser verändert zu ge-

sundem Knochengewebe palpieren (Caputo et al., 1994; Reiber et al., 1998). Je nach 

untersuchter Population liegt die Sensitivität des Probe-to-Bone Tests zur Detektion ei-

ner Osteomyelitis bei 60 % - 87 %, die Spezifität bei 85 % - 91 %, der positiv prädiktive 

Wert bei 87 % - 90 %, und der negativ prädiktive Wert nur bei 56 % - 62 % (Glaudemans 

et al., 2015; Lavery et al., 2007).  
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1.1.2.5.1.2 Bildgebung 
Daher wird bei unklarer Sachlage oftmals die Bildgebung als weitere diagnostische Maß-

nahme hinzugezogen. Sie kann nicht nur dabei helfen, die Diagnose einer Infektion zu 

untermauern oder auszuschließen, sondern hilft auch dabei das Ausmaß der Entzün-

dung einzuschätzen, zwischen Knochen- und Weichteilmanifestation zu unterscheiden, 

und ggf. die Differentialdiagnose einer Neuroosteoarthropathie zu stellen (Glaudemans 

et al., 2015). Generell wird das einfach Röntgenbild in mindestens zwei verschiedenen 

Projektionen für den ersten Überblick empfohlen (Uçkay et al., 2015), da es relativ güns-

tig und weit verbreitet ist, und auffällige Knochenveränderungen (z. B. lokale Aufhellun-

gen, Verlust an Trabekelwerk oder kortikale Destruktionen, später auch Periostreaktio-

nen/ Periostabhebungen, Sklerosierungen und Knochenneubildungen) (Lipsky et al., 

2012a; Teh et al., 2009) sowie Weichteilemphyseme und Fremdkörper dargestellt wer-

den können (Glaudemans et al., 2015). Für viele Patienten, bei denen die Wahrschein-

lichkeit einer Osteomyelitis entweder sehr hoch oder sehr niedrig ist, kann das Ergebnis 

einer Röntgenuntersuchung bereits ausreichend sein, um den klinischen Verdacht zu 

bestätigen (Glaudemans et al., 2015). Jedoch dauert es mehrere Wochen bis Knochen-

läsionen eine röntgenologisch sichtbare Demineralisation von > 30 % - 50 % aufweisen 

(Caballero & Frykberg, 1998; Glaudemans et al., 2015; Uçkay et al., 2015), weshalb eine 

infektiöse Manifestation im Knochengewebe gerade in frühen Stadien leicht übersehen 

werden kann. Diese Tatsache begründet auch die verhältnismäßig niedrige Sensitivität 

von nur 28 % - 75 % des Röntgens zur Detektion einer Osteomyelitis (Lipsky et al., 

2012a). Diese Einschränkungen lassen sich zwar z. T. durch die Aufnahme von Rönt-

genserien umgehen, in denen typische Veränderungen innerhalb von zwei Wochen für 

das Vorliegen einer Osteomyelitis sprechen (Lipsky et al., 2012), jedoch kann auch mit 

diesen Aufnahmen keine eindeutige Aussage über eine mögliche Beteiligung des Weich-

teilgewebes gemacht werden. Für diese Zwecke sollte dann ein MRT der betroffenen 

Extremität angefertigt werden (Caballero & Frykberg, 1998; Glaudemans et al., 2015; 

Lipsky et al., 2012a). Dieses ist nicht nur der bildgebende Goldstandard zur Beurteilung 

der Dimensionen einer Osteomyelitis, sondern kann mit Hilfe spezieller Sequenzen       

(z. B. arterielle Spinmarkierung (ASL), dynamische Kontrastmittel-Perfusionsbildge-

bung) auch zur Beurteilung der Durchblutungssituation eingesetzt werden (Donovan & 

Schweitzer, 2008; Morrison et al., 1995). Auch die Differenzierung von Bindegewebsent-

zündungen und nicht infektiösen Ödemen (Sanverdi et al., 2012) und die Evaluation von 

Abszessen, Fistelgängen und tiefen Gewebsnekrosen lässt sich durch den Einsatz von 

Kontrastmittel im MRT erleichtern (Glaudemans et al., 2015; Morrison et al., 1995; 

Sanverdi et al., 2012). Allerdings sollte diese Indikation gerade bei Diabetikern, die häu-

fig eine eingeschränkte Nierenfunktion aufweisen, im Hinblick auf die Kontraindikation 
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von Gadolinium bei relativer Niereninsuffizienz, mit Bedacht gestellt werden 

(Glaudemans et al., 2015). Weitere Nachteile des MRT sind seine eingeschränkte Ver-

fügbarkeit, hohe Kosten, und die anspruchsvolle Befundung, welche oftmals nur von ei-

nem erfahrenen Radiologen geleistet werden kann (Glaudemans et al., 2015). Beson-

ders schwierig gestaltet sich die Unterscheidung von Neuroosteoarthropathie und Infek-

tion, gerade dann, wenn infektiöse Prozesse einen Charcot-Fuß betreffen oder der Pa-

tient kürzlich am betroffenen Fuß operiert wurde (Glaudemans et al., 2015). Zwar spre-

chen subchondrale Zysten, intraartikuläre Knochenfragmente und die Beteiligung meh-

rerer Gelenke eher für eine Neuroosteoarthropathie, während eine diffuse Signalsteige-

rung im gesamten Knochen, Veränderungen des angrenzenden Fettgewebes und simul-

tan vorliegende Hautulcera oder Fistelgänge eher auf eine Osteomyelitis schließen las-

sen (Glaudemans et al., 2015; Tan & Teh, 2007), trotzdem bleiben sowohl die Sensitivi-

tät (77 % - 100 %) als auch die Spezifität (40 % - 100 %) des MRTs zur Untersuchung 

eines diabetischen Fußes auf das Vorliegen einer Osteomyelitis eingeschränkt (Lipsky 

et al., 2012a; Unger et al., 1988). Auch andere bildgebende Maßnahmen (z. B. die 3-

Phasen-Knochen-Szintigraphie oder die Leukozytenszintigraphie), die gerade dann zum 

Einsatz kommen, wenn das MRT kontraindiziert ist (z. B. bei orthopädischen Metalltei-

len, Schrittmachern oder bei Klaustrophobie) (Glaudemans et al., 2015), eignen sich 

nicht uneingeschränkt zur Differenzierung zwischen Osteomyelitis und anderen Ursa-

chen für eine vermehrte Aufnahme radioaktiv markierter Tracer (z. B. kürzlich stattge-

fundene Operationen, Frakturen, maligne Prozesse, metabolische Knochenerkrankun-

gen, Prothesenlockerungen, Osteoarthropathie) (Capriotti et al., 2006; Glaudemans et 

al., 2015; Keenan et al., 1989).  

1.1.2.5.1.3 Knochenkultur 
Daher bleibt der kulturelle Keimnachweis in Kombination mit der histopathologischen 

Untersuchung einer Knochenprobe die sicherste Methode zur Diagnose einer Osteomy-

elitis (Berendt et al., 2008; Glaudemans et al., 2015; Lipsky et al., 2012a). Er bildet somit 

eine Ausnahme des Grundsatzes, dass Infektionen des diabetischen Fußes anhand der 

Klinik zu diagnostizieren sind, und die Kultur lediglich der weiteren Bestimmung der ver-

antwortlichen Mikroorganismen vorbehalten ist. Trotzdem sollte eine Untersuchung von 

Knochenproben nur dann in Erwägung gezogen werden, wenn die Diagnose einer Os-

teomyelitis nach Auswertung von Klinik und bildgebenden Verfahren unsicher bleibt, o-

der eine knöcherne Infektion nicht auf eine empirische Antibiotikatherapie anspricht 

(Berendt et al., 2008; Jeffcoate & Lipsky, 2004; Lipsky et al., 2012a; Lipsky, 1997). Denn 

die Gewinnung des knöchernen Materials ist u. U. mit erheblichen Risiken verbunden. 

Auch wenn sie bei fachmännischer Ausführung generell als sichere Methode gilt 
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(Jeffcoate & Lipsky, 2004; Lipsky, 1997), besteht bei der transkutanen Knochenbiopsie 

die Befürchtung, dass Keime in das Knochengewebe verschleppt werden, oder die Kno-

chen frakturieren können (Lipsky et al., 2012a; Senneville et al., 2006). Außerdem wird 

bei dieser Technik eine zusätzliche Wunde geschaffen, die bei Patienten mit kritischem 

Gefäßstatus und schwerer Neuropathie ggf. nur verzögert verheilt (Lesens et al., 2011), 

und somit eine neu geschaffene Eintrittspforte für Infektionserreger darstellt. Auch ist 

diese Prozedur relativ teuer (Lipsky, 1997), erfordert ein gewisses Maß an Erfahrung 

und technischen Fertigkeiten, und die Ergebnisse stehen erst nach einigen Tagen zur 

Verfügung (Jeffcoate & Lipsky, 2004). Lässt sich eine Biopsie nach Abwägung dieser 

Risiken nicht vermeiden, sollte sie bevorzugt unter Durchleuchtung oder CT-gesteuert 

und nach gründlicher Desinfektion durch klinisch unauffällige Haut durchgeführt werden 

(Jeffcoate & Lipsky, 2004; Lipsky et al., 2012a). Auf diese Weise lässt sich die Wahr-

scheinlichkeit von falsch positiven Kulturen reduzieren (Glaudemans et al., 2015; Lipsky 

et al., 2012a). Damit aber auch das Gegenteil, nämlich falsch negative Kulturergebnisse 

vermieden werden, sollten die Patienten nach Möglichkeit zwei Wochen vor der Proben-

entnahme keine Antibiotika einnehmen (Lipsky et al., 2012a; Senneville et al., 2006). 

Weil eine lange Verzögerung bei einigen Patienten jedoch nicht vertretbar ist (obwohl es 

sich bei der Osteomyelitis nur um eine langsam progrediente Erkrankung handelt) 

(Lipsky et al., 2012a), die bakterielle Belastung von Sequestern und nekrotischem Ge-

webe in der Regel hoch und die antibiotische Penetration eines solchen Knochens 

schlecht ist, kann auch ein verkürztes antibiotikafreies Intervall ausreichend sein (Lesens 

et al., 2011). Neben einer antibiotischen Anbehandlung können zudem Fehler bei der 

Probenentnahme oder die falsche Kultivierung besonders anspruchsvoller Organismen 

zu falsch negativen Ergebnissen führen (Lipsky et al., 2012a). Diese Fehlerquellen sind 

zwar bekannt, können aber nicht immer sicher ausgeschlossen werden. Darum macht 

es Sinn zusätzlich zur mikrobiologischen Kultur eine histopathologische Untersuchung 

der Probe durchzuführen (Glaudemans et al., 2015; Lipsky et al., 2012a), welche routi-

nemäßig die makroskopische und mikroskopische Betrachtung sowie eine Hämatoxylin-

Eosin-Färbung beinhaltet (Chantelau et al., 2007). Hier sprechen eine Infiltration von 

Entzündungszellen in das Knochenmark (Lymphozyten, Granulozyten, Monozyten), Ei-

teransammlungen, narbiges, destruiertes Knochengewebe und Nekrosen, sowie unter 

dem Mikroskop sichtbare Mikroorganismen für das Vorliegen einer Osteomyelitis 

(Chantelau et al., 2007; Glaudemans et al., 2015). Jedoch können die Ergebnisse auch 

bei dieser Untersuchungsmethode falsch negativ oder falsch positiv interpretiert werden. 

Existiert z. B. eine chronische Infektion anderer Genese, kann dies mit einer Osteomy-

elitis verwechselt werden (Glaudemans et al., 2015). Wird die infizierte Region jedoch 

bei der Probenentnahme nicht richtig getroffen, oder wird sie durch einen unerfahrenen 
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Pathologen ausgewertet, kann eine Osteomyelitis übersehen werden (Glaudemans et 

al., 2015). Und selbst wenn der Pathologe langjährige Erfahrung auf diesem Gebiet vor-

weisen kann, so herrscht doch immer noch Uneinigkeit über die genauen Diagnosekri-

terien; denn ein einheitliches Klassifikationssystem zur Diagnose der Osteomyelitis in 

diabetischen Füßen ist bisher noch nicht flächendeckend etabliert (Cecilia-Matilla et al., 

2013; Glaudemans et al., 2015). Eine mögliche histopathologische Einteilung liefern Ce-

cilia-Matilla et al., die zwischen vier verschiedenen Gruppen unterscheiden (akute Oste-

omyelitis, chronische Osteomyelitis, akute chronische Osteomyelitis und Fibrose) 

(Cecilia-Matilla et al., 2013). Da sich insgesamt positive mikrobiologische und negative 

histologische Befunde im gleichen Ausmaß wie negative mikrobiologische und positive 

histologische Ergebnisse finden lassen, bleibt die Kombination beider Methoden der 

empfohlene Goldstandard (Glaudemans et al., 2015; Hochlenert et al., 2014; Lipsky et 

al., 2012b; Lipsky et al., 2016). Die alternative Verwendung von Probenmaterial, das 

durch Nadelaspiration des Knochen oder des benachbarten Weichteilgewebes gewon-

nen wurde (Senneville et al., 2009), ist ebenso wie nicht-invasive Maßnahmen (z. B. 

Wundabstriche) (Elamurugan et al., 2011) keinesfalls genau genug, und sollte deshalb 

zur Diagnose einer Osteomyelitis gemieden werden, wenn die Möglichkeit einer Kno-

chenbiopsie gegeben ist (Bernard et al., 2011). 

1.1.2.5.2 Identifikation der Infektionserreger 
Der Nachweis von Mikroorganismen in einer Wunde ist bis auf wenige Ausnahmen nur 

dann zu empfehlen, wenn nach Anlage der klinischen Maßstäbe und Abarbeitung der 

oben erläuterten Diagnostikpyramide eine Infektion des diabetischen Fußes vorliegt. Bei 

klinisch nicht infizierten Ulcera sind diese Maßnahmen ggf. sinnvoll, wenn sie im Rah-

men von Nachsorgeuntersuchungen von zuvor infizierten Wunden durchgeführt werden 

(Lipsky et al., 2004). Je nach Art und Ausprägung der Entzündung sollte die Auswahl 

von Probenmaterial zur Erregerdiagnostik entsprechend angepasst werden. Beispiels-

weise müssen bei schweren systemischen Infektionen zusätzlich Blutproben auf Mikro-

organismen untersucht werden (Lipsky et al., 2012a). Liegt der Verdacht auf eine Oste-

omyelitis nahe, kann hingegen die Auswertung von Knochensubstanz sinnvoll sein 

(Lipsky et al., 2012a). Bei der Mehrzahl der infizierten diabetischen Fußulcera ist aber 

eine lokale Probenentnahme ausreichend. In jedem Falle sollte diese unter Einhaltung 

bestimmter Vorkehrungen zur Qualitätsoptimierung vorgenommen werden. Zu diesen 

zählen eine fachmännische Wundreinigung und ein gründliches Wunddebridement vor 

der Probengewinnung (Lipsky et al., 2004) ebenso wie eine eindeutige Beschriftung des 

Materials und dessen schneller Laborversandt in geeigneten Transportbehältnissen 

(Glaudemans et al., 2015; Lipsky et al., 2012a; Lipsky et al., 2004; Peters, 2016). 
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Theoretisch sind die Curettage mit einem Spatel oder Skalpell vom Ulcusgrund, eine 

Stanzbiopsie oder die Nadelaspiration von purulentem Sekret bei Infektionen von Haut 

und Bindegewebe des diabetischen Fußes die bevorzugten Methoden zum Nachweis 

von Pathogenen (Lipsky et al., 2004, Lipsky et al., 2016). Im Vergleich zu diesen Vorge-

hensweisen liefern oberflächlich angewandte Abstrichtupfer Ergebnisse, die weniger 

sensitiv und nicht so spezifisch sind (Backhouse et al., 2015; Lawall et al., 2013; Nelson 

et al., 2013). Sie enthalten oftmals neben den wahren Infektionserregern auch kolonisie-

rende Mikroorganismen (Caballero & Frykberg, 1998; Peters, 2016) und sind vor allem 

zum Nachweis anaerober Keime weniger geeignet (Pellizzer et al., 2001). Trotzdem wird 

das Abstreichen von Fußulcera in der Praxis häufig genutzt, da es relativ günstig, schnell 

einsetzbar und leicht durchzuführen ist (Nelson et al., 2013; Peters, 2016). Handelt es 

sich um die einzige zur Verfügung stehende Option, so sollten Tupfer genutzt werden, 

die sowohl zur Kultivierung von aeroben als auch von anaeroben Organismen geeignet 

sind (Lipsky et al., 2004). Für die Analyse der entnommenen Proben stehen unterschied-

liche Verfahren zur Verfügung. 

1.1.2.5.2.1 Kultureller Erregernachweis 
In der Routinediagnostik von Probenmaterial nimmt der kulturelle Erregernachweis eine 

wichtige Rolle ein. Die Organismen werden auf selektiven Nährböden angezüchtet und 

mit Hilfe des MALDI-TOF-MS (Matrix-Assistierte Laser-Desorption-Ionisierung Time-of-

Flight, siehe auch 2.2.4) beurteilt (Peters, 2016). Diese Art der Diagnostik ist verhältnis-

mäßig simpel in der Handhabung, kostengünstig, weit verbreitet und bietet die Möglich-

keit der simultanen Resistenztestung gegenüber verschiedenen Antibiotika (Peters, 

2016). Allerdings dauert es 2-3 Tage bis die Kulturen ausgewertet und die Sensitivitäts-

muster der Mikroorganismen detektiert werden können (Glaudemans et al., 2015; 

Peters, 2016). Bei akuten und schwerwiegenden Infektionen ist es jedoch oftmals nicht 

möglich auf diese Ergebnisse zu warten um gezielt antibiotisch therapieren zu können, 

sodass den Patienten empirische Antibiotikaregime verabreicht werden müssen (Nelson 

et al., 2013; Peters, 2016), die in fast einem Viertel der Fälle inadäquat sind, und weniger 

häufige Keime nicht immer mit abdecken (Lipsky et al., 2014a). Angesichts der zuneh-

menden Resistenzlage vieler Pathogene ist davon auszugehen, dass sich dieses Prob-

lem zukünftig noch verschärfen und klinische sowie finanzielle Konsequenzen nach sich 

ziehen wird (Lipsky et al., 2014b). Neben diesem Manko weist die Kultur als Mittel zur 

Identifikation von Infektionserregern eine Reihe von Fehlerquellen und Missständen auf, 

die sich durch die Tatsache ergeben, dass nur vitale und sich vermehrende Organismen 

detektiert werden können. Für antibiotisch anbehandelte Patienten, bei denen Keime 

durch die Medikamente bereits abgetötet oder in ihrem Wachstum gehemmt sind, 
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können sich falsch negative Resultate ergeben (Glaudemans et al., 2015; Peters, 2016; 

Uçkay et al., 2015). Ebenso zeigen Bakterien als Bestandteil von Biofilmen - bedingt 

durch eine im Vergleich zu planktonischen Vertretern modifizierte Genexpression - oft-

mals einen langsameren Metabolismus und eine niedrigere Replikationsrate, was sie 

schwieriger zu kultivieren macht (Oliver, 2005; Pasquaroli et al., 2013; Percival et al., 

2014; Peters, 2016). Selbiges gilt für Bakterien, die äußerst empfindlich auf Veränderun-

gen ihrer Umgebung reagieren, und bereits auf dem Transport oder während der An-

zucht absterben (Uçkay et al., 2015). Zudem können nur Mikroorganismen kultiviert wer-

den, deren Wachstumsbedingungen bekannt sind (Glaudemans et al., 2015). Dement-

sprechend ist die Auswahl der Nährmedien abhängig von einer gewissen Erwartungs-

haltung der Untersucher und unter Umständen nicht für unbekannte oder seltene Patho-

gene ausgelegt. Mischinfektionen mit unterschiedlichen Bakterien, die verschiedene o-

der sogar gegensätzliche Ansprüche an das Nährstoffangebot, die Temperatur oder at-

mosphärische Bedingungen haben, stellen eine besondere Herausforderung dar 

(Wagner, 2012). Und selbst wenn Mikroorganismen erfolgreich angezüchtet werden 

können, lassen sich durch ihre nachgewiesene Präsenz im Wundgebiet noch keine kau-

salen Rückschlüsse auf ihre Rolle als Infektionserreger ziehen. Gerade dann, wenn viele 

verschiedene Organismen isoliert wurden, kann es sich schwierig gestalten, zwischen 

wahren Pathogenen und kolonisierenden Keimen zu unterscheiden (Glaudemans et al., 

2015; Lipsky et al., 2012a). Zwar handelt es sich bei der dominierenden Spezies in der 

Regel um den auslösenden Erreger (Lipsky et al., 2012a), jedoch können die Mengen-

verhältnisse unter Laborbedingungen von denen im Wundmilieu abweichen (Wagner, 

2012). Hinzu kommt, dass eine quantitative Analyse außerhalb der Forschung nur selten 

Anwendung findet, da dieser komplexe und teure Service von vielen klinischen Laboren 

gar nicht angeboten wird, und das Konzept einer hohen Keimbelastung weder zur Diag-

nose einer Infektion noch zur Identifikation des auslösenden Erregers herangezogen 

werden kann (Glaudemans et al., 2015; Lipsky et al., 2012a; Peters, 2016). Aufgrund 

der genannten Limitationen sind die Kulturergebnisse durchaus kritisch zu hinterfragen 

und sollten ggf. durch weitere Methoden der Erregerdiagnostik ergänzt werden. 
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1.1.2.5.2.2 Molekularbiologischer Erregernachweis 
Mit molekularbiologischen Methoden werden die Bakterien einer Probe auf ihren Geno-

typ hin untersucht. Die meisten dieser Techniken basieren auf der Amplifikation vom 16S 

rRNA Gen, welches im Genom aller Prokaryoten vorkommt, jedoch durch das Vorhan-

densein hypervariabler Regionen zur Identifizierung verschiedener Spezies genutzt wer-

den kann (Lavigne et al., 2015; Wagner, 2012). Erste Ergebnisse stehen z. T. schon 

nach Stunden zur Verfügung und erlauben im Gegensatz zum kulturellen Erregernach-

weis den Einsatz eines frühzeitigen gezielten Antibiotikaregimes (Peters, 2016). Abge-

sehen vom zeitlichen Aspekt liegt ein weiterer Vorteil der molekularbiologischen Unter-

suchungen darin, dass die Organismen für diese Verfahren nicht mehr kultivierbar sein 

müssen. Somit ist es möglich auch Bakterien zu detektieren, die sich in einem VBNC-

Stadium (viable but nonculturable) befinden, durch eine vor der Probenentnahme einge-

leitete Antibiotikatherapie bereits abgetötet wurden, oder hohe Ansprüche an ihre Um-

gebung haben, und unter suboptimalen Bedingungen schon vor der Probenanalyse ab-

gestorben sind (Peters, 2016). Dieser Umstand macht genotypische Methoden im Ver-

gleich zur Kultur deutlich sensitiver (Glaudemans et al., 2015), und erlaubt überdies die 

Identifikation eines weitaus breiteren Spektrums an möglichen Infektionserregern - ins-

besondere von Anaerobiern (Glaudemans et al., 2015; Lavigne et al., 2015).  

Wer genotypische Analysen in der Klinik anwendet, sollte jedoch auch mit den Schwach-

stellen dieser Techniken vertraut sein. Mikrobiologische Populationen wie Viren oder Ar-

chaea, die durchaus für pathologische Bedingungen verantwortlich sein können, werden 

durch Methoden, die auf der Amplifikation des 16S rRNA Gens beruhen, nicht erfasst 

(Lavigne et al., 2015). Und auch bei der Bestimmung von Bakterien können sich Prob-

leme ergeben. Nahe verwandte Stämme ähneln sich in den hypervariablen Regionen 

des 16S rRNA Gens z. T. so stark, dass es nötig wird, diese mit verschiedenen Primer-

Sets zu untersuchen (Malone et al., 2016; Spichler et al., 2015). Zudem bleibt bisher 

unklar, ob alle detektierten Bakterien auch einen klinischen Stellenwert haben (Lipsky et 

al., 2013). Denn die bloße Anwesenheit von Genen ermöglicht noch keine Aussage über 

den metabolischen Aktivitätszustand eines Organismus in vivo (Lavigne et al., 2015; 

Sorek & Cossart, 2010). Ebenso werden Bakterien nachgewiesen, die unter Umständen 

gar keine Pathogene sind, und deren medikamentöse Abdeckung das gewählte Antibi-

otikaspektrum unnötig breit ausfallen lässt (Peters, 2016). Diese Ausführungen machen 

deutlich, dass bei der Ergebnisinterpretation noch Unsicherheit herrscht, und sowohl für 

die Anwendung als auch die Auswertung der Genotypisierung ein gewisses Maß an Er-

fahrung benötigt wird (Glaudemans et al., 2015; Peters, 2016). Daher kommen sie noch 

nicht routinemäßig zum Einsatz, sondern dienen dem Nachweis untypischer 
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Organismen, oder bleiben schweren Infektionen vorbehalten, die nicht auf Antibiotika 

reagieren, oder sich rapide verschlechtern (Glaudemans et al., 2015).  

Neuerungen auf dem Gebiet der Metagenomik könnten einige der genannten Limitatio-

nen jedoch aufheben und die Beantwortung weitergehender Fragen ermöglichen 

(Lavigne et al., 2015). Das Whole Genome Sequencing (WGS) beispielsweise identifi-

ziert auch die DNA von Pilzen, Archaea und Viren (Malone et al., 2016; Spichler et al., 

2015), und liefert nicht nur taxonomische Informationen, sondern gibt überdies Auf-

schluss über Gene, aus denen biologische Funktionen des Organismus abgeleitet wer-

den könnten (z. B. Virulenzfaktoren, Antibiotikaresistenzen oder deren Metabolismus) 

(Lavigne et al., 2015; Malone et al., 2016; Spichler et al., 2015). Da jedoch mit dem WGS 

allein nicht zwischen exprimierten und nicht exprimierten Genen unterschieden werden 

kann, müsste es mit anderen molekularen Methoden aus der Transkriptomik, Proteomik 

und Metabolomik kombiniert werden (Hettich et al., 2013). Die Einschränkung der 16S 

rRNA Amplifikation, welche keine Antibiogrammtestung ermöglicht, sondern den zusätz-

lichen Einsatz einer Kultur für eindeutige Aussagen zur individuellen Resistenzlage der 

nachgewiesenen Erreger nötig macht, könnte somit zukünftig umgangen werden 

(Glaudemans et al., 2015; Peters, 2016). Ebenso ließe sich zwischen Kolonisation und 

Infektion differenzieren, und sogar die Entwicklung von komplexen Mikrobiota, die Rollen 

der einzelnen Organismen und die Entstehung von Wundinfektionen erforschen 

(Lavigne et al., 2015). Allerdings werden durch diese Verfahren riesige Datenmengen 

generiert, deren Analyse für den klinischen Routineeinsatz noch zu zeitaufwändig ist 

(Lavigne et al., 2015; Malone et al., 2016). Die Entwicklung von Bioinformatik und Soft-

ware spielt für die Zukunft dieser Methoden eine wichtige Rolle, und wenngleich sie ak-

tuell noch verhältnismäßig teuer und nicht überall verfügbar sind, ist der Fortschritt doch 

mit Spannung zu verfolgen (Glaudemans et al., 2015; Malone et al., 2016; Peters, 2016). 

1.1.2.6 Therapie des diabetischen Fußsyndroms 
Die Therapie des diabetischen Fußsyndroms variiert nach Ausprägung und Klinik der 

Erkrankung und verfolgt dementsprechend mehrere Ziele. Bei Patienten mit abgeheilten 

Läsionen gilt es der Entstehung neuer Ulcera vorzubeugen und Personen mit erhöhtem 

Risiko zu identifizieren (Bauer et al., 2010). Liegen bereits, immer noch, oder wieder 

offene Wunden vor, so müssen diese ohne Zeitverzögerung behandelt werden (Bauer 

et al., 2010). Nur so lassen sich langwierige Verläufe und schwerwiegende Komplikatio-

nen wie Infektionen und Amputationen abwenden. Als langfristige Ziele gelten der Erhalt 

und die Gebrauchsfähigkeit der Extremität ebenso wie eine Steigerung von Lebenser-

wartung und Lebensqualität der Patienten (Bauer et al., 2010). 
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Um diesen Ansprüchen gerecht zu werden, sollte die Therapie in jedem Falle individuell 

auf den Patienten und das Ulcus abgestimmt sein, und vorzugsweise durch ein interdis-

ziplinäres Team, bestehend aus Diabetologen, Mikrobiologen, Podologen, Chirurgen 

und Orthetikern, durchgeführt und überwacht werden (Markakis et al., 2016). Die einge-

setzten Methoden sind hierbei vielfältig und werden stetig weiterentwickelt. Trotzdem 

haben sich drei Grundsätze in der Behandlung diabetischer Fußulcera bewährt.  

1.1.2.6.1 Behandlung diabetischer Fußulcera 
Erstens müssen die Wunden regelmäßig gesäubert werden (Lipsky et al., 2012a). Dazu 

gehört ein gründliches Wunddebridement (Markakis et al., 2016). Anschließend werden 

schützende Verbände angelegt, die je nach Wundmilieu unterschiedlich ausfallen kön-

nen. So werden stark nässende Ulcera mit Verbandsmaterial versehen, welches Feuch-

tigkeit schnell und sicher aufnimmt, wohingegen trockene Wunden besser in einer feuch-

ten Umgebung abheilen (Lipsky et al., 2012a). Zwar können zu diesen Zwecken spezi-

elle Produkte wie Alginat oder Hydrokolloid eingesetzt werden, diese sind einfachen Ver-

bänden aber nicht zwangsläufig überlegen (Dumville et al., 1996; Dumville et al., 2013), 

sodass für die meisten Patienten einfache Mullwickeln und Kochsalzlösung ausreichend 

zu sein scheinen (Uçkay et al., 2015). Unabhängig vom gewählten Material ist es wichtig, 

den Verband regelmäßig zu wechseln, um das Ulcus optimalerweise täglich inspizieren 

zu können (Lipsky et al., 2012a). Schließlich gilt es die Wunde zu entlasten (Bauer et 

al., 2010). Um den Druck auf das Ulcus zu vermeiden oder zu verteilen stehen verschie-

dene Hilfsmittel zur Verfügung. Darunter fallen vor- oder maßgefertigte Spezialschuhe 

ebenso wie druckreduzierende Einlegesohlen oder der Total Contact Cast (TCC) 

(Markakis et al., 2016; Uçkay et al., 2015). In einigen Fällen (z. B. bei ulcerierenden 

Hammer- oder Klauenzehen) können sogar chirurgische Eingriffe notwendig werden 

(Frykberg et al., 2010). 

1.1.2.6.2 Therapie von Infektionen 
Der Einsatz von Antibiotika bei infizierten Wunden ist zweifelsfrei vorteilhaft und notwen-

dig, um einen Untergang von Gewebe und eine schlechte Wundheilung zu vermeiden 

(Lipsky et al., 2012a). Dennoch sollte die Indikation für den Einsatz dieser Medikamen-

tengruppe streng gestellt werden - nicht infizierte Wunden sollten nicht antibiotisch be-

handelt werden (Bauer et al., 2010; Lipsky et al., 2012a). Denn zum einen liegt kein 

Beweis für eine beschleunigte Wundheilung oder ein Vermeiden von Infektionen von 

nicht infizierten Wunden vor, zum anderen entstehen unnötige Kosten, und zugleich wird 

das Risiko von Resistenzbildungen und Nebenwirkungen in Kauf genommen (Lipsky et 

al., 2012a). In diesem Zusammenhang darf gerade die Nierentoxizität einiger Substan-

zen bei Diabetespatienten mit eingeschränkter Nierenfunktion nicht unterschätzt werden 
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(Caballero & Frykberg, 1998). Daher gilt es bei unklaren Verhältnissen eher die Wund-

versorgung zu optimieren anstatt zu Antibiotika zu greifen (Glaudemans et al., 2015). 

Doch auch im Falle von Infektionen reicht eine medikamentöse Abdeckung der Erreger 

allein nicht aus – die lokale Wundversorgung mit gründlichem Debridement, das Ruhig-

stellen der Extremität und die gleichzeitige Behandlung der Hyperglykämie sind eben-

falls wichtige Faktoren im Umgang mit Infektionen (Caballero & Frykberg, 1998). Zudem 

sollte das Vorgehen der Schwere der Infektion angepasst werden (Bauer et al., 2010; 

Lawall et al., 2013). 

Bei leichten Infektionen ohne verkomplizierende Faktoren kann die Versorgung ambu-

lant mit oralen Antibiotika durchgeführt werden (Lipsky et al., 1990). Fluorchinolone er-

reichen per os sogar bei Patienten mit Gastroparese eine ausreichende Bioverfügbarkeit 

(Marangos et al., 1995), aber auch für viele andere Substanzen wie Clindamycin, Line-

zolid oder Rifampicin zeigen sich bei oraler Applikation adäquate Serumlevel und eine 

gute Penetration von Knochen, Synovia, Biofilmen oder nekrotischem Gewebe (Lipsky 

et al., 2012a; Uçkay et al., 2015), sodass bisher keine suffizienten Evidenzen vorliegen, 

die den Vorzug bestimmter Substanzen zur antibiotischen Behandlung von DFIs begrün-

den würden (Selva Olid et al., 2015). Unabhängig vom gewählten Wirkstoff ist eine eng-

maschige Betreuung unabdingbar (Uçkay et al., 2015), wobei die erste Erfolgskontrolle 

bereits nach einigen Tagen erfolgen sollte (Lipsky et al., 1990). Im Falle einer deutlichen 

Verbesserung der klinischen Situation ist ein Fortführen der Antibiose bei milden und 

moderaten Infektionen für 1 - 2 Wochen in der Regel ausreichend (Lipsky et al., 1990). 

Bei Nichtansprechen muss die Therapie jedoch reevaluiert und ggf. verändert werden 

(Caballero & Frykberg, 1998). Bleibt der Behandlungserfolg weiterhin aus oder kommt 

es sogar zu einer Exazerbation der Infektion, muss über eine stationäre Weiterführung 

der Therapie nachgedacht werden (Caballero & Frykberg, 1998; Lipsky et al., 1990). 

Dasselbe gilt auch im Falle von metabolischer Instabilität und der Notwendigkeit diag-

nostischer Tests, kritischen Ischämien, indizierten chirurgischen Eingriffen, sehr kom-

plexen Wunden mit aufwändigen Verbandswechseln und incomplienten Patienten 

(Lipsky et al., 2012a).  

Bei sehr schweren Infektionen ist der Patient von vorneherein in eine Klinik einzuweisen, 

wo umgehend eine intravenöse Antibiose eingeleitet werden muss (Bauer et al., 2010; 

Lawall et al., 2013). Im Vergleich zur oralen Medikation können so schneller adäquate 

Serumlevel des Wirkstoffes erreicht werden (Lipsky et al., 2012a). Da schwere Infektio-

nen oft polymikrobiell sind (Frykberg & Veves, 1996), sollte eine initiale Therapie mit 

breitem Spektrum gewählt werden (Caballero & Frykberg, 1998; Lipsky et al., 2012a). 

Sobald das Ergebnis der Erregerbestimmung vorliegt, kann die empirische Therapie de-

eskaliert oder angepasst werden (Lawall et al., 2013; Lipsky et al., 2012a; Uçkay et al., 
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2015). Dabei können detektierte Hautkeime wie Koagulase-negative Staphylokokken, 

Corynebakterien, Bacillus-Spezies oder Enterokokken z. T. vernachlässigt werden 

(Lipsky et al., 2012a; Uçkay et al., 2015). Sind diese Bakterien allerdings an Infektionen 

von tiefem, keimfreien Gewebe und dem Befall von Synthesematerial beteiligt, so muss 

das Antibiotikum auch für diese Erreger wirksam sein (Lipsky et al., 2012a; Uçkay et al., 

2015). Außerdem müssen Anaerobier mitbehandelt werden, wenn Nekrosen, Gangrän 

oder faulig riechendes Gewebe vorhanden sind. Das gilt selbst dann, wenn kulturell 

keine anaeroben Bakterien gefunden wurden (Lipsky et al., 2012a). In diesen Fällen ist 

Metronidazol eine gute Wahl und kann zusammen mit anderen Medikamenten gegeben 

werden (Caballero & Frykberg, 1998). Die Kombination verschiedener Substanzen bietet 

sich nicht nur bei der Eradikation von Anaerobiern an, sondern kommt vor allem dann 

zum Einsatz, wenn verschiedene Bakterien im Wundmilieu vorhanden sind, die detek-

tierten Organismen schnell Resistenzen entwickeln (z. B. Pseudomonaden), oder ein 

Antibiotikum verwendet wird, gegen welches erfahrungsgemäß schnell Resistenzen auf-

treten, wenn es nicht in Kombination eingesetzt wird (z. B. Rifampicin) (Lipsky et al., 

2012a). Im Verlauf der Behandlung sollten dann nicht nur die Präparate angepasst wer-

den, sondern auch deren Applikationsform. Die intravenöse Gabe ist deutlich teurer als 

eine orale Antibiose und birgt überdies mehr Risiken, weshalb ein Verabreichen per os 

bevorzugt werden sollte, sobald eine deutliche Besserung der Infektion eingetreten ist 

(Lawall et al., 2013; Lipsky et al., 2012a). Insgesamt müssen die Antibiotika bei schwe-

ren Infektionen meist 2 - 4 Wochen gegeben werden, um eine ausreichende Wirkung zu 

erzielen (Lipsky et al., 2012a), womit die Behandlungsdauer deutlich über der von leich-

ten Fällen liegt. Um diese Zeitspanne zu reduzieren werden immer wieder Wege ge-

sucht, die Antibiotikatherapie zu optimieren. So wurden Antibiotikaketten und antibiotisch 

beschichtetes Füllmaterial auf ihre Effektivität hin getestet (Roeder et al., 2000; Schade 

& Roukis, 2010; Yamashita et al., 1998). Für generelle Empfehlungen diesbezüglich feh-

len jedoch noch ausreichende Forschungsdaten (Lipsky et al., 2012a). Andere Arbeits-

gruppen beschäftigen sich mit Verfahren zur Erregerbekämpfung, die gänzlich ohne An-

tibiotika im klassischen Sinne auskommen. Darunter fallen die fotodynamische Inaktivie-

rung von Bakterien (Kashef et al., 2011), der Einsatz von Bakteriophagen (Uçkay et al., 

2015), oder die bakterizide Bestrahlung mit blauem Licht (Yang et al., 2017). 
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1.1.2.7 Prävention 
Damit Diabetiker erst gar keine DFUs entwickeln, steht die Prävention an oberster Stelle. 

Zu diesem Zweck hat die International Working Group on Diabetic Foot (IWGDF) eine 

Risikoklassifizierung herausgegeben (Tab. 6), die es ermöglichen soll, stark gefährdete 

Patienten zu identifizieren, und diese besonders intensiv zu betreuen. 

Katego-
rie 

Befunde Untersuchung Risikoeinstu-
fung 

0 Keine sensorische Neuropathie 1 x jährlich Niedrig 
1 Sensorische Neuropathie 1 x alle 6 Mo-

nate 
Erhöht 

2 Sensorische Neuropathie + paVK 
oder  
Fußdeformität  

1 x alle 3 Mo-
nate 

Erhöht 

3 Ulcusanamnese 1x alle 1-3 Mo-
nate 

Hoch 

  Tabelle 6 Risikoklassifizierung für das Auftreten von Fußläsionen der IWGDF 

 

Neben den in Tabelle 6 genannten Faktoren müssen noch weitere Aspekte berücksich-

tigt werden, die Einfluss auf die Planung der Präventionsstrategie haben können (voran-

gegangene Amputationen, Arthropathien der unteren Extremität, eingeschränkte Ge-

lenkmobilität, motorische Funktionseinschränkung, Adipositas ≥ II°, Visuseinschränkun-

gen, Immunsuppression, psychosoziale Faktoren, Suchtkrankheiten, ungeeignetes 

Schuhwerk, mangelnde oder falsche Fußpflege, Barfußlaufen, Hornhautschwielen) 

(Bauer et al., 2010). Je nach Ergebnis dieser Risikoeinstufung werden die Patienten 

entsprechend öfter zu Kontrolluntersuchungen einbestellt, in deren Rahmen sich der be-

handelnde Arzt ein Bild über den Zustand der Füße, über den Gefäßstatus und über das 

Schuhwerk des Patienten verschafft, und ggf. weiterführende diagnostische und thera-

peutische Maßnahmen einleitet (Bauer et al., 2010). Dazu zählt auch das Verschreiben 

von Orthesen und Spezialschuhen, die sowohl auf die individuellen anatomischen Ge-

gebenheiten abgestimmt sind, als auch auf das jeweilige Verhalten des Patienten. Für 

Diabetiker mit minimalen Deformitäten und einer geringen körperlichen Aktivität können 

herkömmliche Sportschuhe mit weichen Innensohlen bereits ausreichend sein, während 

Patienten mit signifikanten Deformitäten und hohen Aktivitätsleveln Maßschuhe mit Or-

thesen und Entlastungspolsterungen benötigen (Bauer et al., 2010). Die statistische und 

dynamische Pedografie erlaubt eine Objektivierung der Druckentlastung und hilft dabei, 

das Ergebnis zu optimieren (Bauer et al., 2010). Außerdem müssen die Diabetiker 

selbst, aber auch Personen, die an der Pflege der Patienten beteiligt sind (z. B. Ange-

hörige, Freunde, Pflegedienste) gezielt im Umgang mit der Erkrankung geschult werden. 

Dies geschieht bei der Erstdiagnose eines Diabetes mellitus in Form von allgemeinen 



1 Einleitung   25 

Gruppenschulungen, die durch spezielle Nachschulungen beim Auftreten von Begleiter-

krankungen (z. B. periphere Neuropathie, paVK, Fußdeformität, Ulcus) ergänzt werden 

(Bauer et al., 2010). In diesen Veranstaltungen werden die Teilnehmer mit dem Konzept 

der Selbstuntersuchung von Füßen und Schuhwerk vertraut gemacht, und erlernen 

Grundlagen der täglichen Fußpflege, wie die Reinigung mit lauwarmen Wasser, das Ein-

reiben mit Feuchtigkeitscreme, die sachgerechte stumpfe Nagelpflege und das Beseiti-

gen von Hornhautschwielen (Bauer et al., 2010). Unter bestimmten Voraussetzungen 

wird diese Fußpflege von professionellen Podologen ergänzt oder übernommen, etwa 

dann, wenn die Patienten auf Grund körperlicher Einschränkungen nicht mehr zur selbst-

ständigen Versorgung in der Lage sind, oder Komplikationen (z. B. Fußdeformitäten, 

fortbestehende Druckstellen, Ulcusanamnese) hinzukommen, die zu einer höheren Ri-

sikoklasse führen (Bauer et al., 2010). Die professionelle podologische Behandlung be-

inhaltet neben den bereits genannten Aspekten auch die Behandlung von Tinea pedis, 

Onchynomykosen, Nageldeformitäten und Paronychien (Bauer et al., 2010; Uçkay et al., 

2015). Für weitreichendere Eingriffe müssen ggf. Chirurgen hinzugezogen werden, die 

präventive plastisch-chirurgische Verfahren, wie die Achillessehnenverlängerungen bei 

starker Vorfußbelastung, Arthroplastiken bei Zehenkontrakturen und Abtragungen von 

Exostosen durchführen (Bauer et al., 2010). Um die genannten präventiven Maßnahmen 

stetig zu verbessern werden neue Methoden erforscht, die auch die Patienten selbst in 

die Erfolgskontrolle mit einbeziehen. Beispiele dafür sind das Home-Monitoring mit Inf-

rarotthermographie (Armstrong et al., 2007) oder Feedback-basierte Modelle zur Modi-

fizierung des Laufstiles von DFS-Patienten (Pataky et al., 2000). 

1.2 Die mikrobiologische Besiedlung der Haut 
Die Mikrobiota der Haut setzt sich aus Bakterien, Archaea, Viren und Eukaryoten wie 

Protozoen, Pilzen und Nematoden zusammen (Egert et al., 2016; Schommer & Gallo, 

2013). In Summe kolonisieren so rund 108 – 1010 Mikroben die Haut eines erwachsenen 

Menschen (Egert et al., 2016). Dabei variiert die Anzahl der Organismen /cm2 je nach 

Körperpartie und reicht von 102 am Rücken und den Fingerspitzen (Egert et al., 2016) 

bis hin zu 106 in Regionen mit höherem Feuchtigkeitslevel wie der Leistengegend oder 

den Achselhöhlen (Cundell, 2016). Grundsätzlich bedeckt diese Mikrobiota nicht nur die 

Oberfläche der Epidermis, sondern siedelt sich auch in Haarfollikeln und Drüsen an 

(Kearney et al., 1984; Kong & Segre, 2012). Sogar tiefer gelegene Schichten wie die 

Dermis und das darunter gelegene Fettgewebe scheinen regelhaft von Mikroorganismen 

bevölkert zu sein (Grice et al., 2008; Nakatsuji et al., 2013). 
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1.2.1 Bakterien 
Bakterien machen den größten Anteil der Mikrobiota der Haut aus, und lassen sich grob 

in zwei verschiedene Gruppen einteilen (Kong & Segre, 2012). Residente Bakterien wer-

den regelmäßig auf der Haut gefunden, bevölkern diese dauerhaft und regenerieren sich 

nach Störungen wieder. Als transient werden hingegen diejenigen bezeichnet, die aus 

der Umwelt stammen, und nur für einige Stunden bis Tage auf der Haut bleiben. Sie 

regenerieren sich nach Störungen nicht ohne weiteres. Beide Gruppen sind unter nor-

malen Umständen nicht schädlich für den Wirt, können aber durchaus Krankheiten und 

Infektionen verursachen, wenn hygienische Maßnahmen nicht eingehalten werden, der 

Wirt in seiner Immunität eingeschränkt oder die Hautbarriere nicht intakt ist (Kong & 

Segre, 2012). Abgesehen von diesen Risiken halten die bakteriellen Kommensalen, die 

von der Haut als stabile ökologische Nische und Nahrungsquelle profitieren (Schommer 

& Gallo, 2013), aber auch Vorteile für ihren Wirt bereit. So schützt eine balancierte und 

gesunde Mikrobiota den Wirt in ihrer Funktion als „Platzhalter“ vor der Besiedlung und 

Invasion durch pathogene Organismen (Cundell, 2016; Egert et al., 2016; Grice & Segre, 

2011). Darüber hinaus haben einige Bakterienspezies spezielle Taktiken entwickelt, um 

Pathogene in Zusammenspiel mit dem Wirt zu bekämpfen. Propionibacterium acnes sie-

delt sich beispielsweise in den Talgdrüsen an, wo es Triglyceride hydrolysiert, sodass 

freie Fettsäuren entstehen, die zum Säureschutzmantel der Haut beitragen (Elias, 2007; 

Marples et al., 1971). Pathogene wie Staphylococcus aureus oder Streptococcus pyo-

genes werden durch den resultierenden niedrigen pH in ihrem Wachstum gehemmt (Aly 

et al., 1978; Elias, 2007). Zudem stimuliert Propionibacterium acnes die Sebozyten zur 

Produktion von antimikrobiellen Peptiden (AMPs) (Nagy et al., 2006). Ein ähnlicher An-

satz ist bei Staphylococcus epidermidis zu erkennen. Forscher konnten nachweisen, 

dass diese Bakterien die körpereigene Genexpression für AMPs verstärken (Lai et al., 

2010), und überdies selber AMPs produzieren, die selektiv das Wachstum von Staphy-

lococcus aureus oder Streptokokken der Gruppe A hemmen (Cogen et al., 2010b). 

Durch das Zusammenspiel von bakteriellen AMPs mit Komponenten des Immunsystems 

des Wirtes kann das Überleben von Pathogenen signifikant reduziert werden (Cogen et 

al., 2010a). Außerdem beeinflusst Staphylococcus epidermidis die Funktion von T-Lym-

phozyten der Haut (Naik et al., 2012) und sondert Serinproteasen ab, die Biofilme von 

Staphylococcus aureus zerstören können (Iwase et al., 2010). 

Neben den bereits genannten Propionibacterium acnes und Staphylococcus epidermidis 

gehört eine ganze Reihe weiterer Bakterienspezies zur residenten Mikrobiota der 

menschlichen Haut, wie im Laufe der Jahre durch verschiedene Studien herausgefun-

den wurde. Bevor die Charakterisierung der Bakterien mit Hilfe der Sequenz-Analyse 

von 16S rRNA Genen durchgeführt werden konnte, wurden kulturelle Nachweise 
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geführt. Da allerdings nicht alle Bakterienspezies unter Standartlaborbedingungen kulti-

viert werden können, und zudem unterschiedliche Generationszeiten aufweisen, wurden 

Bakterien selektiert, die schnell auf den Nährmedien wachsen konnten (Chen & Tsao, 

2013; Cundell, 2016; Gao et al., 2007; Grice et al., 2008). Diese wurden zwar auch mit 

molekularbiologischen Methoden nachgewiesen, jedoch zeigt sich in neueren Studien 

eine deutlich größere Vielfalt an Organismen als zuvor bekannt war (Fierer et al., 2008; 

Gao et al., 2007; Grice et al., 2009; Kong & Segre, 2012; Schommer & Gallo, 2013), 

obgleich die meisten der detektierten Spezies dabei jeweils weniger als 1 % der gesam-

ten Mikrobiota eines Hautareals ausmachten (Chen & Tsao, 2013). Fierer et al. haben 

beispielsweise 331.619 16S Gensequenzen von 102 Handflächen analysiert. Sie identi-

fizierten 4.742 Spezies, die mehr als 25 Bakterienstämmen angehörten. Aber 94 % aller 

Spezies konnten in nur drei Stämmen zusammengefasst werden: Acinobacteria, Firmi-

cutes und Proteobacteria (Fierer et al., 2008). Auch bei der Studie von Gao et al., die 

sich mit der bakteriellen Besiedlung der Unterarme von 6 gesunden Erwachsenen be-

schäftigte, wurden aus 1.221 16S Gensequenzen 182 verschiedene Spezies detektiert, 

von denen 95 % zu den gleichen drei Stämmen gehörten wie bei Fierer et al. (Gao et 

al., 2007). Grice et al. untersuchten sogar 20 verschiedene Körperregionen von 10 ge-

sunden Erwachsenen und analysierten insgesamt 112.283 16S Gensequenzen. Dabei 

identifizierten sie 19 Bakterienstämme, wobei die meisten der Bakterien von nur vier 

verschiedenen Stämmen abgedeckt wurden: (Actinobacteria (52 %) (z. B. Corynebakte-

rien, Propionibakterien, Mikrokokken, Brevibakterien), Firmicutes (24 %) (z. B. Staphy-

lokokken, Streptokokken, Laktobazillen), Proteobakterien (17 %) (z. B. Acinetobacter, 

Methylobakterien) und Bakteroidetes (6 %) (z. B. Prevotella, Porphyromonadaceae, 

Flavobakterien) (Grice et al., 2009). Abgesehen von der großen Vielfalt und der Domi-

nanz bestimmter Stämme zeigten Grice et al. auch, dass die Bakterienkonstellationen 

zwischen Körperpartien mit Unterschieden in Hautdicke, den Hautfalten, der Dichte von 

Haarfollikeln und Drüsen (Kong & Segre, 2012) sowie den physikalischen und chemi-

schen Eigenschaften (Egert et al., 2016) variieren. Areale mit vielen Talgdrüsen, wie die 

Kopfhaut, die Stirn, der Nacken und der obere Rücken sowie die Brust, werden durch 

lipophile Propionibakterien und Staphylokokken dominiert, während feuchte Bereiche 

wie die Achselhöhlen, die Genitalregion, die Knie- und Ellenbeugen sowie die Füße eher 

von Corynebakterien und Staphylokokken besiedelt werden (Grice et al., 2009). Tro-

ckene Gebiete, zu denen die Unterarme, die Beine, der untere Anteil des Rückens und 

das Gesäß sowie einige Handbereiche zählen, werden bevorzugt von ß-Proteobakterien 

und Flavobacteriales kolonisiert (Grice et al., 2009). Insgesamt variieren die nachgewie-

senen Bakterien aber nicht nur intrapersonell zwischen verschiedenen Hautarealen, 

sondern auch interpersonell. So stimmte die Mikrobiota auf den Händen verschiedener 
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Personen nur in 13 % der Spezies überein, wobei Frauen eine signifikant höhere Vielfalt 

aufwiesen (Fierer et al., 2008). Bei den Unterarmen konnten sogar nur 2,2 % der Spezies 

bei allen Personen nachgewiesen werden (Gao et al., 2007). Wodurch diese individuel-

len Bakterienkonstellationen erklärt werden können, ist letztendlich nicht vollständig ge-

klärt; einige wichtige Einflussfaktoren konnten allerdings schon benannt werden. 

Bereits die Art und Weise, wie ein Neugeborenes auf die Welt kommt, ist in Punkto Mik-

robiota der Haut ausschlaggebend. Denn Kinder, die auf natürlichem Wege geboren 

werden, werden zunächst durch vaginale Bakterien (Lactobacillus, Prevotella, Sneathia 

spp.) besiedelt, während eine Geburt via Kaiserschnitt zu einer Mikrobiota führt, die 

durch typische Hautkeime (Propionibakterien, Staphylokokken, Corynebakterien spp.) 

geprägt ist (Dominguez-Bello et al., 2010; Mueller et al., 2015). In den folgenden Mona-

ten und Jahren nimmt die Vielfalt der bakteriellen Besiedlung stetig zu (Capone et al., 

2011) wobei sich die Mikrobiota von Kindern und Erwachsenen immer noch deutlich un-

terscheidet (Oh et al., 2012). Erst während der Pubertät, wenn sich die Hormon- und 

Talgproduktion ändert, nimmt die Anzahl lipophiler Bakterien zu (Cundell, 2016). Auch 

die physiologisch und anatomisch verschiedene Hautbeschaffenheit bei Männern und 

Frauen, sowie deren unterschiedliche Schweiß-, Talg- und Hormonproduktion, trägt zu 

einer anderen Mikrobiota bei (Giacomoni et al., 2009). Diese grundlegenden Verände-

rungen der Hautmikrobiota im Laufe des Lebens werden weiterhin durch individuelle 

Wirtsfaktoren und Umwelteinflüsse moduliert. Dabei spielen z. B. Verhaltensweisen in 

Hinsicht auf Hygiene und Kosmetikgebrauch (Callewaert et al., 2014; Fierer et al., 2008) 

und der individuelle Immunstatus eine Rolle (Oh et al., 2013). 

1.2.2 Pilze, Viren, Archaea 
Einen weitaus kleineren Anteil an der Hautmikrobiota machen Pilze aus. Molekularbio-

logische Nachweise haben ergeben, dass Hefen – insbesondere Malassezia (z. B. Ma-

lassezia globosa, Malassezia restricta, Malassezia sympodialis) dominieren (Findley et 

al., 2013; Gao et al., 2010; Paulino et al., 2008; Paulino et al., 2006), während sich die 

aus dem klinischen Alltag bekannten Candida Spezies in Kulturen der gesunden Haut 

nur spärlich finden. Trotzdem können sie bei immungeschwächten Personen oder anti-

biotisch behandelten Patienten schwere Infektionen auslösen (Peleg et al., 2010). 

Ebenso wie bei den Bakterien sind auch bei den Pilzen Unterschiede zwischen den ein-

zelnen Körperpartien zu erkennen. So waren 80 % der hinter den Ohren nachgewiese-

nen Pilze Malassezia Spezies, während es an den Beinen nur 53 % waren (Gao et al., 

2010). Park et al. konnten sogar nachweisen, dass diese Gattung auf der Kopfhaut nur 

0,07 % der identifizierten Pilze ausmacht (Park et al., 2012). Der größte Anteil aller nach-

gewiesenen Sequenzen stammte hier von Acremonium Spezies (62 %) (Park et al., 



1 Einleitung   29 

2012). Wiederum anders verhält es sich im Bereich der Füße. Im Gegensatz zum restli-

chen Körper haben Findley et al. für verschiedene Fußbereiche eine zeitlich weniger 

stabile und deutlich ausgeprägtere Pilzvielfalt (z. B. Aspergillus, Cryptococcus, Rhodo-

torula, Epicoccum) detektiert (Findley et al., 2013). Neben den Pilzen besiedeln auch 

Archaea die menschliche Haut, und machen schätzungsweise 4 % der prokaryotischen 

Mikrobiota aus. Am häufigsten konnte Thaumarchaeota nachgewiesen werden (Probst 

et al., 2013). Und obwohl Viren grundsätzlich als pathologisch angesehen werden, findet 

man sie doch in einer erstaunlichen Vielfalt (z. B. Beta- und Gammapapillomviren, Po-

lyomaviridae und Circuviridae) auf gesunder Haut (Foulongne et al., 2012). 

1.2.3 Die mikrobiologische Besiedlung diabetischer Füße 
Die Hautflora von Diabetikern unterscheidet sich von der von nicht Diabetespatienten. 

Dieser Umstand kann durch das Zusammenspiel unterschiedlicher Mechanismen erklärt 

werden. Normalerweise tragen Schweißdrüsen, Talgdrüsen und Haarfollikel auf ver-

schiedene Weise zu einem spezifischen Mikroenvironment bei (Kong, 2012). Zum einen 

geschieht dies durch rein physikalische Gegebenheiten wie der Temperaturregulation 

durch das Schwitzen an den Füßen. Die Hauttemperatur wird heruntergekühlt, was die 

Wachstumsbedingungen verschiedener Organismen beeinträchtigt (Egert et al., 2016; 

Grice & Segre, 2011). Zum anderen laufen chemische Prozesse ab, die das Mikroen-

vironment verändern. So wird durch den Schweiß ekkriner Drüsen die Hautoberfläche 

angesäuert, wodurch der Kolonisation und dem Wachstum von (pathogenen) Bakterien 

vorgebeugt werden soll (Egert et al., 2016; Grice & Segre, 2011). Auch sezernieren ek-

krine Schweißdrüsen antimikrobielle Peptide (Dermcidine) (Schittek et al., 2001), die ge-

gen Staphylococcus aureus und andere kutane Mikroben wirken. Normalerweise weisen 

die Handflächen und Fußsohlen eine höhere Dichte an ekkrinen Schweißdrüsen auf 

(600/cm2) (Noël et al., 2012). An den unteren Extremitäten von Diabetikern ist diese 

jedoch vermindert, was zu einer Veränderung der Thermo- und Schweißregulation füh-

ren kann (Rutkove et al., 2009). Hinzu kommt eine erhöhte Glukosekonzentration im 

Schweiß (Moyer et al., 2012), wodurch zusätzlich das empfindliche Gleichgewicht der 

Hautflora beeinflusst werden kann. Dies kann sogar bereits dann der Fall sein, wenn 

klinisch noch keine manifeste Neuropathie diagnostiziert wird (Rutkove et al., 2009). Ne-

ben den genannten Veränderungen muss auch die Tatsache Berücksichtigung finden, 

dass Patienten mit DFS oftmals antibiotisch vorbehandelt sind. Dies begünstigt die Be-

siedlung durch untypische oder resistente Bakterien (Lavigne et al., 2015; Lipsky et al., 

2012a). So wurde in den letzten Jahren vermehrt MRSA bei diesem Klientel isoliert 

(Cervantes-García et al., 2015). 
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Insgesamt konnte in verschiedenen Studien bereits gezeigt werden, dass sich vor allem 

die Zusammensetzung der Mikrobiota verändert (Redel et al., 2013). Bei Personen ohne 

Diabetes machen Staphylokokken-Spezies rund 70 % der normalen Hautflora der Plan-

tarseite des Fußes aus (Grice & Segre, 2011; Kong, 2012), wobei die meisten davon 

koagulasenegativ und nur wenig virulent sind, und mit Staphylococcus aureus konkur-

rieren (Iwase et al., 2010). Bei Diabetikern kommt es zu einer Abnahme von koagulase-

negativen Staphylokokken (Lavigne et al., 2015). Sie machen nur noch ca. 7 % der Mi-

krobiota auf den Extremitäten von Patienten mit DFS aus (Gontcharova et al., 2010), 

wohingegen die Anzahl von Staphylococcus aureus und Pseudomonaden ansteigt 

(Lavigne et al., 2015; Redel et al., 2013). Insgesamt ist eine deutliche Zunahme der 

Artenvielfalt bei Diabetikern zu beobachten (Glaudemans et al., 2015; Redel et al., 

2013). Dies beinhaltet nicht nur Bakterien, sondern auch Viren, Protozoen und Pilze 

(Peters et al., 2012). Bei der Besiedlung durch viele verschiedene Arten und Spezies 

handelt es sich nicht um eine bloße Koexistenz. Sie bringt auch Vorteile für einzelne 

Mikroben mit sich, die durch das enge Zusammenleben die Möglichkeit zur metaboli-

schen Kooperation und zum DNA-Austausch erlangen, was neue Virulenzfaktoren ge-

neriert (Lavigne et al., 2015). Die geschilderten Veränderungen begünstigen sowohl die 

Aufrechterhaltung chronischer Wunden, als auch die Entstehung von Infektionen (Grice 

& Segre, 2011; Lipsky et al., 2012b; Littman & Pamer, 2011).  

Im Zusammenhang mit der Aufrechterhaltung chronischer Wunden durch Mikroorganis-

men, wird in der Fachliteratur auch von „kritischer Kolonisation“ gesprochen. Dieser Be-

griff umschreibt die Beobachtung, dass die Wundheilung ab einer Zahl von >105 bis >106 

colony forming units /g Gewebe inhibiert wird, ohne dass dies zwingend mit einer Infek-

tion einhergehen muss (Gardner & Frantz, 2008). Kommen jedoch viele Faktoren wie 

die gestörte Hautbarriere, eine geschwächte Immunantwort und das Vorhandensein von 

pathogenen Erregern zusammen, entstehen Infektionen. Auch Bakterien, die normaler-

weise wenig virulent sind, können unter den geschilderten Umständen zu wahren Erre-

gern von Infektionen werden (Grice & Segre, 2011; Schommer & Gallo, 2013). Jedoch 

haben Studien gezeigt, dass oftmals eine Kombination von Erregern vorliegen muss, 

und nicht das opportunistische Vorhandensein einer einzelnen Mikrobe zu manifesten 

Entzündungsreaktionen führt, was erklärt, warum die meisten DFIs polymikrobiell sind 

(Glaudemans et al., 2015; Ramakant et al., 2011). Dies gilt vor allem für schwere Infek-

tionen, die eine stationäre Behandlung erforderlich machen, und sogar extremitäten- und 

lebensgefährdend sein können (Citron et al., 2007; Frykberg & Veves, 1996; Lipsky et 

al., 2004). Mildere Infektionen können auch monomikrobiell sein (Frykberg & Veves, 

1996; Lipsky et al., 2012a), wobei meist aerobe, Gram-positive Kokken isoliert werden 

(Caputo et al., 1994; Wheat et al., 1986).  



1 Einleitung   31 

Der in vielen Studien am häufigsten nachgewiesene, und als wahrer Erreger identifizierte 

Keim, ist Staphylococcus aureus (Lawall et al., 2013; Ramakant et al., 2011; Wheat et 

al., 1986). Auch Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli, beta-hämolysierende 

Streptokokken, Enterokokken und Enterobacteriaceae wurden häufig nachgewiesen 

(Lipsky et al., 2012a; Ramakant et al., 2011; Wheat et al., 1986). Jedoch bleibt die Rolle 

Gram-negativer Organismen als wahre Infektionserreger unklar (Lipsky et al., 2012a). 

So hat eine Studie aus den USA gezeigt, dass Antibiotikaregime, die diese nicht mit 

abdeckten, vergleichbare Therapieerfolge erbrachten, wie Antibiotika, die Gram-nega-

tive Erreger mit einschlossen (Lipsky et al., 2004). Auf der anderen Seite wurden Gram-

negative Stäbchen wie Pseudomonas aeruginosa vor allem in warmen Klimazonen (In-

dien, mittlerer Osten, Afrika) als vorherrschende Erreger in DFIs identifiziert (Uçkay et 

al., 2014). Anaerobier (v. a. Gram-positive anaerobe Kokken, Peptostreptococcus mag-

nus, Peptostreptococcus asaccharolyticus, Gram-positive anaerobe Bacillen, Gram-ne-

gative anaerobe Bacillen und Gram-negative anaerobe Coccobacillen (z. B. Bacteroi-

des) wurden nur vereinzelt in infizierten Fußulcera bei Diabetespatienten nachgewiesen 

(Charles et al., 2015; Lipsky et al., 2005). Von ihnen wird angenommen, dass sie als 

Besiedler ischämischer und nekrotischer Wunden fungieren, aber in der Regel nicht die 

eigentlichen Infektionserreger sind (Uçkay et al., 2015). Sie wurden in Studien nicht ein-

deutig mit schweren Infektionen in Verbindung gebracht, sondern vielmehr als Teil einer 

komplexen Mischflora isoliert (Charles et al., 2015). Dies ist ein wichtiges Beispiel dafür, 

dass die Wundflora auch von der Wundbeschaffenheit (stumpf, penetrierend, chronisch, 

akut) abhängig ist (Egert et al., 2016; Gardner et al., 2013). Es konnte vielfach gezeigt 

werden, dass die tiefe Flora in DFUs vielfältiger und komplexer ist, als die oberflächliche 

Flora (Glaudemans et al., 2015; Lavigne et al., 2015). Tiefe Schichten sind reicher an 

anaeroben Spezies, und auch ischämische und nekrotische Wunden begünstigen die 

Ansiedlung von Anaerobiern (Charles et al., 2015). So konnte gezeigt werden, dass mit 

steigendem Wagnerstadium auch die Wahrscheinlichkeit von Anaerobiern zunimmt 

(Aragón-Sánchez, 2011). 

Betrachtet man die Ergebnisse der verschiedenen Studien zur Besiedlung und Infektion 

des diabetischen Fußes, so wird klar, dass der kulturelle Erregernachweis allein kaum 

ausreichend ist, um alle Bakterien nachzuweisen, oder zwischen besiedelnden und in-

fektiösen Spezies zu unterscheiden. 

Metagenomische Herangehensweisen haben unser Wissen über das Genom, die Akti-

vität und die Funktionen des komplexen Ökosystems im diabetischen Fuß erheblich ge-

steigert (Glaudemans et al., 2015).  
Studien, die sich mit dem dominanten Pathogen - Staphylococcus aureus - in diabeti-

schen Füßen beschäftigten, haben die Coexistenz verschiedener Populationen 
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beschrieben, und dass eine Kombination von fünf spezifischen Genen dabei helfen kann 

zwischen besiedelten und infizierten Wunden zu unterscheiden, und das Outcome der 

Ulcera vorherzusagen, was dazu beitragen würde Antibiotika treffend einsetzen zu kön-

nen (Sotto et al., 2012). 

Wenn man dies im Hinterkopf behält, könnte die Identifikation von spezifischen Bakterien 

mittels Genotypisierung zukünftig eine wichtige Rolle spielen (Peters, 2016).  

1.3 Biofilm 
Ganz allgemein gesprochen handelt es sich bei Biofilmen um eine eng verbundene Ge-

meinschaft aus Mikroorganismen, die von einer selbstproduzierten, extrazellulären Mat-

rix aus polymerer Substanz eingeschlossen werden, und an verschiedenen künstlichen 

oder natürlichen Oberflächen bzw. Grenzflächen haften (Costerton et al., 1999; 

Costerton et al., 1995; Percival et al., 2014). Einige Definitionen beziehen noch die Um-

gebung mit ein, welche für gewöhnlich wässrig ist, den metabolischen Bedürfnissen der 

Mikroorganismen entspricht, und eine ausreichende Konzentration an Nahrung bereit-

hält (Egert et al., 2016; Wimpenny, 1997). In solchen Verbänden leben 80 % - 90 % aller 

Bakterien zusammen (Egert et al., 2016), und auch Pilze können in Biofilmen enthalten 

sein (Percival et al., 2014; G. Zhao et al., 2013). Dabei lassen sich Zusammenschlüsse 

nur einer einzelnen Spezies von polymikrobiellen Gemeinschaften unterscheiden (Gupta 

et al., 2016), in denen metabolisch unterschiedliche Organismen z. T. als syntrophes 

Kollektiv zusammenleben (Davey & O’Toole, 2000). Auf diese Weise profitieren nicht 

nur die Bakterien und Pilze untereinander, sondern oftmals auch die Umgebung des 

Biofilms. Denn die mikrobielle Gemeinschaft verwertet Stickstoff, Schwefel und viele Me-

talle, und hat einen großen Anteil an der Produktion und dem Abbau organischen Mate-

rials, was zur Korrektur hartnäckiger Umweltverschmutzungen beiträgt (Gupta et al., 

2016). Trotzdem muss zwischen schädlichen und nützlichen Biofilmen unterschieden 

werden. In der Industrie können Biofilme beispielsweise Biofouling verursachen, die 

Übertragung von Hitze reduzieren oder Korrosion verursachen (Berlanga & Guerrero, 

2016). Außerdem kommen sie auf Nahrungsmitteln vor und können so die Qualität der 

Produkte herabsetzen oder gar ein Risiko für die öffentliche Gesundheit sein (Bridier et 

al., 2015). Die Oberfläche, welche als Basis für die Biofilme dient, muss nicht unbedingt 

massiv sein; auch Grenzflächen zwischen zwei sich nicht mischenden Flüssigkeiten o-

der Gas-Flüssigkeitsgrenzen können ausreichend sein (Percival et al., 2014; Wimpenny, 

1997). Dementsprechend gibt es kaum ein Umfeld, in dem Biofilme nicht zu finden sind, 

und der menschliche Körper bildet hier keine Ausnahme. Bakterielle Gemeinschaften 

besiedeln regelhaft die Haut und den Gastrointestinaltrakt, bilden hier benigne kom-

mensale Biofilme, und schützen so vor Krankheiten und Infektionen (Percival et al., 
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2014). Doch auch diese Bakterien können für den Menschen im Falle von (chronischen) 

Infektionen gefährlich werden. Welche Biofilme diese Infektionen auslösen bzw. aufrecht 

erhalten ist aktuell noch Gegenstand der Forschung. Zum einen gibt es die spezifische-

Bakterien-Hypothese, nach der nur ein paar Spezies innerhalb eines heterogenen poly-

mikrobiellen Biofilmes an infektiösen Prozessen beteiligt sind, zum anderen existiert die 

Gemeinschafts-Hypothese, die davon ausgeht, dass Bakterien, die an und für sich nicht 

mit chronischen Entzündungen in Verbindung gebracht werden, erst durch den Zusam-

menschluss mit anderen Bakterienspezies in einem Biofilm pathogen werden (Dowd et 

al., 2008; Percival et al., 2010). Sie werden dann als „funktional äquivalente Patho-

gruppe“ (FEP) bezeichnet (Dowd et al., 2008; Glaudemans et al., 2015). Im Gegensatz 

zu benignen Biofilmen zeigen pathogene mikrobielle Gemeinschaften eine signifikant 

höhere Anzahl an hochregulierten Genen (Percival et al., 2014). Die resultierenden ge-

netischen und biochemischen Effekte führen dann zu einer verstärkten Immunantwort 

(Percival et al., 2014). Die Erreger sind jedoch durch ihren Biofilm geschützt, sodass die 

Immunreaktion chronisch wird, und eher das umliegende Gewebe schädigt (Archer et 

al., 2011; Wilson, 2001). Beispiele für solche Biofilm-assoziierte Infektionen gibt es viele; 

gerade in Zusammenhang mit medizinischem Material, das in den Körper eingebracht 

wird. So sind Schrittmacher, Gelenkprothesen und künstliche Herzklappen anfällig für 

die Besiedlung mit Biofilmen (Gupta et al., 2016; G. Zhao et al., 2013). Aber auch nur 

vorübergehend angelegte Hilfsmittel werden leicht zur Infektionsquelle. Beispielsweise 

kontaminieren vor allem die Epidermis kolonisierende Mikroorganismen wie Staphy-

lococcus epidermidis, Staphylococcus aureus, oder Pseudomonas aeruginosa 

(Costerton et al., 1999; Kokare et al., 2009; Otto, 2008) intravenöse Katheter beim 

Durchstechen der Haut, und bilden später Biofilme (Kokare et al., 2009). Intraurethrale 

Katheter werden hingegen eher von Escherichia coli, Proteus mirabilis, Enterococcus 

faecalis und einigen Gram-negativen Bakterien besiedelt (Costerton et al., 1999; Kokare 

et al., 2009). Einige Biofilm-assoziierte Erkrankungen kommen auch ganz ohne künstli-

che Oberflächen aus. Eine Periodontitis entsteht beispielsweise oft im Rahmen mangel-

hafter Mundhygiene durch natürlich im Mundraum vorkommende Biofilme (Costerton et 

al., 1999; Egert et al., 2016; Lavigne et al., 2015). Eine Endokarditis kann durch oppor-

tunistische Bakterien ausgelöst werden, die Biofilme auf vorgeschädigten Herzklappen 

bilden (Kokare et al., 2009), und bei der cystischen Fibrose dient der zähe Schleim in 

den Bronchien als Grundlage für Biofilm-assoziierte Infektionen durch Staphylococcus 

aureus, Haemophilus influenca und Pseudomonas aeruginosa (Costerton et al., 1999; 

Kokare et al., 2009; Singh et al., 2000). Ebenso spielt Staphylococcus aureus bei der 

Osteomyelitis eine wichtige Rolle (Aragón-Sánchez et al., 2008). Durch seine Affinität zu 

Fibronektin, Kollagen und Laminin findet er hier die idealen Voraussetzungen zur 
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Bildung seines Biofilms (Ciampolini & Harding, 2000; Zhao et al., 2013). Dasselbe gilt 

auch im Bereich chronischer Wunden wie dem Malum perforans oder dem Ulcus cruris 

(Gupta et al., 2016). So wurden in Studien bis zu 94 % der Wundinfektionen positiv auf 

Staphylococcus aureus getestet (Gjødsbøl et al., 2006), und bis zu 60 % chronischer 

Wunden wiesen Biofilme auf (James et al., 2008). Zudem zeigt sich, dass Wunden mit 

Biofilmen von Staphylococcus aureus oder Pseudomonas aeruginosa länger für die 

Wundheilung brauchen als biofilmfreie Wunden (Gurjala et al., 2011; Zhao et al., 2010). 

Ob diese Chronifizierung von Wunden nun Ursache oder Folge der Biofilmbildung ist, 

wurde vielfach diskutiert und erforscht. Auf der einen Seite können sich Bakterien an das 

nekrotische Gewebe und die Zelltrümmer in chronischen Wunden anheften, und - be-

günstigt durch eine eingeschränkte Immunantwort in diesem Bereich - Biofilme aufbauen 

und Infektionen verursachen (Siddiqui & Bernstein, 2010; Wolcott et al., 2008). Auf der 

anderen Seite wurde gezeigt, dass Biofilme zu einer Verzögerung der Reepithelialisie-

rung führen (Gupta et al., 2016; Schierle, De La Garza et al., 2009), die Entstehung von 

Granulationsgewebe beeinträchtigen (Gurjala et al., 2011), und die Entzündungsreak-

tion so beeinflussen, dass diese nur moderat ausfällt (G. Zhao et al., 2013), was eine 

gestörte Wundheilung mit sich bringt. Besonders polymikrobielle Biofilme scheinen die 

Wundheilung für einen längeren Zeitraum zu verzögern als Biofilme einer einzelnen Spe-

zies (Pastar et al., 2013). Die Behandlung dieser Biofilm-assoziierten Infektionen stellt 

die Medizin vor eine Herausforderung, denn Bakterien innerhalb eines Biofilmes unter-

scheiden sich wesentlich von freilebenden Vertretern derselben Spezies. So besitzen 

sie oftmals andere Virulenzfaktoren (Gupta et al., 2016; Lavigne et al., 2015) und tran-

skribieren andere Gene als planktonische Bakterien (Kokare et al., 2009). Auch weisen 

sie einen langsameren Metabolismus auf und zeigen niedrigere Replikationsraten, was 

sie schwerer kultivierbar macht (Gupta et al., 2016; Peters, 2016). Sie interagieren an-

ders mit ihrem Wirt (G. Zhao et al., 2013) und sind durch die selbstproduzierte Matrix vor 

einer ganzen Reihe von schädlichen Einflüssen wie Dehydratation, UV-Strahlung oder 

pH-Veränderungen geschützt (Gupta et al., 2016). Auch Reinigungsmittel, Biozide und 

Antibiotika (Costerton et al., 1999; Egert et al., 2016; Lavigne et al., 2015; Percival et al., 

2014) können den Biofilm nicht ohne weiteres zerstören. Es hat sich gezeigt, dass Bio-

filme um den Faktor 500 - 1000 resistenter gegen antibakterielle Präparate sind (Egert 

et al., 2016) und die Dosierung von Antibiotika dementsprechend angepasst werden 

muss, um wirksame Konzentrationen erreichen zu können. Dies gilt besonders für reife, 

gut organisierte Biofilme (Wolcott et al., 2010). Diese ausgeprägte Resistenz gegenüber 

Antibiotika könnte durch mehrere Faktoren zustande kommen. Zum einen wird vermutet, 

dass einige Substanzen die Biofilme nicht gut penetrieren können (Stewart & Costerton, 

2001; Stewart, 2002). Zum anderen herrscht innerhalb der Biofilme ein Milieu, in dem 
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einige Präparate schlechter wirken. Beispielsweise sind Aminoglykosiede in anaerober 

Umgebung nicht effektiv, und auch Veränderungen des pH-Wertes, die aus Ansamm-

lungen saurer Abfallprodukte resultieren, können die Wirksamkeit von Antibiotika redu-

zieren (Gupta et al., 2016; Stewart & Costerton, 2001). Hinzu kommt, dass sich viele 

Biofilmbakterien in einem Ruhezustand befinden, der sie vor Substanzen schützt, die 

normalerweise die metabolische Aktivität oder die Proliferation der Bakterien stören 

(Zhao et al., 2013). Schließlich wird noch vermutet, dass die Bakterien durch den regen 

Gentransfer innerhalb eines Biofilmes schlichtweg Resistenzen gegen viele Präparate 

entwickelt haben (Gupta et al., 2016; Stewart, 2002; Zhao et al., 2013). Aber nicht nur 

externe Mechanismen zur Bekämpfung von Mikroorganismen versagen. Auch das kör-

pereigene Immunsystem wird auf vielfältige Weise beeinflusst und ist gegen Biofilme 

weniger wirksam (Lavigne et al., 2015; Percival et al., 2014). Angesichts der geschilder-

ten Problematik wird deutlich, dass zur wirksamen Bekämpfung dieser Biofilme neue 

Methoden erforscht werden müssen. Die genaue Kenntnis der Entwicklung und des Auf-

baus von Biofilmen kann dabei helfen, neue Ansatzpunkte zu identifizieren. So besteht 

die erste Stufe in der Biofilmbildung aus der initialen Anheftung von Mikroorganismen an 

eine Oberfläche (Egert et al., 2016; Otto, 2008; G. Zhao et al., 2013). Dieser Schritt kann 

reversibel oder irreversibel ablaufen (Percival et al., 2014) und ist von verschiedenen 

Faktoren wie der Temperatur, dem Umgebungsdruck, der strukturellen Oberflächenbe-

schaffenheit sowie der verfügbaren Energie abhängig (Garrett et al., 2008; Gupta et al., 

2016). Welche Haftungsmechanismen die Mikroorganismen benutzen, ist von Art zu Art 

unterschiedlich (Percival et al., 2014). Entweder werden physikalische Kräfte (z. B. van-

der-Waals Kräfte) und elektrostatische Interaktionen ausgenutzt, oder Anhängsel wie Pili 

und Flagellen eingesetzt (Garrett et al., 2008). Anschließend folgt die Reifungsphase, in 

der sich die Mikroorganismen untereinander vernetzen und vermehren (Otto, 2008; 

Percival et al., 2014). Sie organisieren sich in Zellclustern bzw. Mikrokolonien und pro-

duzieren die Biofilmmatrix, welche auch als extrazelluläre polymere Substanz (EPS) be-

zeichnet wird (Gupta et al., 2016; Percival et al., 2014). Diese besteht unter anderem 

aus Polysacchariden, Proteinen, Lipiden, Aminosäuren und extrazellulärer DNA (Beech 

& Gaylarde, 1999; Percival et al., 2014), und ist verantwortlich für die physikalisch-che-

mischen Eigenschaften des Biofilms (Flemming & Wingender, 2010; Percival et al., 

2014). Außerdem trägt sie zu dessen Struktur und Architektur bei (Flemming & 

Wingender, 2010), die grundsätzlich aus einer Art flüssigkeitsgefülltem Leitungssystem 

besteht, welches zur Nährstoffversorgung tieferer Schichten und zum Abtransport von 

Abfallprodukten dient (Costerton et al., 1995; Otto, 2008; Percival et al., 2014; Zhao et 

al., 2013). Trotzdem gibt es im Aufbau verschiedener Biofilme eine gewisse Variation. 

Sie können je nach Präferenz der Organismen z. B. ein- oder mehrschichtig ausfallen 
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(Karatan & Watnick, 2009), und eine Dicke von einigen Mikro- bis Millimetern erreichen 

(Zhao et al., 2013). Der Zellanteil schwankt zwischen 5 % und 30 % des Biofilmvolumens 

(Zhao et al., 2013) und beträgt bis zu 1000 mal mehr, als die maximale Anzahl pro 

Gramm, die planktonische Vertreter erreichen (Egert et al., 2016). Diese Unterschiede 

in der Biofilmbeschaffenheit sind nicht nur auf genetische Faktoren zurückzuführen, son-

dern werden auch durch verschiedene Umwelteinflüsse wie biochemische Interaktionen, 

hydrodynamische Verhältnisse oder die Menge an verfügbaren Nährstoffen hervorgeru-

fen (Gupta et al., 2016; Marić & Vraneš, 2007; Percival et al., 2014). Die Mikroorganis-

men können gezielt auf Veränderungen reagieren, und die Struktur ihres Biofilmes an-

passen (Marić & Vraneš, 2007). Dazu bedienen sie sich des Quorum sensings (Gupta 

et al., 2016; Otto, 2008) – einer dichteabhängigen Form der interzellulären Kommunika-

tion via Signalmolekülen (Zhao et al., 2013), die eine Steuerung der Biofilmarchitektur, 

des mikrobiellen Wachstums und der Toxin- und Enzymproduktion erlaubt (Percival et 

al., 2014). Das Quorum sensing ist auch für die finale Ab- oder Auflösungsphase eines 

Biofilmes wichtig. Sie dient der Aussaat von Organismen zur Etablierung neuer Biofilme 

an anderen Oberflächen (Otto, 2008; Zhao et al., 2013). Die Ablösung der Kolonien ge-

schieht entweder durch Desorption, Ablösung oder Dispersion. Die Desorption findet 

meist in frühen Stadien statt und beinhaltet den Übergang von oberflächlichen Zellen in 

das umliegende Medium (Petrova & Sauer, 2016). Bei der Abtrennung spielen mecha-

nische Kräfte (z. B. Blutstrom oder Luftblasen) eine Rolle, die zum Abscheren von Zell-

verbänden führen (Otto, 2008; Percival et al., 2014; Petrova & Sauer, 2016), und die 

Dispersion besteht in der aktiven Veränderung physiologischer Gegebenheiten (Roh-

stoffproduktion, enzymatischer Abbau (Gupta et al., 2016; Otto, 2008)) was ein gezieltes 

Freilassen von Zellen mit sich bringt (Petrova & Sauer, 2016). Je reifer der Biofilm wird, 

und je mehr der genannten Stadien er durchläuft, desto weniger ist der menschliche 

Wirtsorganismus dazu in der Lage, das Wachstum und die Entwicklung des Biofilmes zu 

kontrollieren (Percival et al., 2014). Daher ist ein möglichst frühzeitiges Eingreifen bei 

der Behandlung von biofilmassoziierten Infektionen notwendig. Dies beinhaltet zum ei-

nen die präventive (z. B. Zähneputzen zur Vorbeugung von Periodontitis (Egert et al., 

2016)) und therapeutische (z. B. Wunddebridement (Kingsley et al., 2011; Lavigne et al., 

2015)) mechanische Entfernung von Biofilmen. Zum anderen kommen trotz der genann-

ten Schwierigkeiten auch Antibiotika zum Einsatz. Diese können systemisch verabreicht 

und lokal als Gel oder Creme appliziert werden (Kingsley et al., 2011; Zhao et al., 2013). 

Bei der topischen Anwendung können höhere Wirkstoffkonzentrationen erreicht werden 

ohne systemische Nebenwirkungen in Kauf zu nehmen (Zhao et al., 2013). Neben den 

Mikroorganismen an sich rückt auch immer mehr die intrazelluläre Matrix als mögliches 

Ziel in den Fokus (Gupta et al., 2016; Zhao et al., 2013). Enzyme wie Dispersin B, 
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Proteinase K oder DNAse I (Chaignon et al., 2007; Izano et al., 2008) können Matrixbe-

standteile abbauen, und machen Bakterien somit anfälliger gegenüber Antibiotika und 

der Immunantwort des Wirtes. Ein weiterer Ansatzpunkt ist die interzelluläre Kommuni-

kation (Gupta et al., 2016), die beispielsweise durch RNAIII-inhibiting peptide (RIP) ge-

stört werden kann (Balaban et al., 2007). Bis dato sind diese neuen Methoden jedoch 

noch nicht klinisch etabliert und bedürfen weiterer Erforschung.  

 

 

Abbildung 1 Verschiedene Phasen der Biofilmentwicklung 
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1.4. Fazit und Fragestellung 
Beim Diabetes mellitus handelt es sich um eine weit verbreitete Diagnose mit weltweit 

zunehmender Prävalenz. Das diabetische Fußsyndrom ist eine Folgeerkrankung mit 

weitreichenden Konsequenzen für verschiedenste Bereiche des alltäglichen Lebens der 

betroffenen Patienten, und stellt auch die Gesellschaft und das Gesundheitswesen vor 

vielfältige neue Herausforderungen. Gerade schwerwiegende Komplikationen wie Am-

putationen, Sepsis und Letalität, sind mit Infektionen von diabetischen Fußulcera verge-

sellschaftet.  

Die Entstehung von diabetischen Fußinfektionen ist ein multifaktorielles Geschehen, auf 

das Aspekte der Umwelt (z. B. Erregerquellen, Hygienemaßnahmen), des Patienten     

(z. B. Immunstatus, Komorbiditäten, Compliance) und der auslösenden Pathogene        

(z. B. Pathogenitätsfaktoren, Resistenzlage) Einfluss nehmen. Um den Infektionen best-

möglich vorzubeugen und diese behandeln zu können, ist es von zentraler Bedeutung 

die genannten Faktoren zu kennen. Insbesondere zählt hierzu eine möglichst detaillierte 

Analyse der häufigsten Infektionserreger. Da der bisher in der Routinediagnostik ge-

nutzte kulturelle Erregernachweis mit einer Reihe von Einschränkungen einhergeht, und 

in Folge dessen nur ein unvollständiges und verzerrtes Bild des Erregerspektrums von 

diabetischen Fußinfektionen generiert werden kann, ist es notwendig und sinnvoll, mit-

hilfe molekulargenetischer Methoden neue Erkenntnisse auf diesem Gebiet zu sammeln.  

Der Zweck der zugrundeliegenden Forschung war es, das Mikrobiom von diabetischen 

Fußinfektionen durch die Kombination verschiedener Methoden (Kultur, DHPLC-

WAVE®-System und Real-Time-PCR) möglichst vollständig zu erfassen, und die ge-

wonnenen Ergebnisse im Hinblick auf eine Verbesserung von Prävention, Diagnostik 

und Therapie von DFIs zu evaluieren.  

In diesem Zusammenhang sollen folgende Aspekte untersucht werden: 

• Stärken und Schwächen der einzelnen Methoden 

• Unterschiede im detektierten Erregerspektrum 

• Klinische Relevanz der nachgewiesenen Erreger 

• Sinnvoller Einsatz molekulargenetischer Methoden in der Routinediagnostik 

• Ausprägung der Biofilmbildung häufig nachgewiesener Erreger aus DFI  
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2 Material und Methoden 
2.1 Material   

2.1.1 Verbrauchsmaterialien 
Aluminiumfolie  
(20 µm Stärke, glänzend) 

Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe 

Cellstar®Tubes  
(10 ml) 

Greiner BioOne GmbH, Frickenhausen 

Einmalkanülen  
(0.8 x 40 mm) 

B. Braun Melsungen AG, Melsungen 

Einmalpipette  
(2 ml)  

Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe 

Impfösen  
(1 μl; 10 μl) 

Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 

Injekt® Einmalspitzen  
(2 ml) 

B. Braun Melsungen AG, Melsungen 

MicroAmp® Optical Adhesive Film Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
MicroAmp® 96-Well Support Base Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
MicroAmp® Adhesive Film Applicator Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
MicroAmp® Fast 96-Well Reaction Plate  
(0,1 ml) 

Applied Biosystems®/ Life Technologies 
GmbH, Darmstadt 

Mikro Schraubröhre  
(2 ml) 

Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 

Nitra-Tex®  
(Größe S) 

Ansell GmbH, München 

PCR-Reaktionsgefäße  
(Finnzymes 0,1 ml) 

Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 

SafeSeal Tips Professional  
(10 µl, 100 µl, 200 µl, 300µl, 1000 µl) 

Biozym Scientific GmbH, Hessisch Olden-
dorf 

Save seal Reaktionsgefäße  
(1,5 ml, 2 ml) 

Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 

Syringe Filters Millex-GV 
(0.22 µm, PVDF, 33 mm) 

Merck KGaA, Darmstadt 

Thermo ScientificTM 96-Well Microplate Lid Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
Thermo ScientificTM MicrotiterTM 96-Well 
Mikrotiterplatten  
(Flat, U shaped, V shaped) 

Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 

Thermo Scientific™ Oxoid™ Antibiotika-
Testblättchen für Tobramycin 

Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 

 

2.1.2 Geräte  
Anaerobier-Topf  Merck KGaA, Darmstadt  
Applied Biosystems 3730 DNA Analyzer Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
Bench (Clean Air Thermo Scientific)  Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
Brutschrank Heraeus 30 °C/ 37 °C  Heraeus Holding GmbH, Hanau  
CO2- Brutschrank Thermus Electron 
FormaTM scientific  Heraeus Holding GmbH, Hanau  

CONSORT Microcomputer Electrophore-
sis Power Supply E865 Consort bvba, Turnhout, Belgien 
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CONSORT Microcomputer Electrophore-
sis Power Supply E455 Consort bvba, Turnhout, Belgien 

Eppendorf Thermomixer comfort Eppendorf AG, Hamburg 
Erlenmeyerkolben  
(100 ml) 

VWR International GmbH, Darmstadt  
 

Fragmentcollector FCW 200 Transgenomic, Omaha, NE, USA 
FVL 2400 Combi-Spin (Mini-Zentrifuge)  Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen  

Gefrierschrank -20 °C Bosch  Robert Bosch GmbH, Gerlingen- Schil-
lerhöhe  

Gefrierschränke: -80 °C Heraeus, -150 
°C  Heraeus Holding GmbH, Hanau  

Gene Amp® PCR System 9700  Applied Biosystems®/ Life Technologies 
GmbH, Darmstadt  

Heidolph Polymax 1040 Plattformschütt-
ler 

Heidolph Instruments GmbH & Co. KG, 
Schwabach 

Jumo tron Heizblock  JUMO GmbH & Co. KG, Fulda  

Kühlschrank  Robert Bosch GmbH, Gerlingen- Schil-
lerhöhe  

Laminar Flow- PCR-Werkbank AirClean 
600 STARLAB GmbH, Hamburg 

Maxwell® 16 MDx Research Instrument  Promega GmbH, Mannheim  
Metallspatel zum Abwiegen  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe  
Mikrowelle  Sharp Electronics GmbH, Hamburg  

Molecular Imager ® Gel Doc TM XR Bio-Rad Laboratories, Inc., Hercules, 
Kalifornien, USA 

Nano Drop 1000 Spectrophotometer Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
Perfect Spin P Peqlab Plattenzentrifuge Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 
PerfectSpin 24 Zentrifuge bis 13300 
RPM  Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen  

Pico Cycler (Fa. Finnzymes)  Biozym Scientific GmbH, Hessisch 
Oldendorf 

Pipetboy Integra Biosciences  INTEGRA Biosciences GmbH, Fernwald  
Pipetten Biohit Mechanical Pipettors 
(1-3 μl; 10 μl; 20 μl; 100 μl; 200 μl; 1000 
μl)  

Biohit Gruppe, Helsinki, Finnland  

Säule, DNA sept HT Cartige Transgenomic, Omaha, NE, USA 
Savant Speedvag SC210A ThermoQuest, Egelsbach 
Standzylinder (500 ml) VWR International GmbH, Darmstadt  

StepOnePlusTM System (Realtime PCR)  Applied Biosystems®/ Life Technologies 
GmbH, Darmstadt  

Sterile Schere Paul Hartmann AG; Heidenheim 
Unitron Schüttler  Infors GmbH; Einsbach  
VITEK® MS Mass spectrometry micro-
bial identification system  

bioMérieux Deutschland GmbH, Nürtin-
gen  

Vortex-Genie 2; Scientific Industries  Scientific Industries, Ink., New York, 
USA  

Waage: 770 0 - 120 g; d = 0,0001 g; e = 
0,001 g  

Kern & Sohn GmbH, Ballingen- From-
mern  

WAVE-System Transgenomic, Omaha, NE, USA 
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2.1.3 Software 
DNASTAR Lasergene MegAlign  DNASTAR®, Madison, Wiskonsin, USA 
DNASTAR Seqman  DNASTAR®, Madison, Wiskonsin, USA 
Image Lab TM Analysis Software Bio-Rad Laboratories, Inc., Hercules, Kali-

fornien, USA 
Mendeley Desktop (Version 1.19) Mendeley Ltd. 
Microsoft® Excel® für Mac (Version 
14.7.1) 

Microsoft 

Microsoft® Word für Mac (Version 
16.15) 

Microsoft 

NCBI BLAST®  
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi 

Step One Software v2.1  Applied Biosystems®, Life Technologies  
VITEK® MS Database  bioMérieux Deutschland GmbH, Nürtingen  
Wavemaker Version 4.1.44 Transgenomic, Omaha, NE, USA 

 

2.1.4 Nährböden und Kulturmedien 
Columbia Agar with sheep blood plus 
(COLS+)  

Oxoid Deutschland GmbH, Wesel  

Cystine lactose electrolyte deficient Agar 
(CLED)  

Oxoid Deutschland GmbH, Wesel  

Mac Conkey Agar (MacC)  Oxoid Deutschland GmbH, Wesel  
Sabouraud Glucose Agar (SAB) Oxoid Deutschland GmbH, Wesel  
Schaedler Agar mit 5 % Schafblut (SCH) Oxoid Deutschland GmbH, Wesel  
Thioglyolat: 15,0 g/l Pepton aus Casein, 
5,0 g/l Hefeextrakt, 5,5 g/l, D(+)Glukose; 
0,5 g/l L-Cystin, 2,5 g/l Natriumchlorid, 
0,5 g/l Natriumthioglycolat, 0,001 g/l 
Resazurin Natrium, 0,75 g/l Gelling 
agent, 1 L Aqua dest  

Merck KGaA, Darmstadt  

Tryptic Soy Broth (TSB): 17,0 g/l Pepton 
aus Casein, 3,0 g/l Pepton aus Sojamehl, 
2,5 g/l Glukose-Monohydrat, 5,0 g/l Natri-
umchlorid, 2,5 g/l di-Kaliumhydrogen-
phosphat, 1 L Aqua dest  

Merck KGaA, Darmstadt 

 

2.1.5 Chemikalien 
„Domann“- Puffer (Stocklösung: 1M 
Tris/HCl Ph 8,3, 1 M MgCl, 1 M KCl, 10 
% Tween 20, Gelantine 10 mg/ml) 

Eigene Herstellung 

1 Kb Plus DNA Ladder  InvitrogenTM by life technologiesTM 
GmbH, Darmstadt  

10 x Tris-Borat-Puffer (TBE) 108 g Tris, 
55 g Borsäure, 20 ml 0,5 M EDTA pH 8,3 Eigene Herstellung 

Agarose pulverisiert  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe  
Borsäure  Merck KGaA, Darmstadt  
Calciumchlorid zur Analyse EMSURE®  Merck KGaA, Darmstadt 
DNA-Marker für PCR-Gel (1 Kb-DNA-
Marker: 20 μl Marker (Fa. Gibco), 40 μl 
1x-TE-Puffer, 100 μl Ficoll 25 %, 240 μl 

Eigene Herstellung 
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H2O; jeweils 10 μl Marker pro Gel auftra-
gen) 
dNTP-Mix (je 12,5 μl 100 μM Guanin, A-
denin, Cytosin, Thymin, mit 95 ml μl 
Aqua bidest. auffüllen; jeweils 100 μl ali-
quotieren)  

InvitrogenTM by life technologiesTM 
GmbH, Darmstadt  

Ethanol, ≥99.8 %  Sigma-Aldrich Chemie GmbH/ Merck 
KGaA, Darmstadt  

Ethidiumbromid  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe  
Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA)  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe  

Ficoll 400 (25 %ige Lösung im TE-Puffer)  Amersham Pharmacia Biotech AB, Little 
Chalfont, UK  

Ficoll-Auftragspuffer (0,25 % 
Bromphenolblau, 25 % Ficoll Type 400)  

Amersham Pharmacia Biotech AB, Little 
Chalfont, UK  

Freka® Nol Flächendesinfektionsmittel  Fresenius Medical Care Deutschland 
GmbH, Bad Homburg  

Gelatine Merck KGaA, Darmstadt 
Kaliumchlorid zur Analyse EMSURE®  Merck KGaA, Darmstadt 
Kristallviolett Merck KGaA, Darmstadt 

Lysostaphin (5 mg/ml 2500 U/ml)  Sigma-Aldrich Chemie GmbH/ Merck 
KGaA, Darmstadt  

Lysozym  Merck KGaA, Darmstadt  
Magnesiumchlorid zur Analyse 
EMSURE®  Merck KGaA, Darmstadt 

NaCl ≥ 99,5 % p.a.  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe  
Nuclease-free H2O  QIAGEN GmbH, Hilden  

 
PhusionTM Flash PCR Master Mix 
(Finnzymes) Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 

Puffer A (0,1M TEAA pH 7,0) Transgenomic, Omaha, NE, USA 
Puffer B (0,1 M TEAA + 25 % Acetonitril) Transgenomic, Omaha, NE, USA 
Puffer C=D (H2O + 75 % Acetonitril) Transgenomic, Omaha, NE, USA 

qPCR MasterMix Eurogentec/ Kaneka Corporation, Se-
raing, Belgien 

Sterilium® Händedesinfektionsmittel  Bode Chemie GmbH, Hamburg  
Taq Polymerase (5 U/µl) Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 
TE Buffer pH 8.0  
(10 mM Tris pH 8.0, 1mM EDTA pH 8.0) Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 

Tris  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe  

Tris 1 M, pH 7,0 RNAse-free  Ambion®/ Life Technologies GmbH, 
Darmstadt  

Tris-EDTA-Puffer (TE) (10 mM Tris, 1 
mM EDTA)  Eigene Herstellung 

Tween 20 Merck KGaA, Darmstadt 
Waschpuffer (2 mM CaCl2, 2 mM MgCl2, 
500 ml H2O) Eigene Herstellung 
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2.1.6 Kits 
Anaerokult® A  Merck KGaA, Darmstadt  
ExoSAP-ITTM PCR Product Cleanup Re-
agent Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold 

Maxwell Personal Automation Kit  Promega GmbH; Mannheim  
QIAamp DNA Investigator Kit QUIAGEN GmbH, Hilden 
QuantiTect SYBR® PCR Kit QUIAGEN GmbH, Hilden 
StaphaurexTM Plus Latex Agglutination 
Test  Thermo Fisher Scientific Inc, Langesbold  

VITEK® MS Accessories/Reagents  bioMérieux Deutschland GmbH, Nürtin-
gen  

 

2.1.7 Verwendete Sonden und Primer 
Primer (Synthese Maßstab 0.01µmol, 
Reinigung Salt free) 

Eurofins MWG operon, Ebersberg 

Sonden 
(DD Probe 5‘ FAM + 3‘ TAMRA – 10 
nmol, Reinigung RP-HPLC) 

Eurogentec/ Kaneka Corporation, Se-
raing, Belgien 

Acinetobacter sp. TaqMan Gen: 16S rRNA 
Acineto-sp-F-Primer (253) AAC TGG AGG AAG GTG GGG AT 
Acineto-sp-R-Primer (254) AGG AGG TGA TCC AAC CGC A 
Acineto-sp-Sonde (255) CGG TTA CCA CGG TGT GGC C 
Bacteroides sp. TaqMan Gen: 16 S 
Bact.sp-F-Primer (14) GAG AGG AAG GTC CCC CAC 
Bact.sp-R-Primer (15) CGC TAC TTG GCT GGT TCA G 
Bact.sp-Sonde (16) CCA TTG ACC AAT ATT CCT CAC 

TGC TGC CT 
Candida albicans TaqMan Gen: variable D1/D2 domains of the 

large subunit (LSU) ribosomal gene 
Ca.alb-F-Primer (137) CTT GGT ATT TTG CAT GTT GCT CTC 
Ca.alb-R-Primer (138) GTC AGA GGC TAT AAC ACA CAG 

CAG 
Ca.alb-Sonde (139) TTT ACC GGG CCA GCA TCG GTT T 
Candida glabrata TaqMan Gen: variable D1/D2 domains of the 

large subunit (LSU) ribosomal gene 
Ca.gla-F-Primer (191) GCG CCC CTT GCC TCT C 
Ca.gla-R-Primer (192) CCC AGG GCT ATA ACA CTC TAC 

ACC 
Ca.gla-Sonde (193) TGG GCT TGG GAC TCT CGC AGC 
Candida tropicalis TaqMan Gen: variable D1/D2 domains of the 

large subunit (LSU) ribosomal gene 
Ca.tro-F-Primer (200) GCG GTA GGA GAA TTG CGT T 
Ca.tro-R-Primer (201) TCA TTA TGC CAA CAT CCT AGG TAT 

A 
Ca.tro-Sonde (202) CGC AGT CCT CAG TCT AGG CTG 

GCA G 
Escherichia coli SYBR-Green Gen: 16S 
E.coli.gr-F-Primer(50) GTT AAT ACC TTT GCT CAT TGA 
E.coli.gr-R-Primer (51) ACC AGG GTA TCT AAT CCT GTT 
Fusobacterium TaqMan Gen: 16S 
Fusobac.sp-F-Primer (55) CGC AGA AGG TGA AAG TCC TGT AT 
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Fusobac.sp-R-Primer (56) TGG TCC TCA CTG ATT CAC ACA GA 
Fusobac.sp-Sonde (57) ACT TTG CTC CCA AGT AAC ATG 

GAA CAC GAG 
Klebsiella oxytoca TaqMan Gen: pelX 
Kl.oxy-F-Primer (110) CCC ACG AGG TAC GCA ACA G 
Kl.oxy-R-Primer (111) CCA GGA TTG AAG TTG TCG GTA AA 
Kl.oxy-Sonde (112) ATC GCC ATC GGC AAT CAT CTG 

GAC 
Klebsiella pneumoniae TaqMan Gen: phoE 
Kl.pne-F-Primer (113) CCT GGA TCT GAC CCT GCA GTA 
Kl.pne-R-Primer (114) CCG TCG CCG TTC TGT TTC 
Kl.pne-Sonde (115) CAG GGT AAA AAC GAA GGC 
Proteus mirabilis SYBR-Green Gen: ureR 
Prot.mirab.gr-F-Primer (251) GGT GAG ATT TGT ATT AAT GG 
Prot.mirab.gr-R-Primer (252) ATA ATC TGG AAG ATG ACG AG 
Pseudomonas aeruginosa TaqMan Gen: regA 
Ps.aer-F-Primer (128) TGC TGG TGG CAC AGG ACA T 
Ps.aer-R-Primer (129) TTG TTG GTG CAG TTC CTC ATT G 
Ps.aer-Sonde (130) CAG ATG CTT TGC CTC AA 
Staphylococcus aureus TaqMan Gen: femB 
St.aur-F-Primer (131) AAT TAA CGA AAT GGG CAG AAA CA 
St.aur-R-Primer (132) TGC GCA ACA CCC TGA ACT T 
St.aur-Sonde (133) AGA AAT TAA CTG GAT GGT ACG 

CGC GAA GA 
Staphylococcus capitis TaqMan Gen: 16S rRNA 
Staph.cap-F-Primer (245) ATT CGA AGC AAC GCG AAG 
Staph.cap-R-Primer (246) CCA TGC ACC ACC TGT CAC 
Staph.cap-Sonde (247) CCT CTG ATC CCT CTA GAG ATA 
Staphylococcus lugdunensis TaqMan Gen: 16S rRNA 
Staph.lug-F-Primer (248) GGG TGA GTA ACA CGT GGG 
Staph.lug-R-Primer (249) GCG GTT CCA TCT ATA AGT GA 
Staph.lug-Sonde (250) TCC GGT TTC CCG AAG TTG TC 
Streptococcus agalactiae TaqMan Gen: sip 
Strep.aga-F-Primer (224) TCA GTC GCA AGT GGT CAA GCA 
Strep.aga-R-Primer (225) AAA TCA GCC TTT ACC TCT GAA 

ACA G 
Strep.aga-Sonde (226) AAG AAA CAG ATA CGA CGT GGA 

CAG CAC GT 
Streptococcus pneumoniae TaqMan Gen: lytA 
Str.pn-F-Primer (134) ACG CAA TCT AGC AGA TGA AGC 
Str.pn-R-Primer (135) TGT TTG GTT GGT TAT TCG TGC 
Str.pn-Sonde (136) TTT GCC GAA AAC GCT TGA TAC 

AGG G 
Streptococcus pyogenes TaqMan Gen: Spy1258 
Strep.pyo-F-Primer (227) CAA AAA TGA CAC TCT GGA TGA 

TTT G 
Strep.pyo-R-Primer (228) GGA CAA GGT TTG ATT GAG GAC 

TTG 
Strep.pyo-Sonde (229) CCG TTT GTT AAA TCA GGC TGA 

AAT CTA CAC AGA C 
Primer 933F GCA CAA GCG GTG GAG CAT GTG G 
Primer 1407R GAC GGG CGG TGT GTA CAA G 
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2.2 Methoden 

2.2.1 Probengewinnung und Patientenkollektiv 
Sterile Abstrichtupfer werden sowohl oberflächlich über die 

Wunden an Füßen und Unterschenkeln von DFS-Patienten 

gestrichen als auch in die Tiefe der Läsionen eingeführt. Für 

jedes einzelne Ulcus wird ein separater Abstrich verwendet. 

Anschließend werden die Tupfer jeweils in einen Milliliter 

NaCl (85 %) getunkt und in der Flüssigkeit ausgedrückt. 500 

µl des so beimpften NaCl werden in ein neues Eppendorfge-

fäß überführt und stehen als Ausgangsmaterial für die Expe-

rimente zur Verfügung. 

Für die Durchführung der vorliegenden Arbeit wurde Material 

verwendet, das im Rahmen der medizinischen, mikrobiologi-

schen Routineversorgung zu diagnostischen Zwecken ge-

wonnen wurde (Abstriche). Nach der durch die behandelnden 

Ärztinnen/ Ärzte angeforderten mikrobiologischen Routinedi-

agnostik („Standard“) mit zeitnaher Übermittlung der Ergeb-

nisse wurden die projektbezogenen Untersuchungen („Er-

weiterung des Standards zur verbesserten Diagnostik“) durchgeführt, wobei nur die nach 

der Routinediagnostik übrig gebliebenen Restmengen („Restmaterial“) verwendet wur-

den. Eine zusätzliche Belastung der Patienten entstand dadurch nicht. Bei keinem Pati-

enten wurden Proben für eine rein projektbezogene Untersuchung entnommen. Alle Pro-

ben wurden nach Abschluss der Untersuchungen sachgemäß vernichtet (autoklaviert) 

und entsorgt. Bei den Untersuchungen handelte es sich um Maßnahmen zur qualitativen 

Verbesserung der mikrobiologischen Diagnostik bei Diabetischem Fußsyndrom, die im 

Rahmen des vom BMBF geförderten Drittmittelprojektes „Metagenomik und Wirt-Erre-

ger-Interaktomik bei diabetischen Fußinfektionen“ durchgeführt wurden. Die Ethik-Kom-

mission des Fachbereichs Medizin hat ein Ethik-Votum erteilt (Az. 96/11). 

2.2.2 Kultivierung 
Die weitere Verarbeitung des Probenmaterials findet unter der Sterilbank statt. Hier wird 

je Probe ein TSB-Röhrchen mit 50 µl und ein Thioglycollat-Röhrchen mit einigen µl (ca. 

1 cm Flüssigkeitssäule in der Pipettenspitze einer 2 ml Pipette) der NaCl-Lösung ver-

setzt. Die restliche NaCl-Lösung wird im Laborgefrierschrank bei -20 °C aufbewahrt. 

 

Abbildung 2 Ausgangsmaterial 
Abstrichtupfer 
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Die so beimpften TSB- und Thioglycollat-

Röhrchen werden über Nacht bei 37 °C in 

einem Brutschrank inkubiert. Am nächs-

ten Tag können verschiedene Agarplatten 

(jew. ein COLS-, MAC3-, und SAB-Nähr-

boden) mit den TSB-Übernachtkulturen 

beimpft werden, die wiederum über Nacht 

bei 37 °C in einem CO2-Brutschrank gela-

gert werden. Die SAB-Platten verbleiben 

für mindestens 2 Nächte dort. Sind 

schwärmende Bakterien angewachsen, so werden die zugehörigen TSB-Flüssigkulturen 

zusätzlich noch einmal auf CLED-Platten ausgestrichen. Auf diese Weise wird eine Se-

parierung der einzelnen Kolonien ermöglicht. Von den Thioglycollat-Übernachtkulturen 

werden nur deutlich trübe oder durchwachsene Röhrchen für das Beimpfen von SCH-

Nährbodenplatten verwendet. Die Nährbodenplatten werden zusätzlich im Bereich des 

dichtesten Ausstriches mit einem Tobramycinplättchen versehen. So präpariert werden 

sie eine Woche lang bei 37 °C in einem Anaerobier-Topf zusammen mit dem Anaero-

kult® A-Kit inkubiert. Ergeben sich bei den gewachsenen Organismen Unterschiede in 

Form, Farbe, Schwärmverhalten, Hämolyse etc., müssen zunächst Reinkulturen auf ge-

eigneten Nähragarn angelegt werden, bevor eine genauere Identifikation vorgenommen 

werden kann. 

2.2.3 Koagulase Test 
Drängte sich auf Grund des Hämolysever-

haltens, der Form, Farbe und des Geruchs 

der Verdacht auf, es handle sich bei den 

gewachsenen Kolonien um einen Staphy-

lococcus aureus Stamm, so wird der 

StaphaurexTM Plus Latex Agglutinations 

Test zum Nachweis des Clumping-Faktors 

durchgeführt. 

Bilden sich bei diesem Prozess kleine Ver-

klumpungen, fällt der Test positiv aus und 

die Kolonie gilt als Staphylococcus aureus.  

  

Abbildung 3 Inkubierte Agarplatten 

Abbildung 4 Positiver Agglutinationstest 
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2.2.4 MALDI-TOF (Matrix-Assistierte Laser-Desorption-Ionisierung Time-
of-Flight) 

Alle isolierten Reinkulturen wurden mit 

dem VITEK® MS Mass spectrometry 

microbial identification system der Firma 

bioMérieux untersucht.  

Zunächst wird eine repräsentative Bakte-

rienkolonie mit einer Impföse direkt dünn 

auf ein Target (z. B. VITEK® MS Target) 

aufgetragen. Die verstrichene Kolonie 

wird mit einer lichtstabilen Matrixlösung 

benetzt (z. B. VITEK® MS CHCA (Alpha-

cyano-4-hydroxy-cinnamic acid)), die 

kurz an der Luft auskristallisieren muss. 

Zur Identifikation von Pilzen wird vor der 

Matrix noch Ameisensäure (z. B. VITEK ® 

MS FA (Formic acid)) aufgetragen. Das 

so beladene Target kann dann in das Ge-

rät eingesetzt werden, wo zwei Prozesse 

nacheinander zur Identifikation der Orga-

nismen ablaufen. Zuerst wird ein kleiner 

Teil der Probe (meist von 0.05 – 0.2 mm 

Durchmesser) mit einem gepulsten La-

ser-Strahl beschossen (meist ein Stickstofflaser mit einer Wellenlänge von 337 nm). Die 

Matrix absorbiert die Energie des Lasers und erhitzt sich sehr schnell, was in der soge-

nannten Desorption gipfelt. Dieser Begriff beschreibt das Aufbrechen der Matrixstruktur 

und der darin eingebetteten Proteine, die als heiße Gase ionisiert und vom Target weg-

geschleudert werden. Die Ionen werden in einem elektrischen Feld in Richtung einer 

Vakuum-Röhre beschleunigt, an deren Ende sich ein Ionen-Detektor befindet. Hier wer-

den die Ionen anhand ihrer Flugzeit analysiert, die maßgeblich von der Masse und der 

Ladung der beschleunigten Teilchen abhängig ist. Es entsteht ein individuelles MALDI-

Spektrum, das mit einer Datenbank im System abgeglichen wird, in der repräsentative 

Spektren für verschiedene Bakterien abgespeichert sind. Dieser Vorgang wird für jede 

Probe wiederholt, sodass immer eine Kontrolle zur Verfügung steht. Den einzelnen   

Messergebnissen wird ein Konfidenzwert zugeordnet. Resultate mit Konfidenzwerten 

unter 90 % oder Proben, denen mehrere mögliche Keime zugeordnet werden, müssen 

Abbildung 5 Prinzip MALDI TOF 
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als unsicher betrachtet und erneut für die Analyse mit dem VITEK® MS Mass spectro-

metry microbial identification system präpariert werden. Bleibt auch der zweite Durchlauf 

ohne akzeptables Ergebnis wird die Probe zur Identifikation sequenziert (Murugaiyan & 

Roesler, 2017). 

2.2.5 Sequenzierung 
Um geeignetes Material für die Sequenzierung zu gewinnen, werden die entsprechen-

den Bakterien als Reinkultur auf frischen Agarplatten angezüchtet. 

2.2.5.1 DNA Isolation mit dem Maxwell® 16 MDx Aufreinigungssystem 

Mit dem Maxwell® 16 MDx Aufreinigungssystem kann aus diesen Bakterien DNA isoliert 

werden. Hierzu wird das Maxwell Personal Automation Kit der Firma Promega verwen-

det. Das Rack des Maxwell® 16 MDx Gerätes wird mit maximal 16 Kartuschen und ent-

sprechend vielen Elutiontubes versehen. In das erste Fach der vorgefertigten Kartu-

schen wird mit einer 10 µl Impföse eine Bakterienkolonie gegeben. Das hinterste Fach 

der Kartuschen wird jeweils mit einem Stößel bestückt. In jedes der Elutiontubes werden 

50 µl nukleasefreies Wasser hinein pipettiert. Nachdem das Rack entsprechend präpa-

riert wurde, kann es wieder in das Gerät eingesetzt werden, an dem nun das Programm 

„DNA“ ausgewählt wird. Es folgt eine Aneinanderreihung verschiedener Schritte, in de-

nen das Ausgangsmaterial mechanisch zerkleinert, lysiert und mehrfach gewaschen 

wird, bis die extrahierte DNA schließlich in den Elutiontubes zur weiteren Verarbeitung 

bereitsteht.  

 

 

 

Abbildung 6 Maxwell® MDx Aufreinigungssystem  
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2.2.5.2 DNA-Amplifikation mit der Pico-Cycler-PCR (933R, 1407F) 
Damit für die Sequenzierung ausreichend Material zur Verfügung steht, wird die extra-

hierte DNA mit dem Piko® Thermal Cycler vervielfältigt. Mit diesem System können auch 

kleinste Mengen DNA zuverlässig und zeitökonomisch amplifiziert werden. Der Ansatz 

für 20 μl setzt sich folgendermaßen zusammen:  

• 21,5 µl nukleasefreies H2O 

• 25 µl Phusion Mix 

• 0,25 µl Primer 933 (100 pmol) 

• 0,25 µl Primer 1407 (100 pmol) 

Da von jeder Probe mindestens 100 µl des PCR-Produktes benötigt werden, das Gerät 

aber lediglich für 50 µl Reaktionsgefäße ausgelegt ist, müssen pro DFS-Probe zwei An-

sätze verarbeitet werden. Anschließend werden entsprechend der Anzahl der Proben 

plus Positiv- und Negativ-Kontrolle jeweils 47 µl des Mastermix und 3 µl der entspre-

chenden DNA Probe in ein 0,1 ml PCR-Reaktionsgefäß pipettiert. Für die Negativ-Kon-

trolle werden 3 µl des nukleasefreien Wassers benutzt. Bevor ein PCR-Lauf gestartet 

werden kann, müssen folgende Einstellungen vorgenommen werden: 

• PCR-Programm: 

o Denaturierung: 98,0 °C für 0:10 min 

o Denaturierung: 98,0 °C für 0:01 min  

o Annealing: 60,0 °C für 0:05 min  

o Elongation: 72,0 °C für 0:10 min  

o Elongation: 72,0 °C für 1:00 min 

o  Kühlung: 4,0 °C 

• Das Programm „PRO3STE“ wird ausgewählt 

• Das Gerät wird auf die Verwendung von Tubes programmiert 

• Für das Gesamtvolumen eines einzelnen Reaktionsgefäßes werden 50 µl an-

gegeben  

Die Tubes werden in dem dafür vorgesehenen Rack des Gerätes platziert, die Schub-

lade geschlossen und das Programm gestartet. Im Anschluss können die doppelten 

PCR-Produkte zusammen pipettiert werden. Bis zur Weiterverarbeitung werden die Pro-

ben bei -80 °C gelagert.  

  

mal der Anzahl der zu verarbei-
tenden Proben (inkl. Positiv- 
und Negativ-Kontrolle) 

30 Zyklen 
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2.2.5.3 ExoSAP-ITTM PCR Product Cleanup Kit 
Da überschüssige Bestandteile des PCR-Ansatzes die Proben verunreinigen und die 

Sequenzierung somit beeinflussen würden, müssen die Proben mit Hilfe des ExoSAP-

ITTM PCR Product Cleanup Kits gereinigt werden. Dazu werden jeweils 5 µl eines zur 

Sequenzierung bestimmten PCR Produktes mit 2 µl ExoSAP-IT gemischt. Innerhalb ei-

ner 15-minütigen Inkubationszeit bei 37 °C auf einem Heizblock werden verbliebene Pri-

mer und Nucleotide degradiert. Um das ExoSAP-IT zu inaktivieren werden die Proben 

weitere 15 Minuten bei 80 °C auf dem Heizblock belassen.  

2.2.5.4 16s-RNA-Sequenzierung 
Die fertig aufgereinigten PCR-Produkte werden extern am Institut für Pathologie der 

Justus-Liebig-Universität Gießen weiterverarbeitet und mit dem Applied Biosystems 

3730 DNA Analyzer sequenziert. Die DNA-Sequenzen wurden der Arbeitsgruppe zur 

Verfügung gestellt. 

2.2.5.5 Blast mit DNA-Star 
Die aufgeschlüsselten Sequenzen werden mit dem Programm DNASTAR Seqman Se-

qMan visualisiert und können so mit der Datenbank „Nucleotide collection (nr/nt)“ von 

NCBI abgeglichen werden. Auf der entsprechenden Website 

„http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi“ wird die Option „Basic BLAST nucleotide blast“ 

aufgerufen und jeder Suchlauf für „Highly similar sequences (megablast)“ optimiert. 

2.2.6 Real-Time-PCR 
Mit Hilfe der Real-Time-PCR ist es möglich zu überprüfen, ob die DNA bestimmter Bak-

terien in den zuvor aus den Abstrichtupfern isolierten Nukleinsäureproben vorhanden ist, 

und zusätzlich Angaben zur Quantität zu machen. Am Anfang steht die Amplifikation der 

Ausgangs-DNA, die sich in drei Grundschritte untergliedern lässt: 

• Denaturierung: Die Doppelstrang-DNA wird bei Temperaturen > 90 °C in zwei 

Einzelstränge aufgetrennt 

• Annealing: Die Primer lagern sich bei 50 - 60 °C an ihre Zielsequenzen an 

• Elongation: Die DNA-Polymerase produziert bei 70 - 78 °C den Gegenstrang, 

indem sie die Primer in 5‘-3‘ Richtung verlängert 

Je nach verwendeten Primern und Polymerase sind für die einzelnen Schritte unter-

schiedliche Temperaturen notwendig, die individuell angepasst und eingestellt werden 

müssen. Die Temperatur, die Länge der einzelnen Zyklusphasen und die Anzahl der 

Zyklen wird durch einen programmierbaren Thermocycler gesteuert.  
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Die Real-Time-PCR kombiniert den Schritt der DNA-Amplifikation mit dem gleichzeitigen 

visuellen Nachweis entstandener PCR-Produkte. Dieser Nachweis beruht auf einer Flu-

oreszenz-Messung, für die neben spezifischen Primern auch individuelle Sonden und 

eine besondere Polymerase benötigt werden. Die in unserer Versuchsreihe genutzten 

TaqMan-Sonden basieren auf dem Förster-Resonanzenergietransfer (FRET). Ein Do-

nor-Fluorophore/ Reporter (6-Carboxy-Fluoroscein (FAM)) am 5‘-Terminus der TaqMan-

Sonde gibt Laser-induzierte Exzitations-Energie an einen Akzeptor-Fluorophore/ Quen-

cher (6-Carboxy-Tetramethyl-Rhodamine (TAMRA)) ab, der nur einige Basen entfernt in 

Richtung 3’-Ende der Sonde lokalisiert ist. Während des Annealing-Schritts lagert sich 

die Sonde hinter dem Primer des zu amplifizierenden DNA-Abschnitts an. Im Zuge der 

Elongation wird die Sonde aufgrund der 5‘-3‘-Exonukleaseaktivität der verwendeten Taq-

Polymerase hydrolysiert, was dazu führt, dass der Abstand zwischen Reporter und 

Quencher zunimmt. Die Fluoreszenz des Reporters wird nicht mehr durch den Quencher 

unterdrückt und nimmt mit jedem Zyklus proportional zur Menge der vervielfältigten DNA 

zu. Die Verwendung von SYBR-Green kommt ohne spezifische Sonden aus. Bei diesem 

Verfahren lagert sich SYBR-Green an doppelsträngige DNA, wodurch blaues Licht ab-

sorbiert und grünes Licht emittiert wird. 

Neben der Visualisierung in Echtzeit ermöglicht die Real-Time-PCR auch die Quantifi-

zierung der gewonnenen DNA-Fragmente. Die Quantifizierung ist in der sogenannten 

exponentiellen Phase einer PCR möglich (Mackay, 2002). Der Beginn der exponentiel-

len Phase wird durch den threshold cycle (CT) eingeläutet, was bedeutet, dass die Zu-

nahme der Fluoreszenz 10 Standardabweichungen der Ausgangsfluoreszenz übersteigt 

(Jung & Soondrum, 2000). Zwischen dem CT und dem Logarithmus der Ausgangsmenge 

an DNA besteht eine lineare, umgekehrt proportionale Beziehung. Mit Hilfe einer zuvor 

ermittelten Standard-Kurve, kann diese Ausgangsmenge berechnet werden (Mackay, 

2004).  

Abbildung 7 Prinzip der TaqMan-Sonden 



2 Material und Methoden   52 

2.2.6.1 Nukleinsäureextraktion aus Abstrichtupfern 
Zur DNA-Extraktion aus den Abstrichtupfern wird das QIAamp DNA Investigator Kit an-

gewendet. Zuvor müssen die Abstrichtupfer mit verschiedenen Enzymen vorbehandelt 

werden. Zu diesem Zweck werden die Tupfer jeweils in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß über-

führt, sodass der Schaft oberhalb des wattierten Endes abgeschnitten werden kann. Zu 

kleinen Tupfern werden 170 µl Lysozym (50 mg/ml, gelöst in TE-Puffer und steril filtriert) 

sowie 10 µl Lysostaphin hinzugegeben und mit dem VORTEX-Mixer für 10 Sekunden 

vermengt. Zur Verarbeitung großer Tupfer müssen die entsprechenden Mengen auf 260 

µl bzw. 20 µl erhöht werden. Nach einer 30-minütigen Inkubationszeit in einem Thermo-

mixer bei 400 rpm kann mit der Anwendung des Investigator Kits begonnen werden:  

• 200 µl Puffer ATL (bzw. 300 µl bei dicken Tupfern) + 20 µl Proteinase K  

• Inkubation für 60 min bei 56 °C auf dem Thermomixer bei 900 rpm  

• 400 µl Puffer AL (bzw. 600 µl bei dicken Tupfern)  

• Inkubation für 10 min bei 70 °C in dem Thermomixer 

• 200 µl 96 % Ethanol (bzw. 300 µl für dicke Tupfer)  

Von dem gewonnenen Lysat werden jeweils 700 µl auf die QIAamp MinElute column 

pipettiert und für eine Minute bei 8.000 rpm und anschließend für weitere zwei Minuten 

bei 13.000 rpm zentrifugiert. Für die folgenden Schritte werden die Säulen immer wieder 

in neue Collection Tubes überführt.  

• 500 µl Waschpuffer AW1  

• Zentrifugation für eine Minute bei 8.000 rpm 

• 700 µl Waschpuffer AW2 

• Zentrifugation für eine Minute bei 8.000 rpm  

• 700 µl 96 % Ethanol  

• Zentrifugation für eine Minute bei 8.000 rpm, dann für drei Minuten bei 13.000 

rpm 

Im Anschluss konnten die Säulen jeweils in einem 1,5 ml Reaktionsgefäß platziert wer-

den. Mit geöffnetem Deckel wurden die so präparierten Säulen für 3 Minuten bei 56 °C 

auf einem Heizblock getrocknet. Durch Zugabe von 50 µl nukleasefreiem Wasser wer-

den die zuvor durch Ethanol fixierten Nukleinsäuren von der Membran gelöst. Nach 5-

minütiger Einwirkzeit bei Raumtemperatur werden die Säulen eine Minute lang bei 

13.000 rpm zentrifugiert, sodass die im Wasser gelösten Nukleinsäuren im Reaktions-

gefäß aufgefangen werden können.  
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2.2.6.2 Bestimmung von Nukleinsäurekonzentrationen via Nanodrop 
Die Konzentration der extrahierten Nukleinsäuren wurde mit dem Thermo Scientific Na-

noDrop 1000 Spectrophotometer und der zugehörigen Software ND1000 bestimmt. Die 

Messung der Baseline wird mit nukleasefreiem Wasser durchgeführt, und das Ergebnis 

als Nullwert festgelegt. Die darauffolgenden Messungen werden jeweils mit 1,6 µl der 

Proben durchgeführt. Nachdem alle Konzentrationen bestimmt wurden, werden die 

extrahierten Nukleinsäuren bei -20 °C zwischengelagert. 

2.2.6.3 Real-Time-PCR-Ansatz 
Alle verwendeten Oligonukleotide werden von der Firma Eurofins MWG operon (Ebers-

berg) mit einem Synthesemaßstab von 0.01 µmol entsalzt und lyophylisiert bezogen. Die 

Double Dye Probes (DD Probe 5' FAM + 3' TAMRA) stammen von der Firma Eurogentec 

mit einem Synthesemaßstab von 0.01 µmol RP-DHPLC gereinigt. Die Primer und Son-

den werden jeweils in nukleasefreiem Wasser mit einer resultierenden Konzentration 

von 100 pmol/μl gelöst. Dieser Ansatz wird mit nukleasefreiem Wasser weiter zu einer 

Gebrauchslösung (10 pmol/µl) verdünnt. Die Primer-Stocklösung [100 pmol/µl] und die 

verdünnte Gebrauchslösung der Oligonukleotide [10 pmol/µl] werden bei -20 °C gela-

gert. 

Je Real-Time-PCR-Suchlauf mit dem StepOnePlusTM System können maximal 94 Pro-

ben plus Negativ- und Positivkontrolle quantifiziert werden. Entsprechend wird der Mas-

termix für 100 Proben je 20 µl angesetzt: 

• TaqMan PCR 
o 550 µl nukleasefreies Wasser 

o 75 µl individueller Primer Forward [10 pmol/µl]  

o 75 µl individueller Primer Reverse [10 pmol/µl] 

o 50 µl individuelle Sonde Probe [10 pmol/µl]  

o 1250 µl Eurogentec Master Mix 2x 

• Real-Time-PCR (SYBR-Green) 
o 600 µl nukleasefreies Wasser  

o 75 µl individueller Primer Forward [10 pmol/µl]  

o 75 µl individueller Primer Reverse [10 pmol/µl]  

o 1250 µl QuantiTect SYBR Green Mix  

Beim Pipettieren war darauf zu achten, dass alle Reagenzien auf Eis gelagert und 

schnellstmöglich wieder eingefroren wurden. Die empfindlichen Sonden und die Master-

mixe wurden zusätzlich durch Aluminiumfolie vor unnötigem Lichteinfall geschützt.  
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2.2.6.4 Real-Time-PCR-Suchläufe 
Für jeden Suchlauf wird eine spezielle Fast Thermal Cycling Plate mit jeweils 20 µl des 

vorbereiteten Mastermix und zusätzlich 5 µl Template der zu untersuchenden DNA-

Probe (bzw. der Positiv- und Negativkontrolle) pro Vertiefung präpariert. Um das Ver-

schleppen von Fluoreszenz in das Real-Time-PCR-Gerät zu vermeiden, darf die 96-

Well-Platte nur auf der dafür vorgesehenen Micro-Amp® 96-Well Support Base unter 

der PCR-Hood gelagert werden. Die vollständig bestückte PCR-Platte wird mit einer 

PCR-Folie versiegelt. Um Luftblasen, die durch das Resuspendieren der DNA-Templa-

tes entstehen, und das Signal im Real-Time-PCR-Gerät verfälschen könnten, zu elimi-

nieren, werden die Platten kurz in einer Plattenzentrifuge herunterzentrifugiert. Am 

StepOnePlusTM System werden folgende Einstellungen vorgenommen: 

Run Method: 

• als Reaction Volume per Well: werden 25 µl festgelegt 

• TaqMan: 

o 50,0 °C für 2:00 min 

o 95,0 °C für 10:00 min 

o 95,0 °C für 0:15 min 

o x C° für 1:00 min  

 

 

• SYBR-Green: 

o 95,0 °C für 10:00 min 

o 95,0 °C für 0:15 min 

o x °C für 0:30 min 

o 72 °C für 0:45 min 

  

40 Zyklen 

40 Zyklen 

 
à Annealing Temperatur individuell nach 
vorheriger Bestimmung mittels Tempera-
turkurvenverlauf festgelegt 

 

à Annealing Temperatur individuell nach 
vorheriger Bestimmung mittels Tempera-
turkurvenverlauf festgelegt 
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Run Annealing-
Temperatur 

Acinetobacter sp. TaqMan 56,0 °C 
Bacteroides sp. TaqMan 62,0 °C 
Candida albicans TaqMan 58,0 °C 
Candida glabrata TaqMan 56,0 °C 
Candida tropicalis TaqMan 60,0 °C 
Escherichia coli SYBR-Green 55,0 °C 
Fusobacterium TaqMan 60,0 °C 
Klebsiella oxytoca TaqMan 60,0 °C 
Klebsiella pneumoniae TaqMan 56,0 °C 
Proteus mirabilis SYBR-Green 54,0 °C 
Pseudomonas aeruginosa TaqMan 54,0 °C 
Staphylococcus aureus TaqMan 60,0 °C 
Staphylococcus capitis TaqMan 54,0 °C 
Staphylococcus lugdunensis TaqMan 60,0 °C 
Streptococcus agalactiae TaqMan 60,0 °C 
Streptococcus pneumoniae TaqMan 60,0 °C 
Streptococcus pyogenes TaqMan 60,0 °C 

               

Tabelle 7 Annealing-Temperaturen für die verschiedenen Runs 

2.2.6.5 Quantifizierung der per Real-Time-PCR nachgewiesenen Bakterien 
mittels Standardkurve 
Anhand der Genomgröße [n] des zu quantifizierenden Organismus kann die Masse [m] 

der DNA pro Genom berechnet werden: 

𝑚 = [𝑛] &
1𝑚𝑜𝑙𝑒

6,023	 ∙ 10!"	𝑏𝑝
4 = [𝑛] 5

1,096𝑒	 ∙ 10#!$𝑔
𝑏𝑝

8 

Die Masse des Genoms wird anschließend durch die Kopienzahl des zu detektierenden 

Gens geteilt. 

&
𝑚

𝐾𝑜𝑝𝑖𝑒𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙
4 

Als nächstes wird die Masse an DNA berechnet, die einer bestimmten Kopienzahl und 

damit einer bestimmten Anzahl von Bakterien entspricht. 

𝑀𝑎𝑠𝑠𝑒	𝑑𝑒𝑟	𝑒𝑖𝑛𝑧𝑢𝑠𝑒𝑡𝑧𝑒𝑛𝑑𝑒𝑛	𝐷𝑁𝐴 = [𝑔𝑒𝑤ü𝑛𝑠𝑐ℎ𝑡𝑒	𝐾𝑜𝑝𝑖𝑒𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙] ∗

[𝑀𝑎𝑠𝑠𝑒	𝑑𝑒𝑠	𝐺𝑒𝑛𝑜𝑚𝑠]    
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Die berechnete Masse wird dann durch das Volumen der DNA geteilt, die in jeder PCR-

Reaktion eingesetzt wird. 

		𝐾𝑜𝑛𝑧𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛	𝑑𝑒𝑟	𝑒𝑖𝑛𝑧𝑢𝑠𝑒𝑡𝑧𝑒𝑛𝑑𝑒𝑛	𝐷𝑁𝐴 =
[𝑀𝑎𝑠𝑠𝑒	𝑑𝑒𝑟	𝐷𝑁𝐴]
[𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛	𝑑𝑒𝑟	𝐷𝑁𝐴]

 

Die genomische DNA des zu quantifizierenden Organismus wird auf die zuvor berech-

nete Konzentration eingestellt. 

 

Beispielrechnung zur Standardkurve mit Escherichia coli (SYBR-Green) 

𝑚 = [4,639 ∙ 10%	𝑏𝑝] 5
1,096𝑒	 ∙ 10#!$𝑔

𝑏𝑝
8 = 5,084 ∙ 10#$&	𝑔 = 0,005084	𝑝𝑔 

&
0,005084	𝑝𝑔

7
4 = 0,000726	𝑝𝑔 

𝑀𝑎𝑠𝑠𝑒	𝑑𝑒𝑟	𝑒𝑖𝑛𝑧𝑢𝑠𝑒𝑡𝑧𝑒𝑛𝑑𝑒𝑛	𝐷𝑁𝐴 = [10(] ∗ [0,000726	𝑝𝑔] = 72.600	𝑝𝑔 

		𝐾𝑜𝑛𝑧𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛	𝑑𝑒𝑟	𝑒𝑖𝑛𝑧𝑢𝑠𝑒𝑡𝑧𝑒𝑛𝑑𝑒𝑛	𝐷𝑁𝐴 =
[72.600	𝑝𝑔]

[5	µ𝑙]
= 14.520	

𝑝𝑔
µ𝑙
= 14,520	

𝑛𝑔
µ𝑙

 

		
14,520	 𝑛𝑔µ𝑙
764,8	 𝑛𝑔µ𝑙

∗ 100	µ𝑙 = 1,90	µ𝑙	𝐷𝑁𝐴 + 98,1	µ𝑙	𝐻!𝑂 

 

 

 

Als nächstes wird eine Verdün-

nungsreihe hergestellt. Dazu werden 

in fünf Reaktionsgefäße 18 µl Was-

ser pipettiert. Zu dem ersten Reakti-

onsgefäß werden 2 µl der berechne-

ten Konzentration hinzugegeben. 

Nach einem kurzen Durchmischen 

mit dem Vortex-Mixer, werden 2 µl 

der Lösung in das nächste Reakti-

onsgefäß pipettiert usw. Abbildung 8 Verdünnungsreihe 
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Für das Erstellen der Standardkurve 

wird eine spezielle Fast Thermal Cyc-

ling Plate mit jeweils 20 µl des vorbe-

reiteten Mastermix und zusätzlich 5 µl 

Template der zu untersuchenden 

DNA-Probe (bzw. der Negativkon-

trolle) pro Vertiefung präpariert.  

 

 

 

Am StepOnePlusTM System werden folgende Einstellungen vorgenommen: 

Run Method: 

• als Reaction Volume Per Well: werden 25 µl festgelegt 

• TaqMan: 

o 50,0 °C für 2:00 min 

o 95,0 °C für 10:00 min 

o 95,0 °C für 0:15 min 

o x C° für 1:00 min  

 

 

• SYBR-Green: 

o 95,0 °C für 10:00 min 

o 95,0 °C für 0:15 min 

o x °C für 0:30 min 

o 72 °C für 0:45 min 

  

40 Zyklen 

40 Zyklen 

 
à Annealing Temperatur individuell nach 
vorheriger Bestimmung mittels Tempera-
turkurvenverlauf festgelegt  
(z. B. für Escherichia coli 55,0 °C) 
 

à Annealing Temperatur individuell nach 
vorheriger Bestimmung mittels Tempera-
turkurvenverlauf festgelegt 

 

Abbildung 9 Anordnung für Standardkurven-Lauf 
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Abbildung 10 Standardkurve mit Escherichia coli für SYBR-Green 

 
 

 
 

Abbildung 11 Amplification Plot für die Standardkurve mit Escherichia coli für SYBR-Green 
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2.2.7 DHPLC-WAVE®-System 
Im Gegensatz zur Real-Time-PCR, bei der nur Organismen gefunden werden können, 

wenn konkret nach ihnen gesucht wird, ist es mit Hilfe des DHPLC-WAVE®-Systems 

möglich, auch unbekannte DNA-Fragmente zu detektieren und für die anschließenden 

PCR- und Sequenzierungsprozesse zu selektieren. Die Separation der DNA-Fragmente 

findet im DNASep®-Modul des WAVE®-Systems statt, wo die stationäre Phase in Form 

von PS-DVB-Säulen (Poly-Styrol-Divinylbenzol-Copolymer-Säulen) lokalisiert ist. Die 

aus den einzelnen DFS-Proben isolierten DNA-Fragmente werden durch die Auto-

sampler-Untereinheit des WAVE®-Systems in eine Pufferlösung (Puffer A (0,1 M TEAA) 

+ Puffer B (0,1 M TEAA + 25 % Acetonitril) injiziert und unter Verwendung einer Pumpe 

als flüssige Phase durch das System zum DNASep®-Modul transportiert. Die Phosphat-

Ionen der DNA-Moleküle sind negativ geladen, während die PS-DVB-Säulen hydrophob 

und neutral geladen sind. Damit die DNA-Fragmente an die stationäre Phase binden 

können, wird das Triethylammoniumacetat (TEAA) der Pufferlösungen als „Verbin-

dungsstück“ benötigt. Das positiv geladene Ammonium-Ion des TEAA interagiert mit den 

negativ geladenen Phosphat-Ionen der DNA-Moleküle. Gleichzeitig bindet die Alkyl-

Gruppe des TEAA an die hydrophobe Oberfläche des DNASep®-Moduls. Je länger ein 

DNA-Fragment ist, desto stärker fällt die Bindung an die stationäre Phase aus. Um diese 

hydrophobe Interaktion zwischen der stationären Phase und dem TEAA wieder zu lösen, 

wird das Acetonitril in der mobilen Phase genutzt. Kürzere DNA-Fragmente werden frü-

her aus der Bindung gelöst als lange. Durch das Mischverhältnis der Pufferlösungen A 

und B und die eingesetzte 

Temperatur kann dieser Ab-

lösungsprozess beeinflusst 

werden. Nach der Auftren-

nung fließen die einzelnen 

DNA-Fragmente durch das 

UV-Detektor-System des 

WAVE®, wo analoge Sig-

nale in digitale Werte kon-

vertiert werden, sodass ein 

Chromatogramm entsteht, 

in dem jeder Peak für ein 

korrespondierendes DNA-

Fragment steht.  
Abbildung 12 Schematischer Aufbau des DHPLC-WAVE®-Systems 

 

sample in 
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Vor der Auftrennung der Proben mit dem DHPLC-WAVE®-System wird die aus den Ab-

strichtupfern isolierte DNA (2.2.4.1 und 2.2.4.2) mit dem Piko Cycler (Thermo Scientific) 

(2.2.3.4.2.1 und 2.2.3.4.2.2) vervielfältigt.  

2.2.7.1 Auftrennung der DFS-Proben mit dem DHPLC-WAVE®-System 
Für die Analyse und Separation der einzelnen DNA-Fragmente wurde der etablierten 

Gradienten „mixed species“ (Tab. 8) mit einer Flussrate von 0,35 ml/min bei einer Tem-

peratur von 62 °C eingesetzt. Der Puffer C (25 % H2O und 75 % Acetonitril) wurde zur 

Reinigung der Säulen verwendet (Domann et al., 2003). 

Schritt Zeit 
(min) 

Puffer A (%) Puffer B 
(%) 

Puffer C 
(%) 

Vorlauf  0,0 46 54 0 
Schritt 1 (5,6 
min) 

0,5 40 60 0 

Schritt 2 (5,6 
min) 

2,5 39 61 0 

Schritt 3 (5,6 
min) 

4,5 38 62 0 

Schritt 4 (5,6 
min) 

8,5 37 63 0 

Schritt 5 (5,6 
min) 

10,5 36 64 0 

Start Reinigung  10,6 46 54 0 
Stop Reinigung 10,7 46 54 0 
Start Equilibrie-
rung 

10,8 46 54 0 

Stop Equilibrie-
rung 

11,6 46 54 0 

                         

Tabelle 8 Einstellungen des Gradienten "mixed species" 

Abbildung 13 DHPLC-Chromatogramm 
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2.2.7.2 Amplifikation der WAVE-Isolate mittels PCR 
Für die Sequenzierung werden nur die Wells eines WAVE-Laufs ausgesucht, die einem 

Peak im Chromatogramm des Laufs entsprechen. Die enthaltenen DNA-Fragmente wer-

den zunächst mit dem Gene Amp® PCR System 9700 amplifiziert. Der Mastermix wird 

in unten aufgeführter Reihenfolge in einem 10 ml Grainer angesetzt (die hier genannten 

Mengen sind ausreichend zur Verarbeitung von 50 Proben (48 Proben plus positiv und 

negativ Kontrolle)): 

• 4015 µl nukleasefreies Wasser 

• 500 µl PCR-Puffer („Domann“-Puffer) 

• 200 µl dNTP-Mix (mit TTP 1,25mM) 

• 10 µl Primer F (933, 100 pMol/µl) 

• 10 µl Primer R (1407, 100 pMol/µl) 

• 15 µl Tag (5 U/µl) 

Pro PCR-Lauf können max. 94 Proben plus Positiv- und Negativ-Kontrolle gleichzeitig 

amplifiziert werden. Entsprechend dieser Anzahl werden jeweils 95 µl des Mastermix 

und 5 µl einer WAVE-Probe in eine Vertiefung einer 96-Well-Platte aliquotiert. Für die 

negativ Kontrolle werden dem Mastermix 5 µl nukleasefreies Wasser hinzugefügt. Die 

so präparierte 96-Wellplatte wird mit einer geeigneten Thermo-Folie versiegelt und in 

das Gerät gesetzt. Für das PCR-Programm werden folgende Einstellungen vorgenom-

men: 

• Denaturierung: 94,0 °C für 5:00 min 

• Denaturierung: 94,0 °C für 0:40 min  

• Annealing: 56,0 °C für 0:40 min  

• Elongation: 72,0 °C für 1:00 min  

• Elongation: 72,0 °C für 5:00 min 

• Kühlung: 4,0 °C 

Die PCR-Produkte werden bei -25 °C gelagert.  

35 Zyklen 

40 x 

 



2 Material und Methoden   62 

2.2.7.3 Agarose-Gelelektrophorese 
Bevor die gewonnenen PCR-

Produkte weiter für die Se-

quenzierung aufbereitet wer-

den, wird mittels Agarose-Gel-

elektrophorese kontrolliert, ob 

die PCR erfolgreich war. Dazu 

werden in die erste Vertiefung 

des Gels 10 µl eines standardi-

sierten Markes gegeben, und 

in die weiteren Taschen jeweils 

10 µl der PCR Proben mit 5 µl 

Ficoll Auftragspuffer aliquo-

tiert. Der Lauf wird bei 150 V, 

250 mA und einer Stunde 

Laufzeit gestartet. Nach Ablauf 

dieser Zeit werden die Banden 

unter zu Hilfenahme des Molecular Imager ® Gel Doc TM XR fotografiert. Nur die Proben, 

die eine deutlich sichtbare Bande auf dem Gel hinterlassen, werden für die Sequenzie-

rung ausgewählt und weiterverarbeitet (siehe 2.2.5.3 und 2.2.5.4) 

2.2.8 Biofilm 
Die identifizierten Stämme werden auf die Fähigkeit der Biofilmbildung hin getestet. Be-

sonderes Augenmerk liegt dabei auf Vertretern der am häufigsten nachgewiesenen Spe-

zies, dem Staphylococcus aureus. Zum Vergleich werden auch 12 andere Stämme, die 

häufig in diabetischen Fußulcera nachgewiesen werden (z. B. Escherichia coli, Pseu-

domonas aeruginosa und Staphylococcus epidermidis) getestet. 

2.2.8.1 Vorbereitung der Flüssigkulturen 
Es wird jeweils eine Kolonie des zu testenden Stammes mit einer sterilen Öse von einer 

Reinkulturplatte in 10 ml TSB-Flüssigmedium in einem 100 ml Erlenmeyerkolben über-

führt, und über Nacht bei 37 °C und 180 rpm auf dem Unitron Schüttler inkubiert. Am 

nächsten Morgen werden die Bakterienkulturen jeweils 1:100 in einem 1,5 ml Eppendorf-

Gefäß verdünnt (10 µl der Übernachtkultur auf 990 µl frische TSB-Lösung). Von jeder 

Probe werden jeweils drei Vertiefungen von fünf 96-well PS U-Boden-Plates mit 180 µl 

der verdünnten Bakterienkultur befüllt. Die Platten werden mit einer PCR Folie versiegelt 

und gestaffelt für 2, 4, 6, 8 und 10 Tage bei 37 °C im Brutschrank inkubiert. 

Abbildung 14 Beispielhaftes Foto der Gelelektrophorese von WAVE-
PCR-Produkten 
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2.2.8.2 Anfärben der Biofilme 
Nach Beendigung der Inkubationszeit wird das 

Nährmedium samt Bakterien abpipettiert. Verblie-

bene Zellreste und Nährmedium werden zweimal 

mit 200 µl eines Waschpuffers (2 mM CaCl2, 2 mM 

MgCl2, 500 ml H2O), der in jedes Well hinein und 

wieder heraus pipettiert wird, entfernt. Die gewa-

schenen Platten werden auf ausgebreiteten Zell-

stofftüchern ausgeklopft. Die anhaftenden Biofilme 

werden mit jeweils 20 µl Crystal Violett in 200 µl 

Biofilm-Puffer eingefärbt. Nach 15-minütiger Inku-

bation bei Raumtemperatur wird die Farbe abpipet-

tiert und verworfen. Es folgt ein weiterer Wasch-

schritt mit 200 µl Waschpuffer. Sobald die Platten vollkommen getrocknet sind, wird die 

Farbe mit jeweils 200 µl 95 %igen Ethanols aus den Biofilmen herausgelöst. Dazu wer-

den die Platten mit einer PCR-Folie abgedeckt, mit Aluminiumfolie eingewickelt und bei 

20 rpm am Rand eines Taumlers über Nacht inkubiert.  

2.2.8.3 Absorbance-Messung 
Zur Quantifizierung des gelösten Crystal-Violett werden 125 µl des verfärbten Ethanols 

aus den Wells in eine neue flat-Bottom-Plate pipettiert. Die Absorption wird mit dem Sun-

rise-Tekan-Photometer bestimmt. Vor jeder Messung werden folgende Einstellungen im 

Programm XReadPlus festgelegt: 

• Measurement wavelength: 

600nm 

• Reference wavelength: 

405nm 

• shaking before measure-

ment 

• Duration: 5 sek 

• Mode: Outside 

• Intensity: Normal 

• Settle time: 5 sek 

Abbildung 15 Eingefärbte Biofilme in unter-
schiedlicher Ausprägung: a) positiv  b) negativ 

Abbildung 16 Gelöstes Crystal Violett zur Absorbance-Messung 
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3 Ergebnisse 

3.1 Patientenkollektiv 
Insgesamt wurden Proben von 159 Patienten untersucht (siehe diesbezüglich auch die 

Ausführungen zum BMBF geförderten Drittmittelprojekt „Metagenomik und Wirt-Erreger-

Interaktomik bei diabetischen Fußinfektionen“ und zum Ethik-Votum (Az.96/11) auf Seite 

44). Je nachdem, welche Methode angewandt wurde, variierte das eingeschlossene Kol-

lektiv (Tab. 9).  

Methode 
Geschlechtervertei-

lung Altersverteilung 
Kultur 159 Patienten   
  108 Männer 22-91 Jahre, (66 ± 13,7) 
  51 Frauen 41-100 Jahre, (73 ± 13,6) 
Real-Time-PCR 94 Patienten   
  60 Männer 22-89 Jahre, (66 ± 13,8) 
  34 Frauen 42-92 Jahre, (73 ± 12,5) 
DHPLC-WAVE®-System 24 Patienten   
  18 Männer 55-82 Jahre, (67 ± 9,2) 
   6 Frauen 42-79 Jahre, (67 ± 13,6) 

Tabelle 9 Patientenkollektiv 

3.2 Probenkollektiv 
Das Probenmaterial stammte von Patienten mit DFIs des Universitätsklinikums Gießen. 

Die Wundabstriche wurden im Zeitraum vom 16.07.2012 bis 19.03.2013 im Rahmen kli-

nisch-diagnostischer Untersuchungen gewonnen. 

Insgesamt wurden 286 Proben in die Untersuchungen mit aufgenommen, die sowohl 

einmalige Abstriche unterschiedlicher Patienten, als auch Follow-up Untersuchungen o-

der Wundabstriche verschiedener Ulcera desselben Patienten mit einschlossen (Tab. 

10). Von jeder Probe wurden die im Methodenteil unter 2.2.2 geschilderten Kulturen an-

gelegt und die gewachsenen Organismen wie in 2.2.3 - 2.2.5.5 beschrieben identifiziert.  

Für die weiterführenden Untersuchungsmethoden wurden gezielt Proben von besonde-

rem Interesse ausgewählt.  

Bei der Real-Time-PCR sollte immer nur eine Probe pro Patient ausgewertet werden. 

Da pro Platte maximal 94 Proben plus Positiv- und Negativkontrolle gleichzeitig unter-

sucht werden konnten, wurden die ersten 94 Proben verschiedener Patienten in der Rei-

henfolge ihres Eingangsdatums ausgewählt. Zusätzlich wurden exemplarisch alle Kon-

troll-Proben von 2 Patienten mit jeweils 4 Follow-up-Untersuchungen in das Kollektiv mit 

einbezogen, um mögliche Veränderungen der Wundflora im zeitlichen Verlauf zu detek-

tieren. 
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Die Follow-up-Proben der 2 Patienten wurden – sofern Banden in der Agarose-Gelelekt-

rophorese nachweisbar waren – zusätzlich mit dem DHPLC-WAVE®-System unter-

sucht. Auch bei weiteren zufällig ausgewählten 24 Proben wurde diese Methode ange-

wandt.  

Methode 
 

Anzahl Proben 
 

Anzahl verschiedener 
Wunden 

Anzahl verschiedener 
Patienten 

Kultur 286 179 159 
Real-Time-PCR 102 94 94 
DHPLC-WAVE®-System 30  26 24 

 

Tabelle 10 Eingeschlossenes Probenmaterial 

3.3 Kulturell nachgewiesenes Erregerspektrum 
Insgesamt konnten aus 286 Proben 497 Isolate gewonnen werden (Tab. 11). Staphy-

lococcus aureus machte mit 104 den größten Anteil aus, Staphylococcus epidermidis 

und Pseudomonas aeruginosa belegten mit 45 bzw. 44 die Plätze zwei und drei der am 

häufigsten nachgewiesenen Arten. 43 Arten wurden hingegen nur ein einziges Mal iso-

liert, was über die Hälfte der insgesamt 80 detektierten Arten ausmachte. Davon waren 

10 Pilze (13 Isolate) und 70 Bakterien (485 Isolate). Insgesamt dominierten Gram-posi-

tive Bakterien (44 Arten mit 289 Isolaten) gegenüber Gram-negativen (26 Arten mit 196 

Isolaten). Hinsichtlich des Stoffwechsels waren nahezu alle isolierten Bakterien fakultativ 

anaerob (55 Arten mit 410 Isolaten), wohingegen es sich nur bei 71 Isolaten um obligat 

aerobe Bakterien und bei 4 Isolaten um Anaerobier handelte (Abb. 17).  

 

 

Abbildung 17 Stoffwechseleigenschaften kulturell nachgewiesener Bakterien 

 

obligat aerob
15%

fakultativ anaerob
84%

obligat anaerob
1%
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 Art Isolate  Art Isolate 
Acinetobacter baumanni    8 Parvimonas micra     1 
Acinetobacter Iwoffii    1 Peptoniphilus asaccharolyticus     1 
Actinomyces neuii    2 Proteus mirabilis   22 
Aggregatibacter aphrophilus    1 Providencia alcalifaciens     1 
Alcaligenes faecalis    7 Providencia rettgeri     6 
Bacillus circulans    1 Pseudomonas aeruginosa   44 
Candida albicans    1 Pseudomonas putida     1 
Candida glabrata    1 Raoutella ornithinolytica     1 
Candida guilliermondii    1 Saccharomyces cerevisiae     1 
Candida norvegica    1 Serratia liquefaciens     3 
Candida tropicalis    2 Serratia marcescens     4 
Citrobacter freundii    5 Staphylococcus aureus 104 
Citrobacter koseri    9 Staphylococcus auricularis     1 
Citrobacter youngae    1 Staphylococcus capitis     7 
Collinsella aerofaciens    1 Staphylococcus caprae     3 
Corynebacterium amycolatum    1 Staphylococcus carnosus     2 
Corynebacterium pseudodiphteriticum    1 Staphylococcus cohnii     1 
Corynebacterium striatum  13 Staphylococcus epidermidis   45 
Cryptococcus albidus    1 Staphylococcus haemolyticus   10 
Cryptococcus laurentii    1 Staphylococcus hominis     4 
Dermabacter hominis    2 Staphylococcus lugdunensis     4 
Enterobacter aerogenes    3 Staphylococcus pseudointermedius     1 
Enterobacter amnigenus    1 Staphylococcus pseudolugdunensis     1 
Enterobacter cancerogenes    1 Staphylococcus schleiferi     1 
Enterobacter cloacae  15 Staphylococcus sciuri     3 
Enterococcus faecalis  35 Staphylococcus simulans     5 
Enterococcus faecium    4 Staphylococcus vitulinus     1 
Escherichia coli  22 Staphylococcus warneri     3 
Gemella hämolysans    1 Staphylococcus xylosus     1 
Geotrichum fermentans    2 Stenotrophomonas maltophilia     5 
Granulicatella adiacens    1 Streptococcus agalactiae   13 
Helococcus kunzii    1 Streptococcus constellatus     1 
Klebsiella oxytoca  16 Streptococcus dysgalactiae     2 
Klebsiella pneumoniae    5 Streptococcus mitis     3 
Lactococcus gravieae    1 Streptococcus pseudopneumoniae     1 
Leuconostoc lactis    1 Streptococcus pyogenes     1 
Malassezia pachydermatis    1 Streptomyces sp.     1 
Microbacterium flavescens    1 Suttonella indologenes     1 
Micrococcus luteus    1 Vagococcus fluvialis     1 
Morganella morganii  12  

Neisseria mucosa    1 
Tabelle 11 Kulturell positiv nachgewiesene 
Erreger 
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Abbildung 18 Gesamtheit kulturell nachgewiesener Arten 

 

 
 

Abbildung 19 Staphylococcus aureus und übrige Staphylokokken-Arten anteilig an der Gesamtheit 
der kulturell nachgewiesenen Arten 
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Die zugehörigen Bezeichnungen 
der nachgewiesenen Arten sind 
Tabelle 11 zu entnehmen 
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3.4 Per Real-Time-PCR 
nachgewiesenes Erregerspektrum 
Insgesamt konnten in 102 Proben 309 

Nachweise erzielt werden (Tab. 12). Bei 

der Auswahl der Erreger, auf welche die 

Proben untersucht werden sollten, wurden 

unterschiedliche Ziele verfolgt. Zum einen 

wurden Bakterien gewählt, die besonders 

oft kulturell nachgewiesen wurden (z. B. 

Staphylococcus aureus und Pseudomo-

nas aeruginosa), um deren Quantität in-

nerhalb einer Probe bestimmen zu kön-

nen. Zum anderen wurden Bakterien und 

Pilze der gleichen Gattung gewählt (z. B. 

Klebsiella oxytoca und Klebsiella pneumo-

niae, Candida albicans und Candida 

glabrata) um die Speziesspezifität zu über-

prüfen. Die Testung auf Bacteroides sp. 

und Fusobacterium sp. - zwei Anaerobier, die 

per Kultur kein einziges Mal detektiert wurden - 

sollte exemplarisch das Vorhandensein beson-

ders anspruchsvoller Bakterien nachweisen. 

Insgesamt wurden die Real-Time-PCR-Läufe für 

17 verschiedene Erreger (davon 14 Bakterien 

und 3 Pilze) durchgeführt, von welchen 13 Such-

läufe positive Ergebnisse zeigten. Als Vertreter 

der Staphylokokken – die mit 165 Nachweisen 

häufigste Gattung – wurde hier Staphylococcus 

lugdunensis in 72 Proben am häufigsten detek-

tiert. An zweiter Stelle stand die Gattung Bacteroides mit 58 Nachweisen, gefolgt von 

den Pseudomonaden (24 Nachweise) und Fusobacterien (17 Nachweise). Mit lediglich 

4 Nachweisen war Escherichia die am wenigsten vertretene Bakteriengattung. Nur 

Candida wurde mit 2 Nachweisen seltener detektiert. Insgesamt dominierten Gram-po-

sitive Bakterien (175 Nachweise) gegenüber Gram-negativen (132 Nachweise), obwohl 

die Proben lediglich auf 6 Gram-positive aber auf 8 Gram-negative Arten untersucht wur-

den. Der Anteil anaerober Erreger an allen Nachweisen machte knapp 25 % aus, obwohl 

nur gut 14 % der getesteten Erreger Anaerobier waren (Abb. 20).  

Tabelle 12 Per Real-Time-PCR unter-
suchte Arten 

Art Isolate 
Acinetobacter sp. 10 
Bacteroides sp. 58 
Candida albicans 2 
Candida glabrata 0 
Candida tropicalis 0 
Escherichia coli 4 
Fusobacterium 17 
Klebsiella oxytoca 1 
Klebsiella pneumoniae 7 
Proteus mirabilis 11 
Pseudomonas aeruginosa 24 
Staphylococcus aureus 54 
Staphylococcus capitis 39 
Staphylococcus lugdunensis 72 
Streptococcus agalactiae 10 
Streptococcus pneumoniae 0 
Streptococcus pyogenes 0 

obligat 
aerob

fakultativ 
anaerob

obligat 
anaerob

Abbildung 20 Stoffwechseleigenschaften per Real-
Time-PCR nachgewiesener Bakterien 
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3.5 Per DHPLC-WAVE®-System nachgewiesenes Erregerspektrum 
 

Insgesamt konnten aus 30 Proben 58 Nach-

weise erzielt werden (Tab. 13). Staphylococcus 

aureus machte mit 13 den größten Anteil aus. 

Auch bei den nachgewiesenen Gattungen la-

gen die Staphylokokken mit 16 Nachweisen 

vorne, gefolgt von den Pseudomonaden (7 

Nachweise) und dem Acinetobacter (5 Nach-

weise). 10 der insgesamt 20 Gattungen konn-

ten nur ein einziges Mal nachgewiesen werden. 

Pilze wurden gar nicht nachgewiesen. Insge-

samt dominierten Gram-negative Bakterien (15 

Arten mit 34 Nachweisen) gegenüber Gram-

positiven (8 Arten mit 24 Nachweisen). Hin-

sichtlich des Stoffwechsels waren die meisten 

isolierten Bakterien fakultativ anaerob (15 Ar-

ten mit 38 Nachweisen), wohingegen es sich 

nur bei 17 Nachweisen um obligat aerobe Bak-

terien und bei 3 Nachweisen um Anaerobier 

handelte (Abb. 21).  

 

 

 

 

 

  

Gattung Isolate 
Acinetobacter 5 
Actinomyces 1 
Aggregatibacter 1 
Brevundimonas 1 
Citrobacter 4 
Corynebacterium 2 
Enterobacter 2 
Flavobacterium 1 
Fusobacterium 2 
Klebsiella 1 
Morganella 1 
Parvimonas 1 
Proteus 1 
Pseudomonas 7 
Rahnella 1 
Serratia  4 
Sphingobacterium 2 

Staphylococcus 
- S. aureus 
- andere Staphylokokken 

16 
13 
3 

Stenotrophomonas 1 
Streptococcus  4 

Tabelle 13 per DHPLC-WAVE®-Sys-
tem isolierte Gattungen 

obligat 
aerob
29%

fakultativ 
anaerob

66%

obligat 
anaerob

5%

Abbildung 21 Stoffwechseleigenschaften per DHPLC-
WAVE®-System nachgewiesener Bakterien 
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3.6 Erregerspektrum aller drei Methoden zusammen 
Nimmt man die Ergebnisse aus allen Methoden zusammen, so konnten in 286 Proben 

insgesamt 89 verschiedene Arten nachgewiesen werden. Bei 10 Arten handelte es sich 

um Sprosspilze, der Rest waren Bakterien. Hier dominierten die Gram-positiven Arten 

mit 45 verschiedenen gegenüber 34 verschiedenen Gram-negativen Arten. Hinsichtlich 

des Stoffwechsels konnten insgesamt 6 obligat anaerobe, 16 obligat aerobe und 57 fa-

kultativ anaerobe Arten nachgewiesen werden. 

3.7 Methodenvergleich: Kultur vs. Real-Time-PCR 
In 102 Proben, die mit den beiden Methoden untersucht wurden, konnten 193 Isolate 

per Kultur erzielt werden. Die Untersuchung der gleichen Proben mittels Real-Time-PCR 

ergab insgesamt 309 Isolate. Zwar übertraf die Real-Time-PCR die Kultur somit hinsicht-

lich der Gesamtanzahl an Isolaten, nicht jedoch in Bezug auf die nachgewiesene Arten-

vielfalt (Abb. 22). Die kulturell erzielten Nachweise ließen sich auf 55 unterschiedliche 

Arten aufgliedern. 4 davon waren Pilze. Die Real-Time-PCR brachte es auf Grund des 

vorgegebenen Untersuchungsspektrums lediglich auf 13 verschiedene Arten, davon 1 

Pilz. Betrachtet man die einzelnen Isolate, so dominierten bei beiden Methoden die 

Gram-positiven Bakterien, auch wenn mit der Real-Time-PCR mehr Gram-negative als 

Gram-positive Arten untersucht und detektiert wurden. Hinsichtlich des Stoffwechsels 

der detektierten Bakterien war die Mehrheit bei beiden Methoden fakultativ anaerob (Kul-

tur: 162 Isolate, Real-Time-PCR 198 Nachweise). Allerdings ergab sich beim Anteil der 

Anaerobier ein gravierender Unterschied (Abb. 23). Kulturell konnten insgesamt nur 3 

Isolate von 3 verschiedenen obligat anaeroben Bakterien erzielt werden, während es 

mittels Real-Time-PCR 75 Nachweise von 2 verschiedenen Anaerobiern waren. Allge-

mein war die Kombination beider Methoden den einzelnen Anwendungen in jedem Punkt 

überlegen. Zusammen konnten 415 Nachweise von 59 Arten erzielt werden, davon 6 

Pilze 5 unterschiedlicher Arten und 78 Anaerobier, die 5 verschiedenen Arten zugeord-

net werden konnten.  
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Abbildung 22 Methodenvergleich Kultur vs. Real-Time-PCR – nachgewiesene Artenvielfalt 
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Abbildung 23 Methodenvergleich Kultur vs. Real-Time-PCR – Stoffwechseleigenschaften des de-
tektierten Erregerspektrums 

 

3.8 Methodenvergleich: Kultur vs. DHPLC-WAVE®-System 
In 30 Proben, die mit den beiden Methoden untersucht wurden, konnten 66 Isolate per 

Kultur erzielt werden. Die Untersuchung der gleichen Proben mittels WAVE ergab ins-

gesamt 58 Nachweise. Somit übertrifft die Kultur das DHPLC-WAVE®-System hinsicht-

lich der Gesamtanzahl an Isolaten, und auch in Bezug auf die nachgewiesene Artenviel-

falt liegt die Kultur vorne. Die kulturell erzielten Nachweise lassen sich auf 29 unter-

schiedliche Arten aufgliedern, 4 davon sind Pilze. Das DHPLC-WAVE®-System bringt 

es auf 24 verschiedene Arten, davon 1 Pilz. Betrachtet man die einzelnen Isolate, so 

unterscheiden sich die Ergebnisse der beiden Methoden hinsichtlich des Merkmals 

Gramfärbung. Kulturell dominieren Gram-positive Bakterien (13 Arten mit 36 Isolaten), 

während mittels DHPLC-WAVE®-System mehr Gram-negative Bakterien nachgewiesen 

wurden (15 Arten mit 34 Nachweisen). Die Mehrheit der detektierten Bakterien ist bei 

beiden Methoden fakultativ anaerob (Kultur: 55 Isolate, DHPLC-WAVE®-System 38 

Nachweise). Der Anteil der Anaerobier liegt kulturell bei 0 Isolaten, während es beim 

DHPL-Wave System 3 Isolate sind. Allgemein war die Kombination beider Methoden 

den einzelnen Anwendungen in jedem Punkt überlegen. Zusammen konnten 99 Nach-

weise von 42 Arten erzielt werden, davon 4 Pilze unterschiedlicher Arten und 3 Anaero-

bier, die 2 verschiedenen Arten zugeordnet werden konnten.  
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3.9 Kultur vs. Real-Time-PCR vs. DHPLC-WAVE®-System 
Die Kombination aller Methoden zusammen ergab die meisten verschiedenen Arten. 

Während es bei der Real-Time-PCR nur 12 unterschiedliche Arten waren, beim Wave 

21 und bei der Kultur 25, brachte es die Kombination aller Untersuchungen auf 37 ver-

schiedene Arten. Die kulturell und per Real-Time-PCR detektierten Bakterien waren 

größtenteils Gram-positiv, während mit dem DHPLC-WAVE®-System mehr Gram-nega-

tive Bakterien nachgewiesen wurden. Betrachtet man die Ergebnisse aller Methoden 

zusammen, halten sich Gram-positive und Gram-negative Bakterien insgesamt die 

Waage (n = 67 zu 68). Anaerobier machen 18,52 % aller insgesamt nachgewiesenen 

Bakterien aus. Kulturell konnte gar kein obligat anaerober Organismus isoliert werden, 

und per DHPLC-WAVE®-System waren es nur 4,17 %. Die meisten Anaerobier wurden 

per Real-Time-PCR isoliert. Hier betrug der Anteil 26,09 %.  
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Abbildung 24 Methodenvergleich Kultur vs. DHPLC-WAVE®-System – Stoffwechseleigenschaften des detektierten Er-
regerspektrums 
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Abbildung 25 Methodenvergleich Kultur vs. Real-Time-PCR vs. DHPLC-WAVE®-System – nachge-
wiesene Artenvielfalt 
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Sowohl bei der Kultur als auch beim DHPLC-WAVE®-System war das Spektrum derje-

nigen Arten, die detektiert werden konnten, offen. Der kulturelle Nachweis ergab im 

Schnitt 1,74 Arten pro Probe während es beim DHPLC-WAVE®-System 1,92 waren. 

Und obwohl bei der Real-Time-PCR eine Vorauswahl von nur 17 Arten getroffen worden 

war, auf die untersucht wurde, konnten hier im Schnitt 3,03 Arten pro Probe nachgewie-

sen werden.  

Durch die Kombination verschiedener Methoden konnte die durchschnittlich nachgewie-

sene Artenvielfalt pro Probe deutlich gesteigert werden.  

Wurde zusätzlich zur Kultur das DHPLC-WAVE®-System eingesetzt, ergaben sich 3,30 

Arten / Probe. Eine Kombination aus Kultur und Real-Time-PCR brachte im Schnitt 4,06 

Arten hervor, und eine Untersuchung mit allen drei Methoden detektierte im Schnitt 5,31 

Arten je Probe. 

Um vergleichende Aussagen zu den einzelnen Methoden machen zu können wurden 

nur diejenigen Proben betrachtet, die jeweils mit den gleichen Untersuchungen ausge-

wertet wurden.  

 

 

Abbildung 26 Methodenvergleich: durchschnittliche Artenvielfalt je Probe 

3.9.1 Quantitative Auswertung der Real-Time-PCR verglichen mit kulturel-
len Nachweisen 
Mit der Real-Time-PCR wurde auf Organismen aus insgesamt 9 Gattungen untersucht. 

Davon wurden drei Gattungen (Acinetobacter, Bacteroides, Fusobacterium) nur auf das 

Vorhandensein eines Vertreters der Gattung untersucht, während aus den übrigen sechs 
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Gattungen (Candida, Escherichia, Proteus, Klebsiella, Staphylococcus, Streptococcus) 

gezielt bestimmte Arten detektiert wurden. Insgesamt wurden 17 verschiedene Primer 

benutzt. Vier (23,5 %) der gesuchten Organismen konnten weder mittels PCR noch kul-

turell in einer der Proben nachgewiesen werden (Candida glabrata, Candida tropicalis, 

Streptococcus pneumoniae, Streptococcus pyogenes). Dreimal (17,6 %) wurden Orga-

nismen in Proben nachgewiesen, die kulturell nicht zu detektieren waren (Bacteroides, 

Candida albicans und Fusobacterium Spezies). Für zwei Bakterien (11,8 %) bestätigte 

das Real-Time-PCR Ergebnis alle kulturell erbrachten Nachweise, wobei per Real-Time-

PCR noch zusätzliche Proben positiv getestet wurden (Klebsiella pneumoniae und 

Streptococcus agalactiae). Für Klebsiella pneumoniae waren zwei von sieben Proben - 

die mit der zweit- und dritthöchsten Bakterienanzahl (ca. 60.300 Bakt./ Tupfer und ca. 

263.000 Bakt./ Tupfer) - kulturell positiv. Für Streptococcus agalactiae waren fünf von 

zehn Proben kulturell positiv, darunter die drei Proben mit der höchsten Bakterienanzahl 

(ca. 7.633.000 Bakt./ Tupfer - 26.164.000 Bakt./ Tupfer). Fünf Bakterien (29,4 %) konn-

ten zwar mit der Real-Time-PCR öfter nachgewiesen werden als per Kultur, jedoch wur-

den nicht alle Proben positiv mit der Real-Time-PCR getestet, bei denen sich ein kultu-

reller Nachweis gezeigt hatte (Acinetobacter Spezies, Pseudomonas aeruginosa, 

Staphylococcus aureus, Staphylococcus capitis, und Staphylococcus lugdunensis). Aci-

netobacter wurde insgesamt in 12 Proben detektiert, davon zweimal ausschließlich per 

Kultur, achtmal nur per Real-Time-PCR und zweimal mit beiden Methoden, wobei die 

letzteren mit ca. 2600 Bakt./ Tupfer und 3000 Bakt./ Tupfer nachgewiesenen Bakterien 

im Vergleich zu den beiden höchsten Ergebnissen der Real-Time-PCR (ca. 834.000 

Bakt./ Tupfer und ca. 745.000 Bakt./ Tupfer) eher weniger Bakterien enthielten. Pseu-

domonas aeruginosa wurde insgesamt sechsundzwanzigmal nachgewiesen, davon 

zweimal nur kulturell, zwölfmal nur via Real-Time-PCR und zwölfmal mit beiden Metho-

den. Im Gegensatz zu den Ergebnissen von Acinetobacter waren die Übereinstimmun-

gen beider Methoden deutlich häufiger bei Proben zu finden, in denen viele Bakterien 

detektiert wurden. Die acht niedrigsten der 24 positiven Nachweise (ca. 4700 Bakt./ Tup-

fer – ca. 11.300 Bakt./ Tupfer) waren kulturell negativ. Die Übereinstimmungen reichten 

von ca. 29.300 Bakt./ Tupfer bis ca. 255.000.000 Bakt./ Tupfer. Staphylococcus aureus 

wurde mit beiden Methoden verhältnismäßig oft nachgewiesen (dreimal ausschließlich 

per Kultur, siebenmal nur mit der Real-Time-PCR und siebenundvierzigmal mit beiden 

Methoden). Die Proben, die nur mit der Real-Time-PCR nachgewiesen wurden, gehör-

ten zu denen, die weniger Bakterien enthielten (14.400 Bakt./ Tupfer bis ca. 5.771.000 

Bakt./ Tupfer). Bei den anderen beiden Staphylokokken Spezies machte der reine Nach-

weis per Real-Time-PCR einen deutlich größeren Anteil an allen positiven Proben aus.  
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Staphylococcus capitis wurde insgesamt in 40 Proben nachgewiesen, davon lediglich 

einmal nur kulturell und siebenunddreißigmal ausschließlich mit der Real-Time-PCR. Die 

beiden Übereinstimmungen fanden sich bei den Proben, die zu den oberen 25 % hin-

sichtlich der Bakterienanzahl zählten. Staphylococcus lugdunensis konnte insgesamt 

dreiundsiebzigmal detektiert werden - einmal nur kulturell, siebzigmal ausschließlich per 

Real-Time-PCR und bei zwei Proben stimmten beide Methoden überein. Diese lagen 

einmal im unteren und oberen Drittel in Bezug auf die Anzahl der Bakterien. Betrachtet 

man die Ergebnisse für Proteus mirabilis, so konnten via Kultur und Real-Time-PCR je-

weils elf Proben positiv getestet werden, davon stimmten jeweils zehn überein. Nur die 

Probe mit den wenigsten Bakterien (ca. 87.800 Bakt./ Tupfer) wurde kulturell nicht positiv 

getestet. Schließlich gab es noch zwei Bakterien (11,8 %), die öfter per Kultur als mit der 

Real-Time-PCR nachgewiesen werden konnten (Escherichia coli und Klebsiella oxy-

toca). Escherichia coli wurde kulturell siebenmal detektiert, während es die Real-Time-

PCR nur auf 4 positive Proben brachte. Die Ergebnisse beider Methoden stimmten bei 

drei Proben überein. Die Probe, die nur per PCR detektiert werden konnte, enthielt die 

wenigsten Bakterien (ca. 171.000 Bakt./ Tupfer). Klebsiella oxytoca wurde fünfmal kul-

turell nachgewiesen und einmal per Real-Time-PCR. Dabei wurde in zwei der fünf Pro-

ben, die kulturell positiv auf Klebsiella oxytoca waren, per Real-Time-PCR Klebsiella 

pneumoniae nachgewiesen. In einer der fünf Proben detektierte die Real-Time-PCR so-

wohl Klebsiella oxytoca und Klebsiella pneumoniae.  

 

Abbildung 27 Methodenvergleich: Übereinstimmung des Erregernachweises via Kultur und Real-
Time-PCR 
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3.9.2 Identifikation des dominierenden Erregers via Real-Time-PCR 
Anhand des quantitativen Erregernachweises via Real-Time-PCR war es möglich, die 

Anzahl der verschiedenen Bakterien, die in einer Probe nachgewiesen wurden, mitei-

nander zu vergleichen und Aussagen zur Dominanz einer Art anzustellen. 

Bei nur 5 % der Proben machte die dominante Art weniger als 50 % der nachgewiesenen 

Bakterien aus. In zwei Proben wurden keine Keime nachgewiesen. In 14 Proben konnte 

nur ein Keim detektiert werden, womit dieser automatisch als dominant galt. In 51 % der 

Proben, in denen mindestens zwei Keime nachgewiesen wurden, bestritt das dominante 

Bakterium ³ 90 %. Nimmt man auch die monomikrobiellen Ergebnisse mit hinzu, traf 

dies sogar für 65 % der Proben zu (Abb. 28). 

Insgesamt betrachtet wurde Staphylococcus aureus in 36 % der Proben als dominie-

rende Art detektiert; gefolgt von Staphylococcus capitis und Pseudomonas aeruginosa. 

Acinetobacter und Klebsiella oxytoca konnten sich jeweils nur in 1 % der Proben als 

dominierendes Bakterium durchsetzen, während Candida albicans und Escherichia coli 

in keiner der Proben als dominierende Art vorherrschten (Abb. 29).  

Die Dominanz von Staphylococcus aureus wird sogar noch deutlicher, wenn man nicht 

alle mit der Real-Time-PCR untersuchten Proben betrachtet, sondern nur diejenigen, in 

denen Staphylococcus aureus via Real-Time-PCR nachgewiesen wurde. In diesem Pro-

benkollektiv konnte Staphylococcus aureus in 67 % am häufigsten nachgewiesen wer-

den. Es zeigt sich jedoch auch, dass Klebsiella oxytoca, die lediglich in 1 % aller unter-

suchten Proben dominant war, in 100 % der Proben dominierte, in denen dieses Bakte-

rium nachgewiesen wurde (Abb. 30).  
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Abbildung 29 Dominierende Bakterien aller per Real-Time-PCR untersuchten Proben 

 

 
 
 
Abbildung 30 Dominierendes Bakterium anteilig an seiner Nachweishäufigkeit per Real-Time-PCR 
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3.10 Follow-up-Patienten 
Bei den Follow-up-Patienten handelte es sich um zwei Männer im Alter von 56 und 77 

Jahren. Für beide Patienten lagen jeweils 5 Proben derselben Wunde im zeitlichen Ver-

lauf vor. Die Wundabstriche wurden im Zeitraum vom 18.07.2012 bis 09.11.2012 im 

Rahmen klinischer Untersuchungen gewonnen. Es wurde die Gesamtheit der Ergeb-

nisse aller Methoden betrachtet. 

3.10.1 Auswertung Patient 1  
Staphylococcus aureus und Staphylococcus lugdunensis waren in jeder einzelnen Probe 

enthalten (Abb. 31). Proteus mirabilis und Bacteroides sp. kamen in vier von fünf Proben 

vor. Acinetobacter sp. und Pseudomonas aeruginosa fanden sich in zwei von fünf Pro-

ben. Die restlichen Bakterien (Corynebacterium amycolatum, Escherichia coli, Flavobac-

terium sp., Serratia marcescens, Sphingobacterium sp., Staphylococcus auricularis, 

Staphylococcus capitis, Staphylococcus haemolyticus, Stenotrophomonas) kamen nur 

einmal vor, die meisten davon in der dritten Probe. Mit 8 verschiedenen nachgewiesenen 

Spezies war die dritte Probe am vielfältigsten, die wenigsten verschiedenen Spezies 

waren in Probe 1 und 4 mit jew. fünf verschiedenen Erregern nachweisbar. Die Anzahl 

der Bakterien derselben Art variierte von Probe zu Probe. Dabei ließ sich keine eindeu-

tige Abnahme oder Zunahme der Bakterien einer Art im zeitlichen Verlauf erkennen. 

Staphylococcus aureus blieb jedoch in jeder einzelnen Probe das dominierende Bakte-

rium (Abb. 32). 
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Abbildung 31 Keimspektrum im zeitlichen Verlauf (Follow-up-Patient 1) 

 

Abbildung 32 Prozentualer und absoluter Anteil des dominierenden Bakteriums im zeitlichen Ver-
lauf (Follow-up-Patient 1) 
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3.10.2 Auswertung Patient 2 
Acinetobacter sp. und Staphylococcus aureus waren in jeder einzelnen Probe enthalten 

(Abb. 33). Staphylococcus lugdunensis kam in vier von fünf Proben vor. Fusobacterium 

sp. fand sich in drei von fünf Proben. Bacteroides Spezies war in zwei von fünf Proben 

enthalten. Die restlichen Bakterien und Pilze (Geotrichum fermentans, Malassezia 

pachydermatis) kamen nur einmal vor. Mit fünf verschiedenen Spezies waren die Proben 

1 und 3 am vielfältigsten, Probe 5 enthielt nur 3 verschiedene Erreger. Die Anzahl der 

Bakterien einer Art variierte von Probe zu Probe. Dabei ließ sich keine eindeutige Ab-

nahme oder Zunahme der Bakterien einer Art im Verlauf der Zeit erkennen. Insgesamt 

zeigte sich auch bei Patient 2 Staphylococcus aureus in allen fünf Proben als dominie-

rende Art (Abb. 34). 

 

Abbildung 33 Keimspektrum im zeitlichen Verlauf (Follow-up-Patient 2) 
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Abbildung 34 Prozentueller und absoluter Anteil des dominierenden Bakteriums im zeitlichen Ver-
lauf (Follow-up-Patient 2) 

 

3.11 Biofilm 
Insgesamt wurden Proben von 76 Patienten untersucht (Tab. 14).  

Methode Geschlechterverteilung Altersverteilung 
Biofilmversuch 76 Patienten   
  49 Männer 22-91 Jahre, (66 ± 13,6) 
  27 Frauen 42-93 Jahre, (72 ± 14,1) 

Tabelle 14 Patientenkollektiv des Biofilmversuchs 

Das Untersuchungsmaterial stammt von DFS-Patienten des Universitätsklinikums Gie-

ßen. Die Wundabstriche wurden im Zeitraum vom 18.07.2012 bis 05.03.2013 im Rah-

men klinischer Untersuchungen gewonnen. 

Insgesamt wurden 102 Versuchsreihen durchgeführt. Eine Testreihe beinhaltete die 

Messung von drei verschiedenen Proben desselben Bakteriums zu fünf verschiedenen 

Zeitpunkten (nach 2, 4, 6, 8, und 10 Tagen); also insgesamt 15 Messungen je Testreihe.  

Es wurden 13 Bakterienspezies aus 11 verschiedenen Gattungen untersucht (Tab. 15), 

davon sieben Gram-positive und sechs Gram-negative Spezies. Der Versuchsaufbau 

erlaubte keine Untersuchung obligat anaerober Bakterien. 
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Die Abbildungen 35 - 48 zeigen die zeitli-

chen Absorbance-Verläufe der verschie-

denen Spezies. Abgebildet sind jeweils 

die Mittelwerte der Absorbance-Messun-

gen zu den verschiedenen Zeitpunkten. 

Insgesamt fällt auf, dass die Absorbance, 

welche die Biofilmmasse repräsentiert, 

tendenziell mit der Zeit zunimmt. Grund-

sätzlich ist eine kontinuierliche Zunahme 

aber eine Ausnahme. Meist schwankt die 

Absorbance im zeitlichen Verlauf. 
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3 

Streptococcus agalactiae 3 
 gesamt 102 

Tabelle 15 Auf Biofilmbildung getestete Bakterienspezies 

Abbildung 36 Absorbance Escherichia coli 

 

Abbildung 35 Absorbance Enterococcus faecalis 
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Abbildung 38 Absorbance Morganella morganii 

 

Abbildung 37 Absorbance Klebsiella oxytoca                   

 

Abbildung 40 Absorbance Serratia marcescens 

 

Abbildung 39 Absorbance Pseudomonas aeruginosa            
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Abbildung 43 Absorbance Streptococcus agalactiae 

0,0000
0,0050
0,0100
0,0150
0,0200
0,0250
0,0300
0,0350
0,0400
0,0450

1 2 3 4 5

Ab
so

rb
an

ce

Messzeitpunkte

Staphylococcus capitis 015b

Staphylococcus capitis 098a

0,0000
0,0050
0,0100
0,0150
0,0200
0,0250
0,0300
0,0350

1 2 3 4 5

Ab
so

rb
an

ce

Messzeitpunkte

Streptococcus agalactiae 044a

Streptococcus agalactiae 107b

Streptococcus agalactiae 199c

Abbildung 42 Absorbance Staphylococcus epidermidis 

 

Abbildung 41 Absorbance Staphylococcus capitis              
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Abbildung 44 Absorbance Staphylococcus aureus Teil I 

 

Abbildung 45 Absorbance Staphylococcus aureus Teil II 

 

Abbildung 46 Absorbance Staphylococcus aureus Teil III 
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Abbildung 47 Absorbance Staphylococcus aureus Teil IV 

Abbildung 48 Absorbance Staphylococcus aureus Teil V 
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wurde, für den tendenziellen Größenzuwachs der Biofilme über die Zeit. Nur in 19 % 

der Fälle wurde die größte Absorbance nach 2 Tagen und in 13 % der Fälle die nied-

rigste Absorbance nach 10 Tagen gemessen (Abb. 49). 

  

0,0000

0,0100

0,0200

0,0300

0,0400

0,0500

0,0600

0,0700

0,0800

0,0900

1 2 3 4 5

Ab
so

rb
an

ce
 M

itt
el

w
er

te

Messzeitpunkte

S. aureus 290a

S. aureus 235a

S. aureus 163

S. aureus 071a

S. aureus 033d

S. aureus 113a

S. aureus 008a

S. aureus 017c

S. aureus 240a

S. aureus 029d

0,0000

0,0100

0,0200

0,0300

0,0400

0,0500

0,0600

0,0700

0,0800

0,0900

1 2 3 4 5

Ab
so

rb
an

ce
 M

itt
el

w
er

te

Messzeitpunkte

S. aureus 110a

S. aureus 049a

S. aureus 094a

S. aureus 145a

S. aureus 182a

S. aureus 153b

S. aureus 047e

S. aureus 264a

S. aureus 273a

S. aureus 020a



3 Ergebnisse   88 

 

Abbildung 49 Absorbance-Entwicklung über die Zeit 
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zwischen den Werten 0,1239 – 0,0097. Mit 38 % lagen die meisten Werte zwischen 

0,01 und 0,02. Nur 8 % der Testreihen erreichten im Durchschnitt eine Absorbance von 

0,05 oder mehr. Etwa 1 % lag unter einer Absorbance von 0,01.  

 

Abbildung 50 Gemittelte Absorbance nach Häufigkeit 
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4 Diskussion 
Der Zweck der zugrundeliegenden Forschung war es, das Mikrobiom von diabetischen 

Fußinfektionen durch die Kombination verschiedener Methoden (Kultur, DHPLC-

WAVE®-System und Real-Time-PCR) möglichst vollständig zu erfassen, und die ge-

wonnenen Ergebnisse im Hinblick auf eine Verbesserung von Prävention, Diagnostik 

und Therapie von DFIs zu evaluieren. Insbesondere galt es dabei, die verschiedenen 

Stärken und Schwächen der einzelnen Methoden herauszuarbeiten, die klinische Rele-

vanz der nachgewiesenen Erreger einzuordnen (Pathogen vs. Kolonisation, Pathogeni-

tätsfaktoren, Infektionsquellen), und anhand dessen Empfehlungen für einen sinnvollen 

Einsatz von molekulargenetischen Methoden im Rahmen der Routinediagnostik abzu-

geben (z. B. Entwicklung eines Screening-Arrays auf Real-Time-PCR-Basis), wobei 

auch sich abzeichnende zukünftige Entwicklungen (Second- und Third-Generation-Se-

quencing) Berücksichtigung finden sollten. 

Für die Erforschung der Mikrobiota in DFIs wurde zunächst die klinische Standardme-

thode – der kulturelle Erregernachweis – herangezogen.  

Im Rahmen dieser Arbeit wurden 80 verschiedene Spezies kulturell nachgewiesen. 

Rund 40 % der 497 Isolate konnten als Staphylokokken klassifiziert werden. Staphy-

lococcus aureus wurde mit knapp 21 % aller Isolate am häufigsten angezüchtet. Dieses 

Ergebnis deckt sich auch mit den Forschungsdaten anderer Studiengruppen (Citron et 

al., 2007; Perim et al., 2015), die Staphylococcus aureus ebenfalls als dominierenden 

Erreger in diabetischen Fußinfektionen isolierten. Und obwohl Gram-positive Arten in 

dieser Arbeit insgesamt überwogen, zählten die Erreger, die neben den Staphylokokken 

mit am häufigsten nachgewiesen wurden (Pseudomonas aeruginosa (ca. 9 % der Iso-

late), Escherichia coli und Proteus mirabilis (jew. ca. 4 % der Isolate)), zu den Gram-

negativen Vertretern. Auch andere Studien untermauerten das Überwiegen Gram-posi-

tiver Kokken, wenngleich die drei genannten Gram-negativen Spezies ausnahmslos 

ebenfalls häufig angezüchtet wurden (Anvarinejad et al., 2015; Citron et al., 2007; Ge et 

al., 2002; Perim et al., 2015). In Bezug auf den Stoffwechsel der Erreger dominierten in 

dieser Arbeit fakultativ anaerobe Bakterien mit 84 % aller Isolate, wohingegen obligat 

anaerobe Spezies lediglich 1 % der Isolate ausmachten. Auch in anderen Studien wur-

den hauptsächlich Aerobier nachgewiesen, wobei der Anteil anaerober Spezies teils 

deutlich höher ausfiel. So untersuchten Claros et al. Proben aus DFIs, die unter Kondi-

tionen gewonnen und kultiviert wurden, welche speziell für das Wachstum von Anaero-

biern optimiert waren, und konnten somit in rund 45 % aller Proben Anaerobier isolieren. 

Der Anteil von Anaerobiern machte gut 27 % aller Isolate aus, von denen Prevotella ssp., 

Porphyromonas ssp., Bacteroides ssp. und verschiedene Gram-positive anaerobe 
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Kokken am häufigsten angezüchtet werden konnten (Claros et al., 2013). Auch Citron et 

al. wiesen bei 49 % von 406 Proben aus DFIs anaerobe Bakterien mit ähnlichem Vertei-

lungsmuster nach (Citron et al., 2007).  

In ca. 54 % aller kulturell untersuchten Proben wurde in der vorliegenden Studie mehr 

als eine Spezies nachgewiesen. Die maximale Speziesvielfalt lag bei 8 verschiedenen 

Erregern in einer Probe. Auch andere Arbeitsgruppen haben bereits durch den kulturel-

len Erregernachweis eine Polymikrobialität von DFIs feststellen können (Lipsky et al., 

2012a). Citron et al. wiesen in rund 84 % ihrer Proben polymikrobielle Infektionen von 

DFIs nach (Citron et al., 2007), und Claros et al. fanden durchschnittlich 2 bis 3 anaerobe 

bzw. aerobe Spezies je Probe (Claros et al., 2013). In einer kleineren kulturellen Studie 

von Anvarinejad et al., die 86 Patienten umfasste und nicht auf das Wachstum von an-

aeroben Spezies ausgelegt war, wurden hingegen in 79 % der Fälle monomikrobielle 

Infektionen von DFUs nachgewiesen (Anvarinejad et al., 2015). 

Zusammengefasst zeigt der Vergleich der aktuellen Studienergebnisse mit den Recher-

chen anderer Forschungsgruppen Parallelen hinsichtlich häufig kultivierter Bakterien 

aus DFIs, aber auch deutliche Unterschiede in Bezug auf das übrige nachgewiesene 

Erregerspektrum auf. So wurden einzelne Spezies (z. B. Streptococcus canis, Strep-

tococcus milleri, Acinetobacter calcoaceticus) und teils auch ganze Arten in nicht uner-

heblichem Umfang (z. B. Pluralibacter spp. Fusobacterium spp., Peptostreptococcus 

spp.) von anderen Forschungsgruppen angezüchtet, die in der aktuellen Studie kulturell 

nicht nachgewiesen werden konnten (Anvarinejad et al., 2015; Citron et al., 2007; Ge et 

al., 2002). Besonders deutlich wird dies im Hinblick auf anaerobe Erreger. Auch zeigten 

sich bezüglich der Häufigkeitsverteilungen der Erreger in den unterschiedlichen Studien 

verschiedene Ergebnisse. In der aktuellen Studie machten Enterokokken beispielsweise 

10 % der Isolate aus, während dieser Gattung bei Anvarinejad et al. 27 % der kulturell 

angezüchteten Bakterien zugeordnet werden konnten (Anvarinejad et al., 2015).  

Ein wesentlicher Faktor, auf den die unterschiedlichen Studienergebnisse zum Teil zu-

rückgeführt werden können, sind die Differenzen der genutzten Studienprotokolle in Be-

zug auf die verwendeten Nährmedien, Inkubationszeiten und anaerobe Kammern, die 

für die teils divergierenden Wachstumsbedingungen verschiedener Erreger unterschied-

lich gut geeignet waren. Auch variierte das getestete Patientenkollektiv im Hinblick auf 

das Ursprungsland und das damit verbundene Klima, was eine andere Zusammenset-

zung der Mikrobiota begründen kann (Uçkay et al., 2014). Weiterhin gab es Variationen 

hinsichtlich des verwendeten Probenmaterials (z. B. Abstrichtupfer, Gewebebiopsien, 

Kürretage-Material und Nadelaspiration von purulentem Sekret). Dass dieser Faktor ei-

nen Einfluss auf die Studienergebnisse haben kann, zeigten Imirzalioglu et al., die in 

einem chronischen Ulcus verschiedene Bakterienpopulationen nachwiesen, je nachdem 
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aus welcher Gewebeschicht die Proben entnommen wurden (Imirzalioglu et al., 2014). 

Zudem wurden in die verschiedenen Studien Wunden unterschiedlicher Beschaffenheit 

(z. B. Schweregrad der Infektionen, Bestehensdauer der Wunden) eingeschlossen.  

Die Tatsache, dass bereits der Vergleich verschiedener Studienergebnisse aus kulturel-

len Nachweisen eine größere Vielfalt der Erreger aus DFIs ergibt, lässt angesichts der 

Tatsache, dass die Kultivierung von Keimen mit gewissen Einschränkungen einher geht, 

bereits erahnen, dass die ergänzende Erforschung dieser Mikrobiota mit molekularge-

netischen Methoden weitere Details und neue Erkenntnisse zu Tage bringen kann. 

Diesem Ansatz folgend, wurde der kulturelle Erregernachweis in der aktuellen Studie um 

den Einsatz des DHPLC-WAVE®-Systems und der Real-Time-PCR ergänzt.  

Sowohl die Untersuchungen mit dem DHPLC-WAVE®-System als auch mit der Real-

Time-PCR bestätigten das häufige Vorkommen von Staphylococcus aureus in den un-

tersuchten Proben (mit dem DHPLC-WAVE®-System ca. 22 % aller Nachweise, mit der 

Real-Time-PCR ca. 17 % aller Nachweise). Ebenso wurde von anderen Studiengruppen, 

die Proben aus DFIs mit molekulargenetischen Methoden untersuchten, Staphylococcus 

aureus als häufigstes Bakterium beschrieben (Wolcott et al., 2016). 

Aber der Vergleich des übrigen Erregerspektrums zeigt deutliche Unterschiede. So fiel 

auf, dass insbesondere obligat anaerobe Organismen in der Kultur im Vergleich zu den 

molekularbiologischen Methoden wenig bis gar nicht detektierbar waren. Mit der Real-

Time-PCR ließ sich in über der Hälfte der untersuchten Proben mindestens eine Anae-

robier-Art nachweisen, womit der Anteil von Anaerobiern an allen Nachweisen bei gut 

25 % lag. Es muss vermutet werden, dass sich dieser Anteil sogar noch hätte steigern 

lassen, wären in der Vorauswahl der Real-Time-PCR neben Bacteroides spp. und 

Fusobacterium spp. noch weitere obligate Anaerobier enthalten gewesen (z. B. die in 

anderen Studien kulturell häufig nachgewiesenen Prevotella spp. und Porphyromonas 

spp.). Dafür sprechen auch Studienergebnisse anderer Forschungsgruppen, die Proben 

aus DFIs mit molekulargenetischen Methoden untersucht haben. Wolcott et al. nutzten 

das 16S rDNA Pyrosequencing, um die Mikrobiota aus 910 DFUs zu untersuchen. Sie 

fanden die anaeroben Spezies Finegoldia magna in 25 % der Wunden, Anaerococcus 

vaginalis in 13 % und Prevotella bivia in 3 % der untersuchten Proben (Wolcott et al., 

2016). Eine kleinere Studie wurde von Dowd et al. bereits 2008 vorgestellt, die das Bac-

terial Tag Encoded FLX Amplicon Pyrosequencing nutzten, um 40 Proben aus DFIs zu 

untersuchen. Hier zählten zudem Peptoniphilus spp. (in ca. 63 % der Proben), Pep-

tostreptococcus spp. (in ca. 28 % der Proben) und Clostridium spp. (in ca. 20 % der 

Proben) zu den häufiger nachgewiesenen anaeroben Arten (Dowd et al., 2008). Malone 

et al., die Gewebebiopsien von 39 Patienten mit DFIs via Next Generation Sequencing 

untersuchten, berichten sogar, dass in 90 % der Proben die Anwesenheit von 
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Anaerobiern kulturell unterschätzt wurde (Malone et al., 2017). Unter Berücksichtigung 

dieser Ergebnisse überrascht es nicht, dass in der vorliegenden Studie mit Hilfe der 

Real-Time-PCR mehr Erreger je Probe nachgewiesen werden konnten, als es kulturell 

der Fall war. So lag die durchschnittliche Anzahl verschiedener Spezies je Probe bei 3 

bis 4, während durchschnittlich nur 1 bis 2 Erreger je Probe isoliert werden konnten. Die 

maximal per Real-Time-PCR nachgewiesene Artenvielfalt in einer Probe lag bei 7 ver-

schiedenen Spezies, womit die Real-Time-PCR der Kultur auf Grund des vorgegebenen 

Spektrums leicht unterlegen war. Von anderen Studiengruppen, die molekulargeneti-

sche Techniken ohne Spektrumeinschränkung nutzten, konnten deutlich mehr Spezies 

je Probe nachgewiesen werden. Smith et al. fanden unter Verwendung des 16S 

Amplicon Sequencing bis zu 21 verschiedene Spezies je Probe (Smith et al., 2016), bei 

Wolcott et al. ergab das 16S rDNA Pyrosequencing sogar bis zu 33 Spezies je Probe, 

wobei die Mehrheit der Wunden nur 2 bis 5 Spezies enthielt (Wolcott et al., 2016). Gar-

dner et al. entnahmen bei 52 Patienten Abstriche von nicht infizierten DFUs, die sowohl 

per Kultur als auch per 16S RNA Sequencing untersucht wurden. Der Vergleich beider 

Methoden zeigte, dass per Kultur durchschnittlich 26 Spezies je Probe weniger identifi-

ziert wurden, als es molekulargenetisch gelang (Gardner et al., 2013).  

In Zusammenschau dieser Ergebnisse ist zu konstatieren, dass der kulturelle Nachweis 

gerade bei anspruchsvollen und langsam wachsenden Erregern an seine Grenzen stößt, 

und der Einsatz molekulargenetischer Methoden in der Forschung dazu beigetragen hat, 

ein umfassenderes Bild der Mikrobiota in DFIs zu erlangen, sodass die Polymikrobialität 

und Komplexität von DFIs in den letzten Jahren zunehmend entschlüsselt werden 

konnte.  

Auf diese Weise zeichneten sich Infektionsquellen ab, deren Kenntnis im Rahmen der 

Prävention von DFIs hilfreich sein kann. So lässt sich der häufige Nachweis von Staphy-

lococcus aureus in DFIs auf die Tatsache zurückführen, dass bei Diabetikern der Anteil 

von Staphylococcus aureus an der Hautflora des Fußes zu Ungunsten weniger virulen-

ter, koagulasenegativer Bakterien deutlich zunimmt (Lavigne et al., 2015; Redel et al., 

2013), und dass dieses Bakterium im Falle einer gestörten Hautbarriere und einer ge-

schwächten Immunabwehr in den Fokus rückt. Und auch der Ursprung von DFIs mit 

anderen vorherrschenden Erregern liegt oftmals in der Mikrobiota der Haut. Die von Ma-

lone et al. via Next Generation Sequencing nachgewiesenen Bakterien waren zu über 

50 % natürlich vorkommende Kommensalen der Haut. Weitere wichtige Quellen waren 

Umweltkeime (29,1 %), der Gastrointestinaltrakt (14 %) und die Mundflora (6,3 %) 

(Malone et al., 2017). Auch die in der vorliegenden Studie identifizierten Erreger lassen 

sich größtenteils diesen Kompartimenten zuordnen. Gerade in Anbetracht der Tatsache, 

dass ein Großteil der Mikrobiota der natürlichen Hautflora zuzuordnen ist, gilt es im 
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nächsten Schritt, die klinische Relevanz der nachgewiesenen Bakterien richtig einzuord-

nen. 

So wurden Anaerobier bereits in anderen Studien als Teil einer komplexen Mischflora 

isoliert, und als Besiedler nekrotischer und ischämischer Wunden eingestuft (Uçkay et 

al., 2015). Schwere Infektionen wurden hingegen nicht mit ihrer Anwesenheit in Verbin-

dung gebracht (Charles et al., 2015; Malone et al., 2017), und ob sie bei der Behandlung 

von Infektionen und bei der Auswahl des Antibiotikums berücksichtigt wurden, spielte 

mitunter keine wesentliche Rolle (Lipsky et al., 2004). Ähnliche Versuche wurden auch 

im Hinblick auf die Gram-Eigenschaften von Bakterien durchgeführt. Die Abdeckung 

Gram-negativer Bakterien erbrachte in einer Studie in den USA vergleichbare Therapie-

erfolge wie die Behandlung mit Antibiotikaregimen, die Gram-negative Erreger nicht be-

rücksichtigten (Lipsky, Itani & Norden, 2004). Es zeigt sich also, dass nicht alle nachge-

wiesenen Bakterien auch als wahre Pathogene fungieren müssen.  

Die Wahrscheinlichkeit von Infektionen geht häufig mit der Virulenz der nachgewiesenen 

Mikroorganismen einher. Bei ß-hämolysierenden Streptokokken wurde beispielsweise 

schon ab 102 CFU/g Gewebe ein Gewebeschaden nachgewiesen (Dow, Browne, & 

Sibbald, 1999).  

Ein weiteres bisher übliches Hilfsmittel zur Einschätzung der Relevanz eines Bakteriums 

als Infektionserreger ist dessen Anzahl. Es wird davon ausgegangen, dass es sich bei 

einem dominanten Erreger mit massenhaftem Vorkommen um den wahren Pathogen 

handelt (Lipsky et al., 2012a). Um eine Aussage zur Quantität treffen zu können, wurden 

die Ergebnisse der Real-Time-PCR herangezogen. 

Schaut man sich die Untersuchungen an, so war eine große Streubreite der Nachweis-

zahlen zu erkennen. Zwischen den verschiedenen Erregern reichten diese durchschnitt-

lich von ca. 2*105 Exemplaren je Probe bis > 77*109. Dass diese Differenz auch durch 

große Schwankungen innerhalb der Bakterienarten zustande kommt, zeigen die Stan-

dardabweichungen, die für 11 von den 13 Bakterienarten, die via Real-Time-PCR nach-

gewiesen wurden, größer waren als der zugehörige Mittelwert. In einer Probe wurde 

lediglich Staphylococcus lugdunensis mit ca. 3*103 Erregern nachgewiesen, womit die-

ser schon als dominanter Erreger galt, während in einer anderen Probe über 3*1012 

Exemplare von Staphylococcus capitis das dominante Bakterium darstellten. Somit sind 

die absoluten Nachweiszahlen der verschiedenen Erreger allein betrachtet kaum aussa-

gekräftig, wenn es um die Dominanz eines Erregers geht. Deshalb wurden die Nach-

weiszahlen der verschiedenen Erreger innerhalb einer Probe miteinander ins Verhältnis 

gesetzt, um Aussagen zur Dominanz treffen zu können. Bei nur 5 % der Proben machte 

die dominante Art weniger als 50 % der nachgewiesenen Bakterien aus, wohingegen bei 

65 % der Proben > 90 % der nachgewiesenen Organismen der dominanten Art 
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zugeordnet werden konnten. Da sowohl diese Daten als auch andere Studien die häu-

fige Anwesenheit von Staphylococcus aureus in diabetischen Fußulcera nahelegten, galt 

es zu überprüfen, ob dieser Erreger dominant ist, und somit als wahrer Infektionserreger 

angesehen werden kann. Es zeigte sich, dass in allen per Real-Time-PCR untersuchten 

Proben Staphylococcus aureus mit 36 % am häufigsten die dominierende Art war. Die 

Dominanz war noch eindrücklicher, wenn man lediglich die Proben betrachtete, in denen 

Staphylococcus aureus per Real-Time-PCR nachgewiesen wurde. In diesem Kollektiv 

konnte sich Staphylococcus aureus sogar in 67 % der Fälle als dominierendes Bakterium 

durchsetzen. Aber auch obligat anaerobe und Gram-negative Bakterien sowie koagula-

senegative Staphylokokken, die, wie bereits zuvor erläutert wurde, als wenig virulent 

oder lediglich besiedelnder Bestandteil einer Mischflora angesehen werden, zählten zu 

den dominierenden Keimen. So war Staphylococcus capitis in 20 % der Proben die do-

minierende Art und sowohl für Pseudomonas aeroginosa als auch Bacteroides sp. galt 

dies in jeweils 10 % der Fälle. Auch Wolcott et al. untersuchten die Dominanz der nach-

gewiesenen Erreger aus DFIs. Sie zeigten, dass Staphylokokken in 51 % der Proben, in 

denen sie identifiziert wurden, mehr als 10 % der Bakterienpopulation ausmachten. Für 

die anaeroben Arten Finegoldia und Anaerococcus galt dies in jew. 10 % der Proben 

(Wolcott et al., 2016).  

Diese Daten zeigen, dass die verschiedenen Ansatzpunkte zur Identifikation des wahren 

Infektionserregers sich in Teilen widersprechen. Es mag also durchaus seine Berechti-

gung haben, davon auszugehen, dass das opportunistische Vorhandensein einer ein-

zelnen Mikrobe oft nicht für eine Infektion ausreicht, sondern erst die Kombination ver-

schiedener Erreger innerhalb einer Mischflora die Voraussetzungen für eine manifeste 

Entzündungsreaktion schafft (Glaudemans et al., 2015; Ramakant et al., 2011). Dass 

sich innerhalb einer Mischflora trotzdem Keime als dominant erweisen können, und ei-

nige aufgrund ihrer Pathogenitätsfaktoren eher Entzündungsreaktionen auslösen kön-

nen, steht dieser Aussage nicht entgegen. 

Schaut man sich die Entwicklung einer individuellen Wundflora über die Zeit an, so kön-

nen diese Thesen noch um eine weiter ergänzt werden. Die Wundflora von zwei Patien-

ten wurde zu jeweils fünf verschiedenen Zeitpunkten im Verlauf von 4 Monaten exemp-

larisch mit allen drei Methoden untersucht und es konnte festgestellt werden, dass 

Staphylococcus aureus in jeder einzelnen Probe nachweisbar war. Die Zusammenset-

zung der übrigen Bakterien variierte jedoch von Probe zu Probe. Hinzu kam, dass 

Staphylococcus aureus auch in jeder einzelnen Probe quantitativ mit weitem Abstand 

der vorherrschende Erreger war. In Zusammenschau dieser Beobachtungen wird bei 

den Fallbeispielen die Theorie bestätigt, dass es sich bei massenhaft nachgewiesenen 

Erregern in der Regel um den wahren Pathogen handelt, dass diese trotz ihrer Dominanz 
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Bestandteil einer Mischflora sind, und dass virulente Keime eher als Infektionserreger 

prädestiniert sind. Zusätzlich kann die konstante Präsenz eines Erregers über die Zeit 

als weiterer Faktor angesehen werden, der zur Identifikation des wahren Pathogens bei-

trägt.  

Nachdem diese Aspekte eingehend ausgeleuchtet wurden, sollte evaluiert werden, ob 

und wann es sinnvoll erscheint, die Verfahren der Routinediagnostik um andere Metho-

den zu ergänzen. 

In den Versuchen hat sich bei den Proben, die mit allen drei Methoden untersucht wur-

den, das größte Keimspektrum mit 25 verschiedenen Arten beim kulturellen Nachweis 

gezeigt. Für die gleichen Proben konnten via Real-Time-PCR im Rahmen der zuvor fest-

gelegten Auswahl 12 verschiedene Arten festgestellt werden. Die Kultur kann somit als 

geeignete Methode für ein Screening auf Infektionserreger angesehen werden, zumal 

sie gleichzeitig die Vorteile einer breiten Verfügbarkeit, einer leichten Handhabung und 

verhältnismäßig niedriger Kosten bietet. Neben dem bereits genannten Schwachpunkt, 

dem eingeschränkten Nachweis besonders anspruchsvoller Bakterien, liegt ein weiteres 

Manko der Kultur in der Dauer von mehreren Tagen bis Wochen, bis erste Ergebnisse 

zur Verfügung stehen.  

Daher wäre ein mögliches Szenario, bei dem der Einsatz molekulargenetischer Metho-

den ergänzend zur Routine eingesetzt werden sollte, die gezielte Suche nach bestimm-

ten Erregern, die erwartungsgemäß schlecht kulturell nachweisbar sind, und das Ergeb-

nis überdies möglichst rasch vorliegen sollte (z. B. bei lebensbedrohlichen schweren 

Infektionen mit septischen Verläufen).  

Da die Real-Time-PCR im Verlauf der letzten Jahre zusehends günstiger einsetzbar und 

breiter verfügbar geworden ist, würde sie sich zu diesem Zwecke gut eignen. In diesem 

Rahmen wäre ein Screening-Array hilfreich, wie es bereits für andere Fragestellungen 

entwickelt wurde (z. B. endemisch und epidemisch auftretende schwere Diarrhoen, re-

spiratorische Infekte, oder Meningitiden) (Liu et al., 2013, Liu et al., 2016; Onyango et 

al., 2017; Wolff et al., 2017; Zhao et al., 2019).  

Welche Erreger in diesem Suchlauf vertreten sein sollten, kann von Region zu Region 

unterschiedlich sein. In warmen Klimazonen (Indien, mittlerer Osten, Afrika) wurden bei-

spielsweise Gram-negative Stäbchen wie Pseudomonas aeruginosa als vorherrschende 

Erreger in DFIs identifiziert (Uçkay et al., 2014), während sie im nord-westlichen Europa 

eher eine untergeordnete Rolle zu spielen scheinen (Lipsky et al., 2004). In den aktuellen 

Untersuchungen wurden Staphylokokken (insbesondere Staphylococcus aureus, aber 

auch Staphylococcus epidermidis, Staphylococcus haemolyticus, Staphylococcus capi-

tis und Staphylococcus lugdunensis), Pseudomonas aeruginosa, Proteus mirabilis, 

Enterococcus faecalis, Enterobacter cloacae, Escherichia coli, Klebsiella oxytoca, 
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Streptococcus agalactiae, Corynebacterium striatum und Morganella morganii am häu-

figsten via Kultur nachgewiesen, was sich auch mit den Ergebnissen anderer For-

schungsgruppen deckt, sodass diese Arten für gemäßigte Klimazonen in ein Screening 

mit aufgenommen werden sollten, zumal Staphylococcus aureus, Pseudomonas aerugi-

nosa und Proteus mirabilis in den Untersuchungen via Real-Time-PCR zusammen über 

50 % der dominierenden Bakterien stellten. Zwar wären diese Erreger prinzipiell auch 

kulturell gut nachweisbar, aber gerade in Situationen, in denen schnell eine adäquate 

antibiotische Therapie eingeleitet werden muss, kann es hilfreich sein, Informationen 

zum Erregerspektrum bereits nach wenigen Stunden zu erhalten. So kann das abzude-

ckende Erregerspektrum besser eingegrenzt werden, und Aspekten wie der „Enterokok-

kenlücke“ von Cephalosporinen, oder dem Vorhandensein von Pseudomonas aerugi-

nosa, welcher häufig Resistenzen aufweist und vorzugsweise mit einer Kombination aus 

verschiedenen Präparaten behandelt werden sollte, Rechnung getragen werden, ohne 

dass wertvolle Reserveantibiotika ungezielt verbraucht werden müssen. Ergänzend soll-

ten auch die in unserer und anderen Studien häufig nur molekularbiologisch detektierten 

Keime (z. B. Bacteroides spp., Finegoldia spp., Anaerococcus spp., Peptostreptococcus 

spp. und Prevotella spp.) in den standardisierten Suchlauf mit aufgenommen werden. 

Mit diesem Spektrum wären häufige Erreger und auch ein Teil der üblichen Mischflora 

mit abgebildet.  

Was die Real-Time-PCR im Gegensatz zur Kultur jedoch nicht leisten kann, sind defini-

tive Aussagen zur Resistenzlage der nachgewiesenen Keime und die Bereitstellung ei-

nes Antibiogramms. Das Whole Genome Sequencing (WGS) stellt hingegen Informatio-

nen über Spezies, Serotypen, Virulenzfaktoren und Resistenzen bereit, wobei das Feld 

der Transkriptomik ergänzt werden muss, um Aussagen zur Korrelation zwischen Ge-

notyp und Phänotyp machen zu können. Zwar stehen schon seit den 1970er Jahren 

Technologien zur Verfügung, mit denen die Entschlüsselung eines vollständigen Ge-

noms möglich ist, und so wurde 1995 mit der Sanger-Methode bereits erstmalig das 

Genom eines frei lebenden Mikroorganismus (Hämophilus influenza) veröffentlicht, je-

doch waren diese Prozesse initial mit hohen Kosten, einem enormen Zeit- und Arbeits-

aufwand und dem Einsatz toxischer und radioaktiver Substanzen verbunden (Besser et 

al., 2018). Seit der Einführung des Massively Parallel Sequencing konnte der Arbeits- 

und Zeitaufwand bedeutend reduziert werden, sodass heute ganze Genomsequenzen 

in weniger als 30 Stunden zur Verfügung stehen. Heutzutage werden Ausführungen des 

Next Generation Sequencing angeboten, die sich mitunter nicht nur für den Einsatz in 

der Wissenschaft eignen, sondern bei moderaten Anschaffungs- und Betriebskosten 

(Sequenzierung eines menschlichen Genoms für weniger als 1000 $) sowie benutzer-

freundlichen Arbeitsprozessen auch für den Einsatz in öffentlichen Routinelaboren 
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gedacht sind (Buermans & den Dunnen, 2014). Dabei basieren die verschiedenen Sys-

teme von Illumina (MiniSeq, MiSeq, NextSeq, HiSeq, NovaSeq) auf dem Einbau fluores-

zierender dNTPs, während die Geräte von IonTorrent (PGM, S5, IonProton) pH-Verän-

derungen messen, die durch die Freisetzung von H+-Ionen bei der Polymerisation ent-

stehen (Besser et al., 2018). Trotz sinkender Kosten und einem reduzierten Zeitaufwand 

sowie benutzerfreundlichen Arbeitsabläufen sind die neueren molekularen Techniken für 

einen flächendeckenden Einsatz noch nicht vollständig ausgereift. Bei den Anwendun-

gen werden enorme Datenmengen produziert, die nach Verbesserungen auf dem Gebiet 

der Bioinformatik und der Informatik-Infrastruktur verlangen. Auch ist gerade in GC-rei-

chen Regionen mit homopolymeren Sequenzen mit einer erhöhten Fehlerrate der Sys-

teme zu rechnen (Besser et al., 2018; Buermans & den Dunnen, 2014). Bis dato existie-

ren verschiedene Plattformen mit unterschiedlichen Daten und Fehler-Profilen, was den 

Vergleich von bereits generierten Daten unterschiedlicher Forschungsgruppen mit ver-

schiedenen Systemen erschwert (Besser et al., 2018). Mit dem MinION hat Oxford Na-

nopore Technologies eine Technologie vorgestellt, die einigen Nachteilen des Massively 

Parallel Sequencing entgegenwirken soll. Bei dieser Methode werden lange Single-

DNA-Stränge durch eine Pore geleitet, wodurch Änderungen des elektrischen Feldes 

entstehen, die Rückschlüsse auf die durchlaufenden Sequenzen zulassen. Auch wenn 

diese Technik noch nicht ausgereift ist, und ebenfalls teils hohe Fehlerraten zu erwarten 

sind, macht sie v. a. ihre Größe im USB-Stick-Format attraktiv (Buermans & den Dunnen, 

2014). Auf diese Weise ist es z. B. möglich, das „Labor“ zur Probe zu bringen und nicht 

anders herum, sodass Proben direkt an ihrer Quelle sequenziert werden können. 

Im Gegensatz zu dieser „Zukunftsmusik“ kann die Real-Time-PCR bereits heute groß-

flächig eingesetzt werden. Neben dem geschilderten Einsatz bei schweren und septisch 

verlaufenden DFIs könnten die Daten auch einen Beitrag zur Qualitätssicherung der 

Wundversorgung und der Probengewinnung leisten. Schaut man sich die exemplari-

schen Follow-up-Untersuchungen an, so zeigt sich v. a. in der dritten Probe des ersten 

Patienten eine ausgeprägte Mischflora mit insgesamt 8 nachgewiesenen Bakterien, da-

von 5, die lediglich in dieser einen Probe zu finden waren. Eine mögliche Erklärung kann 

ein unzureichendes Wunddebridement vor der Probengewinnung sein, was zu einer 

Kontamination der gewonnenen Probe geführt haben könnte.  

Das gründliche Wunddebridement ist auch nach der nationalen Versorgungsleitlinie für 

Typ 2 Diabetes der Deutschen Diabetes Gesellschaft (DDG) neben der Wahl des richti-

gen Antibiotikums ein weiterer wichtiger Faktor, der für eine erfolgreiche Sanierung des 

Infektionsherdes unabdingbar ist (Bauer et al., 2010). Denn viele Bakterien, die aus dia-

betischen Fußinfektionen isoliert werden konnten, sind zur Bildung von Biofilmen in der 

Lage. Diese schützen die Erreger vor Einflüssen des Immunsystems und vor der 
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Wirkung von Antibiotika. Zudem bildet der Biofilm eine Umgebung, die den Austausch 

von Virulenzfaktoren zwischen verschiedenen Bakterienarten begünstigt. Die Vertreter 

einer Bakterienspezies, die Teil des Biofilms sind, unterscheiden sich aber nicht nur hin-

sichtlich der Pathogenitätsfaktoren von den frei beweglichen Bakterien, sondern auch 

hinsichtlich ihres Stoffwechselzustandes. So haben sie mitunter deutlich reduzierte Rep-

likationsraten, was sie kulturell nur schwer nachweisbar macht. Mittels molekularbiologi-

scher Methoden sind auch diese Bakterien in den Proben zu detektieren.  

In der aktuellen Studie wurden verschiedene Bakterien, die aus diabetischen Fußinfek-

tionen isoliert wurden, auf ihre Biofilmbildung hin untersucht. Es hat sich gezeigt, dass 

bei nahezu allen Spezies zwar eine Zunahme des Biofilms im zeitlichen Verlauf zu er-

kennen war, dieser Prozess jedoch nicht konstant verlief, sondern immer wieder 

Schwankungen verzeichnet wurden. Diese Schwankungen können im Rahmen der Um-

bauprozesse innerhalb eines Biofilmes interpretiert werden, die u. a. dazu dienen, ein-

zelne Bakterienkonglomerate freizusetzen, und auf dem Prinzip des Quorum-sensing 

beruhen. Diese Auf- und Abbauprozesse und der Biofilmschutz erschweren die Sanie-

rung von diabetischen Fußinfektionen. Auch für diesen Umstand kann man sich die Er-

gebnisse der Follow-up-Patienten näher anschauen. Im zeitlichen Verlauf ist es nicht 

gelungen Staphylococcus aureus, Staphylococcus lugdunensis oder Acinetobacter aus 

den Wunden zu eliminieren. Die Nachweiszahlen schwankten im Verlauf, was durch das 

immer wieder neue Ausschwemmen von Bakterien aus dem Biofilm erklärbar ist, und 

die Chronifizierung von Wunden mitbedingt. 

Zusammenfassend bleibt zu sagen, dass es sich bei der Entstehung und der Aufrecht-

erhaltung diabetischer Fußwunden um einen komplexen Prozess handelt, der in einem 

gewissen Rahmen für alle betroffenen Patienten in gleichen Bahnen verläuft, jedoch 

durch viele verschiedene inter- und intraindividuelle Faktoren beeinflusst wird, und letzt-

endlich individuell und im zeitlichen Verlauf immer wieder neu evaluiert werden muss, 

um die Therapie an den einzelnen Patienten und die aktuelle Situation anpassen zu 

können. Neue Erkenntnisse auf diesem Gebiet helfen das Wund- und Infektionsmanage-

ment stetig zu verbessern, jedoch bedarf es zur Optimierung der Diagnostik und Thera-

piemethoden v. a. auf dem Gebiet der Molekularbiologie weiterer Forschung.  
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5 Zusammenfassung 

Das diabetische Fußsyndrom ist eine weit verbreitete Komplikation des Diabetes mellitus 

mit steigender Prävalenz, was das Gesundheitswesen vor vielfältige neue Herausforde-

rungen stellt. Vor allem Infektionen von diabetischen Fußulcera schränken die Lebens-

qualität der betroffenen Patienten ein, und gehen mit Amputationen, Sepsis und einer 

erhöhten Letalität einher. Sowohl für die Therapie dieser Infektionen als auch für deren 

Prävention ist die Kenntnis des verursachenden Erregerspektrums essenziell. Da der 

kulturelle Erregernachweis mit einer Reihe von Einschränkungen einhergeht, und mit 

dieser Methode allein nur ein unvollständiges Erregerspektrum detektiert werden kann, 

rücken molekulargenetische Verfahren auch in der Routinediagnostik immer mehr in den 

Fokus.  

In dieser Arbeit wurden 286 Abstriche von 159 Patienten mit DFIs des Universitätsklini-

kums Gießen (UKGM) mittels Bakterien-Kultur, quantitativer Real-Time-PCR und 

PCR/DHPLC mit dem Ziel untersucht, ein möglichst umfassendes Bild der Mikrobiota 

diabetischer Fußinfektionen zu generieren. 

Die Auswertung der Ergebnisse ergab einen deutlich höheren Nachweis anaerober Bak-

terien mittels molekulargenetischer Verfahren (Kultur 1 % vs. Real-Time-PCR 25 %). 

Auch die durchschnittliche Anzahl der nachgewiesenen Bakterien je Probe fiel mittels 

Real-Time-PCR höher aus als beim kulturellen Nachweis (Kultur 1-2 vs. Real-Time-PCR 

3-4). Am häufigsten konnte mit allen Methoden Staphylococcus aureus nachgewiesen 

werden (Kultur 21 %, Real-Time-PCR 17 %, PCR/DHPLC 22 %), aber auch Gram-ne-

gative Spezies wie Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter baumannii und Proteus mi-

rabilis waren oft vertreten. Insgesamt präsentierte sich ein polymikrobielles Bild diabeti-

scher Fußinfektionen, in dem die einzelnen Erreger oftmals zur Bildung von Biofilmen in 

der Lage waren. Trotz dieser teils symbiotischen Existenz in einer Mischflora ergab die 

quantitative Analyse via Real-Time-PCR in über der Hälfte der Proben die eindeutige 

Dominanz (> 90 %) einer einzelnen Art. Eine exemplarische Auswertung von Follow-Up-

Proben zeigte überdies die zeitliche Konstanz der dominierenden Bakterien im weiteren 

Verlauf, was zusammengenommen Rückschlüsse auf die Rolle eines Erregers als wah-

rer Pathogen zulässt.  

Die Ergebnisse dieser Forschung können unter Berücksichtigung der Resultate anderer 

Arbeitsgruppen zur Etablierung eines Screening-Arrays via Real-Time-PCR zu Diagnos-

tikzwecken im klinischen Alltag genutzt werden. Für Aussagen zur Resistenzlage und 

anderen Virulenzfaktoren eignet sich dieses Verfahren jedoch nicht. Diesbezüglich blei-

ben die Entwicklungen auf dem Gebiet des Second- und Third-Generation-Sequencing 
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abzuwarten, welches sich noch nicht für den flächendeckenden Einsatz in der Routine-

diagnostik eignet.  

 

Summary 

The diabetic foot syndrome is a common complication of diabetes mellitus with increas-

ing prevalence, raising a variety of new challenges for the healthcare system. Especially 

infections of diabetic foot ulcers cause decreased quality of life and are associated with 

amputations, sepsis and increased lethality. Knowledge of the causative pathogen spec-

trum is essential both for the therapy of these infections and for their prevention. Since 

the cultural methods for detection of microorganisms come with a number of limitations 

and the pathogen spectrum detected with these methods alone remains incomplete, mo-

lecular genetic methods are receiving more and more attention in routine diagnostics as 

well. 

In this study, 286 smears from 159 patients with diabetic foot infections of the University 

Hospital of Giessen (UKGM) were examined by means of culture, quantitative Real-

Time-PCR and PCR/DHPLC in order to get a comprehensive picture of the microbiota 

of diabetic foot infections. 

The evaluation of the results showed a more frequent detection of anaerobic bacteria by 

molecular genetic methods (culture 1 % vs. Real-Time-PCR 25 %). The average number 

of bacteria detected per sample was also higher by Real-Time-PCR than by culture (cul-

ture 1-2 vs. Real-Time-PCR 3-4). The bacterium most frequently found by all methods 

was Staphylococcus aureus (culture 21 %, Real-Time-PCR 17 %, PCR/DHPLC 22 %), 

but Gram-negative species such as Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter baumannii 

and Proteus mirabilis were also commonly detected. Overall, diabetic foot infections 

were found to be polymicrobial. The cultured bacteria were often able to form biofilms 

and to live together in a symbiotic collective, but despite their existence in a mixed flora, 

quantitative analysis via Real-Time-PCR showed in more than half of the samples that a 

single species makes up more than 90 % of all microorganisms. These dominant bacte-

ria were also constantly detected in some follow up samples, which, taken together, al-

lows conclusions to be drawn about their role as a true pathogen. 

The results of this study in combination with the findings of other research groups can 

be used to establish a screening array via Real-Time-PCR for diagnostic purposes in 

everyday clinical practice. However, this method is not suitable for assessing the antimi-

crobial resistance or other virulence factors. In this regard, developments in the field of 

second- and third-generation sequencing, which are not yet suitable for common use in 

routine diagnostics, remain to be seen.  
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6 Abkürzungsverzeichnis  

°C Grad Celsius 
A.  Arteria 
Aa. Arteriae 
Abb. Abbildung 
ABI Ankle Brachial Index 
AK Antikörper 
AMP antimikrobielle Peptide 
ASL arterielle Spinmarkierung 
BRD Bundesrepublik Deutschland 
bzw. Beziehungsweise 
cm2 Quadratzentimeter 
cmH2O Zentimeter Wassersäule 
CMV Zytomegalievirus 
d Days (Tage) 
DAS digitale Subtraktionsangiographie 
DDG Deutsche Diabetes Gesellschaft 
DFI Diabetische Fuß Infektion 
DFS Diabetisches Fuß Syndrom 
DFU Diabetische Fuß Ulcera 
dl Deziliter 
DNA Desoxyribonukleinsäure 
DNOAP diabetische Neuroosteoarthropathie 
EPS extrazelluläre polymere Substanz 
et al. und andere 
FEP functional equivalent Pathogroup 
g Gramm 
ggf. gegebenenfalls 
h Stunde 
i. d. R. In der Regel 

ICDF International Consensus on Diabetic Foot 
IDF International Diabetes Federation 
IDSA Infectious Diseases Society of America 
IWGDF the International Working Group on the Diabetic Foot 
l Liter 
mg Milligramm 
MHz Megahertz 
Mio. Millionen 
mmHg Millimeter Quecksilbersäule 
mmol Millimol 
MODY Maturity Onset Diabetes of the Young 
MRA Magnetresonanzangiographie 
Mrd. Milliarden 
MRSA Methicillin-resistenter Staphylococcus aureus 
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MRT Magnetresonanztomographie 
NDS Neuropathie Defizit Score 
NSS Neuropathie Symptom Score 
p. o. per os 
paVK perifere arterielle Verschlusskrankheit 
RIP RNA inhibiting Peptide 
rpm Round per minute 
RNA Ribonukleinsäure 
rRNA ribosomale Ribonukleinsäure 
sek. Sekunden 
SIRS Systemic Inflammatory Response Syndrom 
Tab. Tabelle 
TCC Total Contact Cast 
tcPO2 transkutaner Sauerstoffpartialdruck 
u. U. unter Umständen 
v. a. vor allem 
VBNC Viable but not culturable 
WGS Whole Genome Sequencing 
WHO World Health Organisation 
z. B. zum Beispiel 
z. T. zum Teil 
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