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1 Zusammenfassung 

1.1 Deutsche Zusammenfassung 

Ziel: Das Ziel der vorliegenden Arbeit war es, antibakterielle und antiadhärente Eigenschaften 

der Stoffe Tanninsäure, Hydroxylapatit und Chitosan in Form von Spüllösungen auf den Bio-

film an Dentin zu untersuchen. 

Material & Methode: Zur Untersuchung dienten Prüfkörper aus bovinem Dentin, welche von 

den Probanden für jeweils 48 h in situ mit einer Haltevorrichtung im Seitenzahnbereich getra-

gen wurden. Die Probanden spülten mit den jeweiligen Agenzien in zwei verschiedenen Spül-

protokollen. Im ersten Spülprotokoll wurde fünfmalig und im zweiten Spülprotokoll viermalig 

gespült. So konnte die Kurz- und Langzeitwirkung der Agenzien auf den Biofilm untersucht 

werden. Nach 48 h wurden die Prüfkörper der Mundhöhle entnommen und für die fluoreszenz-

mikroskopische Analyse mit dem LIVE/DEAD BacLight konditioniert. Es wurde die Vitalität 

der Bakterien und die bakterielle Bedeckung der Prüfkörper bewertet. Zur Bewertung dienten 

zwei verschiedene Scoring- Systeme. Die Ergebnisse der Fluoreszenzmikroskopie wurden zu-

dem rasterelektronenmikroskopisch untersucht.  

Ergebnisse: Die Auswertung der Fluoreszenzmikroskopie zeigte für die Agenzien  Hydroxyla-

patit und Chitosan im Vergleich zur Kontrollspülung Wasser keine signifikanten Unterschiede 

sowohl in ihren Effekten auf die Vitalität des Biofilms als auch auf antiadhärente Eigenschaf-

ten. Dies zeigte sich für das erste und das zweite Spülprotokoll. Nach der Spülung mit Tannin-

säure zeigte sich im ersten Spülprotokoll ein signifikanter Unterschied zur Kontrollgruppe mit 

Wasser hinsichtlich der bakteriellen Vitalität und der bakteriellen Bedeckung des Biofilms. Im 

zweiten Spülprotokoll wurde nach der Spülung mit Tanninsäure keine signifikante antibakteri-

elle und antiadhärente Wirkung festgestellt. Die Prüfkörper nach der  Spülung mit Chlorhexidin 

zeigten sowohl lang- als auch kurzwirksam eine verminderte Vitalität der Bakterien verglichen 

mit denen nach der Kontrollspülung Wasser. Zudem zeigten die Prüfkörper nach der Spülung 

mit Chlorhexidin in beiden Spülprotokollen eine geringere bakterielle Bedeckung verglichen 

nach der Spülung mit Wasser.  

Fazit: Tanninsäure ist mit antibakteriellen und antiadhärenten Eigenschaften ein potentielles 

Agens hinsichtlich eines erfolgreichen Biofilm-Managements. Die Agenzien Chitosan und 

Hydroxylapatit zeigten unter den Versuchsbedingungen weniger Einfluss auf die Biofilmbil-

dung. 



Zusammenfassung 

 

- 2 - 

1.2 Abstract 

Aim: The aim of the present work was to investigate the antibacterial and antiadherent proper-

ties of the substances tannic acid, hydroxyapatite and chitosan in form of rinsing solutions on 

the biofilm on dentin. 

Material & method: Test specimens made of bovine dentine were used for the investigation, 

which were carried by the test persons in situ for 48 hours with a holding device on the posterior 

teeth. The subjects rinsed with the agents in two different rinsing protocols. In the first rinsing 

protocol, it was rinsed for five times and in the second rinsing protocol for four times. In this 

way, the short-term and long-term effects of the agents on the biofilm could be investigated. 

After 48 h, the test specimens were removed from the oral cavity and conditioned with the 

LIVE / DEAD BacLight for fluorescence microscopic analysis. The vitality of the bacteria and 

the bacterial coverage of the test specimens were evaluated. Two different scoring systems were 

used for the evaluation. The results of the fluorescence microscopy were also examined using 

a scanning electron microscope. 

Results: The fluorescence microscopic evaluation showed no significant differences for the 

agents hydroxyapatite and chitosan in comparison to the control rinse water, either in their 

effects on the vitality of the biofilm or on anti-adherent properties. This was shown for the first 

and the second rinsing protocol. For rinsing with tannic acid, the first rinsing protocol showed 

a significant difference to the control group with water in terms of bacterial vitality and bacterial 

coverage of the biofilm. In the second rinsing protocol, no significant difference in antibacterial 

and anti-adherent effects after rinsing with tannic acid compared to rinsing with water was 

found. The test specimens after rinsing with chlorhexidine showed both long-term and short-

term reduced vitality of the bacteria compared with those after the control rinse with water. In 

addition, after rinsing with chlorhexidine, the test specimens showed lower bacterial coverage 

in both rinsing protocols compared to rinsing with water. 

Conclusion: With its antibacterial and antiadherent properties, tannic acid is a potential agent 

in terms of a succesful biofilm management. The agents chitosan and hydroxyapatite showed 

less influence on biofilm formation under the test conditions.
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2 Einleitung 

Zur Erlangung oraler Gesundheit suchen Wissenschaftler und zahnärztliche Gesellschaften 

nach effektiven Maßnahmen gegen Karies, Gingivitis und parodontale Erkrankungen. Nach 

Longbottom et al. (2009) können kariöse Läsionen durch geeignete Prophylaxemaßnahmen in 

ihrer Entstehung und ihrem Prozess aufgehalten werden [88]. Als eine wichtige vorbeugende 

Maßnahme wird hierbei die Kontrolle der oralen mikrobiellen Flora gesehen. Um das Entstehen 

einer pathologischen Mundflora zu vereiteln, werden vor allem die mechanische und chemische 

Plaquekontrolle untersucht und empfohlen [83]. Mit Mundspüllösungen wird versucht über 

chemische Modifizierung des Biofilms oder antimikrobielle Effekte, z.B. durch die Abtötung 

von pathologischen Keimen, orale Erkrankungen zu verhindern. In der 2018 erschienenen Leit-

line der DGZMK und DGParo wird die Notwendigkeit von Mundspülungen als unterstützende 

Maßnahme zur Prävention von oralen Pathologien bestärkt [17]. Um einer Gingivitis vorzubeu-

gen, werden Mundspülungen, wie Chlorhexidin und ätherische Öle, empfohlen. Zudem sollen 

Mundspülungen dort Anwendung finden, wo eine effektive mechanische Reinigung nicht ge-

währleistet werden kann. Dies betrifft Pflegebedürftige, Patienten mit geistigen bzw. körperli-

chen Einschränkungen, Menschen mit  speichelbeeinflussender Therapie und Medikation und 

Menschen mit für mechanische Reinigung schwer zugänglichen oralen Bereichen [15,129]. 

Chlorhexidin wird in den Leitlinien empfohlen und gilt bei der chemischen Plaquereduzierung 

als Goldstandard [75]. Zahlreiche Studien belegen eine antibakterielle, plaquereduzierende 

Wirkung von Chlorhexidin [50,94,95] . Gleichzeitig gibt es wissenschaftliche Bedenken bei der 

Anwendung von Chlorhexidin. Nebenwirkungen, wie Zahnverfärbungen und Geschmacksirri-

tationen, werden beschrieben. (Aufgrund anaphylaktischer Reaktionen besteht beispielsweise 

in Japan ein Zulassungsverbot für Chlorhexidin) [18,95,141]. Aufgrund dieser Tatsache wird 

nach nebenwirkungsfreien, biokompatiblen und bioaktiven Wirkstoffen gesucht [32,68,94]. 

Hierbei wurde an verschiedenen organischen Wirkstoffen bereits geforscht und über antibakte-

rielle Effekte berichtet. Die in der vorliegenden Studie untersuchten organischen Agenzien, 

Tanninsäure, Chitosan sowie das anorganische Hydroxylapatit sind bereits im Forschungsfeld 

zur Prävention von oralen Pathologien erprobt [36,78,79]. Die folgende Studie stellt einen Ver-

gleich von experimentellen Mundspüllösungen mit 0,2 % Chlorhexidin an.  

Dentin stellt als Zahnhartsubstanz einen wichtigen Faktor in der Pathogenese von Karies dar. 

Besonders bei fortgeschrittenen Kariesläsionen, freiliegenden Zahnhälsen und Wurzeln kann 



Einleitung 

 

- 4 - 

es zum Substrat werden, auf dem sich der mikrobielle pathologische Prozess vollzieht [47,134]. 

Die anatomische Struktur des Dentins spielt hierbei eine entscheidende Rolle [77]. 

Infolge dessen wurde ein Studienmodell entwickelt, das fünf Mundspüllösungen miteinander  

vergleicht und deren Effekte auf den oralen Biofilm auf dem Substrat Dentin untersucht. 

 

2.1 Literaturübersicht 

2.1.1 Dentin 

Trotz der hohen Exposition von Schmelzoberflächen gegenüber oralen Flüssigkeiten spielt 

Dentin bei oralen Erkrankungen eine wichtige Rolle. Dentin umgibt das pulpale Gewebe und 

wird koronal von Schmelz und an den Wurzeln von Zement bedeckt [67]. Mit 70 % anorgani-

schem Anteil, 20 % organischem Anteil und 10 % Wasser unterscheidet es sich von dem här-

teren Zahnschmelz. Zudem ist es elastisch, verformbar und weist eine höhere Permeabilität für 

Flüssigkeiten als Schmelz vor. Ähnlich wie beim Schmelz besteht der mineralische Teil vor 

allem aus Kalzium und Phosphat [67]. Das organische Gewebe besteht zu ca. 90 % aus einem 

Netzwerk von Fibrillen aus  Kollagen Typ I [30,67]. In diesem Netzwerk sind Hydroxylapatit-

kristalle innerhalb und um die Fasern abgelagert. Zudem befindet sich eine Vielzahl von sauren 

nicht kollagenen Proteinen und Proteoglykanen mit einem Anteil von ca. 9 % in dieser minera-

lisierten Matrix [30,76]. Die Morphologie ist durch die Dentinkanälchen gekennzeichnet, wel-

che sich mit einer Anzahl von 45.000/mm2 und einem durchschnittlichen Durchmesser von 

2,5 μm im pulpanahen Dentin befinden. Am schmelznahen Dentin ist die Dichte mit einer An-

zahl von 20.000/mm2 geringer und der Durchmesser mit 0,9 μm kleiner[46]. Dies zeigt sich 

auch im Vergleich der Anteile der pulpanahen (28 %) und schmelznahen (4 %) Tubulivolumina 

am gesamten koronalen Volumen der Dentintubuli [46]. 

Dentin kann z. B. durch freiliegende Zahnhälse und Wurzeln exponiert sein. Außerdem kann 

Dentin durch kariogene und abrasive Prozesse, z.B. Zähneputzen oder Attrition, mit der Mund-

flora in Kontakt kommen [77,87,134]. Für die Pathogenese von Karies, Gingivitis und Paro-

dontitis stellt die Bakterienakkumulation eine Schlüsselrolle dar [63,82,93,133]. Die durch Tu-

buli geprägte Morphologie des Dentins bietet einen geeigneten Ort zur Bakterienbesiedlung, da 

es die Bakterien vor Scherkräften schützen kann. In einer In- vivo- Studie konnte bereits gezeigt 

werden, dass sich nach einer zeitlichen oralen Exposition von 2 h bis 6 h signifikant mehr Bak-

terien am Dentin adhärieren als an der Schmelzoberfläche [77]. Zudem wurde gezeigt, dass sich 
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Bakterien in den Dentintubuli und an den Tubuluswänden vermehrt ablagern [77]. Im Vergleich 

von Oberflächenstrukturen aus verschiedenen Dentalmaterialien und deren Bakterienadhärenz 

konnte gezeigt werden, dass Dentin nach 4 h intraoraler Exposition die höchste Anzahl von 

Mikroorganismen vorweist [126]. 

2.1.2 Die Pellikel 

In der Mundhöhle tritt der Speichel mit der Zahnhartsubstanz in Kontakt. Es bildet sich eine 

initiale bakterienfreie azelluläre Bedeckung auf der Oberfläche, genannt Pellikel. Die Pellikel 

stellt sich als Schicht von adsorbierten Makromolekülen und Speichelproteinen auf der Zahn-

hartsubstanz dar. Hierbei ist die Bildung der Pellikel von hoher Selektivität, denn nur gewisse 

Proteine aus dem Speichel treten in Verbindung mit der Zahnhartsubstanz [142]. Die Pellikel-

bildung lässt sich in eine kurze initiale Phase und eine längere spätere Phase unterteilen. Au-

ßerdem ist sie ein dynamischer Prozess, der von gewissen Faktoren, wie physiochemische Ei-

genschaft der Substratoberflächen, Zeit, Lokalisation und die bei der Adsorption beteiligten 

Moleküle abhängig ist [60,64,155].  

In der initialen Phase werden gewisse Speichelproteinen, wie Statherin und Histatin, bereits 

durch elektrostatische Wechselwirkungen adsorbiert. Die Zahnoberfläche bildet mit den in den 

Speichel in Lösung gegangenen Kalzium-Ionen eine positive Ionenschicht, welche von den ne-

gativ geladenen funktionellen Gruppen der Speichelproteine, genannt Präkusor-Proteine, ge-

bunden werden. Zudem werden van- der- Waals- Kräfte und hydrophobe Wechselwirkung bei 

der Proteinadsorption vermutet. Die initiale Phase spielt sich in einem Zeitraum von wenigen 

Sekunden bis 3 min ab und es entsteht eine Schichtdicke von 10- 20 nm Dicke. In der initialen 

Pellikel wurden Amylase, Cystatine, Lysozyme, Carboanhydrasen und Lactoferrin nachgewie-

sen [53,54,148].  

Die zweite Phase der Pellikelbildung ist geprägt von der Interaktion zwischen den bereits initial 

adsorbierten Proteinen und Proteinen sowie Proteinagglomeraten aus dem Speichel. Es kommt 

zur kontinuierlichen Adsorption von Speichelproteinen und zu einem raschen Anstieg der Pel-

likelschichtdicke auf 100- 700 nm innerhalb von 30- 90 min [56]. Im Speichel befinden sich 

mizellenartige Protein- Agglomerate, welche hydrophobe und hydrophile Anteile aufweisen, 

sowie heterotypsiche Komplexe, welche aus Proteinen und Enzymen gebildet werden. Diese 

sogenannten supramolekulären Pellikel-Präkusoren stellen eine Schlüsselrolle in der Biofilm-

entwicklung dar [60]. Sie dienen als Speicher für Pellikel-Präkusoren und als Prävention gegen 

einen proteolytischen Abbau von Speichelproteinen [149]. 
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Im Mikrometer- Bereich zeigt sich die Pellikel durch Elektronenmikroskopie mit einer basalen 

elektronendichten und einer äußeren, weniger elektronendichten Schicht. Die basale Schicht ist 

bereits nach einer Minute in- situ entstanden und stellt sich homogen elektronendicht und fein-

körnig strukturiert dar [56]. Die äußere globuläre Schicht der Pellikel ist locker angeordnet, 

variiert in ihrer Schichtdicke und die Struktur ist abhänging von ihrer Lokalisation in der Mund-

höhle und der Zeit der Pellikelbildung [60]. 

Die Pellikel besitzt sowohl physiologische als auch pathophysiologische Eigenschaften. Sie 

schützt die Zähne als Lubrikant vor Attrition durch die Reduktion der Reibung antagonistischer 

Zähne als auch zwischen Mukosa und Zähnen. Dieser Effekt ist für die Mastikation und den 

Sprechprozess von Bedeutung [6]. Die Pellikel dient als semipermeable Diffusionsbarriere, 

welche den Kalzium- und Phosphat- Ionen- Austausch regelt. Außerdem weist sie protektive 

Eigenschaften für die Zahnhartsubstanzen vor. Einerseits schützt sie vor der Demineralisation 

durch Säureerosion, andererseits bildet sie eine Art Speicher für Remineralisations- Ionen 

[57,157]. Trotz der protektiven Eigenschaften ist die Pellikel nicht imstande, die Zahnhart-

stubstanz vollständig vor Demineralisationprozessen durch äußere Einflüsse zu schützen [59]. 

Durch die Möglichkeit zur Adhärenz von Mikroorgansimen vermittelt die Pellikel die Wechs-

elwirkung zwischen Zahnhartsubstanz und Bakterien. 

Die Zusammensetzung der Pellikel ist abhängig von verfügbaren Speichelproteinen, welche 

wiederum von der Ernährung beeinflusst sind. So variiert die Pellikel abhängig von den Ernäh-

rungsgewohnheiten [118,145]. Ein weiterer Faktor ist die Beeinflussung der Pellikel durch die 

Mundhygiene, wie beispielsweise durch Mundspüllösungen [55].  

2.1.3 Der mikrobielle Biofilm 

Beim Übergang von der Pellikel zum mikrobiellen Biofilm sind die genauen Stadien schwierig 

voneinander zu differenzieren. Hierbei ist es wichtig, den Begriff des mikrobiellen Biofilms 

von dem der Pellikel zu unterscheiden. Der mikrobielle Biofilm entsteht auf Basis der Pellikel. 

Bereits die initiale Pellikel besitzt locker gebundene Mikroorganismen [61]. Jedoch sind diese 

wenigen Mikroorganismen noch kein ausschlaggebender Faktor für die pathologischen Pro-

zesse der Karies. Erst der reife Biofilm vermittelt die Entstehung einer Karies [93,96]. Es 

konnte bereits gezeigt werden, dass viele orale Erkrankungen durch einen reifen Multi-Spezies-

Biofilm ausgelöst werden [69,85]. Der mikrobielle Biofilm ist charakterisiert durch die Kolo-

nisation von Mikroorganismen, die irreversibel entweder an der Zahnoberfläche, untereinander 
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oder in einer extrazellulären Matrix eingebunden sind. Es handelt sich hierbei um eine dreidi-

mensionale Gemeinschaft an Mikroorganismen, bei der über 700 Bakterienarten beteiligt sein 

können [1,84,93]. Für die dentale Plaque ist das Vorhandensein einer extrazellulären Matrix 

charakteristisch [37,39]. Die Biofilmbildung wird durch Faktoren, wie Oberflächenenergie und 

Rauheit der Zahnoberfläche, sowie Scherkräfte durch Speichel und Nahrung, maßgeblich be-

einflusst [31,54,107].  

In mehreren Stadien reift die Pellikel zum mehrschichtigen Biofilm bis hin zur ausgereiften 

Plaque. Die frühe Anlagerung an die Pellikel durch Mikroorganismen ist vor allem durch phy-

siochemische-, van- der- Waals- Kräfte und hydrophobe Wechselwirkungen geprägt, die mit 

großer Reichweite reversibel binden. Die spätere Adhärenz der Mikroorganismen erfolgt spe-

zifischer, ist irreversibel und durch Kräfte geringerer Reichweite determiniert. Die Mikroorga-

nismen binden in der reifen Plaque durch elektrostatische Wechselwirkungen und stereochemi-

sche Interaktionen [54,74,92,107].  

Initial kommen die Bakterien aus dem Speichel und lagern sich bevorzugt an rauer Oberfläche 

an [107]. Zu diesen nach ungefähr zwei Stunden auftretenden Pionierkeimen gehören unter 

anderem Streptokokken (-mitis, -sanugis, -oralis)[51,69,91,111]. Neben der Kolonisation durch 

die primären Keime kommt es im Biofilm zudem zu sogenannten Co-Aggregationen [69]. Hier-

bei adhärieren Bakterien an die bereits gebundenen Bakterien und es kommt zur sekundären 

Kolonisation. Untereinander binden die Bakterien über Rezeptor- und Adhäsionsproteine. So 

ist zum Beispiel der hauptursächliche Keim für Parodontalerkrankungen, Porphymonas gingi-

valis, in der Lage an gewisse Streptokokken zu binden [90]. Es konnte gezeigt werden, dass es 

in der Entstehung des Biofilm nicht nur zu einer schlichten Anhäufung von Mikroorganismen 

kommt, sondern, dass sich der Biofilm funktionell und strukturiert organisiert [49,93]. Die Zel-

len kommunizieren und tauschen Stoffwechselprodukte untereinander aus und schaffen güns-

tige Bedingungen zur weiteren Anlagerung von Mikroorganismen. Durch diese Organisation 

bildet der Biofilm Resistenzen vor äußeren Einflüssen [128]. Entscheidend für die Reifung und 

das Wachstum der dentalen Plaque ist das Angebot und die Proliferation von Bakterien. Mit 

der Ausbildung einer extrazellulären Matrix wird zum einen der Biofilm strukturiert und bietet 

zum anderen die Möglichkeit zur Einlagerung von Zuckermolekülen. Diese werden durch En-

zyme, wie Glykosyltransferase, von gebundenen Bakterien verstoffwechselt und durch deren  

Säureproduktion fällt der pH- Wert ab [24]. Das entstandene saure Milieu sorgt für fortschrei-

tende Demineralisationsprozesse und die Entstehung einer Karies [134]. 



Einleitung 

 

- 8 - 

Innerhalb des Biofilms kann es zu Verschiebungen der adhärenten Bakterien kommen [82]. 

Während sich an glatten und approximalen Flächen fakultative anaerobe, grampositive Bakter-

ien anlagern, ist der Biofilm zur parodontalen Tasche hin durch obligat anaerobe, gramnegative 

Bakterien gekennzeichnet. Auch zeitlich betrachtet besteht der Biofilm nach 2- 4 Stunden vor 

allem aus grampostiven Streptokokken, zu dem nach 1- 2 Tagen grampositive Stäbchen, wie 

Actinomyceten, hinzukommen. Je nach Schicht im Biofilm lassen sich anaerobe und aerobe 

Keime nachweisen [91,104].  

2.1.4 Vitalität des Biofilms 

Im Hinblick auf die Vitalität des Biofilms zeigt sich eine Abhängigkeit vom zeitlichen Verlauf 

und von der räumlichen Verteilung [14,151]. In einer Studie wurde gezeigt, dass eine Stunde 

nach Reinigung der Zähne der Biofilm vor allem von einer geringen Vitalität von 18 % geprägt 

und durch vereinzelte tote Bakterien charakterisiert ist [151]. Danach scheint die Vitalität mit 

der Zeit zu steigen und zeigte nach 24 Stunden einen Biofilm mit einer Vitalität von 62 % 

[101,151]. In einer anderen Untersuchung stellte sich bei einem Biofilm von 48 Stunden eine 

durchschnittliche Vitalität von 64- 76 % ein[14]. 

Nach Arweiler et al. (2004) ist die räumliche Betrachtung und Lokalisation des Biofilms in der 

Beurteilung der Vitalität wichtig. In einer Untersuchung konnten drei Schichten des Biofilms 

ausgemacht werden, die sich in ihrer Vitalität unterscheiden. Danach befinden sich in der in-

nersten Schicht mit niedriger Vitalität, nahe der Zahnhartsubstanz, vor allem tote Bakterien. 

Darauf folgt im Zentrum eine Schicht mit hohem vitalem Anteil an Mikroorganismen. Nach 

außen hin zur Mundhöhle ist die Vitalität in der dritten Schicht geringer [14]. Arweiler et al. 

(2004) bestätigten die Beobachtung von Neutschil et al. (1998), bei der lebende Bakterien vor 

allem auf toten Bakterien angelagert sind [101]. Die äußere Schicht ist den Molekülen des Spei-

chels ausgesetzt. Hierbei könnten die antibakteriellen Eigenschaften von gewissen Speichel-

molekülen, wie z.B. Immunglobulin A und Lysozym, für die niedrige Vitalität verantwortlich 

sein. Bei der Untersuchung von Biofilmen ist es wichtig zu berücksichtigen, dass es inter-indi-

viduelle Unterschiede in der Vitalität gibt, die von Parametern, wie Speichelzusammensetz- 

ung und Substrat abhängig sind [122].  

Außerdem besitzen Bakterien eine unterschiedliche Lebensfähigkeit im dentalen Biofilm. Sie 

können sich in verschiedenen Stadien befinden, z.B. des schnellen oder langsamen Wachstum 

oder auch im schlafenden Zustand der Zellvermehrung, was sich wiederum auf die Vitalität 

auswirkt [14,113].  
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Über die Untersuchung der Vitalität des Biofilms kann geprüft werden, ob eine Mundspüllö-

sung antibakterielle Eigenschaften besitzt. 

2.1.5 Biofilm-Management 

Die Mundflora kolonisiert als dynamisches Mikrobiom die oralen Oberflächen und besitzt so-

wohl pathogene als auch physiologische Mikroorganismen [85]. Die physiologischen Keime 

bieten dem Biofilm und den bedeckten Substanzen Schutz vor äußeren Einflüssen. Speichel-

fluss, Ernährung und ph-Wert sind wichtige Faktoren für die Mundflorazusammensetzung [80]. 

Kommt es zu einer Störung dieser Faktoren, z. B. durch Strahlentherapie oder Medikamenten-

einnahme, kann daraus ein Übergewicht von pathogenen Keimen in der Mundflora resultieren. 

Wirt und ‚Plaquedynamik‘ beeinflussen dabei den Übergang vom physiologischen in den pa-

thologischen Biofilm [86,121]. Es konnte bereits gezeigt werden, dass Erkrankungen wie Pa-

rodontitis, Gingivitis und Karies durch pathogene Keime entstehen [25,106,133]. Ausgereifte 

Plaque fördert durch günstige Bedingungen zur Plaqueanlagerung eine pathologische Mund-

flora [106,133]. Die Plaqueansiedlung zu senken und ein physiologisches Gleichgewicht in der 

Mundflora herzustellen, ist die Aufgabe des Biofilm- Managements bzw. der Mundhygiene 

[17,20]. Das mechanische Abtragen des Biofilms hat sich als essentiell herausgestellt. So sollen 

Patienten zweimal pro Tag ihre Zähne putzen und Interdentalbürsten oder Zahnseide nutzen 

[16,28,48]. Hierbei wird der Biofilm beseitigt und aufgelockerte Biofilmreste werden auf der 

Zahnoberfläche zurückgelassen. Diese Reste lassen sich durch chemische Agenzien entfernen 

bzw. deaktivieren [26]. Hierfür können Mundspüllösungen als unterstützende Maßnahme zur 

Mundhygiene dienen. Die Relevanz von Mundspülungen zeigt sich zudem bei Menschen mit 

motorischen Einschränkungen, bimaxillären Fixationen oder oraler Candidiasis. Autoren be-

richten sogar von einem Ersatz der mechanischen Reinigung durch Mundspüllösungen 

[4,94,132].  

Um das mikrobielle Gleichgewicht wieder herzustellen werden antibiotische Mittel verwendet, 

die unterschiedliche Prinzipien verfolgen und vereinen. Einerseits kann versucht werden, das 

mikrobielle Wachstum zu hemmen, andererseits können gezielt pathogene Mikroorganismen 

abgetötet werden [20].  
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2.1.6 Mundspülungen 

a) Tanninsäure 

Tannine gehören zur Gruppe der wasserlöslichen Polyphenole, die sich in hydrolysierte und 

kondensierte Form unterscheiden lassen. Tanninsäure ist ein wichtiges Gallotannin und gehört 

zu der Gruppe der hydrolysierbaren Tannine. Durch Hydrolyse wird sie zu Gallussäure und 

Glukose gespalten und besitzt schwach saure Eigenschaften [68]. Sie kommt in verschiedenen 

pflanzlichen Produkten, wie Obst, Gemüse und z.B. Grünem Tee vor [35,127]. Zudem wird 

Tanninsäure als Aromazusatz bei Fruchtsäften und Erfrischungsgetränken und als Haltbarkeits-

förderer genutzt. Durch antioxdiative Eigenschaften kann sie als natürlicher Abwehrmechanis-

mus funktionieren. Durch Inhibition von Superoxidradikalen bietet sie der Zelle Schutz vor 

Schäden [34,78,98]. So konnte Horikawa et al.(2014) in einer In-vitro- Studie antikanzerogene 

Eigenschaften bei der Anwendung von Tanninen beobachten [70]. Akiyama (2001) konnte in 

einer in-vitro-Untersuchung zeigen, dass Tannine die antibakterielle Wirkung von ß-Lactam-

Antibiotika gegen Staphylococcus aureus unterstützen und schlussfolgerte, dass Tannine zur 

lokalen „antibiotischen“ Therapie von Hautinfektionen dienen könnten [7]. 

Für die Zahnmedizin bedeutend ist der Einfluss von Tanninen auf Mikroorganismen und die 

Pellikel. Eine hemmende Wirkung auf das Wachstum von Mikroorganismen, wie Pilzen, Bak-

terien und Viren wurde bereits dokumentiert [34]. Zudem konnte Rasheed et al. (1998) in einer 

In-vitro- Studie antibakterielle Eigenschaften von grünen Teepflanzen beim Karieserreger 

Streptococcus mutans feststellen und vermutete Tanninsäure als mögliche Effektursache [108]. 

Ähnliche Effekte von Tanninen auf orale Streptokokken wurden in einer weiteren In-vitro- Stu-

die beobachtet [153]. Stralfors entdeckte bereits 1967 einen Rückgang von Karies bei Hams-

tern, die mit hydrolysierbaren und kondensierten Tannine behandelt wurden [130]. Andere Un-

tersuchungen zeigten ebenfalls antikariogene Effekte durch die Behandlung mit Tanninen 

[112,119]. In einer in situ/ex vivo– Studie konnte gezeigt werden, dass Tanninsäure protektive 

Eigenschaften auf die Pellikel ausübt [68]. Des Weiteren konnten Hertel et al. (2017) zeigen, 

dass die bakterielle Adhärenz und die Anlagerung von Glukan an die Pellikel durch die An-

wendung von Tanninsäure signifikant reduziert wurde. Die Vermutung, dass Tannine fähig sein 

könnten, mit prolinreichen Speichelproteinen und Liponteichonsäure an Zelloberflächen zu in-

teragieren, führt zu der Annahme, dass über ähnliche Mechanismen eine Adhärenz von oralen 

Streptokokken verhindert werden kann [35,68]. Tanninsäure stellt aufgrund dieser Beobach-

tungen einen nachhaltigen Ansatz zur Kariesprävention dar [68].  
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b) Chitosan 

Chitosan ist ein biologisches Polymer, welches aus Chitin durch Deacetylisierung gewonnen 

werden kann [19,33]. Es entsteht z.B. als Produkt in der Verarbeitung von Schalentieren, Aus-

tern und Tintenfischen [110]. Trotz Biokompabilität und biologischer Abbaubarkeit weist es 

viele reaktive Aminogruppen auf, welche die Möglichkeit chemischer Modifikation und Bil-

dung von nützlichen Derivaten bieten [13,140]. Zudem besteht die Struktur aus einer primären 

und sekundären reaktiven Hydroxylgruppe. Aufgrund der strukturellen Eigenschaften ist Chi-

tosan ein vielseitiger chemischer Reaktionspartner. Biokompabilität und Atoxizität macht Chi-

tosan zu einem interessanten Polymer in vielen Bereichen, wie z.B. in der Agrarkultur, der 

Kosmetik und der Textilindustrie. Biomedizinische Anwendung findet Chitosan zur Wundhei-

lung, Behandlung von Verbrennungen und in der Ophthalmologie [110]. In der Zahnmedizin 

wurde Chitosan zur Prävention von Karies untersucht [9,13,19,33]. Im sauren Milieu fangen 

die Aminogruppen des Chitosan Wasserstoffionen ab, was zu einer insgesamt positiven Ladung 

führt und somit eine Möglichkeit der Adhäsion an der negativ geladenen Schmelzoberfläche 

bietet [13]. In verschiedenen Studien wies Chitosan antibakterielle Eigenschaften auf [52,120]. 

Chitosan assoziierte Moleküle hemmten in einer In-vitro- Untersuchung bei grampostiven und 

gramnegativen Bakterien die Zellteilung. Dabei waren antibakterielle Wirkung von der Kon-

zentration und dem ph-Wert der Chitosanlösung abhängig [131]. Bei In-vitro Studien konnten 

antibakterielle Eigenschaften auf Streptococcus mutans, Aggregibacter actinomycetemco-

mitans und Phorphyromonas gingivalis nachgewiesen werden [33,45,72]. Außerdem wurde in 

einer viertägigen In-vivo- Studie  eine plaquereduzierende Wirkung von Chitosan festgestellt 

[19]. Durch die Exposition der Zähne mit Chitosan konnte zudem eine Adhärenz reduzierende 

Wirkung bei der Adsorption von Streptococcus mutans an Hydroxylapatit festgestellt werden 

[135]. In einer In- vitro- Untersuchung von Arnaud et al. (2010) wurde dokumentiert, dass Chi-

tosan die Demineralisation von Zahnschmelz stört und die Freisetzung von Phosphor hemmt, 

wobei die Expositionszeit der Schmelzoberfläche mit der Chitosanlösung bedeutend ist [13]. 

Zusammen mit Chlorhexidin konnten für Chitosan-Lösungen synergistische antibakterielle Ei-

genschaften untersucht werden [19,38]. Die vorläufigen Studien und Erkenntnisse bestätigen 

das Konzept, Chitosan als nachhaltige Kariespräventionsmaßnahme zukünftig einzusetzen 

[65]. 
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c) Hydroxylapaptit   

Das Mineral Hydroxylapatit hat die chemische  Formel Ca10[(PO4)6(OH)2] und gehört zur Apa-

titgruppe. Hydroxylapatit kann sowohl aus der Natur als auch synthetisch gewonnen werden 

und besitzt biokompatible, bioaktive und osteokonduktive Eigenschaften [40]. In Zähnen und 

Knochen bildet er den Teil des anorganischen Gewebes. In der Zahnmedizin findet der artifizi-

ell hergestellte Hydroxylapatit Anwendung in der Kariesprophylaxe. Er dient zur Reminerali-

sation bei frühen Kariesläsionen [2] und wird in Zahnpasten zur Behandlung von Dentinhyper-

sensibilitäten eingesetzt [156]. Außerdem weist er aufhellende Eigenschaften für den Zahn-

schmelz auf [103]. Studien zum Hydroxylapatit widmen sich oft der Wiederherstellung von 

demineralisiertem Zahnschmelz und Dentinläsionen [114,143]. Zum antibakteriellen Potential 

von Hydroxylapatit finden sich in der Literatur wenige Studien. In der Theorie könnten Hydro-

xylapatitpartikel aufgrund ihrer pH-abhängigen Oberflächenladung die elektrostatische Wech-

selwirkung zwischen Bakterien und Zahnhartsubstanz beeinflussen und somit eine Bakte-

rienadhäsion beeinträchtigen [62,79]. Japanische Forschungsgruppen zeigten in verschiedenen 

In-vitro- Experimenten mit unterschiedlichen Temperaturmodifikationen von Hydroxylapatit, 

dass dieser eine adsorptive Wirkung auf Streptokokken hat. Sie stellten die Hypothese auf, dass 

durch den Adsorptionseffekt an Hydroxylapatitpartikeln die Mikroorganismen in ihrer Adhä-

sion an der Zahnoberfläche gehindert werden und eine Reduktion der kariesinduzierenden Bak-

terien erleichtert wird [10,11,44]. Kensche et al. (2017) beobachteten in einer In-situ- Studie 

einen antiadhäsiven Effekt von Hydroxylapatit im Rahmen der initialen Biofilmbildung und 

sehen Hydroxylapatit- Mundspüllösungen als aussichtsreiche Maßnahme zum Biofilm-Man-

agement [79]. 

 

d) Chlorhexidin 

Chlorhexidin ist ein wichtiges medizinisches, zahnmedizinisches und pharmazeutisches Anti-

septikum, Desinfektions- und Konservierungsmittel [117]. 1950 wurde es erstmalig als Anti-

septikum vorgestellt. In der Zahnmedizin wird es zur Therapie von Gingivits, Parodontitis, zur 

professionellen Prophylaxe, nach intermaxillärer Fixation oder bei oraler Candidiasis eingesetzt 

[3,147]. Chlorhexidin hat ein breites Wirkspektrum gegen Mikroorganismen, wie grampositive, 

gramnegative Bakterien und Pilze wie Candida albicans [95]. Erhältlich ist es als Hydrochlorid, 

Acetat und in der Medizin meist als Gluconat [117]. Es handelt sich um ein symmetrisches 

Molekül, welches vier Chlorphenylringe und zwei biguanide Gruppen besitzt, die über eine 
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Hexamethylbrücke verbunden sind. Die antibakterielle Wirkung beruht auf Chlorhexidinmole-

külen, welche die Zellwandpermeabilität steigern und zu einer Lyse der Bakterienzelle füh-

ren [116,124]. In Verbindung mit Agenzien, welche auf anionischen Oberflächen wirken, zeigt 

es reduzierende antibakterielle Eigenschaften. Je nach Konzentration wirkt Chlorhexidin bak-

teriostatisch oder bakterizid. Geläufig in der Zahnmedizin sind Produkte mit 0,2 % oder 0,1 % 

Chlorhexidin-Gehalt [21]. Die Empfindlichkeit von Streptococcus mutans gegenüber 

Chlorhexidin konnte in mehreren In vitro- Studien und In-vivo- Studien beobachtet werden. 

Jarvinen et al. (1993) zeigte die große Empfindlichkeit bei lokaler Applikation von Chlorhexi-

din im Vergleich zu geläufigen Antibiotika, wie Cefuroxim, Amoxicillin und Tetrazyklinen 

[73]. Argawal et al. (2011) zeigte eine signifikante Reduzierung von Streptococcus mutans 

durch Chlorhexidin [5]. Trotz der reduzierenden Effekte können Mutans-Streptokokken durch 

Chlorhexidin nicht vollständig beseitigt werden [41]. In der S3 Leitlinie der Deutschen Gesell-

schaft für Parodontologie vom November 2018 wird Chlorhexidin als unterstützende Maß-

nahme zu einer Reduktion von Gingivitis empfohlen [17]. Van Strydonck postulierte 2008 

Chlorhexidin ergänzend zur mechanischen Zahnreinigung in der chemischen Plaquekontrolle 

als Goldstandard [146]. Bekannte Nebenwirkung von Chlorhexidin sind bräunliche Verfärbung 

der Zähne und des Zungenrückens sowie Einschränkungen in der Geschmackswahrnehmung 

[18,26]. 
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2.2 Ziel der Arbeit / Fragestellung  

Chlorhexidin gilt in der Zahnmedizin trotz seiner Nebenwirkungen als Goldstandard für ein 

chemisch kontrolliertes Biofilm-Management [18,75]. Aufgrund von Nebenwirkungen bei 

Langzeitanwendung von Chlorhexidin sind chemische Alternativen zur Unterstützung im Bio-

film- Management gefragt. Bei den biokompatiblen Stoffen Tanninsäure, Hydroxylapatit und 

Chitosan wurden bereits eine antimikrobielle oder antiadhärente Wirkung im Hinblick auf den 

oralen Biofilm beobachtet [19,68,79]. 

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, den Einfluss dieser  verschiedenen Stoffe in Form von 

Spüllösungen auf die Biofilmbildung an Dentin zu untersuchen. Hierbei soll die Arbeit Auf-

schluss über die Frage geben, inwiefern die Agenzien Chitosan, Tanninsäure und  Hydroxyla-

patit sich zu der Negativkontrollgruppe Wasser und zu den bekannten antibakteriellen und an-

tiadhärenten Effekten von Chlorhexidin (Positivkontrolle) unterscheiden. Unter der Verwen-

dung von zwei Spülprotokollen wurde sowohl die Kurz- als auch Langzeitwirkung der Spüllö-

sungen auf den oralen Biofilm untersucht. Zur Beurteilung der Mundspüllösungen auf antiad-

häsive und antibakterielle Effekte wurde die Fluoreszenzmikroskopie genutzt. Mit Hilfe der 

Rasterelektronenmikroskopie wurde der über 48 Stunden In- situ entstandene Biofilm auf seine 

Morphologie untersucht.  
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3 Material und Methode 

3.1 Schematische Darstellung des Versuchsaufbau  

1.Vorbereitung 

  

  

 

 

                     

 

2.Durchführung: 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

                                       

                              

                              

3.Auswertung: 

 

GEWINNUNG DER 

PRÜFKÖRPER 

MONTAGE DER PRÜFKÖRPER AN DEN TRÄGERSCHIENEN 

SPÜLPROTOKOLL: 
 

1. SPÜLEN 30S MIT BEIDEN SCHIENEN 
 

2. PUTZEN 1.QUADRANT OHNE RECHTE SCHIENE 30S 
 

3. PUTZEN 2.QUADRANT OHNE LINKE SCHIENE 30S 
 

4. PUTZEN UNTERKIEFER MIT BEIDEN SCHIENEN 

4
8

H
 IN

 S
IT

U
 

ANWENDUNG DER 

SPÜLPROTOKOLLE 
 

PROTOKOLL 1: 
SPÜLUNG FÜR 30 S 

NACH 
 3 MIN, 12 H, 24 H, 

36 H, 47,5 H 
 

PROTOKOLL 2: 
SPÜLUNG FÜR 30 S 
3 MIN, 12 H, 24 H,  

36 H 

 

ANALYSEVERFAHREN: 

FLUORESZENZ- UND RASTERELEKTRONENMIKROSKOPIE 

HERSTELLUNG DER 

TRÄGERSCHIENE 
HERSTELLUNG DER 

MUNDSPÜLLÖSUNG  

REINIGUNG DER 

PRÜFKÖRPER 

DURCHFÜHRUNG MIT SPÜLLÖSUNGEN:  

WASSER (KONTROLLE), HYDROXYLAPATIT, CHITOSAN, TANINSÄURE, CHLORHEXIDIN 

Kalident, Chitosan 

 

 EINSETZEN DER TRÄGERSCHIENEN 
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3.2 Herstellung der Prüfkörper  

3.2.1 Gewinnung und Verarbeitung 

Die Dentinprüfkörper stammten von bovinen Zähnen, deren Spender negativ auf BSE getestet 

waren  und zur Lebensmittelverarbeitung am Schlachthof Zweibrücken verarbeitet wurden. 

Nach der Extraktion wurden die Zähne in 0,1 % Thymollösung bei 4 °C gelagert, bevor Schnei-

dekanten, Wurzeln und Approximalflächen mit einer Diamantentrennscheibe (Schleiftrennma-

schine WOCO 50p, Conrad GmbH, Clausthal, Deutschland) abgesägt wurden. Aus dem Rest-

dentinkörper konnten 2- 6 Prüfköper gewonnen werden, deren Oberflächen anschließend mit 

Silikonkarbonrundpapier (Waterproof Silicon Carbide Paper, Struers GmbH, Willich, Deutsch-

land) geschliffen wurden. Die wassergekühlte Politur hierzu erfolgte bei 300 bis maximal 600 

U/min durch verschieden feinkörnige Silikonkarbonoberflächen, deren Korngrößen 240, 600, 

800, 1200 und 2500 Grit betrugen. Unter einem Auflichtmikroskop (Zoom-Stereomikroskope 

SMZ 168 Series, Motic GmbH, Wetzlar, Deutschland) wurde die Unversehrtheit und Politur 

der Prüfkörper überprüft. Bei Maßen von 3x3 mm² und einer minimalen Dicke von 1 mm wur-

den die Prüfkörper bei 4 °C in 0,1 % Thymollösung aufbewahrt. 

3.2.2 Reinigung und Aufbewahrung 

Vor der Aufarbeitung durch das Reinigungsprotokoll wurden sie erneut auf 2500 Grit poliert 

und anschließend gereinigt. Hierfür wurden Wellplatten (Well Cell-Culture Plate, Greiner bio-

one GmbH, Frickenhausen, Deutschland) genutzt und die Prüfkörper in jeweils 3 %ige NaOCl- 

Lösung (Natriumhypochlorit- Lösung 3 % DAC 500ml, Hedinger, Stuttgart, Deutschland) für 

30 s gegeben und anschließend mit demineralisiertem Wasser gespült, bis kein Chlorgeruch 

mehr feststellbar war. Anschließend wurden die Prüfkörper für 2 min in demineralisiertem 

Wasser im Ultraschallbad (Sonorex, Typ RK31, SN 329.00104706.019, Bandelin, Berlin, 

Deutschland) gereinigt. In 70 %iger Isopropylalkohollösungen (Hedinger, Stuttgart, Deutsch-

land) wurden die Prüfkörper für 15 min eingelegt und anschließend mit sterilem Wasser zwei-

malig abgespült. Zur Aufbewahrung wurden die Prüfkörper mindestens 6 h und maximal 3 d 

bei 4 °C in sterilem Wasser bis zur Anwendung gelagert. 
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3.2.3 Herstellung der Schienen und Montage der Prüfkörper  

a) Herstellung der Schienen  

Für jeden Probanden wurden zwei individuelle Trageschienen aus Kunststoff (Duran®-Folien, 

1,0 x 125 mm (Scheu-Dental, Iserlohn, Deutschland) zur Befestigung der Prüfkörper im Ober-

kiefer hergestellt. Zuerst wurde dafür eine Abformung der Oberkieferzahnreihen aus irrever-

siblem elastischem Material (Alginat Blueprint, Dentsply DeTrey GmbH, Konstanz, Deutsch-

land) vorgenommen. Die dazugehörigen Modelle wurden aus Superhartgips IV (Die-Stone, He-

raeus Kulzer GmbH, Hanau, Deutschland) hergestellt. Mit dem Erkopress ES 2004 Verfahren 

(Erkodent GmbH, Pfalzgrafenweiler, Deutschland) wurden Tiefziehschienen hergestellt, wel-

che im Bereich für den Prämolaren und Molaren beschnitten wurden, um Einschränkungen in 

Ästhetik und Phonetik der Probanden zu verringern. 

b) Fixierung der Prüfkörper an den Trageschienen 

Die Fixierung der Prüfkörper an der Trägerschiene erfolgte mit einem A-Silikon (President 

light body, Coltène/Whaledent GmbH und Co.KG, Langenau, Deutschland). Jeweils zwei Prüf-

körper wurden pro Seite in Reihe montiert. Zwischen den Prüfkörpern wurde der Abstand so 

gewählt, dass sich keine Nischen bildeten und ausreichend Silikon dazwischen lag (Abb. 2). 

Jeweils abwechselnd wurden die Prüfkörper anschließend zur unterschiedlichen Auswertungs-

methode (Rasterelektronenmikroskopie und Fluoreszenzmikroskopie) genutzt (Abb. 1). 

 

           

Abbildung 1: Muster zur Positionierung der Prüfkörper an der Oberkieferzahnreihe; (REM ≙ 

Rasterelektronenmikroskopie, FM ≙ Fluoreszenzmikroskopie) 
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3.2.4 Herstellung der Spüllösungen  

a) Kalident-Lösung  

Zur Herstellung der in den Versuchen genutzten 5% Kalidentlösung wurde 2,5 g Kalident-Hyd-

roxylapatit- Pulver (Kalident Kalichem s.r.l., Sede legale, Via San Bartolomeo 9- 25128 

BRESCIA, Italia) abgewogen und mit 47,5 ml Wasser (Aqua B.Braun, B. Braun Melsungen 

AG, Melsungen, Deutschland) mit einer sterilen Pipette aufgefüllt und mit dem Vortex-Rüttler 

(Model G-560E,  Serial #269686, Scientific Industries Inc., Bohemia, N.Y.,USA) zu einer Lö-

sung gebracht. 

 

b) Chitosan-Lösung 

Die Herstellung von 50 ml Chitosan-Lösung erfolgte mit 5 g Chitosan-Pulver (Chitosan 

95/3000, Heppe Medical Chitosan GmbH, Halle, Deutschland). Um die Lösung anzusetzen, 

wurde 5 g Chitosan abgewogen und in einen 500 ml Standzylinder überführt, dann wurde dazu 

50 ml steriles Wasser gegeben und 1 h auf dem Magnetrührer (MR  3002, Heidolph Instruments 

GmbH & CO. KG, 91126 Schwabach) vermischt, bis eine vollständige Benetzung des Pulvers 

erfolgte. Anschließend wurden 400 ml steriles Wasser und 100 % Essigsäure (EMPROVE®, 

Merck KgaA, 64271 Darmstadt, Deutschland) dazugegeben und bis zur vollständigen Lösung 

weitere 3,5 gerührt. In einer Schott-Flasche wurde die Lösung bei einem pH-Wert von 4,5 bei 

4°C gelagert. Zur Anwedung als Spüllösung wurden 50 mg der angesetzten Chitosan-Lösung 

mit 50 ml sterilem Wasser verdünnt. 

 

 

Abbildung 2: Fotografien einer Schiene mit Prüfkörpern und Silikonfixierung 

(grün) a) am Modell b) ohne Modell 

 

a) b) 
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c) Tanninsäure-Lösung 

Es wurde 50 ml einer 5 %igen Tanninsäurelösung hergestellt. Hierzu wurde 2,5 g Tanninpulver 

(Tannic Acid, Sigma Chemical Co., St. Louis, USA) abgewogen und anschließend 47,5 ml 

steriles Wasser dazu pipettiert. Durch die Bearbeitung mit dem Vortex-Rüttler (Model G-560E, 

Serial #269686, Scientific Industries Inc., Bohemia, N.Y.,USA) wurde das Tanninpulver mit 

dem sterilen Wasser (Aqua B.Braun, B. Braun Melsungen AG, Melsungen, Deutschland) ge-

löst. 

d) Chlorhexidin-Lösung 

Die Untersuchung zu Chlorhexidin wurde mit einer 0,2 %igen Chlorhexidin- Lösung (Apo-

theke des Universitätsklinikum des Saarlandes, 66424 Homburg, Deutschland) durchgeführt. 

e) Wasser 

Zur Kontrolle der Bedeckung und der Vitalität des Biofilms auf den Prüfkörpern wurde steriles 

Wasser (Aqua B.Braun, B. Braun Melsungen AG, Melsungen, Deutschland) genutzt. 
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3.3 Gewinnung der in-situ- Prüfkörper 

3.3.1 Probanden  

Die Studie wurde mit sechs Probanden im Alter von 22- 28 Jahren durchgeführt. Die Voraussetzung 

zur Studienteilnahme war ein vollbezahntes, kariesfreies Gebiss mit gesundem Parodont und phy-

siologischem Speichelfluss. Die Probanden wiesen eine ausgewogene Ernährung mit normalem po-

lyphenolhaltigen Getränke- und Lebensmittelkonsum vor. Von der Studie ausgeschlossen waren 

Probanden mit Allgemeinerkrankungen und regelmäßiger Medikamenteneinnahme, sowie der Be-

nutzung von anderweitigen Mundspüllösungen. Die Probanden wurden unterrichtet, nicht zu rau-

chen und keinen Alkohol zu trinken. Jeder Proband wurde vor Studienbeginn ausführlich über den 

Versuchsablauf aufgeklärt und hat die Teilnahme schriftlich bestätigt.  

Es handelt sich bei der vorliegenden Untersuchung um eine klinisch-experimentelle Studie, welche 

von der Ethikkommission der saarländischen Ärztekammer mit der Nummer 238/03, 2016 geneh-

migt wurde. 

3.3.2 Versuchsbedingungen und Durchführung 

Die Probanden wurden für die Versuchsdurchgänge mit den verschiedenen Spüllösungen und 

jeweils einer neuen Zahnbürste (Einmal-Zahnbürste, Referenznummer 605 403, Hager Werken, 

47269 Duisburg, Deutschland) ausgestattet. Vier Spüllösungen wurden getestet und Wasser als 

Kontrolllösung herbeigezogen. Jede Spüllösung wurde in-situ über 48 h getestet. Das gesamte 

Studienmodell wurde gemäß zweier Studienprotokolle durchlaufen.  Nach Einsetzen der Schie-

nen wurde im ersten Studienprotokoll fünfmalig, jeweils nach 3 min, 12 h, 24 h, 36 h und 

47,5 h, mit den Mundspüllösungen gespült. Im zweiten Protokoll wurde viermalig, 3 min, 12 h, 

24 h und 36 h gespült. Dazu wurden 10 ml der jeweiligen Lösung in die Mundhöhle aufgenom-

men und durch Bewegung und Kontraktion der Backenmuskulatur für 30 s gespült. Danach 

wurde die rechte Schiene herausgenommen und der 1. Quadrant mit der Zahnbürste für 30 s 

und dem entstandenen Spüllösung- Speichel- Gemisch geputzt. Nach Wiedereinsetzen der rech-

ten Schiene wurde die linke Schiene herausgenommen und der 2. Quadrant geputzt. Die unteren 

3. und 4. Quadranten wurden anschließend insgesamt für 1 min geputzt.  Während des Essens 

und Trinkens wurden die Schienen herausgenommen und in einer Feuchtkammer gelagert. Die 

Probanden wurden angewiesen, wenige Zwischenmahlzeiten zu konsumieren und als Flüssig-

keit stilles Wasser zu sich zu nehmen. Nach 48 wurden die Schienen entnommen und die Prüf-

körper vorsichtig abgelöst. Danach wurden sie mit sterilem Wasser abgespült. Anschließend 

wurden sie von nicht adhärenten Bakterien und Speichel durch Einbringen für 5 s in 0,9 % 



  Material & Methode 

 

- 21 - 

Natrium-Chlorid-Lösung (B.Braun Melsungen AG, Melsungen, Deutschland) befreit und zur 

Analyse für die Fluoreszenz- und Rasterelektronenmikroskopie vorbereitet (siehe unten). 

3.4 Fluoreszenzmikroskopie 

3.4.1 Grundlagen der fluoreszenzmikroskopischen Analyse von Biofilmen 

Hinsichtlich seiner Bedeckung und Vitalität wurde der Biofilm über die Fluoreszenzmikrosko-

pie analysiert. Hierzu wurde das Mikroskop Axio-Imager-M2 (Carl Zeiss AG, Oberhausen, 

Deutschland) verwendet. Die Färbelösung wurde mit Hilfe des LIVE/DEAD® Bacterial Via-

bility Kit (BacLight™, Artikelnummer L7012, Molecular Probes, Eugene, USA) hergestellt. 

Es handelt sich hierbei um eine Lösung, die zwei verschiedene Nukleinsäuren enthält. Der Un-

terschied der Nukleinsäuren liegt in deren Lichtspektrum und Membrangängigkeit. Die Säure 

SYTO 9 durchdringt die physiologischen Membranen intakter Zellen und fluoresziert grün. 

SYTO 9 ist ein grün fluoreszierendes Nukleinsäure-Färbemittel und färbt nachweislich lebende 

und tote grampositive und gramnegative Bakterien [22]. 

Die Farbstofflösung Propidium-Iodid bindet sich an die DNA durch Interkalation zwischen den 

Basen mit wenig oder keiner Sequenzpräferenz. Da es nicht durch die intakte Zellmembran 

dringt, bindet es an zerstörte, nicht-lebendige Zellen und fluoresziert rot. Nach Herstelleranga-

ben weist die Propidium-Iodid Färbung eine höhere Affinität zur Nukleinsäure auf als der 

SYTO 9-Farbstoff, wodurch bei einem gewissen Verhältnis der Färbestoffe lebende Zellen un-

ter dem Mikroskop grün und tote Zellen rot fluoreszieren [22]. 

3.4.2 Herstellung des Farbstoffs 

Zur Herstellung der Färbelösung wurden das LIVE/DEAD® Bacterial Viability Kit 

(BacLight™) und Natrium-Chlorid- Lösung (0,9% B.Braun Melsungen AG, Melsungen, 

Deutschland) benutzt. Nach Lagerung der Farbstoffe bei -20°C in lichtundurchlässigen Ali-

quots wurden insgesamt 1 μl SYTO9 und 1 ųl mit 1000 μl NaCl- Lösung in einem neuen licht-

undurchlässigen Aliquot verdünnt. 

3.4.3 Färbung und Fixierung der Prüfkörper 

Nach oben beschriebenem Auswaschen der Prüfkörper mit NaCl- Lösung (0,9%, B.Braun 

Melsungen AG, Melsungen, Deutschland) wurden die Prüfkörper jeweils mit 7-15 μl des Farb-

stoffs bedeckt und lichtverschlossen für 15 min inkubiert. Die überschüssige Farbstofflösung 

wurde nach der Inkubationszeit vom Prüfkörper in mit 0,9 % NaCl-Lösung (0,9 % B.Braun 
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Melsungen AG, Melsungen, Deutschland) gefüllten Wellplatten abgespült. Zur verbesserten 

Kontrolle der Prüfkörper unter dem Mikroskop wurden d Prüfkörper mit Silikonmasse (Opto-

sil®, Comfort Putty®, Heraeus Kulzer GmbH, 63450 Hanau) fixiert. Anschließend wurden 3 μl 

Mounting-Öl aus dem LIVE/DEAD® Bacterial Viability Kit (BacLight™) auf das Objekt pi-

pettiert. Auf den fixierten Prüfkörper wurde daraufhin ein Deckgläschen (Coverglasses, No. 

6310149, VWR International bvba, B-3001 Leuven) aufgebracht. 

3.4.4 Durchführung der Fluoreszenzmikroskopie 

Um die zwei verschiedenen Stadien der Bakterien unterscheiden zu können, wurden zwei Licht-

filter des Mikroskop Axio-Imager-M2 (Carl Zeiss AG, Oberhausen, Deutschland) genutzt und 

bei 1000-facher Vergrößerung pro Prüfkörper 6 repräsentative Bilder der Dentinoberfläche er-

stellt. Zur Bildaufnahme wurde die Software Axiovision 4.8 (Axiocam, Carl Zeiss Microscopy 

GmbH, Jena, Deutschland) genutzt. 

3.4.5 Semiquantitative Auswertung 

Bei der Auswertung der Prüfkörper wurden sechs repräsentative Bilder der Prüfkörper ausge-

wählt und jeweils mit einem Scoring– Schema bewertet. Zwei Personen bewerteten die Bilder 

unabhängig voneinander. Für Bedeckung (Tabelle A) und Vitalität (Tabelle B) des Biofilms 

wurde die jeweiligen im Folgenden gezeigten Schemata genutzt. 
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Score Definition 

1 Hauptsächlich rote Fluoreszenz, Verhältnis rote zu grüne Fluoreszenz: 90:10 und mehr 

2 Überwiegend rote Fluoreszenz, Verhältnis roter zu grüner Fluoreszenz: 75:25 

3 Verhältnis zwischen roter und grüner Fluoreszenz: 50:50 

4 Überwiegend grüne Fluoreszenz; Verhältnis zwischen roter und grüner Fluoreszenz: 

25:75 und niedriger 

5 Hauptsächlich grüne Fluoreszenz; Verhältnis zwischen roter und grüner Fluoreszenz: 

10:90 und niedriger 

Score Definition 

1 Pellikelschicht, keine oder verstreute Mikroorganismen 

2 Wenige kleine mikrobielle Aggregationen, Dutzende Mikroorgansimen 

3 Mehrere mikrobielle Aggregationen, Hunderte von Mikroorganismen 

4 Monoschicht-Biofilm oder Biofilm, der <50% der Oberfläche bedeckt 

5 Mehrschichtiger Biofilm, der  >50% abdeckt 

Tabelle A : Scoring- Bewertungssystem zur Biofilm-Bedeckung der Proben 

Tabelle B: Scoring- Bewertungssystem für die Biofilm- Vitalität 
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3.5 Rasterelektronenmikroskopie 

3.5.1 Fixierung der Prüfkörper 

Um die Prüfkörper elektronenmikroskopisch zu untersuchen, mussten diese im Vorfeld für die 

Elektronenmikroskopie fixiert werden. Hierzu wurden sie in 2 % Glutaraldehyd-Lösung 

(Glutaraldehyd Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg, Deutschland) für 1 h bei 4 °C einge-

legt. Anschließend wurden sie jeweils in einer 0,01 M- Cacodylatpufferlösung bei Raumtem-

peratur fünfmal hintereinander für je 10 min gewaschen. Nach diesem Schritt war es möglich, 

die Prüfkörper in 4 °C kalten Bedingungen bis zur anschließenden Trocknung zu lagern. Die 

Entwässerung und Trocknung der Prüfkörper erfolgte mithilfe unterschiedlicher Ethanollösun-

gen: 50 % für 2 x 10 min, 70% für 1 x 5 min, 80% für 1 x 5 min, 90 % für 1 x 5 min, 100 % für 

2 x 10 min (Ethanol, Carl Roth GmbH + Co. KG, 76185 Karlsruhe). Unter dem Abzug wurden 

die Prüfkörper anschließend in Hexamethyldisilazanlösung (Hexamethyldisilazane; 98,5 %, 

abcr GmbH&Co.KG, Karlsruhe, Deutschland) für 30 min getrocknet. 

3.5.2 Sputtern der Prüfkörper 

Zur Analyse mit dem Rasterelektronenmikroskop wurden die Prüfkörper mit Hilfe eines Kle-

bestreifens (Leit-Tabs, Plano GmbH, Wetzlar, Deutschland) auf Probeteller (0,5’’ Aluminium 

Specimen Stubs, Agar Scientific Ltd, Essex, England) geklebt. Anschließend wurden die Prüf-

körper mit dem Sputtercoater (Model SCD 030, Leica Mikrosysteme Vertrieb GmbH, Wetzlar, 

Deutschland ehem. Bal-Tec) bearbeitet. Hierbei wurde die Prüfkörperoberfläche mit einer Koh-

leschicht (Kohlegarn, Plano GmbH, Wetzlar, Deutschland) durch Kathodenzerstäubung 

elektrisch leitfähig gemacht. 

3.5.3 Durchführung der Rasterelektronenmikroskopie 

Zur Analyse der Oberfläche und Morphologie der Prüfkörper wurde die Rasterelektronenmik-

roskopie herangezogen. Alle Aufnahmen wurden bei einer Spannung von 5 kV, standardisier-

ten Scan-, Spoteinstellungen und gleichem Neigungswinkel mit dem Rasterelektronenmikro-

skop (FEI/Philips XL30 FEG ESEM with Electron Backscatter Diffraction analysis and 

Energy-Dispersive X-ray capability, FEI Europe B.V., Eindhoven, Niederlande) durchgeführt. 

In 25- facher Vergrößerung wurde eine Übersichtsaufnahme der Prüfkörper erstellt und an-

schließend der adhärente Biofilm an repräsentativen Stellen in folgenden Vergrößerungen fo-

tografiert: 500-, 1000-, 5000-, 10000- und 20000 -fach.  
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3.6 Statistik 

Die statistische Analyse wurde mit der GraphPad Prism 8-Software (GraphPad Software, 2365 

Northside Dr. Suite 560, San Diego, CA 92108) durchgeführt. Die Analyse wurde mit dem 

nicht- parametrischen Friedman-Test durchgeführt. Für mehrfache Vergleiche zwischen den 

einzelnen Gruppen wurde der Dunn-Test genutzt. Die Normalverteilung wurde mit dem 

Shapiro-Wilk-Test überprüft. Die statistische Signifikanz wurde auf p < 0,05 festgelegt. Der 

Vergleich der Mundspülbedingungen zwischen dem ersten und zweiten Spülprotokoll wurde 

mit dem nicht-parametrischen Wilcoxon-Test durchgeführt.
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4 Ergebnisse 

Zur Bestimmung der Vitalität des Biofilms und dessen Bedeckung auf den Prüfkörpern wurde 

die Fluoreszenzmikroskopie verwendet. Zur ultrastrukturellen morphologischen Untersuchung 

des Biofilms unter dem Einfluss der verschiedenen Mundspüllösungen wurde die Rasterelek-

tronenmikroskopie genutzt.  

4.1 Fluoreszenzmikroskopie 

Die Fluoreszenzmikroskopie erlaubt nicht nur eine Darstellung der Biofilme, sondern bietet 

auch die Möglichkeit zur Analyse von deren Vitalität. Vitale Bakterien erscheinen grün und 

avitale fluoreszieren rot (Abb. 3 a, b). Auf den Prüfkörpern waren vor allem kokkenförmige 

Bakterien und vereinzelt stäbchenförmige Bakterien zu erkennen (Abb. 3 e, f). Zusätzlich wur-

den einzelne Epithelzellen der oralen Schleimhaut beobachtet, welche sich durch einen roten 

Kern hervorheben (Abb. 3 g, h). Durch Abrieb der Wangenschleimhaut können sich diese auf 

den Prüfkörpern ablagern. Die Dentintubuliwände fluoreszieren grün (Abb. 3 c und d). Die 

Eigenfluoreszenz der Prüfkörper sowie der Epithelzelle wurden in der Auswertung nicht be-

achtet (Abb. 3 c und h). Durch die Fluoreszenzmikroskopie lässt sich außerdem das Muster der 

bakteriellen Besiedlung darstellen. Es zeigten sich Ansammlungen von Bakterien in Kolonien, 

in Ketten und vereinzelt (Abb. 3 e und f, d). 

Nach der Färbung mit dem  LIVE/DEAD® Bacterial Viability Kit (BacLight™) wurden die 

Prüfkörper mithilfe des Scoring-Systems bewertet. Die Daten zeigen sich graphisch zusammen-

gefasst für das Spülprotokoll 1 und für das Spülprotokoll 2 in den Abb. 4 und 6 und im Ver-

gleich in den Graphen der Abb. 5 und 7. In den Abbildungen zeigen sich die Mittelwerte, Ma-

xima und Minima sowie signifikante Unterschiede. Zudem zeigen die Abb. 8, 9, 10, 11 und 12 

repräsentative Bilder für die Bedeckung der Prüfkörper und die Vitalität des Biofilms unter dem 

Einfluss von Spülungen mit Wasser (Abb. 8), Hydroxylapatit (Abb. 10), Chitosan (Abb. 9), 

Tanninsäure (Abb. 11) und Chlorhexidin (Abb. 12). 
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Abbildung 3: Fluoreszenzmikroskopische Beispielaufnahmen eines 48h 

in-situ-Biofilms zur Erläuterung (LIVE/DEAD® Bacterial Viability Kit 

(BacLight™)):  

a) + b) deutlich erkennbarer Unterschied zwischen roten und grünen       

Bakterien; 

a) Bakterien Aggregation von hunderten Mikroorganismen; 

b) nahezu vollständige bakterielle Bedeckung; 

c) + d) erkennbare grüne Fluoreszenz der Dentinkanäle und einzelne 

rote, avitale Bakterien; 

e) vorwiegend kokkenförmige Bakterien sichtbar; 

f) teilweise Aggregationen von stäbchenförmigen Bakterien sichtbar; 

g) + h) rot fluoreszierende Epithelzellen sichtbar; 
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4.1.1 Bedeckung der Dentinkörper  

Es zeigte sich, dass sich die bakterielle Bedeckungen auf den Prüfkörpern nach 48 Stunden und 

5-maligem Spülen unter dem Einfluss der verschiedenen Spüllösungen unterscheiden. Die bak-

terielle Bedeckung der Prüfkörper nach der Spülung mit Wasser (Score-Mittelwert 4,77 ± 0,28; 

1.Spülprotokoll; Abb. 8) unterschied sich geringfügig zur bakteriellen Bedeckung nach der 

Spülung mit Chitosan (Score-Mittelwert 4,31± 0,36; 1.Spülprotokoll;  Abb. 9). Die Prüfkörper 

nach der Spülung mit Chitosan waren vorwiegend durch zahlreiche, dicht gelagerte große Bak-

terienaggregationen und etablierte mehrschichtige, mikrobielle Biofilme gekennzeichnet (Abb. 

9). Die Prüfkörper nach der Spülung mit Hydroxylapatit (Score-Mittelwert 3,75± 0,95; 1.Spül-

protokoll) zeigten vorwiegend große Bakterienaggregationen mit mehr als 50 % bakterieller 

Bedeckung (Abb. 10). Außerdem zeigten sich bei diesen Prüfkörpern Unterschiede in der bak-

teriellen Bedeckung sowohl inter- als auch intraindividuell (Abb. 10). 

Die bakterielle Bedeckung nach der Spülung mit Tanninsäure zeigte mit ähnlicher Streuung der 

Score-Mittelwerte einen niedrigeren Score-Mittelwert (2,79± 1,09; 1.Spülprotokoll). Die Bio-

filmbedeckung der Prüfkörper war teilweise geprägt von vereinzelten Bakterienkolonien und 

auch vereinzelten Bakterien (Abb. 11). Im Unterschied zur bakteriellen Bedeckung nach der 

Spülung mit Wasser (Abb. 8) war die Bakterienbesiedlung der Prüfkörper nach der Spülung 

mit Tanninsäure vermindert (Abb. 11). Auch hier kam es zu intra- und interindividuellen Un-

terschieden in der bakteriellen Bedeckung. 

Die Prüfkörper nach der Spülung mit Chlorhexidin (Scorewert 1,88± 0,99; 1.Spülprotokoll; 

Abb. 12) zeigten in ihrer bakteriellen Bedeckung die größte Abweichung zu den Prüfkörpern 

nach der Spülung mit Wasser (Abb. 8). Diese Prüfkörper waren durch kleine Kolonien und 

wenige vereinzelte Bakterien geprägt (Abb. 12). Im Gegensatz zu den Prüfkörpern nach den 

Spülungen mit Wasser (Abb. 8), Hydroxylapatit (Abb. 10) und Chitosan (Abb. 9) bildete sich 

auf den Prüfkörpern nach der Spülung mit Chlorhexidin (Abb. 12) kein mehrschichtiger, etab-

lierter Biofilm. Auf den Fotos waren durch die geringe mikrobielle Biofilmbildung Dentintu-

buli erkennbar (Abb. 12). 

Im Spülprotokoll 2 wurden die Prüfkörper bei 48 h Tragedauer viermalig mit den jeweiligen 

Agenzien gespült. Es zeigt sich eine geringe Abweichung in den Scoremittelwerten der bakte-

riellen Biofilmbedeckung der Prüfkörper nach der der Spülung mit Chitosan (Scorewert 4,41± 

0,38; 2.Spülprotokoll; Abb. 9) und mit Hydroxylapatit (Scorewert 4,32± 0,32; 2.Spülprotokoll; 

Abb. 10) zur Bedeckung nach der Spülung mit Wasser (Scorewert 4,49± 1,01; Abb. 8). Die 
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Prüfkörper nach diesen Mundspülungen waren geprägt von großer, mehrschichtiger Bakterien-

kolonisation, mit vorrangiger Kokkenbeteiligung und teilweise auch Stäbchenbeteiligung (Abb. 

8, 9, 10). Es zeigten sich inter- und intraindividuelle Unterschiede bei der bakteriellen Biofilm-

bedeckung der Prüfkörper unter den Probanden. 

Nach der Spülung mit Tanninsäure zeigten sich die Prüfkörper mit einem etwas geringeren 

Score- Mittelwert (Scorewert 3,79± 0,85; 2.Spülprotokoll; Abb. 11) in der bakteriellen Biofilm-

bedeckung im Vergleich zur Bedeckung der Prüfkörper nach der Spülung mit Wasser (Abb. 8), 

Chitosan (Abb. 9) und Hydroxylapatit (Abb. 10). Die Biofilmbedeckung der Prüfkörper nach 

der Spülung mit Tanninsäure schwankte zwischen einer bakteriellen Besiedlung mit einzelnen 

Bakterien bis hin zu großen Bakterienaggregationen (Abb. 11). 

Einen niedrigeren Score-Mittelwert (Scorewert 1,36± 0,26; 2.Spülprotokoll) zeigte die bakteri-

elle Biofilmbedeckung der Prüfkörper nach der Spülung mit Chlorhexidin (Abb. 12). Diese 

Prüfkörper waren vorwiegend von vereinzelten Bakterien und kleinen Kolonien geprägt. Die  

Prüfkörper zeigten sich nach der Spülung mit Chlorhexidin häufig ohne etablierten Biofilm 

(Abb. 12). 

Eine Tendenz von höheren Score-Mittelwerten zeigte sich beim Spülprotokoll 2 im Vergleich 

zu Spülprotokoll 1 für die mikrobielle Bedeckung der Prüfkörper nach der Spülung mit Chito-

san, Hydroxylapatit und Tanninsäure (Abb. 5). Nach dem Wilcoxon-Test bestand kein signifi-

kanter Unterschied in den Scorewerten der zwei Protokolle zueinander (Abb. 5). 

Tanninsäure zeigte im ersten Spülprotokoll eine hemmende Wirkung bei der bakteriellen Bio-

filmbildung auf den Dentinprüfkörpern. In beiden Spülprotokollen war der Effekt am ausge-

prägtesten bei den Prüfkörpern nach der Spülung mit Chlorhexidin, was die Score-Mittelwerte 

1,88± 0,99 (1. Spülprotokoll) und Scoremittelwert 1,36± 0,26 (2. Spülprotokoll) zeigen (Abb. 

11, 12). 
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Abbildung 4 Auswertung der Biofilmbedeckung a) und b) (y- Achse: 

Score-Werte, x-Achse: Spülbedingungen; a) Scoring- Werte für die Bio-

filmbedeckung 1. Spülprotokoll (Spülen nach 3min, 12h, 24h, 36h, 47,5h) 

zeigt signifikante Unterschiede in der Bedeckung zwischen Wasser und 

Tanninsäure, sowie von Chlorhexidin zu Wasser und Chitosan ; b) Scoring-

Werte für die Biofilmbedeckung 2. Spülprotokoll ( Spülen nach 3min, 12h, 

24h, 36h) zeigt signifikante Unterschiede in der Bedeckung von Chlorhexi-

din zu Wasser, Chitosan und Hydroxylapatit ; Signifikanz: p < 0,05; * < 

0,05; ** < 0,01, *** < 0,001) / (Dunn-multi-comparsion-test) 
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Abbildung 5  Auswertung der Biofilmbedeckung des 1. und 2. Spülproto-

kolls im Vergleich (y- Achse: Score-Werte, x-Achse: Spülbedingungen; ~ (2) 

entspricht 2. Spülprotokoll; Signifikanz: p < 0,05; (Wilcoxon-Test)) keine 

signifikanten Unterschiede in der Biofilmbedeckung der Spülungen im Ver-

gleich der zwei Spülprotokolle  
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4.1.2 Vitalität 

Im ersten Spülprotokoll nach der Spülung mit Wasser (Scoremittelwert 4,21± 0,49; 1.Spülpro-

tokoll) zeigten sich die Prüfkörper mit einem Biofilm, der vorwiegend durch grüne, vitale Bak-

terien geprägt war (Abb. 8). Wie im Graphen der Abb. 6 zu erkennen ist, schwankten die Score-

werte der Biofilmvitalität nach der Spülung mit Wasser sowohl für das erste als auch für das 

zweite Spülprotokoll (Scoremittelwert 4,37± 0,57; 2.Spülprotokoll; Abb. 6). Nach der Spülung 

mit  Hydroxylapatit (Scoremittelwert 3,97± 0,44; 1.Spülprotokoll) ließ sich im ersten Spülpro-

tokoll ebenfalls ein vorwiegend aus vitalen Bakterien bestehender Biofilm beobachten (Abb. 

10). Ein ähnliches Bild zeigte sich für die Prüfkörper nach der Spülung mit Hydroxylapatit im 

zweiten Spülprotokoll (Scoremittelwert 4,15± 0,61; Abb. 10). Im ersten Spülprotokoll zeigten 

die Prüfkörper nach der Spülung mit Chitosan (Scoremittelwert 3,4± 0,61) einen geringfügig 

höheren Anteil an roten, avitalen Bakterien (Abb. 9) verglichen nach den Spülungen mit Wasser 

(Scoremittelwert 4,21± 0,49; 1.Spülprotokoll) und Hydroxylapatit (Scoremittelwert 

3,97± 0,44; 1.Spülprotokoll; Abb. 9). Im zweiten Spülprotokoll war dieser Vergleich nach den 

Spülungen mit Chitosan (Scoremittelwert 4,00± 0,29), Wasser (Scoremittelwert 4,37± 0,57; 

2.Spülprotokoll) und Hydroxylapatit (4,15± 0,61; 2.Spülprotokoll) ähnlich. Die Scorewerte der 

Biofilmvitalität unterlagen sowohl im ersten als auch im zweiten Spülprotokoll nach den Spü-

lungen mit Chitosan und denen mit Hydroxylapatit und Wasser keinem signifikanten Unter-

schied (Abb. 7). 

Im ersten Spülprotokoll zeigte sich nach der Spülung mit Tanninsäure auf den Prüfkörpern  ein 

ausgeglichenes Verhältnis von roten und grünen Färbungen der Bakterien (Abb. 11). Die Prüf-

körper waren teilweise geprägt durch ein gleichmäßiges Verhältnis von roten, avitalen und grü-

nen, vitalen Bakterien und teilweise einem größerer Anteil von grünen, vitalen Bakterien (Abb. 

11). Im ersten Spülprotokoll gab es einen deutlichen Unterschied in der bakteriellen Vitalität 

nach der Spülung mit Tanninsäure (Scoremittelwert 2,92± 0,46; 1.Spülprotokoll) im Vergleich 

nach der Spülung mit Wasser (Scoremittelwert 4,21± 0,49; 1.Spülprotokoll). Im zweiten Spül-

protokoll zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der Vitalität des biofilmbedeckten Prüf-

körper nach der Spülung mit Tanninsäure (Scoremittelwert 3,43± 0,18; 2.Spülprotokoll) zu 

Wasser (Scoremittelwert 4,37± 0,57; 2. Spülprotokoll) und den restlichen Spülungen (Abb. 6). 

Vorwiegend rote fluoreszierende, tote  Bakterien wurden auf den Prüfkörper nach der Spülung 

mit Chlorhexidin im ersten (Scoremittelwert 1,81± 0,47)  und im zweiten  Spülprotokoll (Score-

mittelwert 2,2± 0,69) beobachtet (Abb. 7). Statistisch zeigten sich für beide Spülprotokolle 
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deutliche Unterschiede in der Biofilmvitälität nach der Spülung mit Wasser und nach der Spü-

lung mit Chlorhexidin 0,2 % (Abb. 6). Untersuchungen zur Vitalität zeigten inter- und intrain-

dividuelle Unterschiede. 
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Abbildung 6 Auswertung der Biofilmvitalität a) und b) (y- Achse: Score-

Werte, x-Achse: Spülbedingungen; a) Scoring- Werte der Biofilmvitalität 

1. Spülprotokoll (Spülen nach 3min, 12h, 24h, 36h, 47,5h) zeigt signifi-

kante Unterschiede in der Vitalität zwischen den Spülungen mit Wasser 

und Tanninsäure, sowie Spülung mit Chlorhexidin zu Wasser und Hydro-

xylapatit; b) Scoring-Werte für die Biofilmvitalität 2. Spülprotokoll (Spü-

len nach 3min, 12h, 24h, 36h) zeigt signifikante Unterschiede in der Bio-

filmvitalität nach der Spülung mit Chlorhexidin zu Wasser, Chitosan und 

Hydroxylapatit; Signifikanz: p < 0,05; * < 0,05; ** < 0,01, *** < 0,001)/ 

(Dunn-multi-comparsion-test) 
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Abbildung 7  Auswertung der Biofilmvitalität 1. und 2. Spülprotokolle im 

Vergleich, keine signifikanten Unterschiede zwischen gleichen Spülungen  

im Vergleich der zwei Spülprotokolle (y- Achse: Score-Werte, x-Achse: 

Spülbedingungen; ~ (2) entspricht 2. Spülprotokoll; Signifikanz: p < 0,05; 

(Wilcoxon-Test))  
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4.1.3 Repräsentative Fluoreszenzmikroskopieaufnahmen 

a) Spülung mit Wasser    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 8: Fluoreszenzmikroskopische Beispielaufnahmen eines 48h 

In-situ-Biofilms unter der Spülung mit Wasser (LIVE/DEAD® Bacterial Via-

bility Kit (BacLight™)): 

a) + b): Spülprotokoll 1; c)+d): Spülprotokoll 2; 

a) -d) zeigen Bedeckungen von > 50% und einen mehrschichtig etablier-

ten Biofilm mit vorwiegend grünen, vitalen Bakterienkolonien; 

a) + d): Erkennbare vereinzelte Bakterienkolonien mit roter Fluoreszenz, 

avitale Bakterien, je <100; 

10 µm 10 µm 

10 µm 10 µm 

a) b) 

d) c) 
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b) Spülung mit Chitosan 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 9: Fluoreszenzmikroskopische Beispielaufnahmen eines 48h 

In-situ-Biofilms unter der Spülung Chitosan (LIVE/DEAD® Bacterial Viabi-

lity Kit (BacLight™)): 

a) + b): Spülprotokoll 1; c) + d): Spülprotokoll 2; 

a) - d) Bedeckungen von > 50% und etablierte mehrschichtige Biofilme 

mit grünen, vitalen und roten, avitalen Bakterienaggregationen; 

a) + b): nahezu ausgeglichene Gewichtung von grünen, vitalen, und ro-

ten, avitalen Bakterienkolonien 

c) + d): etablierter Biofilm mit größerem Anteil an grünen, vitalen Bakte-

rien 

a) 

c) 

10 µm 10 µm 

10 µm 10 µm 

a) b) 

d) c) 
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c) Spülung mit Hydroxylapatit 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

      

    

 

 

 

 

 

 

Abbildung 10: Fluoreszenzmikroskopische Beispielaufnahmen von 48h 

In-situ-Biofilmen unter der Spülung mit Hydroxylapatit (LIVE/DEAD® 

Bacterial Viability Kit (BacLight™)): 

a) + b): Spülprotokoll 1; c) + d): Spülprotokoll 2 

a) - d) zeigen Bedeckungen von > 50% und einen etablierten Biofilm 

mit vorwiegend grünen, vitalen, und  teilweise roten, avitalen Bakterien-

kolonien; 

a) vereinzelte rote, avitale, Bakterienaggregationen, je <100; 

b) großer Anteil grüner, vitaler Bakterien, vereinzelte rote, avitale Bak-

terien; 

c) großer Anteil grüner, vitaler Bakterien, vereinzelte rote, avitale Bak-

terien, je <100; 

d) vorwiegend grüne, vitale Bakterien sichtbar; rote Bakterienanhäufung 

kettenförmig sichtbar; 

 

10 µm 10 µm 

10 µm 10 µm 

a) b) 

d) c) 
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d) Spülung mit Tanninsäure 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 11: Fluoreszenzmikroskopische Beispielaufnahmen von 48h 

In-situ-Biofilmen unter der Spülung mit Tanninsäure (LIVE/DEAD® Bacte-

rial Viability Kit (BacLight™)): 

a) + b): Spülprotokoll 1; c) + d): Spülprotokoll 2 

a) - d) zeigen Bedeckungen < 50% und vorwiegend vereinzelte Bakte-

rienaggegationen mit grünen, vitalen und roten, avitalen Bakterienzel-

len; 

a) einzelne große Bakterienaggregation mit größerem Anteil an roten, 

avitalen Mikroorganismen, >100; 

b) mehrere mikrobielle Aggregationen sichtbar mit grünen, vitalen und 

roten, avitalen Mikroorganismen,  dutzende Dentinkanälchen sichtbar; 

c) Bakterien in einfacher Schicht bis 50% Bedeckung, grüne, vitale und 

rote, avitale Bakterien erkennbar; 

d) Bakterienaggregationen von dutzenden Mikroorganismen mit vorwie-

gend grünen, vitalen Bakterien und vereinzelt rote Bakterien erkennbar; 

Dentintubuli zudem rot/orange angefärbt; sowohl kokken- als auch stäb-

chenförmige Bakterien erkennbar; 

 

a) 

d) c) 

10 µm 

10 µm 10 µm 

b) 

10 µm 
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e) Spülung mit Chlorhexidin 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 12: Fluoreszenzmikroskopische Beispielaufnahmen von 48h 

in-situ-Biofilmen unter der Spülung mit Chlorhexidin 0,2% (LIVE/DEAD® 

Bacterial Viability Kit (BacLight™)): 

a) + b): Spülprotokoll 1; c) + d): Spülprotokoll 2; 

a) - d) zeigen  vereinzelte Mikroorganismen; 

a) Dentintubuli grün angefärbt, vereinzelte grüne, vitale Mikroorganis-

men, <100; vereinzelte rote, avitale Mikroorgansimen <100 

b) Dentintubuli grün angefärbt, vereinzelte rote, avitale Mikroorganis-

men; 

c) Dentintubuli grün angefärbt, vereinzelte rote, avitale Mikroorganis-

men, <100; 

d) Dentintubuli grün angefärbt, vereinzelt rote, avitale Mikrorganismen, 

<100; einzelne Bakterienaggregation mit roten und grünen Mikroorga-

nismen <1000; 

10 µm 10 µm 

10 µm 

a) b) 

c) d) 

10 µm 
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4.2 Rasterelektronenmikroskopie 

Zur Untersuchung der ultrastrukturellen Morphologie des Biofilms wurde die Rasterelektro-

nenmikroskopie genutzt. Sie bietet die Möglichkeit in hohen Vergrößerungen die Organisation 

des Biofilms zu beobachten und bestätigte das Bild des 48 h- Biofilms der Fluoreszenzmikro-

skopie. Folgende Beobachtungen wurden getätigt und sind durch anschließende repräsentative 

Aufnahmen veranschaulicht (Abb. 13- 17). 

Die Prüfkörper nach der Spülung mit Wasser zeigten vorwiegend einen mehrschichtigen Bio-

film mit verschiedenen Bakterienspezies, die teilweise den kompletten Prüfkörper bedeckten 

(Abb. 13). Auf diesen Prüfkörpern war zudem eine strukturierte Matrix erkennbar (Abb. 13). 

Auf dem mikrobiellen Biofilm konnte sich zudem Pellikel erkennen lassen (Abb. 13). 

Auf allen Prüfkörpern waren weitestgehend kokkenförmige Bakterien zu erkennen (Abb. 13- 

17). Auch stäbchenförmige Bakterien wurden intra- und interindividuell unterschiedlich beo-

bachtet.  

Die Prüfkörper nach der Spülung mit den Agenzien Hydroxylapatit und Chitosan präsentierten 

sich mit einem vorwiegend mehrschichtigen, durchgängigen Biofilm (Abb. 14 u. 15). Ebenfalls 

konnte sich teilweise eine strukturierte Matrix erkennen lassen und es zeigten sich vorwiegend 

kokkenförmige und stäbchenförmige Bakterien (Abb. 14 u. 15).                           

Die Prüfkörper nach der Spülung mit Tanninsäure zeigten sich partiell bedeckt von Mikroorga-

nismen (Abb. 16). Diese stellten sich entweder in dicht gepackten großen Kolonien dar oder 

waren vereinzelt und in kleinen Kolonien über den Prüfkörper zu erkennen (Abb. 16). Sowohl 

Flächen auf den Prüfkörpern mit als auch ohne Bakterienaggregation waren von Pellikel be-

deckt (Abb. 16). 

Die Prüfköprer nach der Spülung mit Chlorhexidin wiesen eine deutlich erkennbare vermin-

derte Biofilmschichtdicke auf (Abb. 17). Die Prüfkörper zeigten vorwiegend von Bakterien 

freie Abschnitte, die von Pellikel überzogen waren (Abb. 17). 

Nach der Spülung mit Chlorhexidin zeigten die Prüfköper teilweise degenerierte Mikroorga-

nismen mit zerstörten Zellwänden. Außerdem waren diese Prüfkörper vereinzelt mit wenigen 

Bakterien besiedelt (Abb. 17). In den Dentintubuli der Prüfkörper zeigten sich teilweise adhä-

rente Bakterien (Abb. 17). 
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Abbildung 13: repräsentative REM- Aufnahmen eines 48h- Biofilm der Kontrollgruppe, 

Spülung mit Wasser. a) + b): 1. Spülprotokoll; c) + d): 2. Spülprotokoll; Die Prüfkörper 

waren vorwiegend gekennzeichnet durch einen mehrschichtigen Biofilm. Zwischen den 

Bakterien lässt sich die Biofilm-Matrix erkennen. Die Bakterien waren meist kokkenför-

mig und teilweise stäbchenförmig. Aufnahmen a) + c) in 1000-fache und b) + d) in 10000-

fache Vergrößerung 

a) b) 

c) d) 

Abbildung 14: repräsentative REM- Aufnahmen eines 48h- Biofilm nach Spülung mit 

Chitosan. a) + b): 1. Spülprotokoll; c) + d): 2. Spülprotokoll; Die Prüfkörper waren vor-

wiegend gekennzeichnet durch einen mehrschichtigen Biofilm. Zwischen den Bakterien 

lässt sich die Biofilm-Matrix erkennen. Die Bakterien waren meist kokkenförmig und teil-

weise stäbchenförmig. Aufnahmen a) + c) in 1000-fache und b) + d) in 10000-facheVer-

größerung 

a) b) 

c) d) 
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Abbildung 15: repräsentative REM- Aufnahmen eines 48h- Biofilm nach der Spülung mit 

Hydroxylapatit. a) + b): 1. Spülprotokoll; c) + d): 2. Spülprotokoll; Die Prüfkörper waren 

vorwiegend gekennzeichnet durch einen mehrschichtigen Biofilm. Zwischen den Bakterien 

lässt sich die Biofilm-Matrix erkennen. Die Bakterien waren meist kokkenförmig und teil-

weise stäbchenförmig. Aufnahmen a) + c) in 1000-fache - und b) + d) in 10000-fache- Ver-

größerung 

a) b) 

c) d) 

a) b) 

c) d) 

a) b) 

c) d) 

Abbildung 16: repräsentative REM- Aufnahmen eines 48h- Biofilm nach der Spülung mit 

Tanninsäure a) + b): 1. Spülprotokoll; Die Prüfkörper zeigten im 1. Durchgang einen we-

niger bedeckenden Biofilm als die Kontrollgruppe. Teilweise vereinzelte Bakterien und 

teilweise größere Bakterienaggregationen. Die Bakterien waren vor allem kokkenförmig; 

c) + d) 2. Spülprotokoll: die  Prüfkörper zeigten sich durch teilweise mehrschichtige Bakte-

rienagglomeraten und teilweise durch Pellikel und bakterienfreie Flächen; Aufnahmen a) + 

c) in 1000-fache- und b) + d) in 10000-fache- Vergrößerung 
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Abbildung 17: repräsentative REM- Aufnahmen eines 48h- Biofilm nach der Spülung mit 

Chlorhexidin. a) + b): 1. Spülprotokoll und c) + d) 2. Spülprotokoll; Die Prüfkörper wa-

ren vorwiegend gekennzeichnet durch vereinzelte Bakterien, welche meist kokkenförmig 

und teilweise stäbchenförmig waren. Der Biofilm war zusammengesetzt aus Pellikel, wel-

che den Prüfkörper überzog; Aufnahmen a) + c) in 1000-fache- und b) + d) in 10000-fa-

che- Vergrößerung 

a) b) 

c) d) 
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5 Diskussion 

5.1 Diskussion von Material und Methode 

5.1.1 Bovines Zahnmaterial (Dentin) 

Um Untersuchungen in Bezug auf die orale Biofilmentwicklung beim Menschen durchführen 

zu können, müssen Faktoren wie similare Eigenschaften, Verfügbarkeit und Standardisierung 

der Prüfkörper erfüllt sein. In zahlreichen Studien wurde bereits bovines Material als eine Al-

ternative zu humanem Zahnhartgewebe für die Untersuchung von Adhäsion, Biofilmbildung 

und Erosionsverhalten an humanem Zahnhartgewebe erfolgreich genutzt [77,99,150]. Beim 

Vergleich der chemischen Zusammensetzung von Schweine-, Schaf- und Rinderdentin mit 

menschlichem Dentin zeigte das bovine Dentin die höchste Similarität [138]. Zudem sind die 

bovinen Zähnen in ihren histochemischen Eigenschaften und anatomischen Strukturen den 

menschlichen Zähnen ähnlich [99]. Durch die Betrachtung mit dem Elektronenmikroskop 

konnte gezeigt werden, dass die Dichte an Dentintubuli und deren Durchmesser bei Rindern in 

keinem signifikanten Unterschied zu humanen Material steht [123].  

Des Weiteren sind standardisierte Proben bei Rindern einfacher als beim Menschen zu erhalten. 

Die in der Studie genutzten Prüfkörper stammen von zweijährigen Rindern eines Schlachthofes, 

die gleichen Umweltbindungen ausgesetzt waren und den gleichen Ernährungsumstand vor-

wiesen. Die Verfügbarkeit einer hohen Anzahl von Zähnen gleicher Mineralisation und kariöser 

Unversehrtheit ist bei Menschen mit unterschiedlichen Essgewohnheiten und Fluoridzufuhr 

nicht gegeben [150]. Die Mehrzahl der Studien widmen sich der Pathogenese auf der Schmelz-

oberfläche und weniger der auf Dentin, wobei auch diese wegen freiliegender Zahnhälse und 

Attrition von großer Relevanz ist [77]. Es konnte gezeigt werden, dass die initiale Biofilmbil-

dung bei Dentin mit der Zeit konstant steigt [77], während bei Schmelz die bakterielle Besied-

lung ein Maximum erreicht [53]. Dieses Phänomen könnte durch die kollagene Matrix des Den-

tins oder durch die Öffnungen der Dentintubuli zu erklären sein [76]. Die Dentinmatrix besteht 

vorwiegend aus dem Kollagentyp 1, woran Streptokokken binden können. Unter anderem 

konnte in einer elektronenmikroskopischen Studie gezeigt werden, dass sich Bakterien haupt-

sächlich in den Bereichen der Odontoblastenfortsätzen anlagern [42]. In einer Studie zur Über-

prüfung von Rinderzähnen als Ersatz für menschliche Zähne konnte kein signifikanter Unter-

schied in den oberflächlichen Adhäsionseigenschaften von humanem und bovinem Dentin fest-

gestellt werden, sodass sich diese für den Vergleich eignen [99]. 
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5.1.2 Modell der Studie 

Zur Untersuchung der Biofilmbildung und deren Beeinflussung durch chemische Substanzen 

gibt es bereits In- vitro-, In- vivo- und In- situ- Studien. Die In- vitro- Untersuchungen zeichnen 

sich durch eine vermeintliche, vorteilhafte Standardisierung und Reproduzierbarkeit aus, je-

doch ist fraglich, inwiefern sie die intraorale In-vivo-Situation wiedergeben. So konnte gezeigt 

werden, dass sich auf mit Wasser gespülten Prüfkörpern ein dickerer Biofilm etabliert als auf 

ungespülten Prüfkörpern. Die chemische Zusammensetzung an der Oberfläche der Prüfkörper 

hat maßgeblichen Einfluss auf die Pellikel- und Biofilmentwicklung [54]. Der Speichel als zent-

rales Medium für unterschiedliche Bakterien, Enzyme und Pellikel bildende Proteine ist für die 

initiale Biofilmbildung und für die Reifung von hoher Relevanz [58]. In-situ bildet sich ein 

strukturierter, organisierter Biofilm, der sich von dem In-vitro- Film als weniger anfällig für 

antimikrobielle Substanzen unterscheidet [125,152]. Die Problematik besteht darin, dass der 

mikrobielle Metabolismus im Biofilm von verschiedenen Faktoren wie z.B. Ernährung und nie-

dermolekulare Signalvermittlung zur Genexpression abhängig ist, was In- vitro schwer simu-

lierbar ist [82]. Untersuchungen zeigten bisher signifikante Unterschiede vom natürlichen Pel-

likel zum Pellikel In-vitro [154]. Die Zusammensetzung und Enzymaktivität des Biofilms sind 

in-situ von vielen Faktoren wie Ernährung, Bakterienlast oder Speichelfluss abhängig und zei-

gen sowohl inter- als auch intraindividuelle Variationen. Die Versuchsmodelle in der Mund-

höhle mit herausnehmbarer Trageschiene bilden eine geeignete Alternative zur reproduzierba-

ren und standardisierten Untersuchung im natürlichen Mundhöhlenmilieu [54]. Unter Beach-

tung, dass verschiedene Lokalisationen in der Mundhöhle unterschiedliche Biofilmformationen 

bilden [60], können die Prüfkörper an den gleichen Stellen auf der Trageschiene positioniert 

und verglichen werden. Die direkte Entnahme des Biofilms von der humanen Zahnhartsubstanz 

hat sich als schwierig gestaltet. Mithilfe der Fixation in Silikon können die Prüfkörper unver-

sehrt entnommen und analysiert werden. Die Positionierung an den Molaren stellte für die Pro-

banden keine Einschränkungen in der Ästhetik dar und garantierte eine ungestörte Biofilment-

wicklung. Bei der Einhaltung des Spülprotokolls und bei der Entnahme der Schienen während 

der Nahrungsaufnahme musste auf das wissenschaftliche Pflichtbewusstsein der Probanden 

vertraut werden. 
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5.1.3 Studienbedingungen 

Die Studienbedingungen sollten genau definiert und ausdifferenziert sein, um interindividuelle 

Unterschiede möglichst zu reduzieren. Um Pellikel und Biofilm beeinflussende externe Fakto-

ren zu vermeiden, wurden spezielle Konditionen aufgestellt. 

Die Probanden mussten eine Mundhöhlensituation frei von kariösen, gingivalen und parodon-

talen Erkrankungen aufweisen. Außerdem wurden Probanden ohne natürliche Salivation auf-

grund von Bestrahlung, Medikamenten oder Vorerkrankungen von der Studie ausgeschlossen. 

Während der intraoralen Tragezeit sollte kein Gebrauch von säurehaltigen Getränken und kon-

ventionellen Mundspüllösungen gemacht werden. Um das Phänomen der Hungerpellikel zu 

vermeiden, erfolgte bei den Probanden eine regelmäßige Wasser- und Nahrungsaufnahme.  

Je größer die Probandenanzahl einer Studie, umso weniger beeinflussen interindividuelle Un-

terschiede die Resultate. Durch die hohe Anzahl der Versuche für die jeweiligen Probanden 

und die Komplexität in experimenteller und analytischer Methodik stellte sich eine Selektion 

von 6 Probanden als realisierbar dar. 

Die Biofilme wurden im Molarenbereich entnommen, um eine Vergleichbarkeit zu vorherigen 

Studien herstellen zu können. Um die Langzeiteffekte der antimikrobiellen Substanzen auf den 

Biofilm zu untersuchen, hat sich bereits in vorherigen Studien eine Versuchsdauer von 48 h 

bewährt [94]. Hierbei wurde für das Spülprotokoll 1 die Zeitfolge auf 3 min, 12 h, 24 h ,36 h 

und 47,5 h und für das Spülprotokoll 2 auf 3 min, 12 h, 24 h, 36 h angesetzt. Über die Spülpro-

tokolle 1 und 2 konnten somit die kurz- und langfristige Wirkung der Agenzien beobachtet 

werden. Im Spülprotokoll 1 betrug der Zeitabstand von der letzten Spülung mit dem Agens bis 

zur Auswertung Ex-vivo 30 min. Im Spülprotokoll 2 betrug dieser Zeitabstand 12 h. 

Die Aussagekraft der Resultate ist durch die Anzahl der Probanden und aufgrund von interin-

dividueller Unterschiede eingeschränkt. 
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5.1.4 Fluoreszenzmikroskopie 

Die Quantifizierung der den Biofilm kolonisierenden Bakterien ist umstritten. Verfahren wie 

Transemissionselektronenmikroskopie, Plattenkulturtechniken und Lichtmikroskopie wurden 

bereits in Vergangenheit in Erwägung gezogen und genutzt. Die Quantifizierung der Bakterien 

mit dem Elektronenmikroskop stellt sich durch umfangreiche Fixier- und Einbettungsverfahren 

zur Visualisierung des mikrobiellen Biofilms als aufwendig dar [53]. Die Zähltechniken über 

Plattenkulturen weisen Ungenauigkeiten vor. Zum einen sind ca. 50 % der Bakterienspezies der 

Mundhöhle nicht anzüchtbar, zum anderen selektieren die Zählmethodiken Spezies aus und es 

kommt im Vergleich der Quantifizierung mittels Fluoreszenzmikroskopie zu erheblichen Dis-

krepanzen in den Resultaten [106,136]. Die Methodik, über fluoreszierende Farbstoffe Bakte-

rienzellen zu färben und dann über das Mikroskop darzustellen, wurde bereits von Neutschil 

im Jahr 1983 genutzt. Der Farbstoff hierfür war Ethidiumbromid und Fluoreszindiacetat [100]. 

Ethidiumbromid ist aufgrund seiner Mutagenität¸ Toxizität und Instabilität für die Quantifizie-

rung weniger geeignet. Außerdem konnte gezeigt werden, dass ein Vitalitätsverlust der Bakte-

rien nach Anfärbung mit Ethidiumbromid rasch anstieg [136]. Eine Alternative stellt die Live-

Dead-Färbe-Methode dar. Hierbei werden die Bakterien angefärbt, die je nach Vitalitätszustand 

für lebensfähige Bakterien grünes, oder für avitale Bakterien rotes Licht emittieren. Diese Fär-

bung ermöglicht eine Differenzierung, um z.B. bei der Messung von antimikrobiellen Substan-

zen die Reaktion des Biofilms zum natürlichen Verhalten vergleichen zu können. Auch ermög-

licht dieses Verfahren zwischen antiadhärenten und antibakteriellen Präparaten zu unterschei-

den. Das Live-Dead-System verfolgt zwei unterschiedliche Prinzipien der Penetration des bak-

teriellen Mikroorganismus: einerseits die Einschleusung des Farbstoff in die aktiven Zelle 

durch Metabolismus und andererseits durch die Permeabilität der bakteriellen Zellmembranen 

[8,53,136]. 

Der in der vorliegenden Studie genutzte Farbstoff Syto 9 diffundiert durch die intakte Membran 

und bindet an Desoxyribonukleinsäuresequenzen. Durch die Bindung kommt es zur Emission 

des grünen Lichts. SYTO 9 färbt Zellen mit intakter und geschädigter Membran an. Ein weiterer 

Färbstoff Propidiumiodid kann ausschließlich in Zellen mit geschädigter Membran diffundie-

ren. Durch die chemische Reaktion mit Desoxyribonukleinsäuren kommt es zur Reaktion und 

Emission von rotem Licht. Durch die höhere Affinität von Propidiumiodid zu den Desoxyribo-

nukleinsäurensequenzen färben sich avitale Zellen rot und die restlichen lebensfähigen Bakte-

rien grün [22].  
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Neutschil et al. kritisieren Färbeverfahren aufgrund ihrer Konzentrationsabhängigkeit und de-

ren ungenügenden Anwendbarkeit für multispezifische Biofilmmodelle [102]. Grüne Zellen 

können zudem durch eine lange Belichtungszeit durch das Mikroskop ihre Vitalität verlieren. 

Die Wechselwirkungen der Bakterien mit den Farbstoffen und deren Auswirkung auf die Vita-

lität der Bakterienzelle sollte differenziert untersucht werden, um ein genaues Ergebnis zwi-

schen gefärbten Zellen und dem realen Zustand des Biofilms abzubilden. Ein weiterer Vorteil, 

den die Fluoreszenzmikroskopie bietet, ist das Anfärben des Biofilms ohne die Trennung von 

der Substratoberfläche. Das Abgewinnen des Biofilms vom Substrat bei der Methodik der Plat-

tenkulturen führt womöglich zur Diskrepanz in den unterschiedlichen Messmethoden [53,136]. 

Hierbei muss der Biofilm zur Messung von seinem Substrat per Ultraschall entfernt werden. 

5.1.5 Rasterelektronenmikroskopie 

Um die ultrastrukturelle Morphologie des Biofilms zu betrachten, eignet sich die Rasterelek-

tronenmikroskopie. Andere Verfahren sind die Transmissionselektronenmikroskopie oder die 

Rasterkraftmikroskopie. Mit Hilfe der Rasterelektronenmikroskopie wurden bereits mehrere 

Untersuchungen zu oralen Biofilmen durchgeführt [54,77]. Aufgrund der aufwendigen Metho-

dik zur Vorbereitung der Prüfkörper für die elektronenmikroskopische Untersuchung eignen 

sich die REM-Bilder zur unterstützenden Beschreibung der statistisch ausgewerteten Fluores-

zenzmikroskopiebilder. Mit 2000-facher bis hin zur 20.000-facher Vergrößerung lassen sich 

sowohl Übersichtsaufnahmen als auch einzelne Bakterienzellen darstellen. Die Rasterelektro-

nenmikroskopie veranschaulicht die Interaktion von beteiligten Mikroorganismen sowohl mit 

der Biofilmmatrix als auch untereinander.  

5.1.6 Quantifizierung durch Scoring 

Um die Biofilmbedeckung systematisch auf der Dentinoberfläche zu erfassen, wurde bereits in 

vergangenen Untersuchungen ein Scoring- System verwendet [115]. Eine Anforderung an das 

Scoring- System ist es, sowohl wenig besiedelte als auch dicht besiedelte Prüfkörper zu erfas-

sen. Zur systematischen Erfassung der Biofilmbesiedlung von Schmelzoberflächen kann eine 

alternative technische Software, wie z.B ImageJ, herangezogen werden. Auf Dentinoberflächen 

gestaltet sich dies schwieriger. Wie im Rasterelektronenmikroskop erkennbar setzen sich Mik-

roorganismen in die Tiefen der Dentintubuli. Diese werden vom Farbstoff erfasst, sodass sie 

bei einer softwaregesteuerten Analyse über Farbkontraste mit in die Auswertung einbezogen 

werden. Ein weiterer Aspekt, der gegen eine Auswertung per Software spricht, ist die Eigen-



Diskussion 

 

- 48 - 

fluoreszenz der Prüfköper. Dentinkanälchen selbst färben sich in gewisser Weise an und fluo-

reszieren, sodass sich eine Auswertung mit Hilfe des Scoring- System als sinnvolle Alternative 

zur technischen Software darstellt.  

In Bezug auf die Erfassung der Vitalität ist das Bewertungssystem nach den Scoring- Werten 

z. B. im Fall der Spülung mit Chlorhexidin limitiert. Dies zeigt sich vorwiegend bei von Bak-

terien schwach besiedelten Prüfkörpern. So wird bei zwei Bakterien, die unterschiedlich ange-

färbt sind, der Scorewert 3 vergeben, der einen Zustand des Gleichgewichts von vitalen und 

avitalen Bakterien beschreibt. Da es sich bei den fluoreszenzmikroskopischen Bildern um einen 

Ausschnitt handelt, ist es möglich, dass ein Ausschnitt gewählt wird, der ein einziges Bakte-

rium, z. B. rot fluoreszierend, abbildet. Hierbei würde der Scorewert 1 gegeben werden. Es 

zeigt sich, dass das Scoring-System in Bezug auf die Bewertung Vitalität vor allem für die 

Oberflächen, die von mikrobiellem Biofilm bedeckt sind, aussagekräftig ist. Hierbei ist durch 

die Quantität der Bakterien der auszuwertende Bildausschnitt weniger großen Schwankungen 

unterlegen. 

 

5.1.7 Biofilmbildung 

Die Dentinoberfläche stellt für die Akkumulation von Mikroorganismen ein wichtiges Substrat 

dar. Durch kariöse oder abrasive Prozesse kann diese freiliegen. Insbesondere die Dentinkanäl-

chen können Bakterien Schutz vor Scherkräften bieten. Somit wird die Umwandlung von der 

reversiblen zur irreversiblen Adhärenz der Bakterien nicht gestört. Bei Oberflächenunregelmä-

ßigkeiten und Stellen, an denen Speichelfluss und abscherende Kräfte in der Mundhöhle stag-

nieren, wurde gezeigt, dass hier Bakterien länger überleben, da sie vor natürlichen Abwehrme-

chanismen geschützt sind. Für den Zahnschmelz konnte bereits per Elektronenmikroskop ge-

zeigt werden, dass die Biofilmentwicklung von Rillen, Erosionen und Rissen ausgeht [107]. 

Eine weitere Studie bestätigt die Beobachtung der vorwiegenden Akkumulation von Bakterien 

an von Scherkräften geschützten Strukturen [97]. Die Dentinkanälchen erwiesen sich in einer 

anderen Studie als geeigneter Ort für eine ungestörte Akkumulation. Es gilt dabei zu beachten, 

dass Bakterien nicht direkt an der Zahnoberfläche adhärieren sondern an der dazwischen lie-

genden Pellikelschicht [77]. 
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5.2 Diskussion der Ergebnisse 

5.2.1 Diskussion der Zielsetzung 

Die vorliegende Studie untersuchte den Einfluss der Spüllösungen Chitosan, Hydroxylapatit, 

Tanninsäure und Chlorhexidin auf die 48- Stunden Biofilmentwicklung am Dentin. Unter die-

sen Bedinungen stellt der Vergleich der Spüllösungen miteinander einen Informationsgewinn 

in Bezug auf antibakterielle bzw. antiadhäsive Maßnahmen bei der Entstehung des oralen Bio-

films auf Dentin dar.  

Die Untersuchung bestätigt, dass eine Mundspülung mit effektiven antibakteriellen Präparaten 

eine unterstützende Maßnahme im Biofilm- Management darstellen kann. Durch die beobach-

tete Reduktion von Mikroorganismen bei Anwendung der Spüllösung Chlorhexidin wird bestä-

tigt, dass sich chemische Maßnahmen bei Patienten mit eingeschränkter Motorik zur Unterstüt-

zung der mechanischen Zahnreinigung eignen [94,137]. Die Untersuchungen bestätigen auch, 

dass eine Spülung bei fehlender antiadhäsiver und antibakterieller Wirkung, siehe Wasser, kei-

nen Effekt im Hinblick auf die Reduzierung der Mikroorganismen zeigt [94] und somit in den 

genannten Situationen keine sinnvolle Option im Biofilm-Management darstellen .  

Die vorliegenden Resultate zeigen deutliche Unterschiede in der Biofilmentwicklung (Bede-

ckung und Vitalität) zwischen den Probanden und auch zwischen den Versuchsreihen. Dieses 

Phänomen könnte durch verschiedenartigen Speichelfluss und unterschiedliche Essgewohnhei-

ten wie auch aufgrund variierender Kost eines Probanden erklärbar sein [54]  Zum einen ist die 

Speichelzusammensetzung von der aufgenommenen Nahrung abhängig [54]. Zum anderen ver-

bleiben Speisereste in der Mundhöhle, die für die verschiedenen Bakterienspezies als Substrat-

grundlage dienen und möglicherweise das Wachstum der Mikroorganismen beeinflussen [29]. 

Um etwaige Schwankungen zu vermeiden, könnten die Versuchsreihen um ein zusätzliches 

Ernährungsprotokoll erweitert werden. Eine limitierte Ernährungsmöglichkeit stellt aber zu-

gleich eine deutliche Einschränkung für die Probanden dar und könnte deren Akquise erschwe-

ren. Die Biofilmbildung differiert zwischen den einzelnen Probanden auch aufgrund seines 

Mikrobioms. Dieses ist von zahlreichen Faktoren wie Ernährung, Verdauung, Umweltchemi-

kalien abhängig und demnach durch den Lebensstil des Individuums beeinflusst [80]. Aufgrund 

dieser Faktoren sind ein physiologischer Speichelfluss und ein Mikrobiom, die von Strahlen-

therapie und Medikamenteneinnahme unbeeinflusst sind, unerlässliche Voraussetzungen. 

Es wurde bei den vorliegenden Untersuchungen die Adhäsion von Mikroorgansimen auf der 

pellikelbedeckten Dentinoberfläche festgestellt. Bereits in vorangegangenen Studien wurde die 
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Oberflächenrauheit von Zahnhartsubstanzen als relevanter Faktor für die Adhärenz von Mikro-

organismen beschrieben. An Oberflächenirregularitäten lagert sich der Biofilm bevorzugt an 

[107]. Die anatomische Struktur des Dentins stellt einen entscheidenden Faktor für die Adhä-

sion der Bakterien dar. Die Dentintubuli tragen zur bakteriellen Adhärenz bei und bieten den 

Mikroorganismen Schutz vor Biofilm beeinflussenden Scherkräften [60,77,139]. Über das Ras-

terelektronenmikroskop konnte beobachtet werden, dass sich Bakterien an und in den Dentin-

tubuli anlagern. Diese Hohlräume könnten durch ihre anatomische Struktur schwieriger von der 

Spüllösung benetzt und somit anhaftende Mikroorganismen von einer Beeinflussung durch die 

Spülung verschont werden. Dentintubuli stellen somit eine besondere Herausforderung für die 

Anwendung von Spüllösungen dar. Die Beobachtungen, dass sich Bakterien auch bei Anwen-

dung antibakterieller Lösungen in den Tubuli anlagern, stützen diese Aussage. Die Relevanz 

der anatomischen Struktur in der Entstehung einer Dentinkaries wird, wie Jung et al. (2010) 

bereits vermuteten, durch die Untersuchungen bestärkt [77]. 

5.2.2 Kontrollspülung mit Wasser 

Um einen Vergleich zu potentiellen antibakteriellen und den Biofilm hemmenden Effekten von 

Spüllösungen zu ermöglichen, zeigte sich bereits in vorangegangenen Untersuchungen destil-

liertes Wasser als geeignete Kontrolle [94]. Die Prüfkörper zeigten vorwiegend große Bakte-

rienagglomerate und mehrschichtig organisierten Biofilm. Die mit Wasser umspülten Prüfkör-

per zeichneten sich häufig durch eine vollständige Bedeckung mit Biofilmen aus. Im Vergleich 

von Spülprotokoll 1 mit Spülprotokoll 2 ließen sich keine signifikanten Unterschiede erkennen. 

Nach der Spülung mit Wasser zeigte sich kein Unterschied in der Kurz- und Langzeitwirkung. 

Die Ergebnisse der Fluoreszenzmikroskopie wurden durch die Rasterelektronenmikroskopie 

gestützt. Die Kontrollgruppe unterlag intra- und interindividuellen Schwankungen, die eine ver-

allgemeinernde Aussage der Ergebnisse limitieren.  

5.2.3 Hydroxylapatit als Spüllösung 

In den Untersuchungen konnten keine deutlichen Unterschiede der Ergebnisse unter der Spü-

lung mit Hydroxylapatit im Vergleich zur Kontrollgruppe gefunden werden. Für Spülprotokoll 

2 ließ sich ein etwas höherer Mittelwert als für Spülprotokoll 1 beobachten. Dieser Unterschied 

war jedoch nicht signifikant, um eine Aussage über eine Lang- und Kurzzeitwirkung nach Spü-

lungen mit Hydroxylapatit zu treffen. Die Werte der fluoreszenzmikroskopischen Analyse un-

terlagen Schwankungen, die rasterelektronenmikroskopisch bestätigt wurden. Es liegen wenig 
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vergleichbare Untersuchungen zur antibakteriellen und antiadhärenten Wirkung von Hydroxla-

patit in Bezug auf den oralen Biofilm in der Literatur vor. Zahlreiche Publikationen beschäfti-

gen sich mit kariespräventiven Eigenschaften von Nano- Hydroxylapatit. Der untersuchte Me-

chanismus ist hierbei die Remineralisation von frühkariösen Läsionen. Kim et al. (2007) beo-

bachteten einen synergistischen Effekt von Mundspülungen mit Nano-Hydroxylapatit und Na-

triumfluoriden bei der Remineralisation von Schmelz [81]. Ähnliche Beobachtungen konnte 

Onuma et al. (2005) in Bezug auf die Remineralisation machen [105]. Das Medium für die 

Untersuchung war in dieser Studie allerdings Zahnpasta. Kensche et al. (2017) beobachteten 

einen antiadhäsiven Effekt mit Nano-Hydroxylapatit-Spülungen. Hierbei wurde der Biofilm 8 h 

in der Mundhöhle über Nacht gebildet und boviner Schmelz als Substrat für die orale Biofilm-

bildung genutzt. Ähnlich wie in der vorliegenden Studie konnte auch in der 8 h- Untersuchung 

kein Effekt von Hydroxylapatit auf die Vitalität des Biofilms beobachtet werden. Im Gegensatz 

zur vorliegenden Untersuchung wurde jedoch ein signifikanter Unterschied in der Bedeckung 

mit Biofilm beobachtet [79]. Nach der Spülung mit Hydroxylapatit zeigte sich in der Studie 

von Kensche et al. ein ausgeprägter antiadhärenter Effekt. Dieser Unterschied könnte im Ver-

suchsaufbau liegen. In der vorliegenden Studie wurde der reife Biofilm nach 48 h anstelle eines 

8 h Biofilms untersucht. Zudem handelt es sich im Vorliegenden um den Effekt auf Dentin- 

und nicht auf Schmelzoberflächen. 

Die in der vorliegenden Studie nicht untersuchte Remineralisationseigenschaft von Hydroxyla-

patit in Mundspüllösungen könnte einen wichtigen kariespräventiven Wirkmerchanismus dar-

stellen, weswegen antibakterielle und antiadhäsive Eigenschaften von Hydroxylapatit auf die 

orale Mundflora weiterhin untersucht werden sollten, um von eventuellen synergistischen Ef-

fekten im Biofilmmanagement zu profitieren. 

5.2.4 Chitosan als Spüllösung 

Die Ergebnisse zu Chitosan zeigen keine deutlichen Effekte einer Reduktion der Biofilmbil-

dung oder antibakterielle Effekte. Bei der Anwendung von Spülprotokoll 1 wies die Vitälität 

des Biofilms eine geringe aber nicht signifikante Abweichung zur Kontrollgruppe auf. Der Ver-

gleich der Spülprotokolle 1 und 2 zeigte keine signifikanten Unterschiede nach der Spülung mit 

Chitosan. Dies gilt sowohl für die Bedeckung durch den Biofilm als auch für die Biofilmvitalität 

der Prüfkörper nach der Spülung mit Chitosan. Es lassen sich anhand der Ergebnisse keine 

Lang- oder Kurzzeitwirkung von Chitosan auf den Biofilm beobachten. Die rasterelektronen-

mikroskopische Analyse zeigte kein eindeutiges Bild hinsichtlich antiadhäsiver und antibakte-

rieller Effekten.  
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Es gibt Untersuchungen zur kariespräventiven Wirkungen von Chitosan, welche jedoch im Hin-

blick auf die Studienbedingungen der vorliegenden Untersuchung nicht gleichen [12,66]. Diese 

Untersuchungen unterscheiden sich in der Methodik und den Ergebnissen im Vergleich zu der 

vorliegenden Studie. In einem In-situ- Experiment wurden eine 0,2 % Chlorhexidin-, eine Chi-

tosanlösung und eine Kombination aus beiden Lösungen an Probanden über vier Tage unter-

sucht [144]. Die Ergebnisse von Uraz et al. (2012) zeigten einen synergistischen Effekt von 

Chitosan und Chlorhexidin. Zudem beobachteten Uraz et al. einen antibakteriellen Effekt von 

Chitosan, der sich von Chlorhexidin nicht signifikant unterschied. In der vorliegenden Studie 

gibt es deutliche Unterschiede zwischen Spülungen mit Chlorhexidin und Chitosan, sowohl in 

der Beeinflussung der Vitalität als auch in der Bedeckung der Proben mit Biofilm. Die Vermu-

tung, dass Chitosan einen antibakteriellen Effekt auf die orale Mundflora besitzt, kann die vor-

liegende Studie nicht bestätigen. Im Blick auf die Methodik zeigt sich, dass sich die Studien 

voneinander unterscheiden und für die Unterschiede in den Ergebnisse verantwortlich sein 

könnten. Der von Uraz et al. untersuchte Biofilm wurde von der menschlichen Zahnhartsub-

stanz entfernt und nicht wie vorliegend auf Rinderprüfkörpern direkt untersucht [144]. Costa et 

al. (2013) beobachteten im Rahmen einer In-vitro- Studie, dass Chitosan die frühe Biofilmbil-

dung deutlich hemmt und den Karies verursachenden Keim Streptococcus mutans bei der Ad-

häsion beeinflusst [36]. Die Unterschiede in den Ergebnissen von Costa et al. und der vorlie-

genden Studie könnten insbesondere in der unterschiedlichen Methodik begründet sein. Wilson 

et al. (1998) beobachteten, dass die Anfälligkeit des Biofilms für gewisse antibakterielle Sub-

stanzen In- vitro und In- situ deutlich variieren kann [152]. Die  Ergebnisse der vorliegenden 

Studie lassen aufgrund der Probandenzahl von 6 keine endgültige Aussage zur Wirkung von 

Chitosan zu. 

Arnaud et al. (2010) beobachteten in einer In- vitro- Studie eine hemmende Wirkung von Chi-

tosan auf die Demineralisation von Schmelz. In dieser Studie wurde unter Chitosanbehandlung 

sowohl eine verminderte Phosphatabgabe des Schmelzes als auch eine remineralisierende Wir-

kung beobachtet [13]. Die Beobachtungen zeigen, dass Chitosan mehrere Mechanismen in der 

Kariesprävention vereinen könnte, sodass hier weitere Untersuchungen sinnvoll erscheinen. 

5.2.5 Tanninsäure als Spüllösung 

Nach der Spülung mit Tanninsäure zeigten die Prüfkörper im Mittel eine reduzierte bakterielle 

Bedeckung im Vergleich zu der Kontrollgruppe Wasser. Der Effekt ist jedoch nicht so stark 

ausgeprägt wie bei Anwendung der Spüllösung Chlorhexidin. In der Untersuchung zur Vitalität 

zeigte sich auch im Vergleich zur Kontrollgruppe ein Unterschied. Der Mittelwert des Scoring 
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besagt, dass sich hier avitale und vitale Bakterien im Gleichgewicht, bzw. grüne Bakterien in 

leichtem Übergewicht befinden. Sowohl Prüfkörper mit nahezu vollständig bedeckenden Bio-

filmen als auch Prüfkörper mit vereinzelten Bakterienkolonien wurden beobachtet. Die Ergeb-

nisse könnten auf einen den Biofilm reduzierenden Effekt von Tanninsäure schließen lassen. 

Gleichsam muss jedoch beachtet werden, dass die hier genutzte Art von Experimenten schon 

in anderen Untersuchungen hohen Schwankungen unterlag. In diesen waren die experimentel-

len Fehler teilweise kleiner als die biologischen Unterschiede [54]. Um eine weitergehende 

Aussage zu den antibakteriellen Eigenschaften von Tanninsäure treffen zu können und indivi-

duelle Abweichungen auszugleichen, müssten mehr Probanden in die Studie einbezogen wer-

den.  

Sowohl für die Bedeckung als auch für die Vitalität des Biofilms zeigten sich die Prüfkörper 

nach der Spülung mit Tanninsäure in Spülprotokoll 1 einen signifikanten Unterschied zur Kon-

trollgruppe Wasser. Dieser Unterschied wurde beim Spülprotokoll 2 nicht beobachtet. Die Ur-

sache könnten die unterschiedlichen Spülprotokolle sein. In Spülprotokoll 1 wurde der reife 

Biofilm durch eine weitere Spülung nach 47,5 h erneut der Tanninsäure ausgesetzt, was auf 

einen kurzwirksamen Effekt von Tanninsäure auf den Biofilm deuten könnte. Die Analyse mit-

tels des Wilcoxon- Test zeigte hierfür aber keine signifikanten Unterschiede. 

In früheren Publikationen wird von antibakteriellen Effekten bzw. kariespräventiver Wirkung 

von Tanninen berichtet [78,112,130]. Zu der vorliegenden Studie gibt es keine vergleichbare 

Studie. Hertel et al. (2017) testeten Effekte von Tanninsäuren in Bezug auf die Pellikel und den 

damit verbundenen Erosionsschutz auf der Oberfläche von Schmelzprüfkörpern [68]. Dabei 

wurde die Beeinflussung des Biofilms in einem Zeitraum von 8 h In- vivo beobachtet. Es zeigte 

sich eine verringerte Bakterienadhäsion nach der Spülung mit Tanninsäure und eine Pellikel-

modizifierung. Die Vermutung von Hertel et al., dass Tanninsäure einen kariespräventiven An-

satz bieten könnte, wird in der vorliegenden Studie teilweise für das Substrat Dentin ergänzt. 

Um einen antibakteriellen Wirkmechanismus der Tanninsäure zu beschreiben, muss die Klas-

sifikation der Tannine beachtet werden. Akimaya (2001) untersuchte unter anderem  für die 

Klasse der hydrolysierbaren Tannine die Wirkung auf Staphylococcus aureus [7]. Dabei wurde 

eine eisenbindende Wirkung der Tanninsäure beobachtet, die den Bakterien das für ihre Funk-

tion wichtige Eisen entzieht [34]. Der Effekt von aus Tee extrahierten Tanninen, sogenannten 

Katechinen, wird unter anderem auf eine Schädigung in der Integrität der Zellmembran und 

eine darauffolgende Lyse zurückgeführt [71]. Akiyama vermutet zudem, dass Tannine zusätz-

lich zu ß-Lactam Antibiotika einen synergistischen Effekt erzielen könnten [7]. 
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Die vorliegenden Ergebnisse weisen auf einen positiven Effekt von Tanninen in Bezug auf das 

Biofilm-Management in der Kariesprävention hin, um jedoch diese Beobachtungen zu bestäti-

gen, müssen weitere Untersuchungen angestellt werden. 

5.2.6 Chlorhexidin als Spüllösung 

Die Ergebnisse der vorliegenden Studie zeigen einen Biofilm hemmenden Effekt auf die 48 h 

Biofilmbildung unter der Spülung mit 0,2 % Chlorhexidin. Dieser Effekt ist im Vergleich mit 

den anderen Spüllösungen am stärksten ausgeprägt. Zudem zeigte sich bei Prüfkörpern nach 

der Spülung mit Chlorhexidin eine Devitalisierung des Biofilms. Im Rasterelektronenmikro-

skop zeigten sich Bilder von Pellikel bedeckten Prüfkörpern, die vereinzelt adhärente Bakterien 

aufwiesen. Außerdem stellten sich disruptive Bakterien dar. Die Auswertung wies keine signi-

fikanten Unterschiede nach der Spülung mit Chlorhexidin zwischen Spülprotokoll 1 und 2 vor. 

Dies ließ sich sowohl für die Biofilmbedeckung der Prüfkörper als auch deren Biofilmvitälität 

nach der Spülung mit Chlorhexidin beobachten. Als Ursache hierfür könnte die Substantivität 

von Chlorhexidin entscheidend sein. In der Literatur wird eine Verfügbarkeit in der Mundhöhle 

von Chlorhexidin bis zu 24 h beschrieben [109]. In Spülprotokoll 2 wurde nach 12 h vor der 

Auswertung letztmalig mit Chlorhexidin gespült. Die vorliegenden Ergebnisse für Biofilmvitä-

lität und Biofilmbedeckung der Prüfkörper bestätigen somit die Langzeitwirkung von 

Chlorhexidin. In Bezug auf die Vitalität zeigte sich für die Ergebnisse von Chlorhexidin die in 

Kapitel 5.1.6 beschriebene Problematik des Scorings. Kaum von Bakterien bedeckte Prüfkörper 

wurden über einzeln gefärbte Bakterien in ihrer Vitalität bewertet, wobei sich eine Aussage 

über die Vitalität womöglich erst durch die Bewertung zahlreicher Bakterien zuverlässig mes-

sen lässt. 

Lorenz et al. (2006) untersuchten bereits Chlorhexidinspülungen über 14-Tage und zeigten eine 

hemmende Langzeitwirkung der Biofilmbildung auf der Zahnhartsubstanz. Die Beobachtungen 

wurden in dieser Studie sowohl für alkoholhaltige als auch alkoholfreie Spülungen gemacht 

[89]. Die vorliegende Studie bestätigt die Beobachtung, welche die Forschungsgruppe von Mar-

tinez-Hernandez et al. (2020) in einer Untersuchung machen konnte. Die Bedingungen der Stu-

die waren der vorliegenden ähnlich. Hier wurde bei 48 h Tragezeit mit Spülen für 30 s in 12 h 

Abständen die Oberfläche von Schmelz untersucht und eine 0,2 % Chlorhexidin-Spülung be-

nutzt. Bei Martinez-Hernandez et al. waren sowohl die Bedeckung als auch Vitalität des Bio-

films durch die Spülungen mit Chlorhexidin signifikant beeinträchtigt. Im Rasterelektronen-

mikroskop beobachtete sie zudem eine Disruption von Bakterien, die auch in der vorliegenden 
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Untersuchung festgestellt wurde [94]. Bereits frühere Veröffentlichungen bestätigten einen Ef-

fekt von 0,2 % Chlorhexidin- Lösung zur Prävention der bakteriellen Plaquebildung [4,43]. 

Eine antibakterielle Wirkung gegen Streptococcus mutans und somit eine potentielle Strategie 

gegen den Leitkeim der Karies konnte bereits In- vitro beobachtet werden [23,73]. Die Studien-

lage im Jahr 1997 führte Jones bereits dazu, Chlorhexidin als Gold- Standard der Chemothera-

peutika in der Behandlung von perodontologischen Erkrankungen zu resümieren. 

Der antibakterielle Mechanismus von Chlorhexidin besteht in einer Lyse der Bakterien. Das 

bikationische Chlorhexidin- Molekül wird von der negativ geladenen Zellwand, geprägt durch 

Sulfate und Phosphate, angezogen. Es kommt zur spezifischen Adsorption mit Phosphat halti-

gen Verbindungen. Dies verändert die Integrität der Zellmembran und Chlorhexidin bindet an 

die innere Zellmembran. An der inneren Membran bindet Chlorhexidin an Phospholipide und 

verschiedene Moleküle treten aus der Bakterienzelle heraus. Durch Ausfällung des Cytoplas-

mas kommt es zu phosphathaltigen Komplexen, welche Nukleinsäuren und Adenosintriphos-

phat enthalten. Dies stellt einen tödlichen und irreversiblen Zustand der Zelle dar [21,75].  

Andererseits wurde die Konzentrationsabhängigkeit von Chlorhexidin in Bezug auf das Ver-

färbungspotential von Zähnen beschrieben. Je größer der gewünschte antibakterielle Effekt, 

desto höher scheint das Potential der Verfärbung zu sein [27]. Die Nebeneffekte führen in der 

Literatur zu einer Kritik in der Langzeitanwendung von Chlorhexidin [18], sodass eine Erfor-

schung nach Alternativen für chemische Methoden in der Kariesprävention von hohem Inte-

resse bleibt. 

 

5.3 Schlussfolgerung 

Die Studie konnte mithilfe der Fluoreszenz- und Rasterelektronenmikroskopie zeigen, dass eine 

0,2 % Chlorhexidinlösung sowohl einen antiadhäsiven als auch einen antibakteriellen Einfluss 

auf die 48 h-Biofilmbildung an der Dentinoberfläche ausübt. Die 5 % Tanninsäure zeigte auf 

die Biofilmbedeckung des Dentins teilweise antiadhäsive und antibakterielle Wirkung. Die 

Spüllösungen mit Chitosan und Hydroxylapatit zeigten unter den gewählten Studienbedingun-

gen  hingegen keine den Biofilm reduzierende oder. antibakterielle Eigenschaften nach 48 h. 

Inwieweit Hydroxylapatit, Chitosan und Tanninsäure in Spüllösungen einen Effekt zur Kari-

esprävention leisten können, bleibt fraglich und sollte im Fokus weiterer Forschung und größe-

ren klinischen Studien stehen. 
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8 Anhang 

8.1 Datenblätter  

8.1.1 Kalident 
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8.1.2 Tanninsäure 
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8.1.3 Chitosan 
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8.2 Datensätze der Ergebnisse 

8.2.1 Bedeckung 

 

 

 

 

 

 

Spülprotokoll 1: Bedeckung 

Wasser Chitosan HydroxlapatitTanninsäure Chlorhexidin

Proband 1 5 4,29166667 4,79166667 4 2,54166667

Proband 2 4,3125 4,5 3,20833333 2,08333333 1,08333333

Proband 3 4,54166667 4,04166667 2,1375 1,54861111 3,5

Proband 4 4,83333333 4,16666667 4,375 2,75 1,95833333

Proband 5 4,91666667 4,91666667 3,91666667 4,20833333 1

Proband 6 5 3,94166667 4,04166667 2,16666667 1,20833333

Maximum 5 4,91666667 4,79166667 4,20833333 3,5

Minimum 4,3125 3,94166667 2,1375 1,54861111 1

Mittelwert 4,76736111 4,30972223 3,74513889 2,79282407 1,88194444

Standardabweichung0,28025802 0,3557237 0,94677969 1,08685695 0,99282729

p-Wert Dunn >0,9999 0,3313 0,0104 0,0007

Spülprotokoll 2: Bedeckung

Wasser Chitosan HydroxlapatitTanninsäure Chlorhexidin

Proband 1 5 4,70833333 4,79166667 3,70833333 1,25

Proband 2 5 4,625 4 4,54166667 1

Proband 3 4,58333333 4,66666667 3,95833333 3,33333333 1,70833333

Proband 4 4,95833333 4,04166667 4,33333333 4,04166667 1,45833333

Proband 5 4,95833333 4,625 4,58333333 4,70833333 1,20833333

Proband 6 2,45833333 3,81666667 4,275 2,41666667 1,55

Maximum 5 4,70833333 4,79166667 4,70833333 1,70833333

Minimum 2,45833333 3,81666667 3,95833333 2,41666667 1

Mittelwert 4,49305555 4,41388889 4,32361111 3,79166667 1,3625

Standardabweichung1,00947479 0,38339371 0,32469715 0,84533031 0,25759302

p-Wert Dunn >0,9999 0,805 0,1431 0,0005

p-Wert Wilcoxon 0,2813 0,3594 0,0625 0,0469 0,1563
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8.2.2 Vitalität 

 

 

Spülprotokoll 1: Vitalität

Wasser Chitosan HydroxlapatitTanninsäure Chlorhexidin

Proband 1 4,70833333 2,5 4,79166667 2,5 2,54166667

Proband 2 4,22916667 4,04166667 3,83333333 3,125 1,70833333

Proband 3 4,75 2,85416667 3,79583333 3,60694444 2

Proband 4 3,41666667 3,70833333 4,08333333 3,18333333 2

Proband 5 4,08333333 3,875 3,53333333 2,625 1,25

Proband 6 4,05 3,41666667 3,79166667 2,45833333 1,375

Maximum 4,75 4,04166667 4,79166667 3,60694444 2,54166667

Minimum 3,41666667 2,5 3,53333333 2,45833333 1,25

Mittelwert 4,20625 3,39930556 3,97152778 2,91643518 1,8125

Standardabweichung0,49218722 0,60673544 0,43805454 0,46037962 0,47342576

p-Wert Dunn 0,3313 >0,9999 0,0325 0,0021

Spülprotokoll 2: Vitalität

Wasser Chitosan HydroxlapatitTanninsäure Chlorhexidin

Proband 1 4,5 4,20833333 4,375 3,41666667 3,0625

Proband 2 4,66666667 4,29166667 4,61666667 3,70833333 1,5

Proband 3 4,22916667 3,5 3 3,33333333 2,45833333

Proband 4 5 4,04166667 4,33333333 3,33333333 2,125

Proband 5 4,475 3,83333333 4 3,20833333 1,31666667

Proband 6 3,33333333 4,11666667 4,59166667 3,56666667 2,74166667

Maximum 5 4,29166667 4,61666667 3,70833333 3,0625

Minimum 3,33333333 3,5 3 3,20833333 1,31666667

Mittelwert 4,36736111 3,99861111 4,15277778 3,42777778 2,20069445

Standardabweichung0,56697551 0,29037412 0,60696574 0,18117415 0,68991956

p-Wert Dunn 0,805 >0,9999 0,0705 0,0005

p-Wert Wilcoxon 0,5 0,0313 0,2813 0,0469 0,0781
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9 Lebenslauf 

 


