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Zusammenfassung

Mikroalgen sind sehr vielfaltig und kénnen auch als Bioenergiequelle eine wichtige Rolle
spielen. Sie konnen schlielich unter Einwirkung von Sonnenlicht klimaschadliches CO; bin-
den und in Biomasse umwandeln. Diese Biomasse kann zur Energieerzeugung (z.B. Warme,
Bio-Erdgas oder Biodiesel), als Nahrungsmittelzusatz sowie in der Kosmetik- und Farbindust-
rie vielseitig genutzt werden. Aufgrund des wesentlich schnelleren Wachstums von Algen im
Vergleich zu Landpflanzen setzen sie in kiirzerer Zeit grofiere Mengen CO, um.

Die vorliegende Arbeit beschreibt die Kultivierung sowie die Uberwachung des Kultivie-
rungsprozesses von Mikroalgen mittels eines Durchflussmikroskops. Die Kultivierungen er-
folgten sowohl im Schittelkolben als auch im Photobioreaktor. Im Rahmen dieser Arbeit
wurde zunéchst ein fur Mikroalgenkultivierungen geeigneter Photobioreaktor aus Glas entwi-
ckelt und charakterisiert. Vor der Kultivierung der Mikroalgen wurden die Methoden fur die
Beflllung, Begasung und Beleuchtung des Reaktors sowie Methoden der Probeentnahme
entwickelt und optimiert. Im selbstentwickelten Photobioreaktor wurden verschiedene Mikro-
algenkultivierungen durchgefiihrt. Fiir die Uberwachung des Kultivierungsprozesses stellen
die ZellgroRRe, die Zellmorphologie und die Zellzahl wichtige Parameter dar. Eine Methode
zur Messung diese Parameter online und ohne Zeitverzégerung, stellt das Durchflussmikro-
skop dar. Durch die Auswertung der online-Bilder, welche direkt im Photobioreaktor aufge-
nommen wurden, werden mit Hilfe eines Bildauswertungsprogramms die Zellzahl und weite-
re Zellparameter wie ZellgréRe, Zellmorphologie ermittelt.

Im Rahmen dieser Arbeit wurde eine Adaption des in-situ Mikroskops und des Durchfluss-
mikroskops an die Uberwachung von Mikroalgenkultivierungen durchgefiihrt. Das am Institut
fir Technische Chemie entwickelte Mess- und Auswertungssystem wurde erstmalig bei der
Kultivierung des Modellorganismus Chlamydomonas reinhardtii zur Uberwachung und Aus-
wertung eingesetzt. Hierbei korrelierten die online ermittelten Zellzahlen gut mit den mittels
Neubauerkammer manuell bestimmten Zellzahlen. Nach erfolgreicher Durchfiihrung wurde
das gesamte Photobioreaktorsystem inklusive Durchflussmikroskop fiir andere Mikroalgen-

stdmme etabliert.

Stichworte : Mikroalgen, Biomasse, Photobioreaktoren, Durchflussmikroskop
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Abstract

Microalgae are very versatile and can also play an important role in energy production. They
can employ sunlight for fixing atmospheric CO, and converting it to energy rich biomass
which can further serve as raw material for many purposes: in the energy industry for heating
or production of biofuels as biodiesel and biogas, in the food industry as a food supplement,
and in the chemical industry in cosmetic products and for pigment and colorant production.
Under optimal conditions, microalgae can grow faster than food crops and so can fix more
CO; and produce more energy content in their biomass in the same time period.

This thesis deals with cultivation of microalgae accompanied by monitoring of the microalgal
cultivation using a flow-through microscope. Cultivations were carried out both in shake
flasks and in a photobioreactor. For the purpose of this thesis, a glass photobioreactor suitable
for microalgal cultivations has been developed and characterized. Preceding cultivations of
microalgae, methods were developed for filling, aeration and illumination of the reactor as
well as sampling. The photobioreactor has been tested using several cultivation runs with dif-
ferent microalgal types.

Cell size, cell morphology and cell count are important parameters for the monitoring of a
cultivation process. The flow-through microscopy provides a means to measure these parame-
ters on-line, in real time and without time delay. Cell count and other parameters are deter-
mined using an image processing software which processes images recorded on-line directly
in the photobioreactor. In this thesis, the existing in-situ Microscope and the Flow-Through-
Microscope has been adapted for the monitoring of microalgal cultivations. The measuring
and processing system developed in the Institute of Technical Chemistry was at first em-
ployed in the monitoring and analysis of the cultivation of the model organism Chlamydomo-
nas reinhardtii. The cell count determined on-line correlated well with cell counts determined
manually using the Neubauer haemocytometer. Subsequently, after this first successful test,
the photobioreactor system and the flow-through microscope were adapted also for other mi-

croalgal strains.

Keywords: Microalgae, biomass, photobioreactor, flow-through microscope
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1. Einleitung und Zielsetzung

Die Knappheit der Energie erfordert die Untersuchung neuer Energiequellen, wobei neuer-
dings die Mikroalgen eine wichtige Rolle spielen. Die sehr energiereiche Biomasse der
Mikroalgen gewinnt als erneuerbare Treibstoffquelle der Zukunft immer grol3ere Bedeutung.
Durch Mikroalgen kann nicht nur Energie produziert werden, sondern auch das in Verbren-
nungsprozessen entstehende CO,, fixiert werden.

Die Mikroalgen zeichnen sich (ganz) allgemein durch eine wichtige Eigenschaften aus; sie
betreiben Photosynthese. Sie werden in prokaryotische und eukaryotische Gruppen eingeteilt.
Die prokaryotischen Mikroalgen stellen beispielsweise Cyanobakterien oder sogenannte
Blaualgen dar, zu den eukaryotischen Algen gehdren hingegen Griinalgen, Kieselalgen und
Rotalgen. Die Mikroalgen kommen dabei vor allem in SlRwasser, Brackwasser, Salzwasser
und feuchter Erde vor, kénnen aber praktisch Gberall gefunden werden. Bis jetzt sind Uber
40.000 Mikroalgenspezies identifiziert worden [1]. Sie produzieren unter optimalen Bedin-
gungen bis zu zehnmal energiereichere Biomasse als andere Pflanzen (z.B. Mais, Raps). Mit
Mikroalgen konnen viele wichtige Produkte, wie z.B. Farbstoffe, Antioxidantien wie B-
Carotin oder Omega-3-Fettséuren, die als Nahrungsergdnzungsmittel dienen, hergestellt wer-
den.

Mikroalgen werden nicht in Stahlreaktoren, sondern in sogenannten Photobioreaktoren kulti-
viert, da sie fr ihr Wachstum Licht bendtigen In Stahlreaktoren ist der Lichteintrag nur sehr
gering oder gar nicht moglich, weshalb Photobioreaktoren vorwiegend aus Glas oder Plexi-
glas bestehen. Durch das Glas kann das Kulturmedium beleuchtet werden und somit die fiir
das Mikroalgenwachstum notwendigen Wachstumsbedingungen geschaffen werden. Die
Entwicklung von solchen Photobioreaktoren stellt eine besondere Herausforderung dar. Je
nach Bauart kdnnen die Dicke, der Durchmesser und die GroRe von Photobioreaktoren nicht
beliebig variiert werden. Der wichtigste Aspekt ist die gleichmalige Beleuchtung aller
Mikroalgenzellen. Bei hohem Photobioreaktordurchmesser kénnen die Mikroalgenzellen im
Reaktorinneren nicht optimal mit Licht versorgt werden.

Neben Photobioreaktorkultivierungen kénnen Mikroalgen groRtechnisch in offenen Becken
kultiviert werden. Die Kultivierung von Mikroalgen in geschlossenen Photobioreaktoren unter
definierten Bedingungen bietet (hingegen) viele Vorteile, wie (u.a.) die héhere Produktivitat

im Vergleich zur Kultivierung im offenen Becken.
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Im Fokus der Kultivierungsprozesse steht vor allem die hohe Effizienz, die lediglich durch
eine aufwendige Prozessfiihrung erzielt werden kann. Flr einen optimalen Prozessverlauf ist
es notig, die Informationen ber den Kultivierungsprozess ohne Zeitverzdgerung zu erhalten
und diese Informationen in Echtzeit auszuwerten [2]. Fur die Uberwachung des Kultivie-
rungsprozesses stellt die Zellzahl einen wichtigen Parameter, welcher entweder durch offline-
Zellz&hlung oder online bestimmt werden kann, dar. Am Institut fiir Technische Chemie wur-
de zur online Uberwachung das in-situ Mikroskop entwickelt und in vielen Kultivierungspro-
zessen bereits erfolgreich eingesetzt [3].

Im Rahmen dieser Arbeit soll ein Photobioreaktorsystem etabliert werden, in dem verschiede-
ne Mikroalgenstdmme mit unterschiedlichen Morphologien kultiviert und online tUberwacht
werden konnen. Hierzu wurde zundchst ein Photobioreaktor aus Glas entwickelt. Bei der
Entwicklung des Reaktors stellen die leichte Beflllung des Reaktors, einfache und sterile
Probeentnahme sowie die bestmdgliche Platzierung des Ausgleichsgefélies und der Messson-
den wichtige Aspekte dar. Der Photobioreaktor muss dabei besondere Eigenschaften fur
Mikroalgenkultivierungen aufweisen, wie z.B. gute Durchmischung, ausreichende Beleuch-
tung sowie Temperierung und Begasung. Zudem soll durch einen Aufbau mit innenliegender
Beleuchtungseinheit eine optimale Licht- und Energienutzung realisiert werden.

Zur online-Uberwachung der Kultivierungen soll zusétzlich ein Durchflussmikroskop in das
System integriert werden. Dieses Durchflussmikroskop basiert auf dem Konzept des in-situ
Mikroskops und unterscheidet sich von herkdbmmlichen Mikroskopen (z.B. Lichtmikroskop)
lediglich durch den Anschluss an den Photobioreaktor. Mit dem Durchflussmikroskop und in-
situ-Mikroskop werden Kultivierungen unter sterilen Bedingungen Uberwacht und die wich-
tigen Zellparameter online bestimmt. Mithilfe des Durchflussmikroskops kann die Zellzahl
online ohne Probenentnahme direkt wahrend des laufenden Prozesses bestimmt werden.
Durch die wegfallende Probeentnahme verringern sich die Kontaminationsgefahr und der
Volumenverlust.

Nachdem das System komplett charakterisiert ist und die wichtigen Aspekte optimiert wur-
den, soll das Durchflussmikroskop an die Uberwachung und Auswertung der Kultivierung der
Referenzmikroalge Chlamydomonas reinhardtii adaptiert werden. Zur Auswertung der online
aufgenommenen Bilder der Zellen wurden die am Institut fir Technische Chemie entwickel-
ten ISM-Auswertungsalgorithmen verwendet [3, 4]. Weiterhin soll das entwickelte Durch-
flussmikroskop an verschiedenen Modell-Mikroalgenstammen, die sich maRgeblich durch
ihre Morphologien unterscheiden, getestet werden. Somit sind die Moglichkeiten und Gren-

zen des eingesetzten Durchflussmikroskops zu bestimmen.
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2. Theoretische Grundlagen
2.1. Mikroalgen

Mikroalgen sind Algen, die als einzelne Zellen oder als kurze Zellketten frei im Wasser
schweben. Sie leben in vielen Wasseransammlungen, wie Salz-, Brack-, StR- und Abwasser,
auch in extremen Lebensrdumen wie Gletschern oder Salinen. Ihr Lebensraum ist das Wasser,
selten sind sie an Land anzutreffen. Einige Arten leben an Land in einer Symbiose mit Pilzen
und bilden die Gruppe der Flechten. Die Mikroalgen kénnen phototroph, heterotroph und
mixotroph wachsen.

Mikroalgen sind die einfachsten und altesten Pflanzen unter den Pflanzengruppen und waren
die ersten Organismen, die Photosynthese betrieben. Sie produzieren gegenwaértig schat-
zungsweise 50 % des Sauerstoffs in der Atmosphare. Zurzeit sind etwa 40.000 Mikroalgenar-
ten bekannt, wobei davon nur 1 % kommerziell genutzt werden [5]. Mikroalgen haben je nach
Art verschiedene Farbungen und werden nach ihrer Farbe in Griinalgen, Rotalgen, Braunalgen
und Blaualgen unterteilt.

Eine charakteristische Eigenschaft von Mikroalgen ist, dass sie schneller als jede andere
Pflanze Nahrstoffe in Biomasse umsetzen konnen. Des Weiteren konnen sie auf landwirt-
schaftlich unnutzbaren Flachen kultiviert werden, verbrauchen weniger Wasser als andere
Pflanzen und ihre Produktion ist im Gegensatz zu den meisten anderen Pflanzen, die nur sai-
sonal nutzbar sind, das ganze Jahr moglich. Fir die Kultivierung kann auch nicht trinkbares
Wasser verwendet werden, so dass kein Ressourcen-Wettbewerb um die Wassernutzung zu
befirchten ist.

Flachen- und zeitbezogen haben Mikroalgen eine hohere Produktausbeute als andere Pflan-
zen. Auf diese Weise konnen beispielsweise mit Raps nur 3-4 t Biotrockenmasse pro Hektar
und Jahr erzeugt werden, wahrend mit Mikroalgen bis zu 200 t Biotrockenmasse produziert
werden konnen. Bei dieser Produktion bindet Raps nur knapp 7 t Kohlenstoffdioxid, wahrend
die Mikroalgen bis zu 380 t Kohlenstoffdioxid binden. Die Eiweil3produktion pro Hektar liegt
bei Mikroalgen bei etwa 50 t, bei Weizen hingegen bei 0,8 t und bei Rindfleisch nur bei 0,16 t
[6]. In der Biotrockenmasse beinhalten manche Mikroalgen einen hohen Anteil an Fettsduren,
die entweder als Nahrung oder als Rohstoff fur Biokraftstoffe verwendet werden kénnen. Zu-
dem enthélt die durch Mikroalgenkultivierungen produzierte Biomasse im Trockengewicht
bis zu 60 % unterschiedlicher Aminosduren, Proteine, Vitamine und Pigmente, die als Nah-

rungserganzungsmittel, pharmazeutische Wirkstoffe, Nahrungsmittel, Lebensmittel- und Tier-
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futterzusatzstoffe und Pigmente fur die Lebensmittel-, Textil und Kosmetikindustrie dienen
kdnnen. Fur die Produktion dieser hochwertigen Produkte wird die landbasierte Kultivierung
von Mikroalgen eingesetzt. Einige griine Mikroalgen produzieren unter anaeroben Bedingun-
gen Wasserstoff, allerdings nur in geschlossenen Systemen [7]. Auch Ethanol wird mit Hilfe
von Mikroalgen kommerziell produziert (Algenol Biofuels).

Die Verwendung von Mikroalgen fir die Produktion von Biokraftstoffen ist aufgrund der
niedrigen Energiepreise noch nicht wirtschaftlich, sowohl wegen hoher Bioreaktorkosten als
auch wegen niedriger Produktivitdt der Niedrigkostensysteme (open ponds). Zudem erfordert
die Trocknung der Biomasse sehr viel Energie. Aber trotzdem werden weltweit etwa 8.000 t
Mikroalgen pro Jahr erzeugt, mit denen ein Umsatz von ca. 6,1 Mrd. US$ erreicht wird [8].
Wenn flr diese Probleme eine Lésung gefunden wird, nimmt die Mikroalgenproduktion wei-
ter zu. Die Mikroalgenproduktion ist vor allem in Asien verbreitet, wo sie als Nahrungsmittel

verwendet werden.

2.1.1. Chlamydomonas reinhardtii

Bei der Gattung Chlamydomonas handelt es sich um einzellige haploide Griinalgen, die sich
entweder asexuell durch Zellteilung oder sexuell durch Verschmelzen von Gameten vermeh-
ren. Die Gattung Chlamydomonas lebt im Meer, im SuBwasser und auf feuchten Flachen. Die
SlRwasseralge Chlamydomonas reinhardtii ist schon seit tber hundert Jahren bekannt und
der am besten charakterisierte einzellige Vertreter der Familie der Volvocacea, da ihr Genom
seit 2002 vollstandig sequenziert vorliegt [9]. Sie diente in der biologischen Grundlagenfor-
schung, insbesondere bei der Erforschung der Photosynthese, als Modellorganismus [10]. Des
Weiteren wird C. reinhardtii auch als Modellorganismus verwendet, um die Fortbewegungen
von Zellen zu untersuchen [11]. Ein schematischer Aufbau sowie licht- und rasterelektronen-

mikroskopische Aufnahmen von C. reinhardtii Zellen sind in Abbildung 2.1 dargestellt.



Theoretische Grundlagen 5

Geilleln
{ —1"'|— Zellkkern
Aungenfleck
"\_,_,/7: Chloroplast
 Zellrand

20 wum

Abbildung 2.1: Schematischer Aufbau (a), lichtmikroskopische (b) und rasterelektronenmikroskopische (c)
Aufnahmen von Chlamydomonas reinhardtii [12].

C. reinhardtii wéchst sowohl phototroph als auch heterotroph und weist eine Verdopplungs-
zeit von ca. 6-8 h auf. Die Kultivierungsbedingungen von C. reinhardtii werden in der Tabel-
le 5.1 im Anhang dargestellt.

Unter optimaler N&hrstoffversorgung vermehren sich die Mikroalgen vegetativ [13]. Die Zel-
len wachsen bis sie ihre maximale Groliie erreichen, ziehen dann ihre Geil3eln zuriick und run-
den sich ab. Anschlieend findet die Teilung statt und es entstehen zwei Tochterzellen [14].
Hierbei wird die Zellwand der Mutterzellen abgebaut und die neuen Tochterzellen werden
freigesetzt (siehe Abbildung 2.2) [15, 16, 17].
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Abbildung 2.2: Vegetativer Reproduktionszyklus von C. reinhardtii [18].
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Die meisten Zellen von C. reinhardtii haben becherférmige Chloroplasten, in denen die Pho-
tosynthese stattfindet. Am vorderen Pol besitzen die Zellen zwei Geil3eln, die fur die Bewe-
gung der Zellen zustandig sind. Die ZellgroRe liegt zwischen 10-20 um und ist durch eine
rundlich-ovale Morphologie gekennzeichnet.

Die Zellen von C. reinhardtii besitzen einen Augenfleck, welcher als Lichtsensor dient [19].
Die Mikroalgen sind von einer aus sieben Schichten bestehenden Zellwand aus Glykoprotei-
nen umgeben [10]. Das Genom des zentralen Zellkerns setzt sich aus etwa 10° Basenpaaren-
zusammen und ist auf mindestens 16 Chromosomen verteilt [18].

C. reinhardtii wird heutzutage im Wesentlichen zur Bildung von Bio-Wasserstoff kultiviert,
der unter Schwefelmangel produziert wird. An diesen konnen sich die Zellen (dementspre-

chend) schnell anpassen.

2.1.2. Chlorella vulgaris

Die Gattung Chlorella vulgaris zéhlt als einzellige Alge zu den einfachsten Formen der Chlo-
rophyceen. Sie ist eine unbegeillelte unbewegliche Kugelalge und kommt in FlieRgewassern
auf festen und feuchten Oberflachen vor. Die im StfRwasser lebende Griinalge hat eine Zell-
grolke von 4-10 um, die Morphologie ist rund/oval und die Zellen besitzen eine sehr diinne
Membran als Zellwand. Wie bei Chlamydomonas haben Chlorella-Zellen auch einen glocken
formigen Chloroplasten [20]. C. vulgaris z&hlt zu den gewodhnlichen Griinalgen (Chlorobion-
ta) und ist durch ihren hohen Chlorophyllanteil (bis zu 4 % in der Trockenmasse) eine der
effektivsten Pflanzen in Hinblick auf die Biomasse, da aufgrund der hohen Teilungsfrequenz
die Biomassekonzentration bei optimalen Bedingungen in kurzer Zeit enorm steigt. Die Ver-
mehrung von C. vulgaris erfolgt vegetativ tber Autosporenbildung. Sie durchlaufen innerhalb
von 12-16 h bis zu 3 Teilungszyklen und teilen sich so in bis zu 16 Tochterzellen [20], wes-
halb sich dieser Mikroalgenstamm fur die Biomasseproduktion sehr geeignet [21]. Die Kulti-
vierungsbedingungen des Stammes C. vulgaris wird in der Tabelle 5.1 im Anhang zusam-
mengefasst. In der durch C. vulgaris produzierten Biotrockenmasse befinden sich viele Mine-
ralien, Vitamine, ungesattigte Fettsauren und bis zu 50 % Proteine, darunter alle fur den Men-
schen essentiellen Aminosduren. Auf einer Flache von einem Hektar wird von Weizen in ei-
ner Ernteperiode durchschnittlich ca. 3,5 t Trockenmasse (davon ca. 0,4 t Proteine) gewonnen.
Im Gegensatz dazu betragt die Biotrockenmasse von Chlorella vulgaris bei gleichen Randbe-

dingungen etwa 45-60 t (davon ca. 22-30 t Proteine).
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Wie (allgemein) bei Mikroalgen Ublich betragt die fixierte CO,-Menge bei C. vulgaris bei
einer Biotrockenmassenproduktion von 1t, 2t CO,. Eine schematische Darstellung sowie
eine lichtbildmikroskopische Aufnahme von C. vulgaris sind in Abbildung 2.3 dargestellt.

\ Zellwand

Zelllcern

Chloroplast

Abbildung 2.3: Schematische Darstellung (a) und eigene lichtbildmikroskopische Aufnahme (20 fache Ver-
gréRerung) (b) von C. vulgaris.

Die Zellwand von Chlorella besteht zu 31 % aus Hemicellulose, zu 27 % aus Proteinen, zu
15,4 % aus Cellulose, zu 9,2 % aus Lipiden, zu 3,3 % aus Glucosamin und zu 5,2 % aus ande-
ren Stoffen [22]. Der Lebenszyklus von C. vulgaris ahnelt dem von C. reinhardtii.

2.1.3. Haematococcus pluvialis

Bei der Blutregenalge Haematococcus pluvialis handelt es sich um eine einzellige, eukaryoti-
sche Grunalge aus der Klasse der Chlorophyceae, die meistens in stehenden Gewassern wie
Pflitzen, Teichen und Vogeltranken vorkommt [23]. Zellen von H. pluvialis sind rundlich oval
und haben eine Zellgréie von 20-80 um. Die einzellige Siilwasseralge besitzt einen becher-
formigen Chloroplast, korperlange GeiRReln und einen Augenfleck. Der Augenfleck ist ein
Photorezeptor, der Phototaxis ermdoglicht [2]. Durch die GeiRReln erfolgen die Fortbewegung
der Zellen sowie die Anhaftung an festen Oberflachen, wie z.B. Reaktor- oder Schittelkol-
benwénden, selbst bei hohen Zelldichten. Die Kultivierungsbedingungen befinden sich in der
Tabelle 5.1 im Anhang.

H. pluvialis vermehrt sich durch Zellteilung und sexuelle Fortpflanzung uber Isogamie. Bei
der Zellteilung werden 4-8 Zoosporen innerhalb einer Zelle gebildet und freigesetzt
(Abbildung 2.4).
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Abbildung 2.4: Entwicklungsstadien der Zellwand und Lebenszyklus von H. pluvialis. CYP: Cytoplasma,
PL:Plasmamembran, W1/2: EZM, TCL.: Dreiteilige kristalline Schicht, PW: Primére Zellwand,
SW: Sekundére Zellwand, TLS: Trilaminare Schicht, IS: Zwischenraum [24, 25, 26].

Der Lebenszyklus von H. pluvialis erfolgt in drei Stadien. Erstes Stadium ist eine griine frei-
schwimmende doppelt gegeillelte Form [27]. In dieser Phase wird moglichst viel Biomasse
produziert und es herrscht kein Stress fur die Zellen, da optimale Bedingungen angeboten
werden, um maximale Wachstumsgeschwindigkeiten zu erreichen. Bei der zweiten Phase
handelt es sich um ein griines Stadium ohne Geilel, in der die sogenannte Palmella-Form ge-
bildet wird. Diese Phase kann bei einem Mangel an CO,, Nahrstoffen oder bei hoher Tempe-
ratur oder Lichtintensitét eintreten.

Im letzten Stadium synthetisieren und akkumulieren die Mikroalgenzellen B-Carotinoide, z.B.
Astaxanthin. Diese Phase fangt mit der Zellaussetzung an, und die vegetative Vermehrung
kann stattfinden. Die Zellen entwickeln sich unter den genannten Stressbedingungen zu roten
carotinoidreichen Aplanosporen, wobei das Zellvolumen zu- und der Proteingehalt abnehmen.

Bei idealen Bedingungen bilden Aplanosporen 4 bis 8 oder gar bis zu 16 Zoosporen.
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H. pluvialis Zellen besitzen eine gallertartige Zellwand, die Schutz fir die Zelle bietet und aus
vielen Schichten besteht (Abbildung 2.4). Der Protoplast ist Uber Plasmodesmen an der &u-
Rersten Schicht verbunden, dabei durchziehen die Plasmodesmen die EZM (Extrazellulére
Matrix), welche hauptséchlich aus Glycoproteinen (75 %) besteht [26]. Im Laufe der Trans-
formation wird Uber sekretorische Vesikel eine erste primére Zellwand auf der Zellmembran
aufgebaut. Bei der Bildung von Aplanosporen wird zwischen der aufgebauten priméren Zell-
wand und der Zellmembran eine sekundére Zellwand aufgebaut, die hauptsachlich aus Koh-
lenhydraten (70 %) besteht, davon 89 % Polymannose. Abgeschlossen wird sie zur EZM
durch eine trilaminare Schicht [26]. Die duf3erste Schicht, welche die EZM zur Umwelt hin
abschlieRt, besitzt einen erhdhten Cellulosegehalt [26, 28].

Durch Kultivierungen von H. pluvialis wird in groBen Mengen und mit hoher Ausbeute Asta-
xanthin produziert. Die Farbédnderungen und die Astaxanthin-Produktion von H. pluvialis sind
in Abbildung 2.5 zu sehen. Die gesamte Kultivierung dauert bei optimalen Bedingungen etwa
3 Wochen. In der ersten Woche sind die Mikroalgen intensiv grun, ab der zweiten Woche

andert sich die Farbe von griin auf gelb bis orange. In der letzten Phase (ca. 3. Woche) hat die

d. I

40 pm 40 nm

Kultur eine intensive rote Farbe.

40 nm

i ln
Abbildung 2.5: Mikroskopische Aufnahmen von Haematococcus pluvialis innerhalb einer kompletten batch-

Phase: (a) vegetative Form (b1) Palmella-Stadium (b2) Astaxanthin-haltige vegetative Form
(c) Ubergang in Aplanosporen-Form (d) Aplanospore [29].

Astaxanthin ist (Abbildung 2.6) das wirkungsstarkste der Carotinoiden, das zur sauerstoffhal-

tigen Xanthophyll-Klasse der Carotinoide gehort.
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Abbildung 2.6: Molekular-Struktur von Astaxanthin.

Astaxanthin ist neben der antioxidativen Wirksamkeit (gesundheitsgezogene Wirkung) insbe-
sondere flr die lebensmittelverarbeitende Industrie interessant, da es einen naturlichen roten

lebensmitteltauglichen Farbstoff darstellt (technische Funktionalitat).

2.1.4. Nannochloropsis oculata

Die Mitglieder der Gattung Nannochloropsis sind in marinen Okosystemen und besonders im
Kistenwasser sehr verbreitet. Bei dieser Gattung wurden bis jetzt fiinf Spezies in Salzwasser
(N. salina, N. granulata, N. oculata, N. oceanica und N. gaditana) [30] und eine Spezies im
SuRwasser (N. limnetica) [31] beschrieben. Die ZellgroRe dieser Mikroalgen liegt zwischen 2-
5 um. Zu der Gattung Nannochloropsis gehdrende Mitglieder werden durch das Fehlen von
Chlorophyll b charakterisiert [32]. Die spezifische Eigenschaft dieser Gattung ist die Produk-
tion von Fettsauren, unter denen die Omega-3-Fettsdure Eicosapentaensiure (EPA, C20:5w3)
eine Hauptrolle einnimmt. Eine weitere wichtige Fettséure, die durch diese Gattung syntheti-
siert wird, ist die Omega-6-Fettsdure Arachidonsdure (ARA, C20:4®6).

In Abbildung 5.4 aus dem Anhang sind die mittels Durchflussmikroskop online aufgenom-
menen Bilder von N. oculata Zellen wahrend der Photobioreaktorkultivierung dargestellt. Die
Kultivierungsbedingungen sind in der Tabelle 5.1 im Anhang dargestellt. N. oculata ist eine
einzellige Salzwassermikroalge, die in der Biotrockenmasse 40-45 % Lipide enthélt [33]. Die
N. oculata ZellgroRe betragt 1-2 um und die Zellmorphologie ist spharisch. Diese Mikroalge
ist eine wichtige Nahrungsmittelquelle und Futterzusatzmittel in der kommerziellen Erzeu-

gung vieler Wasserorganismen.
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2.1.5. Phaeodactylum tricornutum

Die einzellige Kieselalge Phaeodactylum tricornutum kommt in drei unterschiedlichen For-
men vor: einer drei hornigen Form, einer spindelférmigen und einer ovalen Form. Die Zell-

grole in Abhéngigkeit der Form betragt 2-10 pm.

Abbildung 2.7: Unterschiedliche Morphologien von Phaeodactylum tricornutum. Zellen (a) Spindel-Form,
ovale Form (b) und drei hornige Form (c) [34].

Abbildung 2.7 zeigt die drei verschiedenen Morphologien von Phaeodactylum tricornutum.
Die Wachstumsraten und Morphologie dieses Stamms sind stark von Umwelt-Faktoren
(Temperatur und Licht) abhangig und je nach Bedingung wird eine der drei Morphologien
bevorzugt. Die Kultivierungsbedingungen werden in der Tabelle 5.1 im Anhang zusammen-
gefasst.

Kieselalgen besitzen sehr stabile Schalen und sind in der Lage eine groRe Menge an hochwer-
tigen Olen herzustellen, welche in aktuellen Forschungsvorhaben auf ihre Eignung als Biok-
raftstoff als potenzieller Ersatz fur Diesel-Kraftstoff tberprift werden. In Abbildung 5.5 aus
dem Anhang sind die mittels Durchflussmikroskop online aufgenommenen Bilder wahrend
der Photobioreaktorkultivierung dargestellt.
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2.1.6. Spirulina platensis

Die Cyanobakterien oder die Blaualgen gehoren nicht zu der Gattung der Mikroalgen sondern
zu den Bakterien. Cyanobakterien sind Prokaryoten und besitzen nicht die fir Eukaryoten
typischen Zellbestandteile, wie einen Zellkern, Mitochondrien und Chloroplasten. Cyanobak-
terien sind gramnegative, einzellige oder filamentose, sauerstoffproduzierende, phototrophe
Bakterien. Cyanobakterien sind die &ltesten phototrophen Organismen und sind zur CO,-
Fixierungfahig. Sie wachsen vorwiegend phototroph, photoautotroph und einige auch hete-
rotroph. Ihr Lebensraum ist SUR- und Salzwasser sowie feuchter Boden (Stickstofffixierung).
Die Cyanobakterien werden in flinf Ordnungen eingeteilt: Chroococcales, Pleurocapsales,
Oscillatoriales, Nostocales und Stigonematales [35]. Diese unterscheiden sich hauptsachlich
in ihrer Morphologie.

Die Fortpflanzung der Cyanobakterien erfolgt allgemein ungeschlechtlich durch Zellteilung.
Im Vergleich zu anderen Pflanzenverfiigen Cyanobakterien nicht iber alle Chlorophylarten,
sondern nur Uber Chlorophyll a, welches in Cyanobakterien das fiir die Photosynthese zustan-
dige Pigment darstellt.

Bei dem Stamm Spirulina platensis handelt es sich um ein Cyanobakterium der Gruppe Oscil-
latoria, die Uber unverzweigte und freibewegliche Trichome verfugen. Die Vermehrung der
Zellen findet durch Zellteilung statt. Der Name Arthrospira platensis (synonym zu Spirulina
platensis) wird ebenfalls fir die Gattung verwendet. Sie besitzen eine langlich spiralférmige,
helikale Morphologie, mit dem Durchmesser der Wendeln zwischen 35-50 um. Die Zellen
sind bis zu 500 um lang und der Zelldurchmesser liegt im Bereich von 6-8 um [36]. Die
Struktur und Lange der helikalen Filamente kdnnen von Spezies zu Spezies, aber auch inner-
halb der gleichen Spezies, stark variieren. Die Morphologie der Zellen hangt sehr stark von
Umweltfaktoren (z.B. Temperatur, pH-Wert und Lichtintensitat) ab. Bei Temperaturen ober-
halb von 37 °C setzt eine/die Zelllyse ein [37]. Die Einstellung des pH-Wertes erfordert auch
grolRe Sorgfalt bei der Kultivierungen von S. platensis Zellen [38]. Die Kultivierungsbedin-
gungen von S. platensis werden in der Tabelle 5.1 im Anhang dargestellt. Wie oben beschrie-
ben, besitzen die S. platensis Zellen eine spirale Morphologie, welche in der Abbildung 2.8

dargestellt sind.



Theoretische Grundlagen 13

sy

",
P
w‘\- L

500 i

Abbildung 2.8 : Elektronenmikroskopische (a) [36] und eigene lichtmikroskopische Aufnahmen der Mikroalge
S. platensis (b).

Der Lebenszyklus von Spirulina, gezeigt in Abbildung 2.9 wird in drei grundsétzlichen Stufen
zusammengefasst: Zersplitterung des Trichoms, ZellvergréRerungs- und Zellreifungsprozesse
der Hormogonia und Verlangerung des Trichoms.
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Abbildung 2.9: Schematische Darstellung des Lebenszyklusen von Spirulina platensis [36].

[

Das Trichom zersetzt sich durch die Bildung spezieller Zellen in viele Fragmente, den Necri-
dia. Die Fragmentierung des Trichoms bei Necridia fihrt danach zur Bildung kurzer Ketten,

Hormogonia. Die Zahl von Zellen in Hormogonias wird durch die binare Spaltung erhéht.
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AnschlieBend finden die ZellvergrolRerung und der Reifungsprozess bei Hormogonias statt.
Im letzten Teil des Prozesses wéchst das Trichom langsgerichtet und nimmt eine spiralférmi-
ge Form an [39].

S. platensis kommt in stark alkalischen Salzseen mit hohen Salzkonzentrationen in sehr war-
men Gebieten wie Afrika, Mittelamerika und Australienvor. Seit ca. 700 Jahren wird
S. platensis am afrikanischen Tschadsee und am mexikanischen Lago de Texcoco als Nah-
rung geerntet. Die jahrliche Biomasseproduktion von S. platensis wird fur das Jahr 2000
weltweit auf ca. 2.000 t geschatzt [40]. S. platensis hat einen sehr hohen Eiwei3gehalt und die
Biotrockenmasse von Spirulina weist einen Proteingehalt bis zu 65 % auf. Sie enthalt alle
essentiellen Aminoséuren und viele nicht essentielle Aminosauren, auBerdem Beta-Carotin
(Provitamin A), die Vitamine B1, B2, B3, B5, B6, B12 und E [41]. Spirulina ist sehr reich an

Mineralstoffen, sie enthalt ca. 30-mal mehr Eisen als Fleisch.

2.2. Messtechniken

2.2.1. Kilassifizierung der Prozessanalytik

Zur Beobachtung von Kultivierungsprozessen werden unterschiedliche Sensoren verwendet,
mit denen mehrere Kultivierungsvariable iiberwacht werden kénnen. Zur Uberwachung wird
sowohl offline Analytik als auch online Analytik eingesetzt. Die atline Analytik — eine Vari-
ante der offline Analytik - wird direkt neben dem Prozess aufgestellt und die Analyse erfolgt
direkt vor Ort.

Fur eine optimale Prozessbeobachtung von Kultivierungsprozessen ist es erforderlich, ohne
Zeitverzogerung die Informationen tber den Kultivierungsprozess zu erfassen und diese in
Echtzeit auszuwerten.

Die Prozessanalytik kann in vier Kapiteln zusammengefasst werden. Eine kurze Zusammen-

fassung der unterschiedlichen Analytik-Systeme ist in der Tabelle 2.1 dargestellt.
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Tabelle 2.1: Einteilung der unterschiedlichen Analytik Systeme.

Analytik-Systeme | Eigenschaften

offline Analytik - Diskontinuierliche Untersuchung von entnommenen Proben
ohne direkte Anbindung an den Prozessablauf.
atline Analytik - Diskontinuierliche Untersuchung von entnommenen Proben

ohne direkte Anbindung an den Prozessablauf, Untersuchung
erfolgt in Prozessnéhe.

online Analytik - Untersuchung im Produktionsablauf ohne Probenentnahme, die
Untersuchung erfolgt kontinuierlich oder diskontinuierlich, der
Sensor ist in einem Bypass platziert.

inline Analytik - Untersuchung des gesamten Produktionsablaufs ohne
Probenentnahme, der Sensor ist direkt im Reaktor platziert

Im folgenden Abschnitt werden die einzelnen Analytik-Methoden mit deren Vor- und Nach-

teilen kurz beschrieben.

2.2.1.1. Offline Analytik

Bei der offline Analytik werden die Proben manuell entnommen. Die Probenaufbereitung, die
Messungen und die Auswertungen sind diskontinuierlich und auch nicht grundsatzlich repro-
duzierbar, weil sich die Probeneigenschaften wahrend der Probeentnahme und Messung &n-
dern kénnen. In mehr als 80 % aller Storungen der offline Prozessanalytik ist ein Fehler in der
Probenentnahme die Ursache [42]. Ein Beispiel fiir offline Analytik ist die Bestimmung der
Optischen Dichte. Die Vor- und Nachteile der offline Analytik kénnen auf folgende Weise in

der Tabelle 2.2 zusammengefasst werden.

Tabelle 2.2: Die Vor- und Nachteile von offline Analytik.

Vorteile Nachteile
- Expertenwissen (Literaturquellen) - Keine Echtzeit-Prozesssteuerung
steht zur Verfligung maoglich,
- Hohe Flexibilitat und damit - Diskontinuierliche und nicht
kostengtinstig reproduzier-bare Probenaufbereitung
- Umgebung flr analytische - Kontaminationsgefahr
Fragestellungen geeignet
(Probenahme, Aufbereitung etc.)
- Hoher Zeit- und Arbeitsaufwand
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In der Abbildung 5.6 (siehe Anhang) ist dartiber hinaus dargestellt, wie der Verlauf eines mit
offline Analytik ausgestatteten Prozesses aussieht. Hier ist die Regelung und Steuerung des
Prozesses erst nach der Messung moglich. Die Zeit, die fir Probeentnahme und Messung ge-

braucht wird, wird verloren bzw. flie3t als Verzdgerung in die Regelungsschleife ein.

2.2.1.2. Atline Analytik

Bei der atline Analytik handelt es sich um eine Analyse, die direkt neben dem Prozess aufge-
stellt ist. Die Analyse erfolgt direkt vor Ort, nach einer manuellen oder (halb)-automatisierter
Probenentnahme. Der einzige Unterschied zur offline Analytik ist, dass die analytischen Mes-
sungen direkt in Prozessnéhe durchgefiihrt werden. Die Prozessregelung ist bei der atline
Analytik genauso diskontinuierlich wie bei der offline Analytik. Der Prozessablauf ist in der
Abbildung 5.7 (siehe Anhang) schematisiert dargestellt. Die Tabelle 2.3 fasst die Vor- und

Nachteile der atline Analytik zusammen.

Tabelle 2.3: Die Vor- und Nachteile von atline Analytik.

Vorteile Nachteile
- Fir die Aufgabenstellung geeignetes - Relativ niedrige Geréteauslastung
Instrument als Schnellmethode
- Einfache Probenentnahme - Diskontinuierliche Prozesssteuerung
- Kontaminationsgefahr bei manueller
Probenentnahme

2.2.1.3. Online Analytik

Bei der online Analytik wird durch manuelle Probeentnahme keine Zeit verloren, weil die
Messung direkt im Prozess erfolgt. Daher eignet sich online Analytik prinzipiell zur kontinu-
ierlichen Prozesssteuerung. Im Vergleich zu offline Analytik wird die Kontamination durch
Probeentnahme ausgeschlossen, weil keine Proben entnommen werden. Bei der online Analy-
tik werden die Messungen praktisch ohne Zeitverzogerung durchgefiihrt und die Informatio-
nen Uber den Kultivierungsprozess erfasst, die dann direkt zur Prozessregelung und -
steuerung genutzt werden kénnen. Der verwendete Sensor wird in einem Bypass an das Sys-
tem angeschlossen - das ist der einzige Unterschied zur inline Analytik. Als Bespiel fur online

Analytik kann das Durchflussmikroskop genannt werden. Die online Analytik ermdglicht
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somit neben der besseren Prozesstiberwachung auch eine bessere Anpassung der Produktei-
genschaften. Der Prozessablauf ist in der Abbildung 5.8 (siehe Anhang) dargestellt und die

Vor- und Nachteile des Prozesses sind in der Tabelle 2.4 dargestellt.

Tabelle 2.4: Die Vor- und Nachteile von online Analytik.

Vorteile Nachteile
- Schnelle Messung, keine manuelle - Begrenzte Auswahl an geeigneten
Probenentnahme notig Sensoren und Messmethoden
- Die Prozessuberwachung ohne - Bei komplizierteren Sensoren, hoher
Zeitverzégerung moglich Kostenaufwand flir Beschaffung,

Wartung und Kalibration

- Automatisierte Prozesssteuerung
mdoglich

- Keine Kontaminationsgefahr, da
keine Probenentnahme notig

2.2.1.4. Inline Analytik

Inline Analytik kann als eine Variante der online Analytik betrachtet werden, wo der Sensor
nicht im Bypass, sondern direkt im Prozessgefal? installiert ist. Die Aussagen im Abschnitt
2.2.1.3 und in der Tabelle 2.4 (iber die online Analytik treffen also auch auf die inline Analy-
tik zu. Als Beispiel fur inline Analytik kann das in-situ Mikroskop [3] genannt werden.

2.3.  Durchflussmikroskop

Mikroskopische Methoden werden in der Biotechnologie seit langer Zeit zur Uberwachung
von Kultivierungsprozessen eingesetzt. Im Gegensatz zur offline Uberwachung des Kultivie-
rungsprozesses ist mit einem Durchflussmikroskop eine online Uberwachung mit Bypass rea-
lisiert worden, die es ermdglicht, den Kultivierungsprozess in Echtzeit zu betrachten. Dabei
kdnnen Zelldichte, Zellzahl und Zellmorphologie bestimmt werden. AuRerdem ist eine zeit-
aufwandige Probeentnahme nicht mehr notwendig. Dadurch wird auch das Risiko einer Kon-
tamination verringert. Ein anderer wichtiger Vorteil ist, dass die Komponenten des Durch-
flussmikroskops, die spater mit dem Kulturmedium in Kontakt treten, durch Autoklavieren

sterilisierbar sind. Mit diesem System werden Bilder einer Kulturprobe aufgenommen und
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anschlieBend mit Hilfe von Bildverarbeitungsalgorithmen in Bezug auf Zellzahl, ZellgroRe
und Zellmorphologie ausgewertet. Die bildgebenden Durchflussmikroskope haben einen gro-
Ren Stellenwert bei der Prozessoptimierung, -charakterisierung, -regelung und -tberwachung.
Bei moglicher Kontamination kénnen andere Mikroorganismen sofort erkannt werden. Die
Entwicklung dieses Durchflussmikroskops basiert auf den Erfahrungen der in-situ Mikrosko-
pie. Es handelt sich hauptsachlich um eine Neukonzeption der Messzone. Die technischen
Unterschiede zwischen dem in-situ Mikroskop und dem Durchflussmikroskop liegen in der
Probenentnahme, dem Anschluss des Mikroskops an das System und der Beleuchtungsein-
heit. Mit einem Durchflussmikroskop ist im Gegensatz zum in-situ Mikroskop das Arbeiten
mit geringem Volumen maoglich. Bei beiden Mikroskoptypen befindet sich eine Lichtquelle
(LED) am unteren Ende, allerdings ist die Stromversorgung der Lichtquelle anders aufgebaut.
Das in-situ Mikroskop ist direkt in dem Ausgleichsgefal3, welches einen Teil des Reaktors
darstellt (vgl. Abschnitt 2.5) mit Hilfe eines Stutzens platziert (Abbildung 2.10), das Durch-
flussmikroskop ist Uber einen Bypass an das System angeschlossen. Die Entwicklung des
Durchflussmikroskops ist in [43] beschrieben und das System in mehreren Verdffentlichun-
gen dargestellt [44, 45, 46].

Abbildung 2.10: In-situ Mikroskop (Typ I11-XTF), verschraubt an einen seitlichen Port eines Ausgleichsgefalies
am Photobioreaktorsystem: 1) Messzone; 2) Reaktorport; 3) Mikroskopkorper; 4) Optikeinheit;
5) Kamera [3].

In Abbildung 2.11 ist ein Prototyp des Durchflussmikroskops dargestellt. Es handelt sich bei
dem Durchflussmikroskop um ein umgeristetes in-situ Mikroskop vom Typ I XTF [43, 4],
welches auf dem Prinzip eines Durchlicht-Hellfeld-Mikroskops mit endlich korrigierter Optik
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basiert. Die wesentlichen Teile des Durchflussmikroskops sind der Mikroskop-Body mit der
Messzone, der Kamera und dem Objektiv. Die Messzone, die sich durch Bewegung des inne-
ren Tubus 6ffnen und schlieBen lasst, wird mithilfe eines Computers gesteuert. Die Beleuch-
tung der Messzone erfolgt durch eine LED unterhalb der Messzone. Die Bewegung des inne-
ren Tubus fiihrt zur Anderung des Volumens der Messzone, was durch einen mit Mikrometer-
schrauben verbundenen Schrittmotor eingestellt wird. Uber einen zweiten Schrittmotor lasst
sich ein Objektiv-Tubus positionieren, mit dem fokussiert wird [3]. Beide Schrittmotoren

werden vom in-situ Control-Programm gesteuert [4].

Schritmotoren e ————

CCD-Kamera

Mikrometerschraube

) o 1 -_ZE— Linearschlitten —

Anflenrohr

Objektivtubus

hesszonentubus

Probenzugang

Sondenrohr

Saphirscheibe (Messzone)
— » Probenausgang

T " Kondensorlinse
| LED

]

Abbildung 2.11: a) Schematischer Aufbau eines Durchflussmikroskops (Typ HI-XTF-modifiziert). Alle Ele-
mente abwarts des AuBenrohres (inkl.) sind autoklavierbar b) Bauliche Veranderung am Mo-
dell ISM 11 XTF: Die Messzone ist als Durchflusszelle gestaltet (siehe Abbildung in-situ
Mikroskop). Gerateentwicklung beschrieben in [43].

In Abbildung 2.12 ist die Messzone des Durchflussmikroskops dargestellt, welches an einen
Reaktor angeschlossen ist. Mit der LED werden die Objekte beleuchtet und durch das Objek-
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tiv auf den CCD-Chip der Kamera abgebildet. Die Bildinformationen der Kamera werden von
der Software in-situ Control [4] empfangen und auf der Festplatte gespeichert. Das Programm

dient neben der Aufnahme der Bilder zur Steuerung des Mikroskops.

= — Probenausgang

Objektiv und mnerer N . I
4 Saphirscheibe
Tubus

ausserer
Tubus N Messzone

.
Frobenausgang ...__r / TPI/. Proben-

gAng

i
S

Beleuchtungsemheit

(LED)

I

Probenzugang

Dharehflusszelle

Abbildung 2.12 : Messprinzip des Durchflussmikroskops.

Um das genannte ISM fir den Einsatz als Durchflussmikroskop zu benutzen, wurden Mess-
zellen umgebaut, die Uber die Messzone gesteckt werden konnten und die mit Hilfe einer Pe-
ristaltikpumpe mit dem Kulturmedium durchstromt wurden. Der Durchfluss der Messzellen
kann seitlich (von rechts nach links) oder von unten nach oben erfolgen. Die Messzelle be-
steht aus Edelstahl und die wird mit zwei Gummiringen abgedichtet. Im Zentrum der Mess-
zelle befinden sich zwei Bohrungen, tber die Schlduche mit einem Innendurchmesser von

0,5 mm angeschlossen werden kénnen.
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2.4. Photobioreaktoren
2.4.1. Allgemeines

Photobioreaktoren (PBR) sind Reaktoren, in denen phototrophe, einzellige oder wenigzellige
Mikroorganismen wie Mikroalgen, Cyanobakterien, pflanzliche Zellkulturen und Moospflan-
zen kultiviert werden kénnen. Fir die Kultivierungen von Mikroalgen gibt es zwei Reaktorty-
pen: offene Systeme (eine Ubersicht siehe [47]) und geschlossene Systeme (eine Ubersicht
siehe [48]). Beide Systemtypen werden im Allgemeinen Photobioreaktoren genannt, im Fol-
genden wird die Abkiirzung PBR verwendet. Verschiedene PBR-Typen und Uberlegungen zu
ihrem Entwurf und Brauchbarkeit fiir individuelle Prozesse werden in eine Reihe von Re-
views behandelt (z.B. [47, 48, 49, 50, 51, 52, 53, 54]). Offene Systeme sind natirliche oder
kinstliche Becken (open ponds) und Raceway Ponds (etwa Laufbahnbecken, nach ihrer cha-
rakteristischen Form). In Raceway Ponds konnen die Mikroalgen in Bewegung kultiviert

werden. Zwei dieser offenen Systeme sind in Abbildung 2.13 dargestellt.

= 1~ i & B - f i

Abbildung 2.13: Typische kommerzielle Mikroalgenproduktionsanlagen, Kalifornien und Hawaii [55].

In den offenen Kultivierungssystemen herrschen fiir die Mikroalgen Lebensbedingungen, die
mit deren naturlichen Lebensraum vergleichbar sind. Hauptprobleme der offenen Kultivie-
rungen sind Wasserverlust durch Verdunstung, anhaltende Kontaminationsgefahr durch ande-
re Organismen und ein groRer Flachenbedarf [56]. Der Lichteintrag ist bei den offenen Sys-
temen gering und es gibt sehr begrenzte Maglichkeiten zur Kontrolle der Kultivierungsbedin-
gungen (Temperatur, pH und CO,-Begasung). Die Produktion von Wasserstoff durch Mikro-
algenkultivierung ist in offenen Systemen vollig ausgeschlossen und das Biomassewachstum
hangt stark vom Klima ab. In der folgenden Tabelle 2.5 werden offene Systeme und geschlos-
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sene Photobioreaktoren verglichen. Neben vielen Nachteilen haben offene Systeme auch Vor-

teile im Vergleich zu geschlossenen Photobioreaktoren; so sind die Investitionskosten gerin-

ger und die Reinigung ist einfacher als bei geschlossenen Photobioreaktoren.

Tabelle 2.5: Vergleich verschiedener Reaktorsysteme [57].

Parameter

Open ponds/raceways

geschlossene Photobioreak-
toren

Flachenbedarf
Wasserverlust
Ausféallungsgefahr
CO,-Verlust
0O,-Konz.
Temperatur
Scherstress

Instandhaltung

Kontaminationsgefahr
Biomassenqualitat

Biotrockenmasse

Produktionsflexibilitat

Betriebskosten

Lichteintrag

Hoch

sehr hoch

Hoch

hoch (je nach Tiefe)

gering

hoch variabel, je nach Tiefe,
klimaabhéngig

Gering

Einfach

sehr hoch
inkonsistent

gering (grofRe Flussigkeits-
menge notig)

gering

gering

gering

gering

gering

gering

gering

sterile Gasaustausch
elemente notig
Kihlung notwendig

systemabhangig

bei Mehrwegsystemen auf-
wendig

beherrschbar
reproduzierbar, konsistent

hoch

hoch (Sterilisierbarkeit
Umstellung)

hoch bis sehr hoch

(Kontroll- und
Steuerungssysteme)

hoch (abhangig von Struktur)

Geringe Produktivititen, hohe Kontaminationsgefahr, schlechte Uberwachung sowie die Un-

bestandigkeit offener Systeme fuhrte zur Entwicklung geschlossener Photobioreaktoren [58].

Geschlossene Photobioreaktoren sind in der Regel geschiitzt gegentiber Umwelteinflissen.

Kultivierungen konnen in geschlossenen Photobioreaktoren ohne Kontaminationsgefahr

durchgefuhrt werden und die Ergebnisse und der gesamte Betrieb sind reproduzierbarer. Der
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gesamte Prozess wird durch kontrollierten Lichteintrag, bessere Begasung, sorgféltige pH-
Kontrolle und temperierbares Kulturmedium leichter tberwacht werden.

Durch die besseren Bedingungen in geschlossenen Systemen wird die Produktivitat erhoht,
eine hohe Zelldichte erreicht und gleichzeitig die hochwertigen Produkte kostengtinstig (ab-
gesehen von Investitionskosten) hergestellt, weil fur die Mikroalgenkultivierungen im Photo-
bioreaktoren bessere Bedingungen (siehe in Tabelle 2.5) herrschen. Sowohl offene Systeme
als auch geschlossene Photobioreaktorsysteme sind geeignet und gut brauchbar fur die Bio-
masseproduktion. Flr die Produktion von Nahrungsmittelzusatzen werden in der Regel ge-
schlossene Photobioreaktoren verwendet, weil sie hohe Reinheit und bessere Qualitat der
Produkte aufweisen.

Mikroalgen verwenden Licht als Energiequelle mit Hilfe von Photosynthese. Somit kénnen
durch optimale Zellbeleuchtung hohe Zelldichten erzielt werden. Aus diesem Grund wird die
Produktivitat von Photobioreaktoren durch den Lichteintrag bestimmt [59]. Die Struktur von
Photobioreaktoren spielt eine grof3e Rolle bei der Produktion von Mikroalgen. Photobioreak-
toren sind meistens aus Glas hergestellt, damit die Zellen gut beleuchtet werden kénnen. Die-
se Photobioreaktoren ermdglichen durch transparente Reaktorwénde einen Lichteintrag in die
Kulturbriihe. In gewohnlichen Edelstahlreaktoren werden Kultivierungen von Mikroalgen
nicht durchgefiihrt. Folgende Faktoren, die auf den Lichteintrag in die Zellen einen Einfluss

haben, sind im Folgenden erlautert:

» Zelldichte im Photobioreaktor
» Optische Eigenschaften der Zellen
» Lé&nge des Lichtweges

» Geschwindigkeiten der Strdmung im Photobioreaktor

Die Schichtdicke im PBR wird moglichst gering gehalten, damit die Zellen bei moglichst ho-
her Dichte weiterhin ausreichend beleuchtet werden kénnen. Sobald eine sehr hohe Zelldichte
im PBR erreicht wird, werden die Photonen, vor allem von den Mikroalgenzellen, die der
Beleuchtungseinheit nahe stehen, absorbiert. Mikroalgenzellen, die weiter entfernt von der
Beleuchtungseinheit stehen, werden unter Umsténden nicht ausreichend versorgt. Das Licht
ist also ein wachstumslimitierender Faktor. Gute Durchmischung im Photobioreaktor ist daher
eine Voraussetzung sowohl zur ausreichenden Belichtung aller Mikroalgenzellen als auch zur
homogenen Temperaturverteilung im PBR, so dass sich keine Zellen fir langere Zeit in der

Né&he der Lichtquelle befinden und so tberhitzen.
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In Deutschland steht die grofite Mikroalgen-Produktionsanlage in Klotze, dargestellt in Ab-
bildung 2.14. In einem 1,2 ha groRen Gewdchshaus werden dort Mikroalgen (Chlorella vul-
garis) in einem 500 km langen Glasrohrsystem kultiviert. In dieser Anlage wird jahrlich ca.
100 t trockene Biomasse produziert. Die produzierte Biomasse wird als Nahrungsergan-

zungsmittel verwendet [60].

= r B ‘ll

Abbildung 2.14: Geschlossene Mikroalgenproduktionsanlage im Gewachshaus in Klétze [60].

Es gibt eine Vielzahl an Variationen im Design und der Auslegung von Photobioreaktoren
bezlglich Struktur und Geometrie, je nach Zweck und GroRe. Unterschiedliche Photobioreak-

tormodelle werden im Folgenden ausfiihrlich dargestellt.

2.4.2. Arten von Photobioreaktoren

Die Photobioreaktoren, die bisher entwickelt wurden, weisen drei unterschiedliche Formen
auf und sind auf dem Markt erhéltlich. Die Photobioreaktorarten werden im Folgenden aus-
fuhrlich erklart.

2.4.2.1. Tubulare Photobioreaktoren

Tubuldre PBR-Typen sind sehr geeignet flr die Outdoor-Kultivierungen von Algen. Die
PBR-Rohren werden aus Kunststoff oder aus Glas hergestellt. Das Kultivierungsmedium wird
entweder mit Hilfe einer Pumpe oder mit einem Airlift-System im Kreis gepumpt. Tubuldre

Photobioreaktoren (Abbildung 2.15) besitzen eine grof3e Oberflache fir die Beleuchtung und
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konnen im Freien oder in einem Gewachshaus installiert werden, wo sie mit Sonnenlicht be-
leuchtet werden. Kinstliche Beleuchtung wird bei diesen PBR-Typen im Outdoor-Einsatz aus

O0konomischen Griinden nicht verwendet.

Abbildung 2.15: Tubuldre Photobioreaktoren [55].

Diese Photobioreaktoren sind relativ preiswert und die Installation ist unkompliziert. Gradien-
ten bei der Temperatur, pH-Wert, O,— und CO,—Konzentration kénnen beim Aufskalieren
zum Problem werden. Ein Bewuchs der Reaktorwande mit Mikroalgenzellen kann durch Be-
schichtung der Wénde gemindert werden, wobei die Kosten daftir hoch sind. Die Durchmes-
ser der Rohre sollten nicht zu grol? gewahlt werden, da sonst die Lichtintensitat im Inneren
der Rohre zu stark abnimmt. Die Sterilisation wird bei dem tubulédren PBR leicht durchge-
fiihrt. Die Gaseinleitung wurde nicht bei dem tubul&ren Photobioreaktor vorgestelit.

2.4.2.2. Vertikale Sdulen—Photobioreaktoren

Vertikale S&ulen—-Photobioreaktoren kdnnen in unterschiedlichen Formen entworfen werden.
Sie sind mit mechanischer Durchmischung oder einem Airlift-System sehr kompakt. Die Rei-
nigung und die Sterilisierung sind einfach durchzufuhren. Die Herstellung der vertikalen S&u-
len-Photobioreaktoren ist leicht und kostengunstig. Im Vergleich zu tubuldren Photobioreak-
toren weisen die vertikalen Sdulen-Photobioreaktoren gute Gasaustauschwerte auf. Die Ober-
flache fiir die Beleuchtung ist aber gering und sie sind fir die Outdoor-Kultivierung nicht so
gut geeignet, weil bei hoher Zelldichte eine starke Schattierung der Reaktoren auftritt. Bei der
Indoor-Kultivierung kann dieses Problem durch die Wahl der Beleuchtungseinheiten teilweise
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beseitigt werden. Abbildung 2.16 zeigt vertikale S&ulen-Photobioreaktoren fir Indoor- und
Outdoor Anwendungen.

Abbildung 2.16: Photobioreaktoren in einer Versuchsanlage zur Sequestrierung von CO, aus Kraftwerk- Abga-
sen [61] und [62].

2.4.2.3. Flache Photobioreaktoren

Bei flachen Photobioreaktoren ist die Akkumulation von geldstem Sauerstoff im Vergleich zu
horizontalen réhrenférmigen Photobioreaktoren relativ gering. Mit flachen Platten-
Photobioreaktoren kann eine hohe Photosynthese-Effizienz erreicht werden [59]. Flr dieses
System ist eine starke Pumpe nicht notwendig [33, 59], weil durch die Begasung eine turbu-
lente Stromung im System entsteht, die eine fir hohe Effizienz notwendige Voraussetzung ist
[59a]. Beim Kunststoff als Baumaterial sind die Wiederverwendbarkeit, die Sterilisierung und
die Reinigung problembehaftet. Des Weiteren sind die Photobioreaktoren manchmal undicht.
Flach-Photobioreaktoren sind sowohl fir die Indoor- als auch fir Outdoor-
Massenkultivierungen geeignet, wobei im Indoor-Betrieb die Beleuchtungseinheit kostenauf-
wandig ist [33]. Bilder von unterschiedlichen Flach-Photobioreaktoren sind in Abbildung 2.17
gezeigt.
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Abbildung 2.17: Flache Photobioreaktoren [63] und [64].

In Tabelle 2.6 werden die Vor- und Nachteile von Kunststoff und Glas als Konstruktionsmate-

rial fur Photobioreaktoren verglichen.

Tabelle 2.6: Vergleich von Glas- und Kunststoffphotobioreaktoren.

Parameter

Kunststoffphotobioreaktoren

Glasphotobioreaktoren

Gesamtkosteneffizienz

Lebensdauer

Chemische Eigenschaften

Sterilisationstemperatur

Reinigung

gering (aufgrund
kurzer Lebensdauer)

geringe UV-und O,
Bestandigkeit

geringe chem.
Bestandigkeit gegen
Lésungs- und
Reinigungsmittel

unter 100 °C

die meisten Standard-
Reinigungsmittel wie
Alkohol oder Aceton
konnen nicht
verwendet werden

hohe Lebensdauer

hohe UV- und O,
Bestandigkeit

hohe chem.
Bestandigkeit gegen
alle Arten von
Chemikalien

bis zu 450 °C

alle Standard-
Reinigungsmittel
kénnen verwendet
werden
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3. Ergebnisse und Diskussion

Der Schwerpunkt dieser Arbeit liegt in der Kultivierung unterschiedlicher Mikroalgenstdamme
mit unterschiedlichen Morphologien sowie in der Uberwachung des Kultivierungsprozesses
mittels Durchflussmikroskop. Dazu wurde zundchst ein Photobioreaktorsystem entwickelt
und charakterisiert. Des Weiteren wurde ein friher entwickeltes [4, 43, 44, 45] geeignetes
Durchflussmikroskop (Abschnitt 2.3) eingesetzt und das gesamte System wurde an das Kulti-
vierungssystem von verschiedenen Mikroalgen angepasst [65]. Durch die Kultivierung von
Mikroalgen mit unterschiedlicher Morphologie wurde der Anwendungs- und Optimierungsbe-
reich der Durchflusszelle moglichst breit gehalten, damit die Grenzbedingungen fur den Ein-
satz vom entwickelten System in Bezug auf Mikroalgen mit verschiedener Morphologie und
ZellgroRe bestimmt werden.

Zunéchst wird in Abschnitt 3.1 Entwicklung und Charakterisierung des Photobioreaktors aus-
fiihrlich beschrieben. Fir die Durchfiinrung und Uberwachung der Mikroalgenkultivierungen
wird ein spezielles Reaktorsystem angefertigt und charakterisiert. Fir einen erfolgreichen
Einsatz des Photobioreaktors ist die reaktionstechnische Charakterisierung des entwickelten
Systems sinnvoll. Zudem werden grundlegende technische Daten fiir das Photobioreaktorsys-
tem ermittelt.

Ab dem Abschnitt 3.2 werden die Kultivierungen der gewahlten Mikroalgenstammen (C.
reinhardtii, C. vulgaris, H. pluvialis, N. oculata, P. tricornutum und S. platensis) im Schiittel-
kolben und im Photobioreaktor mit verschiedenen Kultivierungsbedingungen erldutert. Die
Photobioreaktorkultivierungen werden mit Durchflussmikroskop online tberwacht und die
online aufgenommenen Bilder ausgewertet. Bei der Wahl der kultivierten Mikroalgenstamme
spielen die Morphologie, die Produktivitat, technische und industrielle Anwendungen eine
grol’e Rolle. Durch die Kultivierungen verschiedener Mikroalgen mit unterschiedlicher Mor-
phologie wird die Anwendbarkeit des Durchflussmikroskops an verschiedene Mikroalgen
betrachtet, damit die Beschrankungen des Systems ermittelt werden.

3.1. Entwicklung und Charakterisierung des Photobioreaktors

Mikroalgen betreiben Photosynthese und brauchen zum Wachstum CO, und Licht. Wegen

der Lichtversorgung der Zellen werden die Mikroalgen nicht in Stahlreaktoren, sondern in
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lichtdurchldssigen Photobioreaktorsystemen kultiviert. Fir die Kultivierung der Mikroalgen
wurde aus den genannten Griinden (Tabelle 2.6) Glas als Material fiir das Photobioreaktorsys-
tem gewahlt. Aufgrund der direkten Abhangigkeit der Produktivitat von der Lichtausbeute
wurde eine innenliegende zentrierte Beleuchtungseinheit realisiert, die eine maximale Aus-
nutzung der eingestrahlten Lichtenergie ermoglicht [66, 67]. VVon innen beleuchtete Photobio-
reaktoren erreichen im Allgemeinen hoéhere photosynthetische Effizienz als Blasensdulen-
oder Airlift-Reaktoren [68]. lhre volumetrische und spezifische Biomasse-Produktivitét ist
vergleichbar zu der von Blasensdulenreaktoren, aber bei signifikant niedrigeren Begasungsra-
ten (als Gasvolumendurchsatz pro Kulturvolumen und Minute) [69].

Das im Rahmen dieser Arbeit entwickelte Reaktorsystem zur Kultivierung unterschiedlicher
Mikroalgenstdmme besteht aus zwei Glasrohren (Glasmodulen) und einem Ausgleichsgefal
(rundes Gefall mit vielen Sensoren, siehe Abbildung 3.2) zur Adaption weiterer prozessanaly-
tischer Sonden, wie Temperatur, pO,, pH und CO, im Abgas. Das Kulturmedium wird in den
Glasrohren durch Leuchtstoffrohren (Osram, 13 W, 640, UniversalweiR) beleuchtet. Die
Leuchtstoffrohren sind im Inneren der Glasrohren platziert. Das Ziel der mittigen Platzierung
besteht darin, die Zellen gleichmaRig zu beleuchten und die Warmeenergie im Reaktor zu

halten. In Abbildung 3.1 a sind die beiden Glasrohre und das Ausgleichsgefal3 dargestellt.

Abbildung 3.1: a) Das gesamte Reaktorsystem mit beiden Glasreaktoren und Ausgleichsgefal wahrend einer
Kultivierung von Chlamydomonas reinhardtii. b) Das Reaktorsystem mit einem Glasreaktor
und Ausgleichsgefal wahrend einer Kultivierung von Chlorella vulgaris.
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Die Photobioreaktoren konnen nicht mit beliebig groBem Durchmesser gebaut werden, weil
bei hoher Zelldichte die Beleuchtung der innenliegenden Zellen nicht mehr moglich ist. Die
Lange von einem Glasrohr betragt 45cm, der Innendurchmesser zur Platzierung der
Leuchtstoffrohre ist 2,4 cm und der Aussendurchmesser ist 8 cm. Die Wellenlédnge und die
Lichtintensitat-Messungen der Leuchstoffrohre werden im Abschnitt 3.1.4 ausfihrlich
erlautert. Daraus resultiert, inklusive AusgleichsgefaR (siehe Abbildung 3.2), ein
Gesamtreaktorvolumen von 4 L. Die Reaktorelemente sind Uber entsprechende Anschliisse
mit Schlduchen verbunden. Mittels einer Peristaltikpumpe wird das Kulturmedium
kontinuierlich im Kreis gepumpt, wodurch eine gleichméaBige Beleuchtung und eine
gleichmaRige Temperaturverteilung im Photobioreaktorsystem erzielt wird. Durch den
kontinuierlichen Kreislauf wird die Sedimentation der Zellen verhindert und die Kulturbrihe
nahezu homogen gehalten.

In der folgenden Abbildung 3.2 ist das gesamte Photobioreaktorsystem inkl. Durchflussmik-
roskop, welches iiber einen Bypass an das System angeschlossen ist, dargestellt. Uber die
Vorlage wird das unsterile Kulturmedium mithilfe einer Peristaltikpumpe durch einen Steril-
filter (PorengroRe 0,2 um) in das System gefillt. Im Ausgleichsgefall werden ein Temperatur-
sensor, eine pH-Elektrode, ein Ruhrer und die Anschlisse fir den Photobioreaktor und das
Durchflussmikroskop untergebracht. Der Ruhrer im Ausgleichsgefal’ sorgt fur eine homogene
Durchmischung. Durch die spezielle Konstruktion der Rihrblétter wird kein Scherstress auf
die Mikroalgenzellen ausgeubt. Das gesamte System wird Uber das Ausgleichsgeféal? begast,
welches gleichzeitig auch zum Druckausgleich dient. Das Kulturmedium wird mithilfe einer
kleinen peristaltischen Pumpe in die Messzone des Durchflussmikroskops geschickt und an-

schlielend ohne Volumenverlust in das System zurtickbefordert.
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Abbildung 3.2: Gesamtes Photobioreaktorsystem inkl. Durchflussmikroskop. Rechts oben ist das Ausgleichsge-
fak mit den Begasungs- und Messstellen abgebildet.

Fir eine erfolgreiche Verwendung des Photobioreaktorsystems ist eine reaktionstechnische
Charakterisierung des entwickelten Systems notwendig. Dafiir werden grundlegende reaktor-
technische Daten und Kennzahlen fir das System ermittelt. Um Aussagen tber die Durchmi-
schung und die Verweilzeit im Reaktor treffen zu kénnen, wurden Messungen zur Bestim-
mung der Verweilzeit und des Durchmischungsverhalten bei unterschiedlichen Pumpge-
schwindigkeiten durchgefihrt. Um den Wéarmelibergang des Systems und den Wéarmeeffekt
der Leuchtstoffréhre zu ermitteln, wurde die Temperaturverteilung in dem Photobioreaktor-
system Uberwacht. Ein weiterer wichtiger Faktor zur Charakterisierung des Photobioreaktor-
systems ist der durch den k_a-Wert beschriebene Sauerstoffeintrag in das System und der aus
den Daten einer modifizierten Messmethode (Sulfit-Methode) berechnet wird. Zuletzt werden
die Lichtintensitdtsmessungen des Belichtungssystems durchgefihrt.

Die Messungen wurden fir die einzelnen Reaktorteile sowie fiir das Komplettsystem bei un-
terschiedlichen Pumpgeschwindigkeiten durchgefuhrt. Mit den daraus erhaltenen Ergebnissen
wird das entwickelte System evaluiert, wie weit das Photobioreaktorsystem in unterschiedli-

chen Mikroalgenkultivierungen eingesetzt werden kann.
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3.1.1. Bestimmung der Durchmischung im Photobioreaktor

Die Durchmischungsmessung ist fur die Reaktorcharakterisierung wichtig. So wird die Be-
stimmung der Durchmischung und Verweilzeit meistens als erster Schritt bei der reaktortech-
nischen Charakterisierung durchgefiihrt. Die Zeit, die in einem Reaktor bendtigt wird, bis eine
Substanz eine gleichmaRige Verteilung erreicht hat, wird als Durchmischungszeit bezeichnet.
Fir die Bestimmung des Durchmischungsverhaltens wird das gesamte VVolumen im geschlos-
senen System zirkuldr gepumpt. Mithilfe der Durchmischungsmessungen werden Informatio-
nen erhalten, wie sich die Teilchen im Photobioreaktor verhalten. Fir die Messung der
Durchmischung in einem Reaktorsystem gibt es unterschiedliche Methoden; in dieser Arbeit
wurden die Verdnderungen der Leitfahigkeit gemessen. Die Leitfahigkeit wurde durch eine
im System installierte Leitfahigkeitssonde (Tetra Con 325, Nova Analytics Deutschland
GmbH und Co. KG, Weilheim) verfolgt. Die Durchmischung lasst sich anhand der Konzent-
rationsédnderungen im Photobioreaktorsystem gut darstellen. Es gibt verschiedene Mdglich-
keiten der Tracer-Zugabe. Meistens werden das Stufensignal und das Impulssignal verwendet.
Die Bestimmung der optimalen Durchmischung erfolgte durch Zugabe eines Impulssignals.
Als Tracer wurde 1 mL einer 0,02 M KNO3-L0Osung injiziert. Die Zugabe des Tracers zur
Erzeugung des Impulssignals im Photobioreaktorsystem soll mdglichst schnell erfolgen. Da-
nach wird der Konzentrationsverlauf in Abhéngigkeit der Zeit gemessen.

Die Experimente wurden zunéchst fir einen Glasreaktor mit einem Ausgleichsgefal und ei-
nem Gesamtvolumen von 2,3 L durchgefihrt. In Abbildung 3.3 ist der Verlauf der Durchmi-
schungen bei unterschiedlichen Pumpgeschwindigkeiten (60, 80, 100, 120, 140, 160, 180 und
200 rpm) wiedergegeben.

Zur besseren Ubersicht ist in Abbildung 3.3 die maximal benétigte Zeit fur eine homogene
Durchmischung dargestellt. Im Reaktorsystem ist eine homogene Durchmischung erreicht,
sobald nach dem Kurvenmaximum der einzelnen Pumpgeschwindigkeiten eine Abweichung

von weniger als 10 % des Endwertes der Leitfahigkeit vorliegt.
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Abbildung 3.3: Experimentell ermittelte Durchmischungszeiten durch Zugabe eines Impulssignals bei unter-
schiedlichen Pumpgeschwindigkeiten.

Anhand der durchgefiihrten Durchmischungsexperimente wird ersichtlich, dass bei einem
Volumenstrom von 880 mL*min™ (140 rpm) eine homogene Durchmischung nach 140 s
erreicht wird. Auch bei Erhéhung der Pumpgeschwindigkeit bleibt dieser Wert konstant.

Die zur Erreichung einer homogenen Ldsung benétigte Zeit ist in Abbildung 3.4 dargestelit.
Wie in der Abbildung zu sehen ist, erreicht die Durchmischungszeit ab 880 mL*min™
Volumenstrom einen konstanten Wert von 140s (gelb markiert) und ist bei weiterer

Volumenstromsteigerung von dem Volumenstrom unabhéngig.
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Abbildung 3.4: Benétigte Zeit zum Erreichen einer homogenen Durchmischung in Abhangigkeit des
Volumenstroms fur einen Glasreaktor und ein AusgleichsgefaR.

Da in dieser Arbeit auch Kultivierungen mit zwei Glasreaktormodulen und einem
Ausgleichsgefal? durchgefuhrt werden sollen, wurden die Durchmischungmessungen mit
diesem erweiterten Reaktorsystem wiederholt. Das Volumen des Systems erhéht sich bei
diesem Versuch von 2,3 L auf 4 L. Die verwendete Tracermenge (KNO3-L6sung) bleibt bei
1mL.

Die Durchmischungszeit bis zur Homogenitat erhoht sich, da das Volumen des
Reaktorsystems grof3er geworden ist (Abbildung 3.5). Die homogene Durchmischungszeit
betragt fur den Volumenstrom 880 mL*min® 160s und bleibt bei Erhdhung der
Pumpgeschwindigkeit wiederum konstant.
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Abbildung 3.5: Durchmischungszeit in Abhangigkeit des Volumenstroms fiir das erweiterte Reaktorsystem
(zwei Glasmodulen und ein AusgleichsgefaR).

Die erhaltenen Ergebnisse zeigen, dass dieses Photobioreaktorsystem (sowohl mit einem
Glasmodul als auch mit zwei Glasmodulen) eine schnelle Durchmischung (140 s und 160 s)
erzielt. Diese schnelle Durchmischung wurde durch die Konstruktion des Photobioreaktors
erreicht, weil durch die Anschlisse (an der die Reaktormodule Uber Silikonschlauche
miteinander angeschlossen wurde (Abbildung 3.1)) eine gute turbulente Stromung ermdglicht
wurde. Der Rihrer im Ausgleichsgefal half auch bei der schnellen Durchmischung, weil die
Losung durch den Ruhrer schneller homogen gemischt wurde.

3.1.2. Bestimmung der Verweilzeit im Photobioreaktor

Die hydrodynamische Verweilzeit spielt bei der Charakterisierung reaktionstechnischer
KenngrélRen ebenfalls eine wichtige Rolle. Die Verweilzeit ist die Aufenthaltszeit, die ein
Volumenelement in einem Reaktor verbracht hat. Bei der Verweilzeitverteilung wird das Re-
aktorvolumen nicht zirkular gepumpt, sondern linear gepumpt. Die Verweilzeit T hat eine
grolle Bedeutung und ist von Reaktor zu Reaktor sehr unterschiedlich. Bei idealen Reaktoren,
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unter Annahme konstanter Volumenstréme und keiner Volumenénderung wéhrend der Reak-

tion, wird die Verweilzeit mit folgender Formel berechnet:

Formel 3.1: Verweilzeit

I)"
oo L
¥
T = Werweilzeit
Ve = Cesamtvolumen
V' = Volunenstrom

Die Verweilzeitverteilung wird allgemein mit unterschiedlichen Methoden bestimmt, in dieser
Arbeit wurde, wie beim Durchmischungsverhalten, die Leitfahigkeitsanderung unter Verwen-
dung eines Impulssignals gemessen. Als Tracer wurde, wie bei den Durchmischungsmessun-
gen, 1 mL einer 0,02 M KNO3-Ldsung verwendet und der Konzentrationsverlauf in Abhén-
gigkeit der Zeit gemessen.

Zundachst wurden die Experimente wieder fur einen Glasreaktor mit Ausgleichsgefald durchge-
fihrt. In Abbildung 3.6 sind die Ergebnisse flr 8 verschiedene Pumpgeschwindigkeiten (60,
80, 100, 120, 140, 160, 180 und 200 rpm) dargestellt, die Volumenstrémen von 385, 460, 590,
670, 880, 1.050, 1250 und 1.450 mL*min~entsprechen. Aus dem Antwortsignal wurde die
Verweilzeitdichtefunktion E(®) abgeleitet.
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Abbildung 3.6: Experimentell ermittelte Verweilzeitverteilung durch Zugabe eines Impulssignals in einem
Glasreaktor mit Ausgleichsgefal} (gesamtes VVolumen 2,3 L) bei unterschiedlichen Pumpge-
schwindigkeiten. Als Tracer wird 1 mL einer 0,02 M KNOj injiziert. Die Anderung der Leitfa-
higkeit wird mit der Leitfahigkeitselektrode Tetra Con 325 (Nova Analytics Deutschland
GmbH und Co. KG, Weilheim) am Reaktorausgang gemessen.

Bei den Ergebnissen ist festzuhalten, dass im Photobioreaktorsystem die Variation der
Pumpgeschwindigkeit zwischen 880-1.450 mL*min™* keinen bedeutsamen Einfluss auf die
Verweilzeitverteilung zeigt. Aufgrund der experimentell bestimmten Daten wurde fiir die
Kultivierungsprozesse der Mikroalgen ein Volumenstrom von 880 mL*min™ gewahlt. Die
Erhohung der Pumpgeschwindigkeit bzw. des Volumenstroms &ndert die Zeit, in der die An-
fangswerte der Leitfahigkeit wieder erreicht wurden, nicht; nach 400 s haben alle Teilchen
das System wieder verlassen. Das gesamte Volumen betrug fur diese Messung 2.300 mL.
Nach Formel 3.1 berechnete Verweilzeit fiir jeweilige Volumenstrome (385, 460, 590, 670,
880, 1.050, 1250 und 1.450 mL*min™) sind 6, 5, 3,90, 3,43, 2,61, 2,19, 1,84 und 1,59 min.
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Abbildung 3.7: Experimentell ermittelte Verweilzeitdichtefunktion E(®) durch Zugabe eines Impulssignals
sowie die theoretisch berechnete Verweilzeitsummenfunktion F(®) mit einem Glasreaktormo-
dul und Ausgleichsgef4R bei 880 mL*min™ Volumenstrom (Pumpengeschwindigkeit 140 rpm).
Als Tracer wird 1 mL einer 0,02 molaren KNOj injiziert. Die Anderung der Leitfahigkeit wird
mit der Leitfdhigkeitselektrode am Reaktorausgang gemessen.

Aus dem Antwortsignal des Impulssignals l&sst sich die Verweilzeitdichtefunktion E(®) ab-
leiten. Abbildung 3.7 zeigt die experimentell bestimmte Verweilzeitdichtefunktion E(®) so-
wie die daraus berechnete Verweilzeitsummenfunktion F(®) fiir den Photobioreaktor mit ei-
nem Glasreaktormodul und Ausgleichsgefal} bei einer Ruhrgeschwindigkeit von 140 rpm.
Durch die kalkulierten Daten l&sst sich festhalten, dass sich der Photobioreaktor mit einem
Glasreaktormodul und Ausgleichsgefal’ reaktionstechnisch nahezu wie ein kontinuierlich be-

triebener Ruhrkesselreaktor verhalt.
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Abbildung 3.8: Experimentell ermittelte Verweilzeitverteilung durch Zugabe eines Impulssignals mit zwei
Glasreaktoren und Ausgleichsgefal (gesamtes Volumen 4 L) bei unterschiedlichen Pumpenge-
schwindigkeiten. Als Tracer wird 1 mL einer 0,02 molaren KNOj injiziert. Die Anderung der
Leitfahigkeit wird mit der Leitfahigkeitselektrode Tetra Con 325 (Nova Analytics Deutschland
GmbH und Co. KG, Weilheim) am Reaktorausgang gemessen.

In Abbildung 3.8 sind die Verweilzeitergebnisse fir das gesamte Reaktorsystem (zwei
Glasreaktormodulen mit AusgleichsgefaR) dargestellt. Durch das steigende Volumen werden
bei gleichem Tracersignal niedrigere Leitfahigkeitswerte gemessen worden, weil sich das
Volumen des gesamten Reaktorsystem vergroRert hat. Diese Volumenvergréierung hatte
direkten Einfluss auf die Leitfahigkeit und die Zeit, in der die homogene Mischung erreicht
wurde. Das Volumen des gesamten Reaktorsystems betragt 4.000 mL. Nach Formel 3.1 be-
rechnete Verweilzeit fir jeweilige Volumenstrome (385, 460, 590, 670, 880, 1.050, 1250 und
1.450 mL*min™) sind 10,4, 8,7, 6,78, 5,97, 4,55, 3,81, 3,2 und 2,76 min.

3.1.3. Erstellung der Temperaturprofile im Photobioreaktor

Die konstante Temperatur im Photobioreaktor ist ein wichtiger Faktor bei der Charakterisie-
rung von Reaktorsystemen, weil das Wachstum bei den Stdimmen C. reinhardtii, C. vulgaris,
H. pluvialis, N. oculata und P. tricornutum tber 28 °C negativ beeinflusst wird. Daher ist es

sinnvoll, den Wérmelibergang des Reaktorsystems zu charakterisieren und zu optimieren.
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Schon durch sein grundlegendes Konstruktionsprinzip wurde das PBR fiir einen optimalen
Lichteintrag und Warmelbergang ausgelegt. Hierflr werden verschiedene Temperaturprofile
fir das Photobioreaktorsystem aufgenommen, die das Kuhlung- und Heizungsverhalten des
gesamten Systems beschreiben.

Um die mogliche Temperaturerhohung durch die Leuchtstoffrohre zu erfassen, wird an meh-
reren Stellen der Temperaturverlauf in Abhéngigkeit der Zeit gemessen und somit ein Tempe-
raturprofil des Reaktors erstellt. Die Temperaturmessungen wurden an drei unterschiedlichen
Stellen im Photobioreaktorsystem durchgefihrt: Im Ausgleichsgefall mit einem Temperatur-
fiihler, auf der Glasoberflache des Photobioreaktors und schliellich die Raumtemperatur. Mit
diesen Messungen wird untersucht, wie stark der Einfluss der Strahlung der Leuchtstoffrohre
auf den zeitlichen Temperaturverlauf im Photobioreaktor ist. Die sechs unterschiedlichen, in
dieser Arbeit kultivierten, Mikroalgenstdamme zeigen unterschiedliche Temperaturoptima und
Empfindlichkeit gegentiber hoheren Kultivierungstemperaturen. Einige Stdamme werden bei
Raumtemperatur, einige bis maximal 25 °C und einige bei 30 °C kultiviert. Die passende
Temperatur wird daher bei Kultivierungen mit einer Biostat B-Kontrolleinheit (Sartorius)
uber den Mantel des AusgleichsgefaRes geregelt. Die Messungen zum zeitlichen Temperatur-
verlauf erfolgen ohne Mantelheizung und ohne Mantelkiihlung. Abbildung 3.9 zeigt, wie sich
die Beleuchtung mit der Leuchtstoffrohre auf die Temperatur des Photobioreaktorsystems

auswirkt.
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Abbildung 3.9: Zeitliche Temperaturprofile zur Charakterisierung des Wérmeubergangs fir den Photobioreak-
tor. Die benutzte Pumpgeschwindigkeit betragt 140 rpm (der Volumenstrom 880 mL*min™).
Die Glasoberflachentemperatur ist als gelbe Linie gekennzeichnet, die Innentemperatur im Re-
aktor mit blauer Linie und die Raumtemperatur mit rosa Linie.

Als Medium wurde deionisiertes Wasser verwendet. Die in der Abbildung 3.9 dargestellten
Temperaturprofile entsprechen den Erwartungen. Die Leuchtstoffrohre hat einen messbaren
Einfluss auf die Temperatur des gesamten Photobioreaktorsystems. Die Anfangsraumtempe-
ratur betrug 21 °C, die Reaktorinnentemperatur 19 °C und die Glasoberflachentemperatur des
Reaktors 18 °C. Nach 6 h Messzeit wurde fur die Raumtemperatur eine Temperaturerhdhung
um 2 °C, fur den Reaktorinnenraum um 5 °C und fir die Oberflache des Reaktors um 4 °C
festgestellt. Wé&hrend der Messung erhohte sich die Raumtemperatur durch duf3ere Einflusse
um 2 °C. Die Erhéhung der Reaktorinnenraumtemperatur liegt nicht nur an Leuchtstoffrohre,
sondern auch an der Erh6hung der Raumtemperatur. Nachdem die Werte konstant blieben,
wurde die Messung gestoppt. Durch diese Ergebnisse konnte festgestellt werden, dass die
verwendete Leuchtstoffréhre auf die Temperaturzunahme einen Einfluss hat, der bei der Ein-
stellung der Prozessbedingungen von Mikroalgenkultivierungen beriicksichtigt werden muss,
da die Leuchtstoffréhre das Medium unter diesen Bedingungen um mindestens 3 °C aufheizt.
Die Temperatur wird wéhrend der Kultivierung Gber Temperaturfiihler mithilfe einer Biostat-

B-Kontrolleinheit (Sartorius) gemessen und bei einigen Kultivierungen (C. reinhardtii und C.
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vulgaris) im bestimmten Bereich konstant gehalten. Die Kiihlung des Photobioreaktors erfolgt
uber den Mantel des Ausgleichsgefalles.

3.1.4. Messung der Lichtintensitaten im Photobioreaktor

Die Lichtintensitat spielt bei der Mikroalgenkultivierung eine wichtige Rolle. Erhalten die
Mikroalgenzellen nicht ausreichend Licht, so wird das Algenwachstum gehemmt. Hohe
Lichtintensitaten dagegen sind fur die Mikroalgenzellen schéadlich (Photoinhibition). Um die
richtige Beleuchtungsintensitat wahlen zu kénnen, wurden Lichtintensitdtsmessungen mit der
Leuchtstoffrohre und dem gesamten Photobioreaktor durchgefuhrt.

Die Lichtintensitat der photosynthetisch aktiven Lichtstrahlung im Bereich zwischen 400-
700 nm wird mit der physikalischen GréRe PAR (Photosynthetic Active Radiation, PAR, die
Einheit pE*m™*s™.) beschrieben. Diese GréRe charakterisiert den Wellenlangenbereich, den
die Photosysteme phototropher Organismen effizient nutzen konnen. LeistungsméaRig ent-
spricht sie 43 % der auf die Erde treffenden Lichtenergie.

Fur die Messungen der Lichtintensitat wurde ein Diodenarrayspektrometer, Dr. Grébel UV-
Elektronik GmbH mit 1024 Dioden und Messbereich 200-800 nm verwendet [70]. Das Licht
wird Uber einen Gittermonochromator auf die Dioden spektral verteilt. Der Messabstand zwi-
schen den Dioden betrdagt 0,6 nm und die Halbwertsbreite 1,2 nm (Auflésung). Der MeRRkopf
ist eine Ulbrichtkugel mit Teflonbeschichtung. Die Eingangs6ffnung des MelRkopfs war beli
einer Messung direkt auf der Oberflache der Leuchtstoffrohre oder auf der &ulleren Reaktor-
wand befestigt.

Zuerst wurde die Lichtintensitat direkt auf der Oberflache der Leuchtstoffréhre gemessen,
danach wurden die Lichtintensitaten auf der duf3eren Reaktorwand mit leerem und mit was-
sergefulltem Photobioreaktor bestimmt. Die Lichtintensitaten auf der Leuchtstoffrohre (rosa
Linie) und auf der Photobioreaktorwand mit leerem Photobioreaktor (gelbe Linie) sind in der
Abbildung 3.10 dargestellt. Die Leuchtstoffrohre strahlt im Bereich 300-700 nm. Wie in Ab-
bildung 3.10 dargestellt, die Lichtintensitat auf der Photobioreaktorwand ist im gesamten Ver-
lauf um etwa 40 % niedriger als die Lichtintensitat auf der Leuchtstoffrohre, was zum Uber-
wiegenden Teil auf die groRere Entfernung von der Lichtquelle und zum kleinen Teil auf die

Lichtabsorption im Glas zuriickzufiihren ist.
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Abbildung 3.10: Lichtintensitaten auf der Oberflache der Leuchtstoffréhre und auf der Oberflache des leeren
Photobioreaktors (rosa: Leucht-stoffrohre, gelb: Photobioreaktor).
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Abbildung 3.12: Lichtintensitat auf der Oberfl&dche des mit bidestilliertem H,O befillten Photobioreaktor.



Ergebnisse und Diskussion 44

In der Abbildung 3.12 ist die Lichtintensitat auf der Oberflache des mit destilliertem Wasser
befullten Photobioreaktor dargestellt. Die Lichtintensitat sinkt hier im Vergleich zum leeren
Photobioreaktor um weitere etwa 10 %.

Die gemessene integrierte Lichtintensitat fir den PAR-Bereich (400-700 nm) betragt fur die
Oberflache der Leuchtstoffrohre 79 pE*m™*s™, fiir die Oberflache des leeren Photobioreak-
tors 50 pE*m™?*s™ und fir die Oberfliche des mit Wasser gefiillten Photobioreaktors
45 pE*m™>*s™., wenn man vom Umrechnungsfaktor 4.59 von W*m? zu pE*m™*s™ fiir den
verwendeten Leuchtstoffréhrentyp ausgeht [71].

Eine ausreichende Lichtversorgung der Mikroalgen ist also bei zentraler Belichtung zumin-
dest am Anfang der Kultivierung auch an der AulRenwand gewahrleistet.

3.1.5. Kpa-Wert-Bestimmung im Photobioreaktor

In einem Bioreaktor-System stellt die Sauerstoffversorgung der Mikroorganismen einen wich-
tigen Parameter fiir das Zellwachstum dar. Ausreichende Sauerstoffversorgung und die Uber-
wachung der Konzentrationsanderung wahrend der Kultivierung ist unverzichtbar. In Biore-
aktoren sollte die Sauerstoffkonzentration im Nahrmedium bei aeroben Kultivierungsprozes-
sen mindestens in der gleichen GréRenordnung liegen wie die biologische Sauerstoffaufnah-
merate.

Bei Mikroalgenkultivierungen hingegen muss die Versorgung der Zellen mit geniigend CO;
und die Entfernung des produzierten O, gewdhrleistet werden. Um die Gasversorgung im
Photoreaktorsystem zu charakterisieren, wird unter Verwendung der Sulfit-Methode der k a-
Wert bestimmt. Eine 10 % Natriumsulfitlosung mit katalytischer Menge (10 pL) Cobalt (I1)-
lonen (10" mol*L™) wird angesetzt und der Reaktor mit dieser Ldsung aufgefiillt. Damit wird
ein kunstliches, sauerstoffverbrauchendes System erzeugt. Durch den in die Lésung transpor-
tierten und dann geltsten Sauerstoff werden Sulfit-lonen zu Sulfat-lonen oxidiert, wobei die

Metallionen die Reaktion katalysieren. Die Bruttooxidationsreaktionsgleichung ist wie folgt:

2+

SO- +1%460, % 5 S02
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Aus dem Zeitintervall zwischen dem Begasungsbeginn und dem Anstieg der Sauerstoffkon-
zentration auf ann&hernd 100 % der Saturation wird der ki a-Wert mit Hilfe der folgenden

Formeln berechnet:

Formel 3.2: Formel fur die OTR-Berechnung.

SDB 16
OTE. = * + 1000
dt 126
Formel 3.3: Formel fur die k_a-Berechnung.
OTE
1{ La =
¥
C
kLa volumetrischer Sauerstofftransferkoeffizient [h™]
Csos Konzentration von Na,SO3 [gL?]
dt Messzeit [h]
OTR Sauerstofftransferrate [mg L™ h]
c* Sauerstoffsattigungskonzentration [mg L™

Die Messung der Sauerstoffkonzentration wurde mittels Sauerstoffsensoren (Presens, Oxy-4)
durchgefuhrt. Der Sauerstoffsensor wurde unter Standard-Bedingungen kalibriert. Die Mes-
sung und die Berechnung wurde mit den folgenden Werten durchgefihrt: Sulfitkonzentration
100 g*L™; Messzeit 200 min; Sauerstoffsattigungskonzentration 8,83*mg*L™ (22 °C); Luft-
volumenstrom 1,5 L*min™’. Der ermittelte k, a-Wert betragt 431 h™ und liegt also im Bereich
der Werte einer Blasensaule (50-1.000 min™) und eines Riihrkesselreaktors (300-3.000 min™)
[72]. Dieser Wert zeigt, dass dieses neuentwickelte Photobioreaktorsystem einen guten Gas-
ubergang ermdglicht. Bei den Mikroalgenkultivierungen werden also die CO,-Zufuhr und die

O,-Abfuhr keinen limitierenden Faktor darstellen.
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Abbildung 3.13: Sauerstoffsattigung in Abhangigkeit von der Zeit.

In der Abbildung 3.13 ist der Verlauf der Sauerstoffsattigung in Abhangigkeit von der Zeit
dargestellt. Wie in der Abbildung zu sehen ist, lag die Sauerstoffsattigung bis 100 min nahe
Null, da die Oxidationsreaktion von Sulfit zu Sulfat den eingetragenen Sauerstoff sofort ver-
braucht. Nach 200 min erreichte die Sauerstoffsattigung 100 %. Das liefert den Nachweis
dafiir, dass die Oxidationsreaktion vollstdndig stattgefunden hat und die gesamte Sulfitmenge

verbraucht war.
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3.1.6. Fazit

Fur die Durchfiihrung der Mikroalgenkultivierungen wurde ein Photobioreaktorsystem entwi-
ckelt. Zunachst wurden fur die Reaktorcharakterisierung Durchmischungsmessungen durch-
gefiihrt. Bei dem Reaktorsystem mit einem Glasreaktormodul und Ausgleichsgefa wurde
nach 140 s bei einer Durchflussrate von 880 mL*min™ eine homogene Durchmischung er-
reicht. Flr die homogene Durchmischung mit zwei Glasreaktormodulen inkl. Ausgleichsge-
faR wird, wie erwartet, mehr Zeit bendtigt (160 s bei 880 mL*min™). Eine Erh6hung der
Durchflussrate hat keinen Einfluss auf die Zeit, bei der die homogene Durchmischung erreicht
wird. Demzufolge wird als Richtwert fir die Durchflussrate 880 mL*min™ genommen.

Bei den Durchmischungsmessungen wurde das Kulturmedium zirkulér, bei der Verweilzeit-
verteilung linear gepumpt.

Die Verweilzeit-Bestimmung ist ein wichtiger reaktortechnischer Parameter. Bei der Messung
der Durchmischung zeigt die Durchflussrate mit 880 mL*min™ die schnellste Vermischung.
Die anschlieBend erhohten Pumpengeschwindigkeiten haben keinen Einfluss auf die Zeit, bei
der die homogene Mischung erreicht wird. Als Salzlésung dient auch hier 1 mL 0,02 molare
KNO3, wie erwartet erhéht sich die Verweilzeit mit steigendem Volumen.

Um den Einfluss der Leuchtstoffréhre zu bestimmen, wurden Temperaturprofile des Reaktor-
systems aufgenommen. Da die Leuchtstoffrohre fur eine gleichmaRige Beleuchtung im Inne-
ren des Photobioreaktors platziert ist, war anzunehmen, dass durch die Leuchtstoffrohre die
Temperatur des Mediums erhoht werde. Die gleichzeitigen Messungen im Medium, auf der
Glasoberflache des Photobioreaktors und der Raumtemperatur zeigten, dass die Temperatur
im Reaktor durch die Leuchtstoffréhre um 3,5 °C erhoht wurde. Diese Temperaturerhdhung
betragt etwa 3,5 °C und kann fir Mikroalgenkultivierungen einen limitierenden Faktor dar-
stellen, weil die direkt an der Leuchtstoffrohre liegenden Zellen wegen der hohen Temperatur
geschadigt werden kénnen. Des Weiteren wird die Temperatur mit dem Thermostat des Bios-
tat B (Steuereinheit) konstant gehalten.

Da die Lichtintensitat einen entscheidenden Faktor bei der Mikroalgenkultivierungen dar-
stellt, muss das hier verwendete Leuchtmittel genau zum Mikroalgenabsorptionsbereich pas-
sen. Aus diesem Grund wurden die Lichtintensitaten der Leuchtstoffrohre gemessen. Die
Lichtintensitat an der dufReren Reaktorglasswand betrdgt etwa 60 % der Intensitét in der Nahe
der Leuchtstoffrohre, was fur die Lichtversorgung der Mikroalgen ausreichend ist.

Die Sauerstoffverteilung im Photobioreaktor ist ebenfalls ein wichtiger Parameter bei der re-

aktortechnischen Charakterisierung. Bei dem Photobioreaktorsystem wurde ein k_a-Wert von
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431 h™* gemessen. Dieser Wert stimmt mit dem in der Literatur angegebenen theoretischen
Werten fir Blasensdulen und Ruhrkesselreaktoren uberein. Es liegt eine gute Sauerstoffvertei-
lung im Photobioreaktorsystem vor, d.h. wenn die Zellen im Photobioreaktor mit Druckluft
mit und ohne CO, begast werden, ist die Versorgung der Zellen mit CO, gewéhrleistet.

Die Ergebnisse der durchgefiihrten Versuche zeigen, dass das entwickelte Photobioreaktor-
system ein gutes Modell fur die Mikroalgenkultivierungen darstellt.

Als Zusammenfassung weist das gesamte Photobioreaktorsystem die folgenden Vorteile auf:

schnelle Durchmischung

- enge Verweilzeitverteilung

- geringe Lichtabsorption durch das System

- ausreichende und gleichmaRige Lichtversorgung der kultivierenden Mikroalgen

- weite Oberflachen, da das Reaktormaterial aus Glas besteht

- autoklavierbares Reaktorsystem

- durch weitere Glasreaktormodule erweiterbares Reaktorsystem

- nicht genutzte Lichtenergie wird als thermische Energie von dem System
aufgenommen und reduziert den Energie-Aufwand zur Reaktortemperierung

- guter Sauerstofflibergang

- leichte Reinigung
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3.2. Kultivierung von Chlamydomonas reinhardtii

Die Kultivierung von Mikroalgen wird vorwiegend im Schiittelkolben sowie in Photobioreak-
toren im Labor-, Technikums- und Industriemal3stab durchgefiihrt. Wahrend der Kultivierung
mussen die eingestellten Bedingungen, wie Temperatur, pH-Wert, Begasungsrate und Be-
leuchtungsstarke tberwacht und geregelt werden.

Die Kultivierungen kénnen kontinuierlich, halbkontinuierlich (fed-batch-Kultivierung) und
diskontinuierlich (batch-Kultivierung) durchgefihrt werden. Bei dem kontinuierlichen Pro-
zess wird das frische Medium zugefihrt und das Kultivierungsmedium mit den Zellen abge-
fiihrt, so dass die Zelldichte im Reaktor konstant gehalten wird. Bei dem batch-Betrieb sind
die notigen Nahrstoffe im frischen Medium enthalten und die Zellen wachsen solange, bis die
Né&hrstoffe vollstandig verbraucht sind. Bei der fed-batch-Kultivierung wird je nach Ver-
brauch neue N&hrlésung dem Kulturmedium zugegeben.

In dieser Arbeit wurden die Mikroalgenzellen im Schittelkolben und im batch-
Photobioreaktorsystem kultiviert. Zunachst wurde die in der Forschung breit verwendete
Mikroalge Chlamydomonas reinhardtii als Modellorganismus kultiviert. C. reinhardtii ist der
bekannteste und am Weitesten erforschte Mikroalgenstamm unter allen Mikroalgen.

Um das Wachstum von C. reinhardtii bei unterschiedlichen Kultivierungsbedingungen zu
untersuchen, wurden zuerst Schuttelkolbenkultivierungen durchgefuhrt. Nach der Optimie-
rung im Schittelkolben wurden die Kultivierungsparameter auf den Photobioreaktormafstab
Ubertragen. Das Hauptziel der Untersuchungen lag darin, dass das in-Situ Mikroskop und das
Durchflussmikroskop an die Prozessiiberwachung angepasst werden. Fir die Anpassung des
Mikroskops werden verschiedene Versuche durchgefuhrt und die optimale Bedingung fir die
Kultivierung ausgewahlt. Nachdem die Uberwachsungs- und Auswertungsparameter fir den
Stamm eingestellt wurden, kann dieses System auf weitere Mikroalgenstimme angewandt
werden.

Die bei den Kultivierungen angewendeten Bestimmungsmethoden der einzelnen Prozessgro-
Ren werden im Anhang beschrieben. Insgesamt wurden folgende Prozessgrofien gemessen:
ODssp (Messmethode siehe Anhang, Abschnitt 5.1.5.1), Glucose-Konzentration (Abschnitt
5.1.5.2), Chlorophyll-Konzentration (Abschnitt 5.1.5.3), Zellzahl (Abschnitt 5.1.5.4) und der
pH-Wert (Abschnitt 5.1.5.5).
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3.2.1. Kultivierungen im Schuttelkolben

Fur die Kultivierungen und die Untersuchung des Kultivierungsverhaltens von C. reinhardtii
wurden Schittelkolben (500 mL) mit 2 Schikanen verwendet. Als Kulturmedium wurde das
TAP-Medium (Zusammensetzung siehe Anhang, Abschnitt 5.1.2.1) verwendet, das in der
Literatur empfohlen wird [73]. Vergleichskultivierungen mit anderen N&hrstoffmedien besté-
tigten, dass C. reinhardtii in diesem Medium am Besten wéchst. Die C. reinhardtii Kultivie-
rungen im Schittelkolben werden in den folgenden drei Unterkapiteln zusammengefasst.

3.2.1.1. Standard-Kultivierungen

Standard-Kultivierungen sind Kultivierungen von C. reinhardtii im TAP-Medium ohne jegli-
che Zusatze. Dabei wird der Schittelkolben nicht begast und die Beleuchtungszeit betragt
24 h taglich. Standard-Kultivierungen werden in dieser Dissertation als Referenz-Kultivierung
bezeichnet. Zur Beleuchtung wird eine Lampe (Secret Jardin 72 W) verwendet. Die Kultivie-
rungsbedingungen sind in der Tabelle 3.1 zusammengefasst.

Tabelle 3.1: Kultivierungsbedingungen fir Chlamydomonas reinhartdii im Schittelkolben.

Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)
Temperatur RT
Schuttelgeschwindigkeit 100min™

pH 7

Medium TAP-Medium
Beleuchtungsdauer (téglich) 24 h

Das Wachstum wurde mittels Bestimmung der Optischen Dichte 550 nm (ODsso) verfolgt.
Die Messungen der OD wurden einmal taglich durchgefihrt, weil die Kultivierungsdauer re-
lativ lang ist und bei hdufigerer Probenentnahme der Volumenverlust zu hoch wére, was die
Genauigkeit der Ergebnisse beeintrachtigen wirde. Neben der ODsso wurde auch die Chloro-
phyll-Konzentration Zellzahl und der pH-Wert Uberwacht. Bei dem Stamm wurde die Mes-
sung der Optischen Dichte bei 550 nm durchgefiihrt, da diese infolge des VVorhandenseins von
Chlorophyll bei hoheren Wellenlangen keine reproduzierbaren Ergebnisse liefern wiirden.
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Das Absorptionsmaximum von Chlorophyll a und Chlorophyll b liegt ndmlich im Bereich
600-650 nm.
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Abbildung 3.14: Der Verlauf der Optischen Dichte der Chlamydomonas reinhardtii Kultivierung mit Zellzahl,
pH-Wert und Chlorophyll-Konzentration.

In Abbildung 3.14 ist der Kultivierungsverlauf der Schittelkolbenkultur dargestellt mit Ver-
lauf der Optischen Dichte, Zellzahl, Chlorophyll-Konzentration und pH-Wert. Die Abbildung
zeigt, dass die Zellen zu Beginn der Kultivierung eine kurze Lag-Phase aufweisen. Die Zellen
gehen nach der Adaptionszeit von 24 h in die exponentielle Wachstumsphase (ber. Die ma-
ximale Optische Dichte erreichte in der Kultivierung einen Wert von ODss = 2,4 und die ma-
ximale Zellzahl betrug 1,75*10" mL™. Nach 12-tagiger Kultivierung wurde eine Chlorophyll-
Konzentration (Abschnitt 5.1.5.3 im Anhang) von 38 mg*L™ erreicht. Die Chlorophyll-
Konzentration erfasst die beiden Chlorophyllarten, Chlorophyll a und Chlorophyll b. Die
Chlorophyllbestimmung ist im Anhang (Abschnitt 5.1.5.3) beschrieben.

Der Verlauf der mit der Neubauerkammer ermittelten Zellzahl, der Optischen Dichte und der
Chlorophyll Konzentration korreliert gut miteinander. In Abbildung 3.15 ist die Korrelation
zwischen der Zellzahl und der Optischen Dichte dargestellt.
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Abbildung 3.15: Vergleich der Ergebnisse der Optischen Dichte und der Zellzahlbestimmung mit der Neubau-
erkammer wahrend der C. reinhardtii Schittelkolben-Kultivierung.

Die Korrelation ist bis zum 6. Tag nahezu linear, ab dem Tag 7 weicht die Zellzahl in Rich-
tung grolRerer Werte gegenuber der Linearbeziehung ab (siehe in Abbildung 3.15). Das kann
durch das Entstehen der vielen kleinen Tochterzellen aus den Mutterzellen, die bei der glei-

chen Optischen Dichte eine hohere Zellzahl aufweisen, erklért werden.

3.2.1.2. Kultivierungen mit Begasung

Nach den Standard-Kultivierungen wurden die Kultivierungen mit Begasung im Schittelkol-
ben durchgefihrt. Das Ziel war es, die Produktion der Biomasse zu erhéhen und die Bedin-
gungen fir C. reinhardtii Kultivierungen zu optimieren. Die Begasung der Schiittelkolben
wird Ober eine Kolbenkappe mit Druckluft und CO, durchgefiihrt (Abbildung 3.16). Die Sili-
konschlduche werden vor der Kultivierung genauso wie Schittelkolben durch Autoklavieren

sterilisiert. Bei der Probeentnahme wird der Begasungsschlauch mit einer Metallklemme ge-
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schlossen, damit die Schléduche steril bleiben. Die eingestellten Kultivierungsbedingungen
sind in Tabelle 3.2 zusammengefasst.

Tabelle 3.2: Kultivierungsbedingungen fir Chlamydomonas reinhardtii im Schittelkolben mit Begasung.
Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)

Temperatur RT

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 7
Begasung 300 mL*min™ und CO, (2 % und 4 % (v/v))
Medium TAP-Medium

Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h

Die C. reinhardtii Kultivierung wurde in zwei Begasungsmodus durchgefiihrt. Im ersten Mo-
dus wurden die Schiittelkolben ber die Kolbenkappe nur mit Druckluft (300 mL*min™) be-
gast, im zweiten Modus wurde die Druckluft-CO, Mischung verwendet (Abbildung 3.16).

Begasungsrolr
Beleuchtungsemheit

Alu-Kappe mit

Beleuchtungseinheit Begasungsrohr

500 wmlL Schittellzolben

Abbildung 3.16: Das Kolbenkappen-Begasungssystem (mit oder ohne CO,) wahrend der Mikroalgenkultivie-
rungen im Schiittelkolben.
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Abbildung 3.17: Der Verlauf der Optischen Dichte der Chlamydomonas reinhardtii Kultivierung (mit Druckluft-
Begasung) mit Zellzahl, pH-Wert und Chlorophyll-Konzentration.

In Abbildung 3.17 ist der Wachstumsverlauf der C. reinhardtii Kultivierung im Schittelkol-
ben mit Druckluft-Begasung (300 mL*min™) dargestellt. Bei dieser Kultivierung betragt die
finale ODsso = 6, was 2,2—fach hoher als bei der Standard-Kultivierung ist. Wie die Optische
Dichte, verdoppelt sich auch die Zellzahl bei der Kultivierung mit der Druckluft-Begasung.
Die Chlorophyll-Konzentration verdoppelt sich und erreicht einen Wert von 55 mg*L™. Die
Werte der Optischen Dichte, die Zellzahl und die Chlorophyll-Konzentration weisen &hnliche
Verlaufe auf. Mit der Druckluft-Begasung (300 mL*min™) und 2 % (v/v) CO,-Anreicherung
(6 mL*min™) wurde eine weitere Optimierung der C. reinhardtii Kultivierung durchgefiihrt,

mit der das Wachstum von C. reinhardtii weiter gesteigert werden sollte (Abbildung 3.18).
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Abbildung 3.18: Der Verlauf der Optischen Dichte der Chlamydomonas reinhardtii Kultivierung (Druckluft-
Begasung mit 2 % CO, (v/v)) mit Zellzahl, pH-Wert und Chlorophyll-Konzentration.

Hier wurde eine Optische Dichte von ODsso =7,5 erreicht und eine Chlorophyll-Konzentration
von 62 mg*L™ erzielt. Die Zellzahl andert sich im Vergleich zu einer Kultivierung mit Druck-
luftbegasung nicht. Vermutlich sind bei gleichbleibender Zellzahl die Tochterzellen weiter
gewachsen, wodurch eine hohe Optische Dichte erreicht wurde.

Um den Einfluss von CO, auf das Wachstum von C. reinhardtii weiter zu verifizieren, wur-
den die Kultivierungen noch einmal mit erhéhtem (4 % (v/v)) CO,-Anteil in der Begasung
durchgefuhrt (Abbildung 3.19).



Ergebnisse und Diskussion 56

9 1000 90 - 80
- 900 470
180 485
] 460

= {700

c 1 - 450

3 Je00 E{so

o, | <

[ -smé- 40

S y fio) B

@) —400E_75 4130

&) 1 ©

< 4300 NJ |

2 T 420

g- 420 70

410

4100 |
4o g5 10
14

Zeit [Tag]

Abbildung 3.19: Der Verlauf der Optischen Dichte der Chlamydomonas reinhardtii Kultivierung (Druckluft-
Begasung mit 4 % CO, (v/v)) mit Zellzahl, pH-Wert und Chlorophyll-Konzentration.

Die Begasungsrate im Schiittelkolben betrug 300 mL*min™. Bei dieser Kultivierung erreicht
die Optische Dichte einen Wert von ODsso = 8, mit einer Zellzahl von 4,25*10’ mL™. Die
Chlorophyll-Konzentration betragt 72 mg*L™. Bei dieser Kultivierung weisen die Optische
Dichte, die Gesamt-Chlorophyll-Konzentration und die Zellzahl im Vergleich zu anderen
Kultivierungen einen hohen Wert auf. Wie im theoretischen Teil beschrieben, wird CO, als
Kohlenstoffquelle verwendet, was die Ausbeute verbessert, d.h. zu einer Erh6hung der Bio-

masse-Produktion fuhrt.

3.2.1.3. Kultivierungen mit Glucose

C. reinhardtii kann auch heterotroph kultiviert werden, d.h. die Zellen wachsen beim Vorhan-
densein von Glucose als Kohlenstoffquelle auch in Dunkelheit. Bei den Experimenten, die in
diesem Kapitel beschrieben sind, wurden dem Kulturmedium 2 g*L™ Glucose (Messmethode:

Abschnitt 5.1.5.2 im Anhang) zugemischt. Die Beleuchtungsdauer betrug 16 h taglich, wéh-
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rend der restlichen Zeit wurde der Kolben nicht beleuchtet. Die Kultivierungsbedingungen
sind in Tabelle 3.3 zusammengefasst. Wahrend der Kultivierung wurde die Glucose-
Konzentration auch wie die anderen Kultivierungsparametern (ODsso, pH-Wert, Zellzahl und

Glucose-Konzentration) gemessen.

Tabelle 3.3: Kultivierungsbedingungen fiir Chlamydomonas reinhardtii im Schittelkolben mit Glucosezusatz.

Kultivierungsbedingungen Schittelkolben (500 mL)

Temperatur RT
Schiittelgeschwindigkeit 100 min™*
pH 7
Medium TAP-Medium mit 2 g*L™* Glucose
Beleuchtungsdauer 16 h/8 h (Licht/Dunkel)
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Abbildung 3.20: Der Verlauf der Optischen Dichte der Chlamydomonas reinhardtii Kultivierung in TAP- Me-
dium (mit 2 g*L™ Glucose), mit Zellzahl, pH-Wert, Glucose-Konzentration und Chlorophyll-
Konzentration.
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Die Ergebnisse der Kultivierung von C. reinhardtii im TAP-Medium sind in Abbildung 3.20
dargestellt. Bei dieser Kultivierung wurde der Kolben nicht begast und es wurde mit einem
Licht/Dunkel-Zyklus belichtet (16 h Licht, 8 h Dunkel). Als maximale Optische Dichte wurde
ein Wert von ODssp = 2,75 erreicht, mit einer sehr hohen Zellzahl von 2,75*10" mL™. Die
Chlorophyll-Konzentration betrug 40 mg*L™. Die beiden Werte liegen hoher als es bei Refe-
renzkultivierung (Abschnitt 3.2.1.1) der Fall ist, aber im Vergleich zu den Kultivierungen mit
Begasung sind sie niedriger (Abschnitt 3.2.1.2). Der Verlauf der Glucose-Konzentration wah-
rend der Kultivierung zeigt, dass nur ein geringer Teil an Glucose (0,45 g*L™) verbraucht
wurde. Die C. reinhardtii Zellen verbrauchten nicht die gesamte Glucose. Zusammenfassend
kann festgestellt werden, dass bei C. reinhardtii Kultivierungen mit Glucose als Kohlenstoff-
quelle wesentlich geringere Ausbeuten erzielt werden als bei den Kultivierungen mit CO,-
Begasung. Dies zeigt, dass der auf Glucose basierende Stoffwechsel nur eine Notldsung fir

die Mikroalgenkultivierungen darstellt, da ihr Metabolismus auf CO,-Fixierung optimiert ist.
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3.2.1.4. Fazit

Fur die C. reinhardtii-Kultivierungen und die Biomasse-Produktion wurden unterschiedliche
Variationen der Kultivierungen im Schiittelkolben durchgefiihrt. Die Kultivierungen wurden
fir jede Kultivierungsart dreimal durchgefuhrt. Fir jede Variation wurden nur Ergebnisse
einer Beispielkultivierung dargestellt. Das Ziel war es, die Parameter zunachst im kleinen
MaRstab zu bestimmen und anschlieRend den Prozess fir den Photobioreaktor zu vergréRern.
Die Kultivierungszeit betrug bei der Kultivierung ohne Begasung und ohne Kohlenstoffquelle
im Medium 12 Tage mit einer maximalen ODssy = 2,4. Die Zellzahl lag nach 12 Tagen bei
1,75*10" mL™,

Bei der 12-tdgigen Kultivierung mit Druckluftbegasung wurde eine ODsso = 6 und eine Zell-
zahl von 3,5%10" mL™ erreicht. Die Optische Dichte lag bei einer Kultivierung mit Begasung
und 2 % (v/v) CO; nach 13 Tagen bei ODss5o = 7,5, wohingegen die Zellzahl sich nicht geén-
dert hat. Das kann daran liegen, dass die Zellen bei gleichbleibender Anzahl groRer geworden
sind. Aus diesem Grund steigt die Optische Dichte an, wahrend die Zellzahl gleichbleibt. Die
Optische Dichte erhohte sich bei wachsender CO,-Konzentration und erreichte einen Wert
von ODsso = 8, wahrend die Zellzahl auf 4,25*10" mL™ stieg. Bei der Kultivierung mit Glu-
cose als Kohlenstoffquelle wurde fiir die Optische Dichte der Wert von ODsso = 2,75 und eine
Zellzahl von 2,75*10" mL™ erreicht. Der Vergleich der Kultivierungen zeigt, dass bei der
Druckluftbegasung mit CO, sowohl eine héhere Optische Dichte als auch eine hohere Zell-
zahl erzielt wird. Dies l&sst sich damit begriinden, dass die C. reinhardtii-Zellen Photosynthe-
se betreiben und fir das Wachstum CO, benétigen. Die Kultivierung mit Glucose zeigte nur
eine geringe Erh6hung der Optischen Dichte und der Zellzahl gegenlber der Standard-
Kultivierung. Dies kann damit erklart werden, dass die im Medium enthaltene Glucose nicht
vollstandig verbraucht wurde.

AbschlieRend konnte festgestellt werden, dass die Kultivierung mit CO,-Begasung viel besse-
re Ergebnisse liefert als die Kultivierung mit Glucose und unter Standard-Bedingungen (Ab-
schnitt 3.2.1.1). Daher bietet sich die Kultivierung mit CO,-Begasung fiir die spatere Produk-

tion an.
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3.2.2. Kultivierungen im Photobioreaktor

Nachdem die C. reinhardtii Zellen im Schittelkolben erfolgreich kultiviert wurden, sollte
gezeigt werden, dass die C. reinhardtii Kultivierungen nicht nur im kleinen Volumen, son-
dern auch in gréReren Kulturvolumina im Photobioreaktor durchgefihrt werden kénnen. Die-
ser Photobioreaktor verfiigt tiber ein gesamtes Kulturvolumen von 4 L (inkl. Ausgleichsgefal
mit beiden Glasreaktormodulen). Das Ausgleichsgefal? besteht aus einem doppelwandigen
Edelstahlbehdlter und besitzt in der Mitte einen Rihrer, der die Durchmischung des Reakto-
rinhaltes ermdglicht. Die Temperatur, der pH-Wert, wie auch die Menge und die Zusammen-
setzung der Begasung werden Uber ein Kontrollgerat gesteuert. Fiir die Temperatur- und pH-
Wert-Regelung wurde das Steuergerat des Biostat® B mit Sensoren versehen und fiir die Re-
gelung der Begasung ein Massendurchflussregler eingesetzt. Die wahrend der Kultivierungen
entstehende Schaumbildung wurde durch Zugabe von einem Antischaummittel verringert. Die
Entnahme von Proben erfolgte tber eine daflir angepasste Probenentnahmestelle mit Septen-
system, welches eine sterile Probeentnahme ermdglichte.

Fur die Untersuchungen wurde das in-Situ-Mikroskop Typ 111 XTF und Durchflussmikroskop
mit integriertem 20-fach Objektiv in einen Photobioreaktormodul (jeweils 1,7 L) mit ange-
schlossenem Ausgleichsgefal (0,6 L) und mit Biostat® B Regeleinheit eingebaut. In dieser
Arbeit ist der Stamm C. reinhardtii Modellorganismus. Deswegen wird die Adaption online
mikroskopischer Verfahren an die Uberwachung und Charakterisierung Mikroalgenkultivie-
rungsprozesse erst bei dem Stamm erfolgen. Mit den online mikroskopischen Verfahren kon-
nen die moglichen Zellinformationen ermittelt werden. Die Tabelle 3.4 gibt eine Ubersicht

uber die gewahlten Kultivierungsbedingungen.

Tabelle 3.4: Kultivierungsbedingungen fiir C. reinhardtii im Photobioreaktor inkl. AusgleichsgefaR.
Kultivierungsbedingungen  Photobioreaktor (2,3 L)

Temperatur RT

Riihrgeschwindigkeit 100 min™

pH 7

Medium TAP-Medium

Begasung 1.500 mL*min™ mit 4 % CO, (v/v)

Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h
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Das Ziel der Untersuchungen im Photobioreaktor war die Anpassung des Durchflussmikro-
skops an die Mikroalgenkultivierungen. Mithilfe des Durchflussmikroskops kénnen wichtige
Kultivierungsparameter wie z.B. die Zellzahl automatisch bestimmt werden. Die Uberwa-
chung des Kultivierungsprozesses im Photobioreaktorsystem wurde mithilfe zwei unter-
schiedlicher Mikroskopsysteme realisiert. Bei einem der Systeme handelt es sich um ein in-
situ Mikroskop (Abschnitt 2.3), bei dem anderen System um ein Durchflussmikroskop (Ab-
schnitt 2.3). Bei Kultivierungen von C. reinhardtii und anderen Mikroalgen mit hoher Zell-
dichte ist die Uberwachung mittels eines in-situ-Mikroskop (Abbildung 2.10) problematisch,
weil die Zellen an der Messzonenoberflache anhaften und somit die Zellzahlbestimmung und
die Uberwachung nicht mehr méglich sind. Das Anhaften kann durch das weitere Offnen der
Messzone beseitigt werden, was allerdings teilweise zu unscharfen Zellbildern fiihrt, die nicht
ausgewertet werden kénnen.

Um solche Probleme zu umgehen, wird die Uberwachung der Mikroalgenkultivierung immer
mittels Durchflusszellen-Mikroskop durchgefuhrt. Bei dem System kann die Durchflussrate
mit einer peristaltischen Pumpe eingestellt werden. Je nach Zelldichte wird die Durchflussrate
der Pumpe geandert, damit auswertbare Bilder, die eine erfolgreiche Uberwachung der Kulti-
vierung ermdglichen, aufgenommen werden.

Wahrend der Photobioreaktorkultivierung erfolgte eine tagliche Probeentnahme zur Bestim-
mung der Optischen Dichte, der Zellzahl, der Glucose Konzentration und des pH-Wertes.
Zeitgleich wurden auch die online-Messungen zur Bestimmung der Zellzahl durchgefihrt.

Mit dem in-situ Mikroskop wurde jede Stunde ein Zyklus mit jeweils 50 Bildern aufgenom-
men. Die Aufnahmeparameter kdnnen beliebig eingestellt werden und der Abstand der Bild-
aufnahme wahrend eines Zyklus betragt 1 s. Die aufgenommenen Bilder kénnen wahrend der

Kultivierung oder danach ausgewertet werden.

3.2.2.1. Uberwachung der Kultivierungen mit Hilfe des Durchflussmikroskops

Die Photobioreaktormodule wurde gemeinsam mit dem AusgleichsgefaR, die mit Silikon-
schlduchen miteinander verbunden sind, im Autoklaven sterilisiert. Bevor das Photobioreak-
torsystem autoklaviert wurde, wurden die Temperaturfiihler und die pH-Sonde kalibriert. Das
TAP-Medium wurde Uber einen Sterilfilter in das Reaktorsystem eingefillt. AnschlieRend
wurde das Kulturmedium (insgesamt 2,3 L inkl. AusgleichsgefaB) mit 45 mL Inoculum der

Dauerkultur tber ein auf dem AusgleichsgefaR montiertes Septum angeimpft. Der Reaktor
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wurde mit 1,5 L*min™ Druckluft inkl. 4 % CO; (v/v) begast. Der Temperaturfiihler, die pH-
Sonde, der Ruhrer, die Animpfungs-, Begasung- und Druckausgleichanschliisse sind auf dem
Ausgleichsgefal platziert. Die Probeentnahme erfolgte unter sterilen Bedingungen tber das
Ausgleichgefal. Wahrend der Kultivierung wurden die Temperatur und der pH-Wert mit der
Biostat® B Steuereinheit tiberwacht. Die Temperatur wurde konstant bei 22 °C gehalten.

Abbildung 3.21: Bilder des Ausgleichsgefalies (a), des Durchflussmikroskops (b) und des Photobioreaktors (c)
wahrend der C. reinhardtii Kultivierung.
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Abbildung 3.22: Der Verlauf der Optischen Dichte der Chlamydomonas reinhardtii Kultivierung (Begasung mit
4 % (v/v) CO,) mit offline/online Zellzahl, pH-Wert und Chlorophyll-Konzentration.

Die Ergebnisse der Reaktorkultivierung von C. reinhardtii sind in Abbildung 3.22 zu sehen.
Die Verlaufe der Wachstumsparameter sind &hnlich. Nach 16 Tagen erreichte die Optische
Dichte einen Wert von ODsso = 10 und die offline gemessene Zellzahl betrug 1,2*10° mL™.
Die online bestimmte Zellzahl liegt mit 1,5%10° mL geringfiigig hoher als die offline gemes-
senen Werte. Wahrend der Kultivierung stieg der offline bestimmte pH-Wert von pH 7 auf
pH 8,5, welcher nach 5 Kultivierungstagen erreicht wurde. AnschlieBend zeigte der pH-Wert
einen konstanten Verlauf, was vermutlich daran liegt, dass die weitere Steigung des pH-Werts
durch CO,-Begasung kompensiert wurde.

Wahrend der Kultivierung wurde der Glasreaktor taglich mehrmals manuell gedreht, insbe-
sondere vor einer Probeentnahme, da die Zellen im Glasreaktor im unteren Teil des Reaktors
sedimentieren.

Bei der Photobioreaktorkultivierung zeigen die Ergebnisse eine Erhéhung der Optischen
Dichte um 25 % und eine Verdreifachung der Zellzahl im Vergleich zu Schittelkolbenkulti-
vierung mit 4 % CO,-Begasung. Die Kultivierungsdauer betragt bei den Schiittelkolben- und

Photobioreaktorkultivierungen jeweils 18 Tage. Die Ergebnisse zeigen, dass der Photobiore-
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aktor fur C. reinhardtii gute Wachstumsbedingungen bietet. In dem System erfolgen effektive
und erfolgreiche Kultivierungen. AuBerdem waren die Uberwachung und Auswertung der
Bilder mit dem Durchflussmikroskop und Auswertungsalgorithmen gut mdglich. Die in dem
Abschnitt 3.1.6 erlaurterten Vorteile (gute Durchmischung, geringe Lichtabsorption des Glas-
ses, bessere Begasung und gute Beleuchtung) spielten hauptsachliche bei der Erhéhung der

Zellkonzentration eine (bedeutende) Rolle.

70+
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Zellzahl [2¢10°6 mL™Y (offline)

0 10 20 30 40 50 60 70

Zellzahl [210°6 mL"Y] (online)

Abbildung 3.23: Die Korrelation zwischen der online bestimmten Zellzahl (Mittelwert) und der offline mit
Neubauer-Kammer gezéhlten Zellzahl.

Der Verlauf der Korrelation zwischen online per Durchflussmikroskop bestimmter Zellzahl,
und der offline mit der Neubauer-Zellkammer gezéhlten Zellzahl, ist in Abbildung 3.23 dar-
gestellt. Die C. reinhardtii Zellen sind hinsichtlich ihrer Zellmorphologie einfach auszuwer-
ten, zeigen eine sehr gute Ubereinstimmung mit den offline bestimmten Werten und konnen
daher im Photobioreaktor mit dem Durchflussmikroskop effektiv kultiviert und gut Giberwacht
werden. Die online ermittelten Ergebnisse weisen fur diese Kultivierung 95 % Genauigkeit
auf. Die hohe Genauigkeit wird unter anderem mit einem Zusatzalgorithmus im Auswer-
teprogramm in-situ-Analysis (Abschnitt 5.1.6.2 im Anhang) erreicht, wobei die festhaftenden

Zellen bei den darauffolgenden Bildern nicht mitgezéhlt werden; dies erhoht die Genauigkeit

der Messung.
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3.3. Kultivierungen von Chlorella vulgaris

Nach den erfolgreichen C. reinhardtii Kultivierungen wurde mit Chlorella vulgaris Zellen
weiter gearbeitet. Die C. vulgaris Zellen stellen in dieser Arbeit das zweite Mikroalgen-
Modell dar. Ursache hierfiir ist nicht zuletzt die Bedeutung dieser Zellen fir die Industrie und
die sehr &hnliche Morphologie zu den C. reinhardtii Zellen. Die Form der Mikroalge C. vul-
garis ist fur die Adaption des Durchflussmikroskops besonders geeignet. Ein weiterer Grund,
warum als zweites Mikroalgen-Modell C. vulgaris gewahlt wurde, sind die vergleichbaren
Kultivierungsbedingungen der beiden Stamme. Die Photobioreaktorkultivierung wird nur mit
dem Durchflussmikroskop uberwacht, weil, wie bereits in dem Abschnitt 3.2.2 erklart wurde,
die Uberwachung des Kultivierungsprozesses bei hoher Zellkonzentration problematisch ist.
Als einziger Unterschied zwischen den beiden Stdmmen ist die ZellgroRRe zu erwéhnen, da die
C. vulgaris (2-10 um) Zellen kleiner als die C. reinhardtii (4-20 um) Zellen sind.

Die bei den Kultivierungen angewendeten Bestimmungsmethoden der einzelnen Prozessgro-
Ren werden im Anhang beschrieben. Insgesamt wurden folgende Prozessgrofien gemessen:
ODssp (Messmethode siehe Anhang, Abschnitt 5.1.5.1), Glucose-Konzentration (Abschnitt
5.1.5.2), Chlorophyll-Konzentration (Abschnitt 5.1.5.3), Zellzahl (Abschnitt 5.1.5.4) und der
pH-Wert (Abschnitt 5.1.5.5). Die Zusammensetzung des bei den Kultivierungen verwendeten
TAP-Mediums ist im Anhang, Abschnitt 5.1.2.1, angegeben.

3.3.1. Kultivierungen im Schuttelkolben
3.3.1.1. Standard-Kultivierungen

Bei den Standard-Kultivierungen wurden die C. vulgaris Zellen unter den in Tabelle 3.5 auf-

geflihrten Bedingungen ohne Begasung und Medienzusatz kultiviert.

Tabelle 3.5: Kultivierungsbedingungen fiir Chlorella vulgaris im Schiittelkolben.

Kultivierungsbedingungen Schttelkolben (500 mL)
Temperatur RT
Schuttelgeschwindigkeit 100 min™

pH 7

Medium TAP-Medium

Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h
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Abbildung 3.24: Verlauf der Optischen Dichte der Chlorella vulgaris Kultivierung mit Zellzahl, Chlorophyll-
Konzentration und pH-Wert.

Wie aus der Abbildung 3.24 ersichtlich ist, wurde bei dieser Kultivierung eine ODsso = 5,5
und eine maximale Zellzahl von 2,2*108 mL™ erreicht. Der pH-Wert hatte zu Beginn der Kul-
tivierung den Wert von pH 7. Wahrend der Kultivierung stieg der pH-Wert langsam an und
erreichte am Ende der Kultivierung pH 8,5. Die Optische Dichte und die Chlorophyll-
Konzentration zeigten einen gut korrelierten Verlauf. Bei dieser Kultivierung wurde eine
Chlorophyll-Konzentration von 30 mg*L™ erreicht. Die gemessenen Werte fiir die Chloro-
phyll-Konzentration (Messmethode: Abschnitt 5.1.5.3 im Anhang) liegen bei den Chlorella
vulgaris Kultivierungen unter den tatséchlichen intrazelluldaren Werten, da Chlorophyll von

den C. vulgaris Zellen in Aceton nicht vollstandig l6slich ist.
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3.3.1.2. Kultivierungen mit Begasung

Um die Biomasse-Produktion zu erhéhen wurden, wie bei den C. reinhardtii Kultivierungen,
die Schittelkolben mit Druckluft und CO, begast und das Wachstum der Zellen berwacht.
Die Kultivierungen von C. vulgaris wurden mit Begasung (Druckluft und CO,-Begasung)
durchgefuhrt. Zundchst wurde der Kolben nur mit Druckluft begast, anschlieRend wurde CO,

beigemengt. In Tabelle 3.6 sind die Kultivierungsparameter zusammengefasst.

Tabelle 3.6: Kultivierungsbedingungen fiir Chlorella vulgaris im Schittelkolben mit Begasung.
Kultivierungsbedingungen Schuittelkolben (500 mL)

Temperatur RT

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 7
Begasung 300 mL min™ und CO> (2 % und 4 % (v/v))
Medium TAP-Medium

Beleuchtungsdauer 24 h
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Abbildung 3.25: Verlauf der Optischen Dichte der Chlorella vulgaris Kultivierung unter Druckluft-Begasung
mit Zellzahl, Chlorophyll-Konzentration und pH-Wert.

Die bei der C. vulgaris Kultivierung mit Druckluft-Begasung erhaltenen Ergebnisse sind in
Abbildung 3.25 dargestellt. Die maximale erzielte Optische Dichte betrug ODsso = 6,5 und
die Zellzahl 2,75%10° mL™. Die Optische Dichte erhoht sich im Vergleich zur Standard-
Kultivierung um 20 % von ODssp = 5,5 auf ODsso = 6,5. Die Anderung der Zellzahl ist noch
erheblicher und betragt fast 80 %. In der Luft befindet sich nur etwa 0,05 % CO, (v/v). Da
eine so geringe Menge an CO; schon einen grofRen Einfluss auf das Wachstum von C. vulga-
ris einnimmt, sind die Ergebnisse der Kultivierung mit hoher CO,-Konzentration noch inte-
ressanter. Der Einfluss der CO,-Begasung auf die Chlorophyll-Konzentration ist nicht so
hoch wie der auf die Optische Dichte und die Zellzahl. Die maximale Chlorophyll-
Konzentration betragt 33 mg*L™, was lediglich um etwa 15 % héher ist als in der Standard-
Kultivierung (vgl. Abbildung 3.24). Dies kdnnte ebenfalls an der Schwerloslichkeit des Chlo-
rophylls der C. vulgaris Zellen in Aceton liegen, da nach der Messungsdurchfiihrung (Ab-
schnitt 5.1.5.3 im Anhang) das Pellet immer noch grun geféarbt war.
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Abbildung 3.26: Verlauf der Optischen Dichte der Chlorella vulgaris Kultivierung unter Druckluft-Begasung
mit 2 % (v/v) CO, mit Zellzahl, Chlorophyll-Konzentration und pH-Wert.

Abbildung 3.26 zeigt die Ergebnisse der C. vulgaris Kultivierung mit 2 % CO,-Begasung.
Bei der Kultivierung ist deutlich zu sehen, dass sich die Optische Dichte und die Zellzahl im
Vergleich zu anderen Kultivierungen stark erhoht haben. Die Optische Dichte betragt in die-
sem Versuch ODssg = 15 und die Zellzahl 4¥10% mL™. Dieses Ergebnis belegt, dass die Erho-
hung der CO,-Konzentration zur Erh6hung der Optischen Dichte und der Zellzahl fiihrt. Die
Chlorophyll-Konzentration (Abschnitt 5.1.5.3 im Anhang) liegt mit einem Wert von
38 mg*L™ ebenfalls hoher. Je dichter die Zellkultur ist, desto mehr Chlorophyll ist in der
Zellsuspension enthalten, aber die Chlorophyllkonzentration in der Biomasse sinkt von 12.7
(iber 11.4 auf 9.5 mg/10® Zellen mit steigender Zellzahl.
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Abbildung 3.27: Verlauf der Optischen Dichte der Chlorella vulgaris Kultivierung unter Druckluft-Begasung
mit 4 % (v/v) CO, mit Zellzahl, Chlorophyll-Konzentration und pH-Wert.

Die C. vulgaris Kultivierung mit gesteigerter CO,-Begasung von 4 %, dargestellt in Abbil-
dung 3.27, fuhrte zu einer Optischen Dichte von ODsso =19 und einer Zellzahl von
8*10° mL™. Im Vergleich zur Kultivierung mit 2 % (v/v) CO,-Begasung erhohte sich die Op-
tische Dichte um 20 % und die Zellzahl um 30 %. Die hohere Zellzahl kann dadurch erkl&rt
werden, dass aus einer C. vulgaris Mutterzelle in einer Teilung bis zu 16 Tochterzellen ent-
stehen kénnen [20]. Bei der langsam steigenden Optischen Dichte erhéht sich die Zellzahl
starker. Die maximale Chlorophyll-Konzentration dieser Kultivierung betragt 45 mg*L™, was

den Maximalwert aller Kultivierungen darstellt.

3.3.1.3. Kultivierungen mit Glucose

Die Mikroalgen kdnnen beim Vorhandensein von Glucose auch in Dunkelheit kultiviert wer-
den. Bei solchen Kultivierungen dient die Glucose als Kohlenstoffquelle. Die Kultivierungs-

bedingungen sind in Tabelle 3.7 dargestellt. Bei der Kultivierungsart wird neben anderen
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Messungen wie Optische Dichte, pH-Wert, Chlorophyll-Konzentration und Zellzahl auch die
Glucose-Konzentration (Messmethode: Abschnitt 5.1.5.2 im Anhang) auch gemessen.

Tabelle 3.7: Kultivierungsbedingungen fiir Chlorella vulgaris im Schiittelkolben mit Glucosezusatz.
Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)

Temperatur RT

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 7
Medium TAP-Medium mit Glucose (2 und 4 g/L)
Beleuchtungsdauer 16 h/8 h (Hell/Dunkel)

Fur die Kultivierungen wurden die Kolben nicht begast und in einem Hell/Dunkel-Zyklus
belichtet, 16 h Beleuchtung und 8 h Dunkelheit. Die Phasenldangen im Hell/Dunkel-Zyklus
wurden nach Literaturangaben eingestellt.
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Abbildung 3.28: Verlauf der Optischen Dichte der Chlorella vulgaris Kultivierung (mit 2 g*L™* Glucose) mit
Zellzahl, Chlorophyll-Konzentration, Glucose-Konzentration und pH-Wert.
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Die Ergebnisse der Kultivierung von C. vulgaris sind in Abbildung 3.28 dargestellt. Sie zeigt
fiir die Optische Dichte eine Erhohung von 30 % im Vergleich zu Standard-Kultivierungen
und die Zellzahl verdoppelt sich. Bei den Mikroalgen findet der Vermehrungsprozess durch
Zellteilung statt, wobei bei C. vulgaris in einer Teilung bis zu 16 Tochterzellen aus einer Mut-
terzelle entstehen konnen [20]. Die Zellzahl nimmt zu und die ZellgréRe zeigt starke Ande-
rungen je nach Anzahl der entstandenen Zellen bei der Zellteilung. Wenn bei einer Teilung
4 Zellen entstanden sind, sind die Zellen entsprechend gréRer als wenn bei der Teilung 8 oder
16 Zellen entstanden sind. Die starke Erhéhung der Zellzahl kann folglich mit der hohen An-
zahl an Tochterzellen erklart werden. Die zugefiihrte Glucose (2 g*L™ Anfangskonzentration
dieser Kultivierung) war nach 8 Tagen vollstdndig verbraucht. Das Zellwachstum zeigt ab
dem dritten Tag eine starke exponentielle Phase, was auch der hohe Verbrauch der Glucose
belegt. Um weitere Einflisse der Glucose zu bestimmen, wurde die Glucose-

Anfangskonzentration im folgenden Experiment auf 4 g*L™ Glucose erhéht.
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Abbildung 3.29: Verlauf der Optischen Dichte der Chlorella vulgaris Kultivierung mit 4 g*L™* Glucose mit
Zellzahl, Chlorophyll-Konzentration, Glucose-Konzentration und pH-Wert.
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In Abbildung 3.29 werden die Ergebnisse der C. vulgaris Kultivierung mit 4 g*L™* Glucose-
Anfangskonzentration gezeigt. Nach 14-t&giger Kultivierung wurde eine Optische Dichte von
ODsso = 13,5 erzielt. Die Zellzahl am Ende der Kultivierung erreichte den hochsten Wert bei
den bisherigen C. vulgaris Kultivierungen und betragt 9*10® mL™. Diese Werte belegen, dass
Glucose einen starken Einfluss auf das Wachstum von C. vulgaris Zellen ausibt. Bei dieser
Kultivierung ist der Verlauf vom pH-Wert ziemlich flach. Der pH-Wert erhoht sich nach 14
Tagen von pH 7 auf pH 8. Die maximale Chlorophyll-Konzentration betragt 43 mg*L™. In
der Abbildung ist auch der Verlauf der Glucose-Konzentration dargestellt. Nach 13 Tagen
wird die Glucose (4 g*L™ Anfangskonzentration) vollstandig verbraucht. Die Optische Dichte
zeigt nach 5 Tagen einen starken Anstieg, nachdem die Glucose-Konzentration schnell ab-
sinkt.
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3.3.1.4. Fazit

Fur die Kultivierungsprozessoptimierung des C. vulgaris wurden mehrere Kultivierungen mit
unterschiedlichen Bedingungen durchgefuhrt. Das Ziel der Optimierung war es, eine mog-
lichst hohe Biomasse- und Zellkonzentration zu erreichen. Die Kultivierungen wurden hierbeli
zuné&chst im kleinen Maldstab im Schuttelkolben durchgefiihrt. Alle Kultivierungsexperimente
wurden 3 Mal wiederholt. Dabei sollen die Ergebnisse lediglich in Form einer représentativen
Kultivierung in dieser Arbeit prasentiert werden.

Die Optische Dichte betrug bei der Standard-Kultivierung nach 12 Tagen ODsso = 5,5 und die
Zellzahl erreichte ein Maximum von 2,25 *10® mL™. Sowohl Optische Dichte als auch die
Zellzahl haben sich bei den Kultivierungen mit Begasung und mit Zusatz von Glucose erhoht.
Bei der Kultivierung mit Druckluftbegasung wurde eine ODsso = 6,5 und eine Zellzahl von
3,75*10° mL erreicht.

Nach 12 Tagen Kultivierung mit 2 % (v/v) CO,-Begasung stieg die Optische Dichte auf den
Wert ODsso = 15 und die Zellzahl auf 6*10° mL™. Im Vergleich zu Kultivierungen mit
Druckluftbegasung verdoppelten sich die beiden Werte entsprechend. Der pH-Wert wies so-
wohl bei Standard-Kultivierung als auch bei der Kultivierung mit Druckluftbegasung einen
erwarteten Verlauf mit einem Schlusswert von pH 8,5-9 auf. Die Kultivierung mit CO,-
Begasung zeigte eine langsame Zunahme des pH-Wertes und erreichte als Hochstwert pH 8,
was an dem durch die CO,-Begasung im Medium gebildeten H,COj3 liegt. Bei der Kultivie-
rung mit 4 % (v/v) CO,-Begasung erhohten sich die Endwerte der Optischen Dichte und der
Zellzahl noch weiter. Die Optische Dichte lag nach 13-tadgiger Kultivierung bei ODsgy = 18
und die Zellzahl bei 8*10° mL™.

Bei den Kultivierungen mit Glucose als Kohlenstoffquelle wurden die Kolben nicht durchge-
hend beleuchtet, sondern mit einem Licht/Dunkel-Zyklus in dem Verhéltnis von 16 h hell/8 h
dunkel. Die Kultivierungsergebnisse mit Glucose zeigen auch hohere Werte der Optischen
Dichte und der Zellzahl im Vergleich zu Referenzkultivierungen.

Es kann folgende Schlussfolgerung gezogen werden: Bei den Kultivierungen von C. vulgaris
kann als Kohlenstoffquelle sowohl Glucose als auch CO, verwendet werden. Die Kultivie-
rungen unter CO,-Begasung oder mit Zugabe von Glucose zum Medium weisen ein besseres
Wachstum als die Standard-Kultivierungen auf. Die Kultivierungen mit 4 % (v/v) CO,-
Begasung weisen 300 % Erhdhung der gemessenen Werte (Optische Dichte und Zellzahl) auf.
Das liegt bei der Kultivierung mit dem Zusatz von Glucose bei 200 % im Vergleich zu den

Standard-Kultivierungen.
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Bei diesem Stamm wurde auch die hdchste Optische Dichte und Zellzahl mit der 4 % CO,-
Begasung erreicht. Der Grund liegt darin, dass die C. vulgaris Zellen auch beim Vorhanden-
sein von CO; besser wachsen und die Zellen produktiver sind, da die Zellen CO, fixieren. Als
Kohlenstoffquelle ist auch in diesem Abschnitt Glucose verwendet worden. Aber die 4 %
CO,-Begasung liefert eine um 30 % groRere ODssp und Zellzahl. Als C-Quelle konnte trotz-
dem Glucose verwendet werden, weil die Zellkonzentration hoéher als die der Standard-
Kultivierung ist.

Bei der Kultivierungen korreliert die Optische Dichte mit Zellzahl, wobei eine Genauigkeit
von 93 % vorlag. Die Zellkonzentration und die Wachstumskurve konnten bei diesem Stamm
auch genauso gut wie bei C. reinhardtii mit der Zellzahl und/oder der Optischen Dichte defi-

niert werden.
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3.3.2. Kultivierungen im Photobioreaktor

Im Anschluss an die VVorversuche im Schittelkolben wurden die Chlorella vulgaris Zellen im
entwickelten Photobioreaktorsystem kultiviert. Das Mikroskopsystem und die in-situ Hard-
ware wurden bereits an die C. reinhardtii Kultivierungen angepasst. Bei C. vulgaris wurde
auch das Durchflussmikroskop ISM Il XTF zur Kulturiiberwachung verwendet, wie dies bei
der Beschreibung der C. reinhardtii Kultivierungen (vgl. Kap. 3.2.2) zuvor erlautert wurde.
Es ist anzumerken, dass Kultivierungen mit hoher Zelldichte schlecht mit dem in-situ Mikro-
skop zu beobachten sind. Bei hoher Zelldichte wird die Messzone komplett mit den Zellen
bedeckt, dadurch die Auswertung der Zellen nicht mehr moglich ist. Dieses Problem kann
durch den Einsatz von Durchflussmikroskop geldst werden, weil bei hoher Zelldichte die
Pumpengeschwindigkeit der Pumpe, welcher die Probe zur Messzone des Durchflussmikro-
skops pumpt, erhéht wird, so dass sich die Zellen von den Silikonschlauchen und der Mess-

zone l6sen.

3.3.2.1. Uberwachung der Kultivierungen mit dem Durchflussmikroskop

Eines der Hauptziele dieser Arbeit war die Anpassung des Durchflussmikroskops an die
Mikroalgenkultivierungen. Die C. vulgaris Zellen (2-10 um) sind kleiner als die C. reinhard-
tii Zellen (4-20 um), weshalb in diesen Kultivierungen ein Objektiv mit 20-facher Vergrole-
rung verwendet wurde. Wahrend der Uberwachung des Kultivierungsprozesses von C. vulga-
ris kann die Messzonenhdhe noch klein gehalten werden, da die ZellgréRe geringer ist als es
bei C. reinhardtii der Fall ist. Bei steigender Zelldichte muss die Messzone angepasst werden,
sonst verstopfen die Zellen die Messzone und verhindern auf diese Weise die Prozessiiberwa-
chung.

Die C. vulgaris Kultivierungen wurden im Photobioreaktor mit verschiedenen Prozessbedin-
gungen durchgefiihrt. Nachfolgend wird nur das Ergebnis der Kultivierung mit der Druckluft-
begasung mit 4 % (v/v) CO, dargestellt. Die Begasung im Photobioreaktor erfolgt tber das
Ausgleichsgefal (Abbildung 3.2 und Abbildung 3.21) und die Begasungsrate betrégt
1.500 mL*min™. Fir die Kultivierungen wurde ein Glasreaktor mit einem AusgleichsgefaR, in
dem die verschiedenen Messsensoren inkl. Durchflussmikroskop Uber einen Bypass ange-
schlossen sind, verwendet. Das Gesamtvolumen des verwendeten Systems betragt 2,3 L. Die

Kultivierungsbedingungen sind in der folgenden Tabelle 3.8 zusammengefasst.
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Tabelle 3.8: Kultivierungsbedingungen fiir Chlorella vulgaris im Photobioreaktor inkl. AusgleichsgefaR.

Kultivierungsbedingungen

Photobioreaktor (2,3 L)

Temperatur

Ruhrgeschwindigkeit
pH

Medium

Begasung

Beleuchtungsdauer (téglich)

RT

100 min*
7
TAP-Medium

1.500 mL*min™ mit 4 % CO, (V/v)

24 h
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Abbildung 3.30: Verlauf der Optischen Dichte wéhrend der Chlorella vulgaris Kultivierung im Photobioreaktor
inkl. Durchflussmikroskop-Uberwachung mit Zellzahl, Chlorophyll-Konzentration und pH-

Wert.

Abbildung 3.30 zeigt den Verlauf der Kultivierung von C. vulgaris im Photobioreaktor unter

Verwendung des Durchflussmikroskops. Dargestellt sind die offline ermittelte Optische Dich-

te bei 550 nm, die online erfassten Zellzahlen, die offline gemessenen Zellzahlen, die berech-

nete Chlorophyll-Konzentration und der pH-Wert. In den ersten 4 Tagen liegt der Verlauf der

Zellzahl sowohl fir die online als auch fir die offline Messungen in der lag-Phase, nach
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5 Tagen geht es in die exponentielle Wachstumsphase uber. Die Abweichungen der online
Zellzahlen gegeniber der Optischen Dichte oder der offline Zellzahlen kann dadurch erkl&rt
werden, dass bei der hohen Zelldichte die Zellcluster bzw. nebeneinander liegenden Zellen
falschlicherweise automatisch als eine Zelle ausgewertet wurden.

Die Photoreaktorkultvierung des Stammes C. vulgaris war erfolgreich. In dem Photobioreak-
tor wurden bessere Wachstumswerte erreicht als im Schuttelkolben. Bei Kultivierung mit
4 % (v/iv) CO,-Begasung hatte die Optische Dichte einen Wert von ODsso = 20 und die Zell-
zahl betrug 13*10° mL™. Im Vergleich zu Schiittelkolbenkultivierung erhéht sich die Opti-
sche Dichte um 10 %. Die besseren Kultivierungsbedingungen ermdglichten die hoheren
Zellkonzentrationen im Photobioreaktor.

Das Kultivierungsprozess von C. vulgaris konnte genauso gut iberwacht und ausgewertet
werden wie es bei dem Stamm C. reinhardtii der Fall war. Die rundlich-ovale Zellmorpholo-
gie (siehe Abb. 5.3 im Anhang fir C. vulgaris) erméglichte eine leichte Aufnahme und effek-
tive Auswertung der Bilder. Die Optische Dichte und die Zellzahl korrelieren miteinander
sehr gut, sodass aus beiden Messungen eine Genauigkeit von 95 % resultiert. Mit der Opti-
mierung der Auswertungsalgorithmen kann das noch weiter verbessert werden, da gelegent-
lich die benachbarten Zellen als eine einzige Zelle erkannt werden und folglich auch nur als
eine einzige Zelle gezéhlt werden. Die hohe Messgenauigkeit lasst sich damit begriinden, dass
die rundlich-ovalen Zellen durch die Aufnahme der Software in-situ Analysis gut erkannt
werden und die auf der Messzone anhaftenden Zellen nicht mitgezahlt wurden. Im Photobio-
reaktorsystem konnte nach C. reinhardtii der Stamm C. vulgaris auch leicht und mit sehr gu-

ter Genauigkeit kultiviert und ausgewertet werden.
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3.4. Kultivierung von Haematococcus pluvialis

Die Haematococcus pluvialis Zellen weisen eine runde Morphologie mit einer ZellgroRe zwi-
schen 20-80 um auf. Dieser Stamm ist aufgrund der Astaxanthin Produktion kommerziell
relevant und nimmt in der industriellen Produktion von Astaxanthin eine bedeutende Rolle
ein. Das durch H. pluvialis Kultivierung produzierte Astaxanthin ist angesichts ihrer antioxi-
dativen Wirkung und ihrer tiefroten Farbe in der Lebensmittelindustrie sehr wichtig. Die H.
pluvialis Zellen brauchen eine intensive Beleuchtung und zeigen wéhrend ihres Wachstums
drei unterschiedliche Farben. In der ersten Woche sind die Zellen grin gefarbt, in der zweiten
Woche wechselt die Farbe von griin bis gelblich-orange und ab der dritten Woche weisen die
Zellen eine intensive rote Rostfarbe auf. Die rote Farbe dient gleichzeitig als Nachweis dafur,
dass die Zellen Astaxanthin produziert haben [74, 75].

Fur die Astaxanthin Produktion missen die Zellen stark beleuchtet werden [76, 77]. Wenn die
Farbe der Kultur von griin auf orange wechselt, wird die Beleuchtung intensiviert, was die
Astaxanthin Produktion antreibt und die Ausbeute an Astaxanthin steigt. Da die Optimierung
der Astaxanthin Produktion nicht zu den Zielen dieser Arbeit gehorte, wurde die Konzentrati-
on von Astaxanthin nicht analytisch bestimmt, und als Indikator der Astaxanthin Produktion
wurde die rote Farbung von H. pluvialis angenommen [74, 75].

Die Kultivierungen wurden zuerst im Schittelkolben und anschlieBend in einem intern be-
leuchteten Photobioreaktor durchgefihrt.

Die bei den Kultivierungen angewendeten Bestimmungsmethoden der einzelnen Prozessgro-
Ren werden im Anhang beschrieben. Insgesamt wurden folgende Prozessgrofien gemessen:
OD7sp (Messmethode siehe Anhang, Abschnitt 5.1.5.1), Glucose-Konzentration (Abschnitt
5.1.5.2), Chlorophyll-Konzentration (Abschnitt 5.1.5.3), Zellzahl (Abschnitt 5.1.5.4) und der
pH-Wert (Abschnitt 5.1.5.5). Die Konzentration von Astaxanthin wurde nicht gemessen, da-
her wird auch keine Methode zur Bestimmung von Astaxanthin im Anhang angefihrt. Fir die
Kultivierungen wurde das MIEB;, Medium (Zusammensetzung siehe Anhang, Abschnitt
5.1.2.3) verwendet. Die Vorversuche zeigten, dass dieses Medium fiir das Wachstum von H.

pluvialis Zellen optimal geeignet ist.

3.4.1. Kultivierungen im Schuttelkolben

Die H. pluvialis Kultivierungen wurden zuerst im Schttelkolben durchgefihrt. Hierbei wur-

den die Kultivierungsbedingungen optimiert, so dass unter diesen dann die Kultivierungen im
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Photobioreaktor fortgesetzt werden konnten. Die Kultivierungen von H. pluvialis konnten
unter den bisher verwendeten Kulturbedingungen der anderen Stdmme nicht durchgefthrt
werden. So war die Standard-Kultivierung der H. pluvialis Zellen ohne Begasung mit CO,-
Anreicherung nicht moglich. Die Zellen wuchsen kaum und der pH-Wert stieg sehr stark an.
Auch in Kultivierungen mit Glucose-Zugabe zeigten die H. pluvialis Zellen nur geringes
Wachstum. Der Grund war hier offensichtlich der Anstieg des pH-Wertes. Aus diesem Grund
werden in dieser Arbeit nur die Ergebnisse der Kultivierungen unter Begasung mit 4 % (v/v)
CO;, aufgefiihrt. Die Daten der Kultivierungen mit keinem oder geringem Wachstum werden
nicht erlautert.

Bei Kultivierungen mit 4 % (v/v) CO,-Begasung konnte der pH-Wert unter Kontrolle gehal-
ten werden. Die durch CO,-Begasung entstehende Carbonsédure lasst den pH-Wert nicht
schnell ansteigen, was ein Wachstum der Zellen ermdglicht. Die in der Kultivierung verwen-
deten Bedingungen sind in Tabelle 3.9 dargestellt.

Fir die Kultivierungen wurden 500 mL Schuttelkolben mit 2 Schikanen verwendet. Die ver-
wendeten Schiittelkolben wurden gleichmaBig beleuchtet und mit 300 mL*min™ Druckluft,

angereichert mit 4 % (v/v) CO,, begast.

Tabelle 3.9: Kultivierungsbedingungen fiir Haematococcus pluvialis im Schuttelkolben.

Kultivierungsbedingungen Schittelkolben (500 mL)
Temperatur 25 °C

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™*

pH 8,5

Begasung 300 mL min™ mit 4 % (v/v) CO,
Beleuchtungsdauer (téglich) 24 h

Medium MIEB,

Fur die Beurteilung des Zellwachstums diente die Messung der Optischen Dichte bei 750 nm
als Standard-Analytik. Die Zellzahl wurde offline mit einer Zahlkammer und online mit ei-
nem Durchflussmikroskop ermittelt. Wie bei anderen Kultivierungen wurden auch hier der

pH-Wert und die Chlorophyll-Konzentration bestimmt. Der Grund der Messung bei 750 nm
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ist, dass die Wellenldnge nicht im Absorptionsbereich von Chlorophyll a und b sein darf. Bei
550 nm ergab die Messung der Optischen Dichte keine reproduzierbaren Ergebnisse.
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Abbildung 3.31: Verlauf der Optischen Dichte, der Zellzahl, des pH-Wertes und der Chlorophyll-Konzentration
wahrend der Kultivierung von Haematococcus pluvialis unter Begasung mit 4 % (v/v) CO,.

Wie in Abbildung 3.31 zu sehen ist, erreichten die Zellen nach 18 Tagen Kultivierung eine
OD1s0 = 0,45 und die maximale Zellzahl betrug 4,5%10° mL™. Die Optische Dichte und die
Zellzahl weisen somit einen niedrigen Wert auf. Der Grund hierfir ist, dass die Zellen am
Boden des Schuttelkolbens sedimentierten und an den Schittelkolbenwanden stark anhafte-
ten, so dass keine reprasentativen Proben aus der Kultur entnommen werden konnten (die
tatsdchliche ODvs sollte daher hoher sein). Die maximale Chlorophyll-Konzentration (Ab-
schnitt 5.1.5.3 im Anhang) betrug 28 mg*L™. Dieser Wert wurde nach 9 Tagen Kultivierung
erreicht. AnschlieRend sank die Chlorophyll-Konzentration wieder, was an der Farbe der Kul-
turbrihe zu beobachten war. Wie in Abschnitt 2.1.4 erwéhnt, produzieren die H. pluvialis
Zellen Astaxanthin. Wenn die Zellen die Astaxanthin produzierende Phase erreichen, wech-

selt die Farbe der Kultur von griin auf orange und anschlieBend auf rot. In diesem Stadium
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bauen die Zellen vermutlich Chlorophyll ab, so dass der rote Farbstoff Astaxanthin produziert
wird. Das ist auch in der Abbildung 3.31 zu sehen. Bis zum 10. Kultivierungstag stieg die
Chlorophyll-Konzentration an. Anschlieend bauten die Zellen aufgrund der Astaxanthin-

Produktion nochmals das Chlorophyll ab.
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3.4.1.1. Fazit

In Abbildung 3.32 ist die Anderung der Morphologie der H. pluvialis Zellen wihrend der
Schittelkolbenkultivierung zu erkennen. Die Transformation der begeiRelten griinen Zellen
zu den roten Aplanosporen konnte mit dem Durchflussmikroskop sowie Lichtmikroskop gut-
beobachtet werden. Die Aggregation trat in diesem begeilRelten Stadium nicht auf. Beim
Ubergang in das Palmella-Stadium gingen die GeiReln verloren und es bildeten sich langsam
Zellaggregate. Die Carotenoide reichern sich erst im Inneren der Chloroplaste an, was mit
ihrer strukturellen Veranderung einherging. Danach ist die Distribution von Astaxanthin im
Inneren der Zellen homogen (Abbildung 3.32 i).
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Abbildung 3.32: a) bis i) morphologische Transformation von H. pluvialis Zellen (eigene lichtmikroskopische
Aufnahme).

Das Hauptproblem der Kultivierung von H. pluvialis stellte das Zellwachstum an den Schut-
telkolbenwanden dar. Aus diesem Grund liegt die Zellkonzentration im Kulturmedium immer

niedriger als ihr Gesamtwert im Schittelkolben. Die Zellen brauchen wahrend der Astaxa-
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nthin-Produktionsphase eine hohe Beleuchtungsintensitat, weshalb die H. pluvialis Zellen
intensiver beleuchtet wurden als die anderen Mikroalgenstdimme.

Bei der Kultivierung zeigt die Optische Dichte 90 % Korrelation mit der Zellzahl. H. pluvialis
Kultivierung konnte im Schiittelkolben unter Laborbedingungen gut und effektiv durchge-
fihrt werden. Aber das hauptséchliche Problem ist, dass sich die Zellen an den festen Ober-
flachen anlagern. Wéhrend der Kultivierung, wie es in der Abbildung 3.32 dargestellt ist,
konnte die Farbanderung der Zellen gut beobachtet werden. Die rote Farbe ist schlieRlich

auch ein Beweis fir die Astaxanthin-Produktion.
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3.4.2. Kultivierungen im Photobioreaktor

Der Kultivierung von H. pluvialis im Schiittelkolben folgte die Kultivierung im Photobioreak-
tor mit Ausgleichsgefal und Durchflussmikroskop. Der Photobioreaktor bietet bei der Kulti-
vierung Vorteile gegentiber dem Schiittelkolben, weil die Begasung und die Uberwachung des
pH-Wertes sicherer und einfacher, die Beleuchtung intensiver und gleichméafig erfolgt. Im
Reaktor wurde auch das MIEB;, Medium (Zusammensetzung: Abschnitt 5.1.2.3 im Anhang)
als Kulturmedium verwendet. Bei den Kultivierungen von H. pluvialis wachsen die Zellen an
den Glasoberflachen besonders in der Nahe der Lichtquelle. Die Kultivierung von H. pluvialis
wurde so gefihrt, dass zunéchst moglichst viel Biomasse unter Standard-Beleuchtung produ-
ziert wurde. In der Astaxanthin-Produktionsphase wurde anschlieend die Beleuchtungsinten-
sitat erhoht. Dazu diente eine zweite Leuchtstoffrohre, die aulRerhalb des Photobioreaktors

platziert war. Die Kultivierungsbedingungen sind in Tabelle 3.10 dargestellt.

Tabelle 3.10: Kultivierungsbedingungen fiir Haematococcus pluvialis im Photobioreaktor.
Kultivierungsbedingungen Photobioreaktor (2,3 L)

Temperatur 25°C

Rihrergeschwindigkeit 100 min*

pH 8,5

Begasung 1.500 mL min™ mit 4 % (v/v) CO,
Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h

Medium MIEB,

Die H. pluvialis Zellen wurden im Photobioreaktorsystem mit Durchflussmikroskop erfolg-
reich kultiviert. Die Zellen zeigten auch in diesem System ein gutes Wachstum, obwohl die
Zellen stark an der Glasoberflache anhafteten. Das flihrte dazu, dass die mit Standard-
Analytik gemessenen Konzentrationswerte unter den tatsachlichen im System erreichten Wer-
ten lagen. Die mikroskopischen Aufnahmen und die Auswertung der Zellparameter mit dem
Durchflussmikroskop waren ohne weiteres moglich. Das Modellorganismus C. reinhardtii hat
genauso wie H. pluvialis eine spharische Morphologie, weshalb der bestehende Auswertungs-

algorithmus direkt fir H. pluvialis verwendet werden konnte. Der wesentliche Unterschied
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zwischen beiden Zelltypen ist die ZellgroRe. Die H. pluvialis Zellen sind 20-80 um groR3. Bei
der Aufnahme der Bilder wurde ein Objektiv mit 10-facher VVergrofierung verwendet.
Die Farbénderung der H. pluvialis Zellen wéhrend der Kultivierung ist in Abbildung 3.33 gut

zu erkennen.

Tagt

Tag 17

Abbildung 3.33: Die Anderung der Farbe wéhrend der Kultivierung von Haematococcus pluvialis, al-3: Ge-
samtes PBR zu verschiedenen Kultivierungszeitpunkten, b1-3: Nahaufnahme/ Ausschnittver-
grolerung Bereich innere Beleuchtungseinheit.

Wie in Abbildung 3.33 zu sehen ist, setzen sich die Zellen nach einigen Tagen auf dem inne-
ren Tubus ab, weil hier die Lichtintensitat am hdchsten war. Obwohl der Glasphotobioreaktor
silanisiert war, hat das bei der Kultivierung dieses Stammes keinen grolRen Beitrag geleistet,
da die Zellen dennoch an den Glaswanden anhafteten. Aufgrund des Anhaftens der Zellen an
der Oberflache des Reaktors konnte die gewiinschte Zelldichte im System nicht erreicht und
folglich das genauere Wachstumsverhalten nicht sicher festgestellt werden. Wegen der Sedi-
mentation und des Anhaftens der Zellen an Reaktorwénden enthdlt das Kulturmedium nur

wenig freischwebende Zellen.
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Abbildung 3.34: Verlauf der Optischen Dichte, des pH-Wertes, der Chlorophyll-Konzentration und der Zellzahl
(online und offline) wahrend der Kultivierung von Haematococcus pluvialis unter Begasung
mit 4 % (v/v) CO,.

Abbildung 3.34 zeigt die Ergebnisse der Kultivierung von H. pluvialis. Bei der Photobioreak-
torkultivierung wurde neben der offline Zellzahl auch die online Zellzahl bestimmt. Nach 19-
tagiger Kultivierung erreichte die Optische Dichte einen Wert von OD+5, = 0,55, die maxima-
le offline bestimmte Zellzahl betragt 5,5*10° mL™ und die online bestimmte Zellzahl betrug
4,5%10* mL™. Die Chlorophyll-Konzentration erreichte an Tag 11 einen maximalen Wert von
30 mg*L™ und sank dann wieder fast linear ab, was auf die Bildung des roten Farbstoffes
Astaxanthin zuriickzufthren ist. Der pH-Wert sank in den ersten 6 Tagen von pH 8,2 bis auf
pH 6,2 und stieg anschlielend fast linear bis zum Endwert pH 9,9 an Tag 19. Dieser Verlauf
konnte damit erklart werden, dass die H. pluvialis Zellen schon von Anfang an mit
60 mL*min™ 4 % (v/v) CO, begast wurden. Wegen der geringen Zelldichte wurde CO, durch
die Zellen nicht vollstandig verbraucht. Der pH-Wert steigt mit dem Zellwachstum, da das ins
System eingeflihrte CO, von den vervielfachten Zellen sofort verbraucht wird und nicht mehr
den pH-Wert herabsenkt. Die CO,-Begasung wird hier folglich auch dazu verwendet, um den

pH-Wert zu regeln. Die Begasung kdnnte auch anders gestaltet werden. So wére es mdglich,
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am Anfang der Kultivierung nur eine geringe CO,-Begasung bzw. niedrige CO,-
Konzentration in der Begasungsluft zu wéhlen, weil die Zellen nur geringe Mengen an CO;
brauchen. Falls die Zellen weiter wachsen und der pH-Wert ansteigt, konnte die CO,-
Konzentration erhoht werden.

Obwohl der Kultivierungsprozess nicht optimal lief, kann abschlieRend festgehalten werden,
dass der Auswertungsalgorithmus fir die Bestimmung der Zellzahl gut anwendbar war. Trotz
geringer Zellkonzentrationen im Photobioreaktor waren die Uberwachung und die Auswer-
tung der Zellzahl méglich. Die online und offline ermittelten Zellzahlen sind gut korrelierbar
und zeigen 90 % Genauigkeit. Die intensive Beleuchtung und die bessere Versorgung der
Zellen mit CO, ermdglicht eine hohere Zellkonzentration im Photobioreaktorsystem. Wie
bisherige Mikroalgenstimme konnte H. pluvialis auch im Photobioreaktorsystem effektiv
kultiviert und mithilfe in-situ Analysis gut ausgewertet werden.

Durch die Beseitigung der Probleme wie die der Sedimentation und das Anhaften der Zellen
an die Wande ist die Kultivierung von H. pluvialis im Gromalistab maoglich. Dieser Kultivie-
rungsprozess kann auch mit einem Durchflussmikroskop gut Gberwacht und ausgewertet wer-

den.
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3.5. Kultivierung von Nannochloropsis oculata

Nannochloropsis oculata Zellen sind mit einer GroRe von 1-2 um relativ klein, rund und be-
sitzen keine ausgepragten Morphologie Merkmale. Das wirtschaftliche Interesse an N. oculata
Kultivierungen liegt in den von ihnen produzierten ungeséttigten Fettsdauren (PUFA). Die in-
dustriell relevante Eigenschaft und die andere Morphologie der Zellen machen diesen Mikro-
algenstamm interessant. Aus diesem Grundwird dieser Stamm in dieser Arbeit kultiviert, um
die Anwendbarkeit des Durchflussmikroskops breit zu halten. Dieser Mikroalgenstamm wird
in salzigem Medium kultiviert, wobei zum Zellwachstum ein alkalischer pH-Bereich ben6tigt
wird. Die Zellen wurden auch hier zundchst im Schittelkolben kultiviert, anschlieRend wur-
den die Kultivierungen in den Photobioreaktor mit Durchflussmikroskop tbertragen und onli-
ne Uberwacht. Fir die Optimierung der Kultivierungsbedingungen und des Wachstums wur-
den die Kultivierungen mit unterschiedlichen Variationen durchgefihrt.

Die bei den Kultivierungen angewendeten Bestimmungsmethoden der einzelnen Prozessgro-
Ren werden im Anhang beschrieben. Insgesamt wurden folgende Prozessgrofien gemessen:
ODggo (Messmethode siehe Anhang, Abschnitt 5.1.5.1), Glucose-Konzentration (Abschnitt
5.1.5.2), Zellzahl (Abschnitt 5.1.5.4) und der pH-Wert (Abschnitt 5.1.5.5). Fir die Kultivie-
rungen wurde das Medium F/2 (Zusammensetzung siehe Anhang, Abschnitt 5.1.2.4) verwen-
det.

3.5.1. Kultivierungen im Schuttelkolben

Schiittelkolbenkultivierungen stellen einen sehr wichtigen Teil der Prozessoptimierung dar,
weil die Durchfuhrung der Kultivierung sich einfach gestalten Iasst und die Materialkosten
gering sind. Um die Wachstumsbedingung von N. oculata genau zu bestimmen, wurden Stan-
dard-Kultivierungen, Kultivierungen mit Begasung und mit Glucose-Zugabe durchgefiihrt.
Die Kultivierungen wurden bei Raumtemperatur durchgefihrt und die Schuttelgeschwindig-
keit betrug 100 rpm. Der Anfangs-pH-Wert des Mediums war pH 8,5. Fir die Beleuchtung
der Schuttelkolben wurden bei verschiedenen Kultivierungsarten immer die gleichen Licht-

quellen verwendet. Die Schuttelkolbenkultivierungen wurden in drei Varianten durchgefhrt.
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3.5.1.1. Standard-Kultivierungen

Standard-Kultivierungen bedeuten, dass die Kultivierung von N. oculata im Schittelkolben
mit F/2 Medium (Zusammensetzung: Abschnitt 5.1.2.4 im Anhang) ohne Zusatz und ohne
Begasung durchgefiihrt werden. Bei der Kultivierung betrug die Temperatur 18-25 °C und die
Schiittelkolben wurden mit einer Lichtquelle 24 h am Tag beleuchtet. In der Tabelle 3.11 be-

finden sich die Kultivierungsparameter der Standard-Kultivierungen.

Tabelle 3.11: Kultivierungsbedingungen fiir die Nannochloropsis oculata im Schiittelkolben.

Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)
Temperatur 25°C
Schiittelgeschwindigkeit 100 min™
pH 8,5
Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h
Medium F/2-Medium
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Abbildung 3.35: Verlauf der Optischen Dichte von Nannochloropsis oculata Kultivierung mit Zellzahl und pH-
Wert.
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Die N. oculata Kultivierungen wurden zuerst unter Standard-Bedingungen (nur F/2 Medium,
ohne Begasung) durchgefiihrt. Die Optische Dichte wurde bei diesem Stamm bei 600 nm ge-
messen. In der Abbildung 3.35 werden die Ergebnisse der Standard-Kultivierung présentiert.
Die Optische Dichte erreichte einen Wert von ODgy = 1,2 und die Zellzahl betrug nach
12 Tagen Kultivierung 2,8*10’ mL™. Der Anfangs-pH-Wert liegt bei pH 8,5 und sank am
Ende der Kultivierung auf pH 7,8. Der pH-Wert zeigte wéhrend der Kultivierung einen wech-
selnden Verlauf: Nach dem Kaultivierungsstart fiel der Wert anfanglich leicht ab, anschlieRend
stieg er wieder an, und nach einem konstantem Wert (4 h) fiel er erneut ab. Die Ergebnisse

der Standard-Kultivierung wurden als Referenzwert flr weitere Kultivierungen verwendet.

3.5.1.2. Kultivierungen mit Begasung

Die Kultivierungen mit Begasung wurden in drei verschiedenen Varianten durchgefuhrt. Als
Erstes wurden die Schittelkolben mit Druckluft begast, im darauffolgenden Experiment wur-
den jeweils 2 % (v/v) oder 4 % (v/v) CO, der Druckluft beigemischt. Der Einfluss von CO,
auf das Wachstum von N. oculata wurde damit bestimmt und experimentell nachgewiesen.
Die Parameter wichen lediglich bei der Begasung von den Standard-
Kultivierungsbedingungen ab, die anderen Parameter wurden nicht gedndert. Die Kultivie-
rungsbedingungen werden in der Tabelle 3.12 dargestellt. Mit diesen Versuchen sollte das

Wachstum von N. oculata verbessert werden.

Tabelle 3.12: Kultivierungsbedingungen fiir die Nannochloropsis oculata im Schiittelkolben.
Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)

Temperatur 30 °C

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 8,5

Begasung 300 mL min™ mit CO, (2 und 4 % (v/v))
Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h

Medium F/2-Medium
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Abbildung 3.36: Verlauf der Optischen Dichte von Nannochloropsis oculata Kultivierung (Druckluft- Bega-
sung) mit Zellzahl und pH-Wert.

In der Abbildung 3.36 werden die Ergebnisse der Kultivierung von N. oculata mit Druckluft-
Begasung dargestellt. Bei dieser Kultivierung wurde eine maximale ODgg = 1,8 erreicht. Das
bedeutet eine Erhohung der ODggo um 50 % im Vergleich zur Kultivierung unter Standard-
Bedingungen. Die Zellzahl hat sich von 2,8*10" mL™ auf 3,75*10" mL™?, d.h. um 40 % er-
hoht, was das Erreichen einer htheren Zelldichte durch die Begasung bzw. durch den in der
Begasungsluft enthaltenen CO, belegt. Der pH-Wert zeigte erneut einen wechselnden Ver-

lauf, der dem Verlauf der Standard-Kultivierung dhnelt.
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Abbildung 3.37: Verlauf der Optischen Dichte von Nannochloropsis oculata Kultivierung (Druckluft-Begasung
mit 2 % CO, (v/v) ) mit Zellzahl und pH-Wert.

In der Abbildung 3.37 werden die Ergebnisse der Kultivierung von N. oculata mit Begasung
mit 2 % CO, prasentiert. Die Kultivierung der N. oculata dauerte 14 Tage, mit einer Opti-
schen Dichte von ODgg = 1,8 am Ende der Kultivierung. Die maximale Zellzahl betrug
3,5%10" mL™. Der pH-Wert fiel am Anfang der Kultivierung um etwa 1 Einheit, anschlieRend
schwankte der pH-Wert zwischen pH 7,4 und pH 7,6. Der Verlauf der Optischen Dichte und
der Zellzahl &hnelten denen der Kultivierung mit Druckluft-Begasung, obwohl man hier eine
héhere Optische Dichte und hohere Zellzahl erwartet hatte. Das liegt wahrscheinlich daran,
dass die N. oculata Zellen bei einer Kultivierung mit CO, Begasung kein besseres Wachstum
aufweisen. Bei dieser Kultivierung liegt eine wesentlich ausgepréagtere Lag- und exponentielle
Phase vor. AulRerdem wurde die stationdre Phase friher erreicht als dies bei den anderen Kul-
tivierungen (Standard-Kultivierung und Kultivierung mit Druckluft Begasung) der Fall war.
Am Ende der Kultivierung sind die Optische Dichte und die Zellzahl der Kultivierungen ver-
gleichbar. Die Wachstumsgeschwindigkeit und die Zelldichte h&dngen bei diesen Kultivierun-

gen eventuell von den vorhandenen Stickstoffmengen ab.
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Abbildung 3.38: Verlauf der Optischen Dichte von Nannochloropsis oculata Kultivierung (Druckluft-Begasung
mit 4 % CO, (v/v)) mit Zellzahl und pH-Wert.

AbschlieBend wurde die Kultivierung durchgefiihrt, bei der mit 4 % (v/v) CO,-Konzentration
in der Druckluft begast wurde. Die Ergebnisse sind in Abbildung 3.38 dargestellt. Die Kulti-
vierung dauerte 19 Tage, die Zellen zeigten aber in den ersten acht Tagen kein Wachstum.
Die ersten acht Tage werden also in der Abbildung nicht dargestellt. Am Ende der Kultivie-
rung erreichte die Optische Dichte einen Wert von ODgy = 1,8. Die Zellzahl betrug
4,5%10" mL™. Sie war im Vergleich zu anderen Kultivierungen héher und der Verlauf der

Optischen Dichte war allen Kultivierungen mit Begasung &hnlich.

3.5.1.3. Kultivierungen mit Glucose

In diesem Kapitel werden Kultivierungsergebnisse dargestellt, die im Medium F/2 mit Glu-
cosezusatz durchgefuhrt wurden. Bei der Kultivierung dient Glucose als Kohlenstoffquelle.
Bei diesen Kultivierungen wurden die Schiittelkolben nicht 24 h am Tag beleuchtet, sondern
im Hell/Dunkel-Zyklus in Verhéltnis 16/8 h. Die Schuttelkolben wurden des weiteren nicht
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begast. Die anderen Kultivierungsparameter waren mit denen der autotrophen Kultivierungen

identisch. Die Kultivierungsbedingungen werden in der Tabelle 3.13 zusammengefasst.

Tabelle 3.13: Kultivierungsbedingungen fiir die Nannochloropsis oculata im Schiittelkolben.

Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)

Temperatur Raumtemperatur

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 8,5
Beleuchtungsdauer 16 h/8 h (Licht/Dunkel-Zyklus)
Medium F/2-Medium mit Glucose (2 g*L™* und 4 g*L™)
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Abbildung 3.39: Verlauf der Optischen Dichte von Nannochloropsis oculata Kultivierung (mit 2 g*L* Glucose)
mit Zellzahl, Glucose-Konzentration und pH-Wert.

Die Abbildung 3.39 zeigt die Ergebnisse der Kultivierung mit 2 g*L™ Glucose im F/2 Medi-

um. Bei der Kultivierung erreichte die Optische Dichte nach 14 Tagen ihren maximalen Wert
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von ODggo = 0,9. Die Zellzahl betrug 2,8*10” mL™. Der pH-Wert am Anfang der Kultivie-
rung lag bei pH 8,5, und ist gegen Kultivierungsende auf pH 7,8 abgefallen. Aufgrund dieser
Ergebnisse kann festgehalten werden, dass die N. oculata Zellen im Medium mit Glucose
kein besseres Wachstum zeigten als unter Standard-Kultivierungsbedingung, was aber nicht
den Erwartungen entspricht. Der Grund kann mit der Abbildung 3.39 veranschaulicht werden.
Der Graphik ist genau zu entnehmen, dass die Glucose nicht vollstandig verbraucht wurde.
Die Zellen konnten nur einen Teil der Glucose aufnehmen, der Rest der Glucose ist somit im
Kulturmedium verblieben. Kultivierungen mit 2 g*L™ Glucose wurden 3 Mal wiederholt, mit
dem gleichen Ergebnis. Dennoch wurde die Kultivierung auch mit 4 g*L™ Glucose-
Konzentration durchgefiihrt.
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Abbildung 3.40: Verlauf der Optischen Dichte von Nannochloropsis oculata Kultivierung (mit 4 g*L* Glucose)
mit Zellzahl, Glucose-Konzentration und pH-Wert.

In der Abbildung 3.40 sind die Ergebnisse der Kultivierung mit 4 g*L™" Glucose-
Konzentration dargestellt. Die Kultivierung mit 4 g*L™ Glucose zeigte ein ahnliches Wachs-
tumsverhalten entsprechend der Kultivierung mit 2 g*L™" Glucose. Die Optische Dichte er-
reichte bei dieser Kultivierung ODgoo = 0,9, die Zellzahl erreichte 2,5%10” mL™. Der pH-Wert
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hat hier nochmals einen &hnlichen Verlauf gezeigt. Obwohl eine doppelte Glucose-
Konzentration im Medium vorlag, sank die Zellzahl am Ende der Kultivierung sogar im Ver-
gleich zu 2 g*L™* Glucose. In der oben gezeigten Abbildung 3.40 ist der Verlauf der Glucose-
Konzentration gegen die Zeit dargestellt. Das Medium enthalt bei dieser Kultivierung 4 g*L™
Glucose, die wahrend der Kultivierung erneut nicht vollstandig verbraucht wurde. Am Ende

der Kultivierung enthielt das Medium noch 2,8 g*L™ Glucose.
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3.5.14. Fazit

In diesem Kapitel wurden die Schiittelkolben-Kultivierungen von N. oculata und die dabei
erhaltenen Ergebnisse prasentiert. Bei den Kultivierungen gab es keine Schwierigkeiten. Die
Kultivierung wurde zuerst in Schuttelkolben und mit dem Medium F/2 ohne Zusatzstoffe
durchgefuhrt. Die Ergebnisse dieser Kultivierung wurden als Referenz verwendet. Bei den
Kultivierungen mit gednderten Kultivierungsbedingungen zeigten manche Ergebnisse einige
Verbesserungen im Vergleich zur Referenzkultivierung. Insbesondere bei den Kultivierungen
einschlieBlich der Begasung mit und ohne CO,-Zusatz stiegen die Optische Dichte und die
Zellzahl um etwa 50 % an. Wenn die Schuttelkolben aber mit CO, (als C-Quelle) begast wur-
den, anderten sich die Werte nur geringfligig. Es wurde erwartet, dass bei steigender CO,
Konzentration auch die Zellkonzentration sprunghaft ansteigt, wie bei den anderen kultivier-
ten Mikroalgenstammen (z.B. C. reinhardtii, C. vulgaris usw.). Die Anwesenheit einer C-
Quelle fuhrte nicht zwangslaufig zu einer Verbesserung, daher kann davon ausgegangen wer-
de, dass die Zellen nicht in hohen Malien Photosynthese betreiben. Die Zellen wurde auch in
F/2 Medium mit unterschiedlichen Glucose-Konzentrationen kultiviert. Die Ergebnisse zeig-
ten ein noch schlechteres Wachstumsverhalten als bei der Standard-Kultivierung. Die Mikro-
alge N. oculata konnte auch bei Vorhandensein von Glucose nicht kultiviert werden. Wie bei
den Kultivierungen mit Glucose zu sehen war, wurde die Glucose wahrend der Kultivierung
nicht vollstandig verbraucht. Es liegt nahe, dass die Glucose auf die N. oculata Zellen einen
wachstumshemmenden Einfluss auslbt. Im gesamten Abschnitt zeigten die Zellen nicht so
gute Optische Dichte-Zellzahl-Korrelation wie bei anderen Mikroalgenstammen (C. reinhard-
tii, C. vulgaris und H. pluvialis). Bei der Druckluft-Begasung und mit 2 % (v/v) CO, Bega-
sung ist die Korrelation zwischen der Optischen Dichte und Zellzahl 91 %. Bei den anderen
Kultivierungen sind die Optische Dichte und Zellzahl nicht so gut korrelierbar. Das liegt ver-
mutlich daran, dass die Zellen nicht so hohe Verdopplungszeiten und Verdopplungsraten
aufweisen. Bei schnell wachsenden Zellen bleibt die Zellzahl niedrig, obwohl hier eine grofie-

re Optische Dichte gemessen wurde.
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3.5.2. Kultivierungen im Photobioreaktor

Als nédchster Schritt wurden die Kultivierungen von N. oculata im Photobioreaktorsystem
durchgefiinrt. Die Kultivierungsbedingungen wurden bei der Ubertragung vom Schiittelkol-
ben zum Photobioreaktor nur beziglich der Begasungsrate gedndert (Erhéhung von
300 mL*min auf 1.500 mL*min™), es wurde weiterhin das F/2 Medium verwendet.

In der Photobioreaktorkultivierungen von N. oculata wurde ein Photobioreaktor mit Aus-
gleichsgefall und Durchflussmikroskop verwendet. Das gesamte Volumen des Systems betrug
2,3 L. Der Photobioreaktor und das Ausgleichgefal sind mit Silikonschlduchen miteinander
verbunden und die Kulturbriihe wird mit Hilfe einer Peristaltikpumpe zirkular gepumpt. Fir
das Durchflussmikroskop wurde eine zweite, kleinere Peristaltikpumpe verwendet. Die Tem-
peratur im Reaktor wurde mit einem Temperaturfiihler im Ausgleichsgefal3, das an die Biostat
B Steuereinheit angeschlossen wurde, iberwacht. Die Begasung betrug 1.500 mL*min™ mit
4 % (v/v) CO,. Die Ruhrgeschwindigkeit im Ausgleichsgefa war 100 rpm. Der Photobiore-
aktor wurde mit der Lichteinheit Osram W 640 beleuchtet. Fiir die Uberwachung des Kulti-
vierungsprozesses wurde ein Objektiv mit 20-facher VergroRerung verwendet. Das Objektiv
muss besonders sorgfaltig eingestellt werden, da die N. oculata Zellen mit 1-2 um sehr klein
sind und bei einer nicht genauen Einstellung die Bilderschérfe fiir eine Auswertung nicht aus-
reichend ist. Die Aufnahme wurde mit einem anderen Objektiv, das eine noch hohere Vergro-
Rerung bietet, nicht durchgefiihrt. Die feine Einstellung der Parameter war nicht moglich.

Die in der Kultivierung eingestellten Bedingungen sind in der Tabelle 3.14 zusammengefasst.

Tabelle 3.14: Kultivierungsbedingungen fiir die Nannochloropsis oculata im Photobioreaktor.

Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (2,3 L)

Temperatur 25°C

Rihrgeschwindigkeit 100 min*

pH 8,5

Begasung 1.500 mL min™ mit 4 % CO, (v/v)

Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h
Medium F/2-Medium
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Im entwickelten System war die Kultivierung von N. oculata méglich und die Zellen sind im
Photobioreaktor gut gewachsen. Aufgrund der nicht vorhandenen Auswertungsalgorithmen

konnten die Bilder nicht ausgewertet werden.
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3.6. Kultivierung von Phaeodactylum tricornutum

Die Kultivierung von Phaeodactylum tricornutum stellt die vorletzte Kultivierung, die in die-
ser Arbeit dargestellt wird, dar. Die Zellen von P. tricornutum sind relativ klein, denn die
ZellgroRe liegt zwischen 1-2 um. Anders als die N. oculata Zellen besitzen P. tricornutum
Zellen an beiden Seiten Flagellen. Die Kultivierungsbedingungen stimmen nahezu mit denen
der N. oculata tiberein. Das wirtschaftliche Interesse an P. tricornutum liegt in der Olproduk-
tion, die fir alternative Kraftstoffproduktion geeignet ist. Daher besteht Interesse, diese Art
des Mikroalgenstamms zu kultivieren.

Die bei den Kultivierungen angewendeten Bestimmungsmethoden der einzelnen Prozessgro-
Ren werden im Anhang beschrieben. Insgesamt wurden folgende Prozessgrofien gemessen:
ODggo (Messmethode siehe Anhang, Abschnitt 5.1.5.1), Glucose-Konzentration (Abschnitt
5.1.5.2), Zellzahl (Abschnitt 5.1.5.4) und der pH-Wert (Abschnitt 5.1.5.5). Fir die Kultivie-
rungen wurde das Medium F/2 (Zusammensetzung siehe Anhang, Abschnitt 5.1.2.4) verwen-
det.

3.6.1. Kultivierungen im Schuttelkolben

Wie bei den Gbrigen Stdmmen, wurde P. tricornutum zuerst im 500 mL Schdittelkolben mit 2
Schikanen kultiviert. Die Kultivierung wurde bei Raumtemperatur durchgefiinrt und die
Schiittelgeschwindigkeit des Inkubators betrug 100 rpm. Als Kultivierungsmedium diente das
F/2 Medium mit einem anfanglichen pH-Wert von pH 8,5.

Um die optimalen Kultivierungsparameter von P. tricornutum zu bestimmen, wurden die
Schiittelkolben-Kultivierungen mit verschiedenen Parametern durchgefuhrt. In den genannten
Kultivierungsgruppen wurden die einzelnen Kultivierungen auch mit verschiedenen Parame-

tern durchgefuhrt. Die Ergebnisse dieser Kultivierungen werden im Folgenden erldutert.

3.6.1.1. Standard-Kultivierungen

Unter Standard-Kultivierungen werden Kultivierungen im F/2 Medium ohne Glucose und
ohne Begasung verstanden. Das KultivierungsgefaR war ein 500 mL Schuttelkolben mit zwei
Schikanen. Die in der Kultivierung verwendeten Bedingungen werden in der folgenden Ta-
belle 3.15 dargestellt.
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Tabelle 3.15: Kultivierungsbedingungen fir die Phaeodactylum tricornutum im Schiittelkolben.

Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)
Temperatur RT
Schuttelgeschwindigkeit 100 min™

pH 8,5

Beleuchtungsdauer (téglich) 24 h

Medium F/2-Medium

Die Kultivierung wurde bei Raumtemperatur durchgefiihrt, die Schittelgeschwindigkeit be-
trug 100 rpm. Die gleich befullten Schuttelkolben werden auf dem Schittler platziert und
gleichmaRig beleuchtet.
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Abbildung 3.41: Verlauf der Optischen Dichte von Phaeodactylum tricornutum Kultivierung mit Zellzahl und
pH-Wert.

Die Abbildung 3.41 zeigt die Ergebnisse der Standard-Kultivierung. Nach 16-tagiger Kulti-

vierungsdauer erreichte die Optische Dichte einen Wert von ODgy = 0,58 und die maximale
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Zellzahl betrug 6,5%10° mL™. Die Optische Dichte und die Zellzahl zeigten ab dem Tag 4 ein
schnelles Wachstum. Der pH-Wert hatte am Anfang der Kultivierung einen Wert von pH 8,5
und am Ende der Kultivierung pH 7. Der pH-Wert zeigte keinen regelméiiigen Verlauf an,

sondern schwankte wahrend der gesamten Kultivierungsdauer.

3.6.1.2. Kultivierungen mit Begasung

In diesem Kapitel werden die Ergebnisse der Kultivierungen mit Begasung mit und ohne CO,
zusammengefasst. Die Kultivierungsbedingungen unterscheiden sich von denen der Standard-
Kultivierung nur dadurch, dass die Begasung der Schittelkolben anders erfolgt. Die Begasung
erfolgte namlich auf drei verschiedene Arten: Eine Druckluft-Begasung, Begasung mit
2 % (v/v) CO; in der Druckluft und Begasung mit 4 % (v/v) CO; in der Druckluft. Damit
wurde untersucht, wie die Zufuhr von Kohlenstoff in der Form von CO, das Wachstum der
Zellen beeinflusst. Die verwendeten Kultivierungsbedingungen werden in der Tabelle 3.16

dargestellt.

Tabelle 3.16: Kultivierungsbedingungen fiir Phaeodactylum tricornutum im Schittelkolben

Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)
Temperatur RT

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 8,5

Begasung 300 mL min™ mit und ohne CO,
Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h

Medium F/2-Medium

In diesem Kapitel wurde die erste Kultivierung mit Druckluftbegasung gestartet. Die Ergeb-

nisse der Kultivierung werden in der nachsten Abbildung 3.42 dargestellt.
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Abbildung 3.42: Verlauf der Optischen Dichte von Phaeodactylum tricornutum Kultivierung (Druckluft- Bega-
sung) mit Zellzahl und pH-Wert.

Nach 13-tdgiger Kultivierung mit Druckluftbegasung wurde eine ODgy = 0,52 erreicht. Die
Zellzahl erreichte 8,5*10° mL™ und zeigte im Vergleich zu der Standard-Kultivierung eine
20 % Erhohung, bei gleichbleibender Zellzahl. Der Verlauf des pH-Wert dhnelte dem Verlauf

der Standard-Kultivierung.
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Abbildung 3.43: Verlauf der Optischen Dichte von Phaeodactylum tricornutum Kultivierung (Druckluft- Bega-
sung mit 2 % (v/v) CO,) mit Zellzahl und pH-Wert.

Die Abbildung 3.43 enthalt die Ergebnisse der Kultivierung, die mit 300 mL*min™ von
2 % (v/v) CO, begast wurde. Bei dieser Kultivierung wurde nach 21-tagiger Kultivierung
eine ODgoo = 0,5 erreicht. Die Zellzahl erreichte 8,5%10° mL™ und zeigte im Vergleich zu der
Standard-Kultivierung eine 20 % Erhéhung, bei gleichbleibender Zellzahl. Der pH-Wert sank

in den ersten zwei Tagen, ab dem dritten Tag stieg er langsam bis auf pH 9 an.
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Abbildung 3.44: Verlauf der Optischen Dichte von Phaeodactylum tricornutum Kultivierung (Druckluft- Bega-
sung mit 4 % (v/v) CO,) mit Zellzahl und pH-Wert.

Die Ergebnisse der Kultivierung werden in der Abbildung 3.44 dargestellt. Die Zellen zeigten
erst nach 9 Tagen ein Wachstum. Die maximale Optische Dichte betrug nach 19 Tagen
ODggo = 1,1 und die maximale Zellzahl war 1*10° mL™. So lange die Zellen kein Wachstum
zeigten, wurden keine Messungen durchgefuhrt. Der pH-Wert stieg von pH 8,5 auf pH 10 bis
zum Tag 13 der Kultivierung, dann sank er plétzlich auf pH 7,5 und anschlielend stieg er

langsam wieder an.

3.6.1.3. Kultivierungen mit Glucose

Die P. tricornutum Zellen wurden auch mit Glucosezusatz kultiviert. Die Kultivierungen
wurden im F/2 Medium mit unterschiedlichen Glucose-Konzentrationen durchgefiihrt. Bei
diesen Kultivierungen wurden die Schittelkolben nicht dauerhaft beleuchtet, sondern in ei-
nem Hell/Dunkel-Zyklus, 16 h hell und 8 h dunkel. Die Schittelkolben wurden nicht begast.
Die Kultivierungsbedingungen werden in der Tabelle 3.17 dargestellt.
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Tabelle 3.17: Kultivierungsbedingungen fir die Phaeodactylum tricornutum im Schttelkolben.
Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)

Temperatur RT

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 8,5
Beleuchtungsdauer 16 h/8 h (Licht/Dunkel-Zyklus)
Medium F/2-Medium mit Glucose (2 g*L™* und 4 g*L™)

Die Kultivierungen wurden mit zwei verschiedenen Glucose-Konzentrationen (2 g*L™ und
4 g*LY) zu Beginn der Kultivierung durchgefiihrt. Hierbei wurde untersucht, welchen Ein-
fluss der Glucosezusatz auf das Wachstum austibt. AulRer der verschiedenen Anfangskonzent-
ration von Glucose im Medium waren alle anderen Kultivierungsparameter mit denen der

Standard-Kultivierung identisch.
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Abbildung 3.45: Verlauf der Optischen Dichte von Phaeodactylum tricornutum Kultivierung (mit 2 g*L™* Glu-
cose) mit Zellzahl, Glucose-Konzentration und pH-Wert.
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Nach 22-tagiger Kultivierung betrug die ODggo = 1 und die Zellzahl erreichte 9,5*10° mL™.
Die Zellzahl zeigte erst nach 9 Tagen einen starken Wachstumssprung, und zeitgleich stieg
auch der pH-Wert an. Der pH-Wert schwankte wéhrend der Kultivierung deutlich und am
Ende der Kultivierung hatte er einen Wert von pH 7,5. In der Abbildung 3.45 ist der Verlauf
der Glucose-Konzentration dargestellt. Die Anfangskonzentration der Glucose betrug 2 g*L™.
Nach 22 Tagen war im Medium noch 1,1 g*L™ Glucose vorhanden. Die Kultivierung wurde
beendet, nachdem eine konstante Optische Dichte und Zellzahl erreicht wurde. Bis zum 8.
Kultivierungstag fallt die Glucose-Konzentration sehr stark ab, dennoch konnte in diesem
Zeitraum kein starkes Zellwachstum beobachtet werden.

Die Glucose wurde bei dieser Kultivierung nicht vollstandig verbraucht. Trotzdem wurde die
Kultivierung mit einer Glucose-Konzentration von 4 g*L™ durchgefiihrt. Die Kultivierung mit
dieser Glucose-Konzentration war nicht erfolgreich, da trotz 3-maliger Versuche die Zellen

keinerlei Wachstum zeigten.
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Abbildung 3.46: Verlauf der Optischen Dichte von Phaeodactylum tricornutum Kultivierung (mit 4 g*L™* Glu-
cose) mit Zellzahl, Glucose-Konzentration und pH-Wert.
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In der Abbildung 3.46 sind die Kultivierungsergebnisse des Stammes P. tricornutum darge-
stellt. Die Ergebnisse zeigten, dass die P. tricornutum Zellen bei hoher Glucose-
Konzentration nicht gewachsen sind. Moglicherweise Ubt eine hohe Glucose-Konzentration

Stress auf die Zellen aus.
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3.6.1.4. Fazit

In diesem Kapitel wurden die P. tricornutum Zellen im Schittelkolben unter verschiedenen
Kultivierungsbedingungen kultiviert mit dem Ziel, die optimalen Wachstumsbedingungen zu
bestimmen. Die Kultivierungen wurden mit der Standard-Kultivierung gestartet, wobei eine
Optische Dichte von ODggo = 0,58 und die maximale Zellzahl 6,5%10° mL™ erreicht wurde.
AnschlieBend wurden weitere Kultivierungen mit unterschiedlichen Begasungsvarianten und
Glucose-Konzentrationen durchgefiihrt. Bei der Druckluftbegasung hatte die Optische Dichte
einen niedrigeren Wert im Vergleich zur Standard-Kultivierung, jedoch stieg die Zellzahl auf
8,5%10° mL™ an. Dies wurde ebenfalls bei der Druckluftbegasung mit 2 % (v/v) CO, beobach-
tet, die Optische Dichte war niedriger und die Zellzahl im Vergleich zu der Standard- Kulti-
vierung. Die Druckluftbegasung mit 4 % (v/v) CO, zeigte sowohl die héchste Optische Dich-
te als auch die hochste Zellzahl. Die Zellzahl betrug 1*10° mL™ und die Optische Dichte war
ODggo = 1,1. Die Kultivierung mit Glucose zeigte genauso gute Ergebnisse wie bei der
Druckluftbegasung mit 4 % (v/v) CO,. Die maximale Zellzahl betrug 9,5%10° mL™ und die
Optische Dichte war ODgg = 1.

Diese Ergebnisse flihren zu dem Schluss, dass fur ein besseres Wachstum und eine hohe Zell-
konzentration P. tricornutum mit CO, begast werden sollte. Die Kultivierung mit 2 g*L™

Glucose-Konzentration zeigte nahezu die gleichen Ergebnisse.
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3.6.2. Kultivierungen im Photobioreaktor

Die Kultivierung von P. tricornutum wurde auch im Photobioreaktorsystem durchgefuhrt. Zur
Prozessuberwachung wurde das Durchflussmikroskop eingesetzt. Das gesamte VVolumen des
Photobioreaktorsystems betrug 2,3L. Das System wurde mit einem Gemisch aus
1.500 mL*min™ Druckluft und 4 % (v/v) CO, begast. Die Ruhrgeschwindigkeit im Aus-
gleichgefal? betrug 100 rpm. Die Kultivierung fand bei Raumtemperatur statt. Die Kultivie-

rungsparameter sind in der Tabelle 3.18 zusammengefasst.

Tabelle 3.18: Kultivierungsbedingungen fir Phaeodactylum tricornutum im Photobioreaktor
Kultivierungsbedingungen  Photobioreaktor (2,3 L)

Temperatur RT

Rihrgeschwindigkeit 100 min*

pH 8,5

Begasung 1.500 mL*min™ mit 4 % CO, (v/v)
Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h

Medium F/2-Medium

Die Kultivierung des Stammes P. tricornutum war in dem Photobioreaktorsystem erfolgreich.
Trotz der guten Ergebnisse konnten die Photobioreaktor-Kultivierungen in dieser Arbeit nicht
dargestellt werden, da die Auswertung der aufgenommenen Bilder mit dem vorhandenen Al-
gorithmus nicht méglich war.

Die Aufnahme der Zellbilder zu diesem Mikroalgen-Stamm war auch teilweise problema-
tisch, weil die Zellen recht klein sind und die Zellen Flagellen besitzen. Infolge der ZellgroRe
und der Zellmorphologie ist die Aufnahme der Bilder genauso schwer wie bei der Auswer-

tung.
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3.7. Kultivierung von Spirulina platensis

Die in den bisher durchgefiihrten Kultivierungen verwendeten Mikroalgenstimme weisen
eine rundlich ovale Morphologie auf. Bei dem Stamm Spirulina platensis handelt es sich aber
um eine spiralférmige Mikroalge, die aufgrund ihrer Morphologie sehr interessant ist. Aul3er-
dem ist die S. platensis wegen hoher Proteinkonzentration industriell relevant und das ist auch
ein Grund, warum dieser Stamm in dieser Arbeit weiter erforscht wird. Diese Mikroalgenart
dient als Modell zum Training und zur Adaption des Durchflussmikroskops. Spirulina stellt
aufgrund der besonderen Morphologie eine Herausforderung flr die Strukturerkennungsalgo-
rithmen und flr das Photobioreaktorsystem dar. Das soll die Grenzen des Systems aufzeigen.
Bei dem S. platensis Stamm handelt es sich um ein Nahrungsmittel, das direkt als Tablette
eingenommen werden kann.

Der optimale Temperaturbereich fur die Kultivierung von S. platensis betragt 28-35 °C. Im
Rahmen dieser Arbeit wird die Kultivierungstemperatur konstant bei 30 °C gehalten. Die Kul-
tivierungen wurden erneut sowohl im Schuttelkolben als auch im Photobioreaktor durchge-
fuhrt.

Die bei den Kultivierungen angewendeten Bestimmungsmethoden der einzelnen Prozessgro-
Ren werden im Anhang beschrieben. Insgesamt wurden folgende Prozessgrofien gemessen:
OD7sp (Messmethode siehe Anhang, Abschnitt 5.1.5.1), Glucose-Konzentration (Abschnitt
5.1.5.2), Zellzahl (Abschnitt 5.1.5.4) und der pH-Wert (Abschnitt 5.1.5.5). Fir die Kultivie-
rungen wurde das Spirul-Medium (Zusammensetzung siehe Anhang, Abschnitt 5.1.2.2) ver-

wendet.

3.7.1. Kultivierungen im Schuttelkolben

Fur die Kultivierungen mit Begasung in der Variante mit dem Uberkopfbegasungssystem
wurden 500 mL-Schuttelkolben mit 2 Schikanen verwendet. Eine gleichméaRige Beleuchtung

der Schttelkolben ist fur die Reproduzierbarkeit der Ergebnisse sehr wichtig.

3.7.1.1. Standard-Kultivierungen

Um die Kultivierungsbedingungen besser vergleichen zu kdnnen, wurde S. platensis zuerst

ohne Zusétze kultiviert. Die Schuttelkolben wurden nicht begast und die Beleuchtung erfolgte
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dauerhaft Gber 24 h. Das Spirul-Medium hatte vor der Kultivierung einen pH-Wert von pH 9.
Der Schittelkolben wurde mit 2 mL Inokulum angeimpft. Wegen der Kultivierungsdauer
wurde nur einmal taglich eine Probe enthommen und die Optische Dichte, der pH-Wert und

die Zellzahl gemessen. In Tabelle 3.19 sind die Kultivierungsbedingungen zusammengefasst.

Tabelle 3.19: Kultivierungsbedingungen fir Spirulina platensis im Schiittelkolben.

Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)
Temperatur 30°C
Schiittelgeschwindigkeit 100 min*

pH 9

Beleuchtungsdauer (téglich) 24 h

Medium Spirul-Medium

Das Wachstum héngt bei diesem Stamm sehr stark von der Temperatur ab. Aus diesem Grund

muss die Kultivierungstemperatur besonders sorgfaltig geregelt werden (Abschnitt 2.1.6).
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Abbildung 3.47: Der Verlauf der Optischen Dichte von Spirulina platensis wahrend der Kultivierung mit Zell-
zahl und pH-Wert.

In der Abbildung 3.47 ist der Verlauf der Optischen Dichte, der Zellzahl und des pH-Wertes
gegen die Zeit dargestellt. Die durchgefihrten Kultivierungen zeigen, dass die Chlorophyll-
Konzentrationsbestimmung bei diesem Stamm sehr schwierig ware. Das Chlorophyll der S.
platensis Zellen ist nicht quantitativ mit Aceton extrahierbar und daher entspricht die gemes-
sene Chlorophyll-Konzentration nicht dem tatsachlichen Wert. Aus diesem Grund wurde auf
die Bestimmung der Chlorophyll-Konzentration verzichtet. Die Zellzahl kann zu Beginn der
Kultivierung problemlos bestimmt werden. Bei hoher Zelldichte wurde die Zellzahlbestim-
mung aufgrund der ZellgroRe von S. platensis allerdings erschwert. Bei der Kultivierung er-
reichte die Optische Dichte nach 15 Tagen einen Wert von OD7sp = 3, die maximale Zellzahl
betrug 32*10° mL™. Zu Beginn der Kultivierung wurde der pH-Wert des frischen Spirul-
Mediums zwar zunachst Uber das Carbonat-Puffersystem stabilisiert, wahrend des Zellwachs-
tums wurde der pH-Wert aber nicht mehr geregelt.

Wahrend der S. platensis Kultivierung stieg der pH-Wert aufgrund des hohen Bedarfs an dem
im Medium gel6sten Kohlenstoffdioxid von anféglich pH 9 auf pH 12 stark an. Im Medium
liegt ein Bicarbonat-Carbonat-Puffersystem vor, welches durch CO, und die verwendeten

Natriumcarbonatsalze gebildet wird. Die anderen Kulturmedien enthalten nicht Bicarbonat-
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Carbonat-Puffersystem, sondern Phosphat Puffer. Aus diesem Grund gelten die folgenden
Reaktionsgleichungen fir S. platensis. Die folgenden Reaktionsgleichungen zeigen, wie das

zum Wachstum bendétigte Kohlenstoffdioxid zur Verfligung gestellt wird:

CO, + H,0 < HCO* + H* (1)
2HCO* « CO3* + CO, + H,0 2)
HCO® « CO; + OH’ (3)
CO5* + H,0 <> CO, + 2 OH (4)

Das freigestellte Kohlenstoffdioxid wird von Spirulina aufgenommen und damit aus der
Gleichgewichtsreaktion des Kulturmediums entfernt. Das Gleichgewicht verschiebt sich
dadurch in Richtung der Hydroxidionen, was eine Erhohung des pH-Wertes zur Folge hat
[38].

Eine Erhdhung der Konzentrationen der Medienzusétze kann der pH-Wert-Erhéhung daher
nicht entgegen wirken. Wurde bei dieser Kultivierung die Konzentration von Carbonaten um
10 % erhoht, so stieg der pH-Wert ebenfalls. Die Kultivierungen wurden daher mit den in

Tabelle 5.6 (siehe Anhang) gegebenen Carbonat-Puffer-Konzentrationen durchgefthrt.

3.7.1.2. Kultivierungen mit Begasung

Bei diesen Kultivierungen erfolgte die Begasung des Schiittelkolbens tber eine Kopfraumbe-
luftung. Druckluft wurde Uber einen Sterilfilter in die Gasphase der Kolben eingeleitet. Der
Druckausgleich erfolgte ber die Aluminium-Kappe des Schiittelkolbens. Die Kopfraumbe-
Iuftung bestand aus einem geraden Metallrohr, das Uber die Kappe abgedichtet, in den Schit-
telkolben hineinragte, aber nicht in die Fllssigkeit eingetaucht war. Die Begasung der Zellen
wurde in drei unterschiedlichen Betriebsmodifikationen durchgefiihrt. Die Kultivierungsbe-

dingungen sind in Tabelle 3.20 zusammengefasst.
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Tabelle 3.20: Kultivierungsbedingungen fiir Spirulina platensis im Schittelkolben mit Begasung.
Kultivierungsbedingungen Schuttelkolben (500 mL)

Temperatur 30 °C

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 9

Begasung 300 mL min™ mit CO, (2 % und 4 % (v/v))
Beleuchtungsdauer (taglich) 24 h

Medium Spirul-Medium

Wie bei den ubrigen Stdammen wurden hier auch drei Kultivierungsvarianten durchgefihrt.
Zuerst wurden die Kultivierungen nur mit der Druckluft-Begasung durchgefuhrt, die Ergeb-

nisse sind in Abbildung 3.48 dargestellt.
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Abbildung 3.48: Verlauf der Optischen Dichte wéhrend der Kultivierung von Spirulina platensis mit Druckluft-
Begasung mit pH-Wert und Zellzahl.
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Bei dieser 10-tagigen Kultivierung wurde nur mit Druckluft ohne CO,-Anreicherung begast.
Nach 10 Tagen erreichte die Optische Dichte einen Wert von OD7so = 2,5. Der pH-Wert stieg
von anfanglich pH 9 auf pH 10,7 an. Bei dieser Kultivierung war die Anderung des pH-Werts
im Vergleich zu Kultivierungen unter Standard-Bedingungen geringer. Eine mogliche Erkla-
rung dafir ist, dass der geringe CO,-Gehalt in der Luft den pH-Wert annéhernd konstant halt.
Obwohl das Kulturmedium mit Druckluft begast wurde, wurde bei diesem Experiment so-
wohl eine niedrigere Optische Dichte als auch eine geringere Zellzahl von 23*10°> mL™ als bei
Kultivierungen ohne Begasung erhalten. Das konnte daran liegen, dass das Zellwachstum erst
bei einem hohem pH-Wert einsetzt. Als Nachstes wurde die Kultivierung mit Begasung mit
2 % (v/v) CO,-Konzentration durchgefiihrt. Die Ergebnisse sind in Abbildung 3.49 darge-
stellt.
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Abbildung 3.49: Verlauf der Optischen Dichte wéhrend der Kultivierung von Spirulina platensis mit Druckluft-
Begasung mit 2 % (v/v) CO, mit pH-Wert und Zellzahl.

Bei der Kultivierung verlauft die Zellzahl linear und erreicht einen maximalen Wert von
33*10° mL™. Die Optische Dichte liegt nach 10 Tagen bei OD+so = 3, wobei sie sich von Tag

1 auf Tag 3 sprunghaft &ndert und anschlielend eine lineare Steigung aufweist. Der Verlauf
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der Optischen Dichte korreliert nicht mit dem Verlauf der Zellzahl. Der pH-Wert stieg bei der
Kultivierung relativ langsam an und lag am Ende der Kultivierung bei pH 10,2. Bei dem Ex-
periment wurde der Anstieg des pH-Wertes moglicherweise durch die CO,-Zufuhr begrenzt.
Der pH-Wert wird zeitgleich mit der Optischen Dichte und der Zellzahl offline bestimmt. Mit
Hilfe von CO; konnte der pH-Wert annéhernd stabilisiert und damit ein Stressfaktor vermie-
den werden.

Bei den S. platensis Kultivierungen mit Begasung wurde festgestellt, dass die Begasung der
Zellen mit Druckluft das Wachstum nicht beeinflusst. Die Ergebnisse zeigen, dass sich weder
die Optische Dichte noch die Zellzahl am Ende der Kultivierungen mit Begasung von denen
ohne Begasung unterscheiden. Aus diesem Grund wurden Kultivierungen mit hoher CO,-

Konzentration nicht durchgefiihrt.

3.7.1.3. Kultivierungen mit Glucose

S. platensis kann auch im glucosehaltigen Medium kultiviert werden. Der Stamm wurde bei
unterschiedlichen Glucose-Konzentrationen und unter einem Hell/Dunkel-Zyklus (16 h hell,
8 h dunkel) kultiviert. Die Bedingungen der Kultivierung sind in der Tabelle 3.21 zusammen-

gestellt.

Tabelle 3.21: Kultivierungsbedingungen fiir Spirulina platensis im Schittelkolben mit Glucose.
Kultivierungsbedingungen Schittelkolben (500 mL)

Temperatur 30°C

Schiittelgeschwindigkeit 100 min™

pH 9

Beleuchtungsdauer 16h/8 h (Hell/Dunkel-Zyklus)

Medium Spirul-Medium mit Glucose (2 g*L ™ und 4 g*L™)
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Abbildung 3.50: Verlauf der Optischen Dichte wahrend der Kultivierung von Spirulina platensis Zusatz von
2 g*L™ Glucose mit pH-Wert, Glucose-Konzentration und Zellzahl.

Bei der Kultivierung erreichte die Optische Dichte einen Wert von OD7so = 4 und die Zellzahl
betrug 3,7*10° mL™ (Abbildung 3.50). Der pH-Wert stieg von pH 9 auf pH 12,5. Die Opti-
sche Dichte und Zellzahl zeigen eine Korrelation, die Zellzahlkurve liegt am Anfang der Kul-
tivierung Uber, spater unter der OD-Kurve. Dieses Verhalten erklérte sich wie folgt: Zu Be-
ginn der Kultivierung enthalt das Kulturmedium alle Nahrstoffe. Aus diesem Grund entstan-
den bei dem Zellteilungsprozess mehr Tochterzellen als am Ende der Kultivierung. In der
Abbildung 3.50 ist zudem der Verlauf der Glucose-Konzentration dargestellt. Nach 2 Tagen
ist der groRte Teil der Glucose verbraucht und die Optische Dichte stieg weiter an. Nach 10-
tagiger Kultivierung war die Glucose nicht vollstandig verbraucht. Das Medium enthielt noch
80 mg*L™ Glucose.
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Abbildung 3.51: Verlauf der Optischen Dichte wéhrend der Kultivierung von Spirulina platensis mit Zusatz von
4 g*L* Glucose mit pH-Wert, Glucose-Konzentration und Zellzahl.

S. platensis wurde im Medium mit Zusatz von 4 g*L™* Glucose kultiviert. Die Ergebnisse die-
ser Kultivierung sind in Abbildung 3.51 dargestellt. Bei dieser Kultivierung lagen die End-
werte der Zellzahl und Optischen Dichte viel niedriger als die der Kultivierung mit 2 g*L™
Glucose-Zusatz im Medium und mit glucosefreiem Medium. Anhand der Ergebnisse kann
darauf geschlossen werden, dass S. platensis in der Gegenwart von organischen Kohlenstoff-
quellen kein schnelleres Wachstum als Standard-Kultivierungen zeigt. Die Glucose wurde in
den ersten 2 Tagen sehr schnell verbraucht, wie dies bereits in der Kultivierung mit 2 g*L™
Glucose der Fall war (Vgl. Abbildung 3.50). Anschliel3end zeigte die Glucose-Konzentration
einen linearen Verlauf. Nach Beendigung der Kultivierung war noch 70 mg*L * Glucose im
Medium vorhanden. Bei dieser Kultivierung erreichte die Optische Dichte nach 2 Tagen einen
Wert von OD75p = 2,0 und erhdhte sich bis zum Tag 12 auf ODv5 = 2,4.
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3.7.1.4. Fazit

Die Kultivierung von S. platensis wurde unter unterschiedlichen Bedingungen erfolgreich
durchgefuhrt. Bei diesen Kultivierungen wurde festgestellt, dass sich der pH-Wert stark an-
dert, welches das Wachstum der Zellen inhibiert und die Zellmorphologie &ndert. Aufgrund
der starken Anderung des pH-Wertes wurde der Einfluss des Puffersystems untersucht. Dazu
wurde die Konzentration des Carbonat-Puffers erhdht, um den pH-Wert konstant halten zu
kdnnen. Bei diesen Kultivierungen erhdhte sich der pH-Wert allerdings im gleichen Mal3e, in
Anlehnung an die Kultivierungen mit der urspriinglichen Konzentration des Carbonat-Puffers
(Abschnitt 5.1.2.2). Daher wurde die in der Literatur angegebene Zusammensetzung des Me-
diums nicht gedndert. Die Kultivierungen wurden auch mit hohen pH-Werten von pH 10 und
pH 11 gestartet. Bei diesen Kultivierungen wuchsen die Zellen nicht und zeigten keine spirale
Morphologie, sondern wiesen eine zylindrische Form auf, wie in Abbildung 3.37 b erkennbar
ist. Bei langer Kultivierung zersetzten sich die langen Zellen in kleine Fragmente. Mogliche
Ursache hierflr konnte das dauerhafte Schitteln sein, da die 500 um langen S. platensis Zel-

len dem durch Schiitteln entstehenden Scherstress ausgesetzt werden (Abbildung 3.52 a).
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Abbildung 3.52: a) Viele kleine Zellteile wéahrend der Kultivierung (pH-Startwert 9). b) Die Form der S. pla-
tensis Zellen wéhrend der Schittelkolben-Kultivierung.

Als optimaler pH-Wert wurde pH 9 festgestellt, die Temperatur wurde bei 30 °C konstant
gehalten. Laut Literatur [37] sollen bei der Kultivierung von S. platensis die Schiittelkolben
und Photobioreaktor sehr gut temperiert werden, da das Wachstum der S. platensis bei einer
Abweichung von der optimalen Temperatur beeintrachtigt wird. In der Literatur [36, 37] wird

zudem beschrieben, dass die Zugabe von Glucose die Wachstumsrate und die Biomassekon-
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zentration am Ende der Kultivierung erhoht. Dies konnte in diesem Kapitel bei einer Glucose-
Zugabe von 2 g*L™ experimentell nachgewiesen werden. Bei der Kultivierung mit 2 g*L™
Glucose wurden hohere Biomassekonzentrationen erreicht als im Vergleich zu der Kultivie-
rungen ohne Glucosezusatz. Bei hoherer Glucose-Konzentration (4 g*L™) wurde das Zell-
wachstum jedoch negativ beeinflusst. Eventuell stellte die erhOhte Glucose-Konzentration
einen Stressfaktor fiir die S. platensis Zellen dar. Aus diesem Grund waren das Wachstum und
die Zellkonzentration nicht hoher als bei der 2 g*L™* Glucose-Konzentration.

Vor der Kultivierung wurde davon ausgegangen, dass das im Carbonat-Puffer vorhandene
Carbonat-lon mit dem Wasser von dem Kulturmedium reagiert und durch das entstandene
H,COj3 der pH-Wert des Mediums konstant gehalten wird. Aber nach durchgefiihrten Kulti-
vierungen ist das ersichtlich, dass der Carbonat-Puffer gar nicht das Kulturmedium puffert,
vielmehr stellt es vermutlich eine C-Quelle dar. Bevor das Carbonat-lon seine Zwecke erfullt,

wird es als CO; von S. platensis Zellen fixiert. Als Folge steigt der pH-Wert unkontrolliert an.
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3.7.2. Kultivierungen im Photobioreaktor

S. platensis Zellen kénnen sowohl photoautotroph als auch mixotroph kultiviert werden. Bei-
de Kultivierungsarten wurden im Schuttelkolben durchgefiihrt und die Ergebnisse im vorigen
Abschnitt présentiert.

Fur die Anpassung der Mikroalgenkultivierungen an die Durchflusszelle des in-situ-
Mikroskops wurden in dieser Arbeit verschiedene Mikroalgenstdmme mit unterschiedlichen
Morphologien verwendet. Das Ziel war dabei die Kultivierung und Uberwachung moglichst
vieler Mikroalgenstdmme mit maoglichst unterschiedlichen Zellformen. Aus diesem Grund ist
es sehr wichtig die Einsetzbarkeit des Photobioreaktorsystems fir den Mikroalgenstamm S.
platensis auszuprobieren. S. platensis Zellen haben auch eine grolRe Bedeutung als Nah-
rungsmittel. Die Kultivierungen wurden im Photobioreaktor durchgefiihrt. Die bei der Kulti-

vierung verwendeten Bedingungen sind in Tabelle 3.22 zusammengefasst.

Tabelle 3.22: Kultivierungsbedingungen fiir Spirulina platensis im Photobioreaktor.

Kultivierungsbedingungen Schattelkolben(2,3 L)
Temperatur 30 °C

Rihrergeschwindigkeit 100 min™

pH 9

Begasung 1.500 mL™ mit 4 % CO, (v/v)
Beleuchtungsdauer (téglich) 24 h

Medium Spirul-Medium

Die Auswertung der mit dem Durchflussmikroskop aufgenommenen Bilder der S. platensis
war aus unterschiedlichen Griinden nicht maéglich. Ein Grund war, dass die S. platensis Zellen
infolge ihrer Morphologie nicht gut im Photobioreaktorsystem wachsen, so dass nicht genug
Biomasse in dem System entstand. Die Kultivierung im PBR ist vor allem wegen der Lange
der Zellen von 500 um schwierig. Im Photobioreaktorsystem sind der Photobioreaktor und
das Ausgleichsgefal? miteinander per Silikonschlduche verbunden und das Medium wird kon-
tinuierlich mit einer Peristaltikpumpe im Kreislauf gepumpt, was zu einer Beschadigung der
Zellen fuhren kann. Ein weiterer Grund ist, dass mit dem vorhandenen Auswertungsalgorith-

mus fur die Zellzahl, Zellen mit einer Spiralform nicht ausgewertet werden konnten, da die
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Morphologie zu stark von der rundlich-ovalen Form abweicht. Bei S. platensis sollten gleich-
zeitig die Lange der Zellen und der Wendeldurchmesser Gberwacht werden. AuBerdem wird
bei hoher Zelldichte die Messzone wegen der ZellgroRe verstopft und die Zellen flielen nicht
frei hindurch. Aufgrund dieser Schwierigkeiten ist dieses System fir die S. platensis Kultivie-
rung ungeeignet. Der gleiche Effekt ist bei der Aufnahme mit dem Lichtmikroskop in der Ab-
bildung 3.52 zu sehen.
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4. Zusammenfassung und Ausblick

4.1. Zusammenfassung

In der vorliegenden Arbeit wurde die Entwicklung und Charakterisierung des Photobioreak-
tors zur Kultivierung von Mikroalgen mit unterschiedlichen Morphologien und die Uberwa-
chung des Kultivierungsprozesses mit einem Durchflussmikroskop in die Praxis umgesetzt.
Die ausgesuchten Mikroalgenstdmme wurden im Schiittelkolben und teilweise auch im Pho-
tobioreaktor erfolgreich kultiviert. Hierbei wurden sechs Mikroalgenstdmme untersucht. Fir
die unterschiedlichen Stdimme wurden in Schittelkolbenkultivierungen die Wachstumsbedin-
gungen optimiert.

Ein Photobioreaktor wurde zur Kultivierung und Uberwachung des Kultivierungsprozesses
und daruber hinaus fur den experimentellen Einsatz des Durchflussmikroskops entwickelt.
Bei der Entwicklung des Photobioreaktors wurden das Material, die Form, die Mal3e, das Vo-
lumen, die Beleuchtung, die Sterilisierbarkeit und die Reinigung des Reaktors berticksichtigt,
um erfolgreiche Mikroalgenkultivierungen durchzufiihren. Das Photobioreaktorsystem wurde
optimiert und ausfuhrlich reaktionstechnisch charakterisiert (Kapitel 2.6). Die hierfiir zu er-
mittelnden Parameter sind die Durchmischung, das Verweilzeitverhalten, der k, a-Wert, die
Lichtintensitat und Temperaturverteilung. Die Ergebnisse der Durchmischung und das Ver-
weilzeitverhalten zeigten, dass sich die Parameter (Leitfahigkeit) ab einer bestimmten Pum-
pengeschwindigkeit nicht mehr &ndern. Folglich wurde die Charakterisierung des Photobiore-
aktorsystem bei einem Volumenstrom von 880 mL*min™ durchgefiihrt. Die Ergebnisse der
Durchmischung und Verweilzeitverhalten des entwickelten Photobioreaktors weisen auch
eine schnelle Durchmischung und eine enge Verweilzeitverteilung auf.

Bei diesem Photobioreaktor wurde durch das Konstruktionsprinzip verandert, indem das
Leuchtstoffrohr in der Mitte des Glasreaktors platziert wurde. Das Ziel der innenliegenden
Beleuchtungseinheit war die maximale Ausnutzung der eingestrahlten Lichtenergie. Die Un-
tersuchung zur Erwdrmung des Photobioreaktors durch die Leuchtstoffrohre hat gezeigt, dass
ihre Strahlung ohne Kuhlung eine Temperaturerhéhung von 3,5 °C verursachen wirde. Daher
wurde bei den Experimenten die Temperatur im Photobioreaktor mit dem Thermostat des
Biostat B (Steuergerét) reguliert, wobei das Kiihlwasser tber den KiihImantel des Ausgleich-
gefélRes zirkuliert wurde.

Das Ergebnis der k_a-Bestimmung zeigte, dass in dem Photobioreaktorsystem eine gute O,-

Verteilug gewahrleistet wurde. Der k,a-Wert (431 h™%) liegt im Bereich der Wert eines Riihr-
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kesselreaktors. Bei den Lichtintensitdtsmessungen wurde festgestellt, dass die Mikroalgenzel-
len durch die verwendete Lichtquelle im Schuttelkolben und Photobioreaktor gut beleuchtet
wurden. Besonders im Photobioreaktor kommt der Form und dem Material des Reaktors eine
entscheidende Rolle zu, weil durch diese Mikroalgen ausreichend und gleichmaRig beleuchtet
werden. Die Lichtquelle stellt weder fur die Schittelkolben noch fir den Photobioreaktor ei-
nen limitierender Faktor dar.

Das Photobioreaktorsystem zeigt neben den oben genannten Vorteilen (gute Durchmischung,
enge Verweilzeitverteilung, guter Sauerstoffiibergang usw.) noch eine weitere gute Eigen-
schaft, was dieses System interessant macht. Dieses Photobioreaktorsystem kann namlich
auch mit weiteren Glasmodulen, die miteinander tber Silikonschlduche angeschlossen wer-
den, vergroRert werden.

In dieser Arbeit wurde zudem das gesamte Photobioreaktorsystem mit Durchflussmikroskop
(Abschnitt 2.3) optimiert. Zundachst wurde die optimale Position des Durchflussmikroskops
im System bestimmt. Dabei wurden die Flussigkeitsstromung in dem Mikroskop und die
Uberwachung des Prozesses berlicksichtigt. Die Experimente zeigten, dass die optimale Posi-
tion des Durchflussmikroskops mittels Bypass am AusgleichsgeféaR liegt. Der Durchfluss er-
folgt vom Ausgleichsgefal? in das Mikroskop tber eine Peristaltikpumpe, wodurch es moglich
war, die Durchflussrate wahrend der laufenden Kultivierungen zu &ndern. Bei dem in-situ
Mikroskop wurde der Mikroskopkdrper in einen 25 mm Seitenport eines Ausgleichsgeféles
aus Edelstahl festgeschraubt, so dass die Messzone kontinuierlich in das zu iberwachende
Kulturmedium eingetaucht wurde. Anschlielend wurde die Kultivierung der Referenzmikro-
alge C. reinhardtii in dem Photobioreaktorsystem mittels des in-situ Mikroskops und Durch-
flussmikroskops Uberwacht. Die Ergebnisse wurden miteinander verglichen und es wurde
festgestellt, dass das Durchflussmikroskop zuverlédssige Daten liefert. Der Grund flr die un-
zuverlassigen Ergebnisse beim in-situ Mikroskop lag daran, dass die Messzone bei hoher
Zelldichte komplett mit Mikroalgenzellen bedeckt war. Wéhrend der Kultivierung konnte die
Messzone vom in-situ Mikroskop manuell oder computergesteuert gedffnet werden. Dadurch
konnten die an der Messzone anhaftenden Zellen nicht entfernt werden, aulRerdem verschlech-
terte sich bei weit gedffneter Messzone die Qualitét der Bilder.

Ein weiterer Vorteil des Durchflussmikroskops stellt die Arbeit mit kleinen Volumina dar.
Aus diesen Griinden erfolgte die Uberwachung der Mikroalgenkultivierungen mittels Durch-
flussmikroskop. Das Durchflussmikroskop wurde erfolgreich in das Photobioreaktorsystem

integriert und die Uberwachten Kultivierungen zeigten bei rundlich-ovalen Mikroalgenzellen
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eine gute Ubereinstimmung mit den offline-Ergebnissen. Die online-Zellzahlbestimmung an-
derer Zell-Morphologien stellte sich als problematisch heraus.

Die Kultivierungen der gewahlten Mikroalgenstdmme wurden zunédchst im Schiittelkolben
durchgefuhrt. Fur die reproduzierbaren Ergebnisse wurden die jeweiligen Kultivierungen der
einzelnen Stamme 3 Mal wiederholt. Bei den Kultivierungen veranderten sich die Optische
Dichte, die Chlorophyll-Konzentration und die Zellzahl je nach Kultivierungsart erheblich.
Die hochsten Werte fur die Optische Dichte sowie Chlorophyll-Konzentration und Zellzahl
wurden bei der Kultivierung mit CO,-Begasung erreicht. Die Mikroalgenzellen fixieren CO,
fiir ein besseres Wachstum und eine hohe Zellkonzentration. Als Kohlenstoffquelle wurde im
Kulturmedium zudem Glucose zugegeben. Der Glucose-Zusatz verbesserte die Ergebnisse
ebenso, doch nicht ebenso effektiv wie es bei der bei CO,-Begasung der Fall war.

Die folgende Tabelle beinhaltet die Ergebnisse der in dieser Arbeit durchgefiihrten Kultivie-

rungen.

Tabelle 4.1: Die besten Ergebnisse der durchgefuhrten Kultivierungen im Schiittelkolben.

Kultivierungsart  Optische Dichte Zellzahl
C. reinhardtii CO,-Begasung 8 4,25*10" mL™
C. vulgaris CO,-Begasung 18 8*10° mL*
S. platensis 2 g*L™ Glucose 4 3,7*10° mL*
H. pluvialis CO,.Begasung 0,45 4,5%10° mL*
N. oculata CO,-Begasung 1,8 4,5%10" mL*
P. tricornutum | CO,-Begasung 1,1 1,1*10" mL*

Wie aus der Tabelle 4.1 ersichtlich ist, wurden durch den Zusatz von CO,-Quellen die Opti-
sche Dichte und Zellzahl die hochsten Werte erzielt. Bei allen durchgefiihrten Kultivierungen
zeigten die CO,-Begasungen hohe Werte, abgesehen von S. platensis. Bei diesem Stamm
wurden die besten Kultivierungsergebnisse durch den Zusatz von 2 g*L™* Glucose erreicht.

Durch diese Kultivierungen im Schiittelkolben konnte festgestellt werden, dass die in dieser
Arbeit verwendeten Mikroalgenstdamme unter Laborbedingungen mit unterschiedlichen Kulti-
vierungsparametern (mit und ohne CO,- Begasung, mit Glucose-Zusatz) erfolgreich kultiviert

werden konnten.
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AbschlieRend wurden die C. reinhardtii, C. vulgaris, S. platensis, H. pluvialis, N. oculata und
P. tricornutum im Photobioreaktorsystem kultiviert. In dem System wurden die Stdimme C.
reinhardtii und C. vulgaris mit geringem Aufwand und aussagekraftigen Ergebnissen kulti-
viert. Aullerdem konnte die Kultivierungsprozesse mit dem Durchflussmikroskop gut tber-
wacht und die aufgenommenen Bilder gut ausgewertet werden. Das Anwendungsspektrum
des Durchflussmikroskops konnte auf die Uberwachung von Mikroalgenkultivierungen erwei-
tert werden und mit unterschiedlichen Mikroalgen (verschiedene Morphologien) konnte die
Grenze des Durchflussmikroskops bestimmt werden. Mit dem online Bilderaufnahmepro-
gramm in-situ Control (Abschnitt 5.1.6.1 im Anhang) und des Bilderauswertungsprogramms
in-situ Analysis (Abschnitt 5.1.6.2 im Anhang) wurde die Bilder aufgenommen und ausge-
wertet. Durch die Software in-situ Analysis, war es moglich, die Zellen hinsichtlich ihrer An-
zahl, GrolRe und GroRenverteilung zu analysieren. Die einstellbaren Schwellenwerte der Pro-
gramme (in-situ Analysis und in-situ Control) ermdglichten dabei eine optimale Anpassung
an die auszuwertende Kultivierung. Die eingestellten Parameter waren z.B. bei der Auswer-
tung von C. reinhardtii (4-20 um) und C. vulgaris (2-10 um) unterschiedlich, weil sich die
GroRe der jeweiligen Zellen unterscheidet. Zur Verbesserung der Messgenauigkeit wurde ein
spezieller Auswertealgorithmus fir eine bessere Erkennung von Zellen (hier z.B. Mikroalgen-
zellen) entwickelt [43 und 4]. Mit diesem konnten auch die Zellen, die auf der Messzone fest-
geklebt waren (Abbildung 4.1), erfasst werden und es war damit eine Unterscheidung von
lebenden und toten Zellen ebenfalls moglich. In der Abbildung 4.1 ist das Originalbild und
das mit der Software in-situ Analysis ausgewertete Bild dargestellt. Auf dem ausgewerteten
Bild sind die mit unterschiedlichen Farben markierten Zellen zu sehen. Jede Zelle wird mit
einer anderen Farbe markiert, auBer den rot markierten Zellen. Die Zellen sind dann rot mar-
kiert, wenn diese auf dem letzten Bild bereits mitgezahlt wurden und beim néchsten Bild wie-
der auf gleicher Position auftauchen. So werden diese keinen Einfluss mehr auf die Zellzahl
austiben.

Anwendung des Durchflussmikroskops bei der Uberwachung der Kultivierungen von C. rein-
hardtii und C. vulgaris sowie bei der Auswertung der Zellcharakteristiken wurden in der Ver-

offentlichung [65] zusammengefasst.
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Abbildung 4.1: Bildauswertung von C. vulgaris mit dem Programm in-situ Analysis, a) Originalbild b) ausge-
wertetes Bild.

Die in Photobioreaktorkultivierungen erzielten Ergebnisse sind in der Tabelle 4.2 dargestelit.
Die Ergebnisse beinhalten die mit Hilfe des Programms in-situ Control (Abschnitt 5.1.6.1 im
Anhang) aufgenommenen und die durch das Programm in-situ Analysis (Abschnitt 5.1.6.2 im
Anhang) ausgewerteten Bilder. Aufgrund der optimalen Bedingungen im Bioreaktor (z.B.
bessere und homogene Begasung, bessere Beleuchtung) zeigten die Ergebnisse von C. rein-

hardtii und C. vulgaris auch groRere Werte der Optische Dichte und Zellzahl.

Tabelle 4.2: Die Ergebnisse der durchgefiihrten Kultivierungen im Bioreaktor.
Kultivierungsart Optische Dichte  Zellzahl

C. reinhardtii Reaktor 10 1,2*10° mL™*
C. vulgaris Reaktor 21 40*10® mL*
H. pluvialis Reaktor 0,55 5,5%10° mL™
N. oculata

P. tricornutum

S. platensis

Die durch Durchflussmikroskop aufgenommenen Bilder von C. reinhardtii und C. vulgaris
konnten erfolgreich ausgewertet werden. In dem Photobioreaktor war die Kultivierung von S.
platensis hingegen nicht erfolgreich. Die Zellmorphologie und die ZellgroRe spielten hierbei
eine bedeutende Rolle. Die Astaxanthin produzierende Mikroalge H. pluvialis wurde im Pho-
tobioreaktor kultiviert und dabei wurden bessere Ergebnisse erreicht als in den Kultivierungen
im SchuttelkolbenmalBstab. Doch die erzielten Werte fur die Optische Dichte und Zellzahl
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entsprechen nicht den tatsachlichen Werten, da die Zellen sich an den Reaktorinnenwénden
abgelagert haben. Die Ablagerung der Zellen erfolgte insbesondere in den Bereichen mit ho-
her Beleuchtungsintensitat.

Die Stdamme N. oculata und P. tricornutum wurden ferner im Photobioreaktor erfolgreich
kultiviert. Aufgrund der ZellgroRen und Zellmorphologie konnten die beiden Stdamme nicht
ausgewertet werden. Folglich konnte Uber die Zellparameter von N. oculata und P.
tricornutum keine Aussage gemacht werden.

AbschlieRend kann hier erldutert werden, dass die Adaption des Durchflussmikroskops an die

Uberwachung und Auswertung der Mikroalgenkultivierungsprozesse erfolgreich war.

4.2. Ausblick

Insgesamt konnten die Schuttelkolbenkultivierungen aller verwendeten Mikroalgenstamme
erfolgreich durchgefuhrt werden. Flr ein besseres und schnelles Wachstum sollten die Kulti-
vierungen mit hoher CO,-Begasung und Glucose-Konzentration durchgefiihrt werden; gege-
benenfalls kann eine stérkere Lichtquelle ebenso einen Beitrag leisten.

Fur die Reaktorkultivierungen sind einige Optimierungen und Erweiterungen notwendig. Die
durchgefuhrten Kultivierungen zeigten, dass manche Zelltypen am Reaktorboden sedimentie-
ren und diese bei der online-Messung nicht nachgewiesen werden konnten. In dieser Arbeit
wurde der Photobioreaktor regelméafi3ig gedreht, um Sedimentationseffekte zu minimieren. Um
diesen unerwinschten Effekt der Sedimentation zu verhindern, sollte die Begasungseinheit
oder die Anschliisse anders eingestellt sein, um stérkere Stromungen zu ermoglichen, denn
eine turbulente Stromung sollte die Sedimentationsgeschwindigkeit reduzieren. Hierflir muss-
ten die passenden Optimierungsversuche noch durchgefiihrt werden. Wie schon in Ab-
schnitt 3.4.2 bereits erlautert wurde, war die Kultivierung von S. platensis in diesem Photore-
aktorsystem nicht moglich. In diesem Photobioreaktorsystem ist die Scherrate fir S. platensis
Zellen zu grof3, was fur ein alternatives Pumpensystem spricht. Nach durchgefiihrten Kultivie-
rungen ist anzunehmen, dass die gepumpten Systeme fur S. platensis generell ausscheiden.
Fur solche Mikroalgenstdamme sollten besser in open ponds kultiviert werden. Falls die Kulti-
vierung in einem System mdglich sein sollte, ist fir die Auswertung der aufgenommenen Bil-
der ein neues Programm in-situ Analysis notwendig.

Als eine Schwierigkeit bei der Uberwachung und Auswertung von Kultivierungsprozessen
stellte sich die Bildung von Zellclustern heraus. Die Zellcluster werden zwar von den Bilder-

auswertungsalgorithmen detektiert, konnen aber nur als ein Objekt klassifiziert werden. Zur
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vollstandigen Differenzierung der Mikroalgenzelle in den Clustern missen die Auswertungs-
algorithmen weiter optimiert werden.

Mit dem Bilderauswertungsprogramm in-situ Analysis konnten die aufgenommenen Bilder
des Stammes N. oculata und P. tricornutum aufgrund der ZellgréRe und Zellmorphologie
nicht ausgewertet werden. Dafur ist ein entsprechendes Programm nétig, was in Zukunft ge-
schrieben wird.

Obwohl weitere Optimierungen fiir das Photobioreaktorsystem und Durchflussmikroskop
notwendig sind, um die gewahlten Mikroalgenstdamme erfolgreich zu kultivieren und auswer-
ten zu kénnen, konnte aber auch in dieser Arbeit gezeigt werden, dass die Kultivierungen und

Auswertungen von den Stdimmen C. reinhardtii und C. vulgaris erfolgreich waren.
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5. Anhang

5.1. Material und Methoden

5.1.1. Mikrobiologische Techniken
5.1.1.1. Stammhaltung

Fur die Langzeitlagerung der Stamme werden Agarplatten angelegt oder flir kurze Zeitinter-
valle werden die Mikroalgen in Falcon-Tubes bertragen. Dafiir werden Mikroalgenstdamme
in jeweiligen Kultur-Medien in einem 500 mL Schittelkolben mit 2 Schikanen mit 2 mL
Zellkultur (von einer Dauerkultur) angeimpft und im Inkubator bis zu einer hohen Zelldichte
inkubiert. AnschlieRend werden jeweils 20 mL Agar-Medium auf eine Agarplatte gegossen
und mit dieser Kultur bestrichen. Die Agarplatten werden anschlieRend bei Raumtemperatur

gelagert. Alle Kultivierungsarbeiten werden unter sterilen Bedingungen durchgefthrt.

5.1.1.2. Kultivierung von Mikroalgenstammen in Schittelkolben

Die Mikroalgenstdmme werden fiir die Untersuchungen und Optimierungen des Prozesses in
Schuttelkolben kultiviert. Die Vorkulturen fiir Photobioreaktorkultivierungen werden eben-
falls im Schttelkolben durchgefiihrt. Dafur wird ein durch Autoklavieren sterilisierter Schiit-
telkolben mit 100 mL Kultur-Medium beschickt. In dieser Arbeit werden die 500 mL mit
Alukappe geschlossenen Schittelkolben mit 2 Schikanen verwendet. Die Kultur wird je nach
Mikroalgenstamm bei unterschiedlicher Temperatur inkubiert. Die Schiittelgeschwindigkeit
des Schuttlers betrdgt 100 rpm. Die Kultivierungen werden vorwiegend bei Raumtemperatur
durchgefuhrt. Fir den Stamm S. platensis erfolgt die Kultivierung bei 30 °C. Deswegen wird
ein Schittler mit Haube verwendet, damit die Temperatur durch das Thermostat bei 30 °C
stabil gehalten wird.

Fur die Kultivierungen der verwendeten Stamme werden immer Dauerkulturen im Schittel-

kolben bereits gehalten. Eine neue Schuttelkolben-Kultur wird mit 2 mL Inoculum gestartet.
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5.1.1.3. Die Kultivierungsbedingungen der verwendeten Mikroalgenstamme

Die Kultivierungsbedingungen der Mikroalgenstdamme, die in dieser Arbeit verwendet wur-

den, sind in der folgenden Tabelle zusammengefasst.

Tabelle 5.1: Die Kultivierungsbedingungen von C. reinhardtii, C. vulgaris, S. platensis, H. pluvialis, N. oculata
und P. tricornutum.

Parameter C. C. S. H. N. P.
reinhardtii | vulgaris | platensis pluvialis | oculata | tricornutum
Temperatur | 18 - 22 18-30 28-35 20-25 18-26 15-23
[° C]
pH 7 7 9-11 8,5 18-25 18-25
Wachstum heterotroph, | au- mixotrop hete-
photoau- totroph, rotrop,
totroph hete- mixotrop
rotrop,
mixotrop
Beleuchtung | Hell/dunkel | Hell/dun | Hell/dunkel | Hell/dun | Hell/dun | Hell/dunkel
-Zyklus kel- -Zyklus kel- kel-
Zyklus Zyklus | Zyklus
Medium TAP TAP Spirul MIEB, | F/2 F/2
5.1.2. Medien

5.1.2.1. TAP-Medium (Tris-Acetate-Phosphate)

Fur die Kultivierungen von Chlamydomonas reinhardtii und Chlorella vulgaris wurde das

TAP-Medium verwendet [73]. Die Zusammensetzung des Mediums ist in Tabelle 5.2, Tabelle
5.3 und Tabelle 5.4 dargestellt.
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Tabelle 5.2: Zusammensetzung der P-Losung.

Substanz Konzentration [g/L]
KH,PO, 144 g
H,Obis auf 1.000 mL

Tabelle 5.3: Zusammensetzung der TAP-Salze.

Substanz Konzentration [g/L]
NH,CI 159

MgSO,7H,0 49

CaCl,2H,0 29

H,Obis auf 1.000 mL

Tabelle 5.4: Zusammensetzung der Hutner’s Spurenelemente-L8sung.

Substanz

Konzentration [g/L]

EDTA, Dinatriumsalz

H3BO3

ZnS0O47H,0
MnCl,4H,0
FeSO,7H,0
CoCl,6H,0
CuSQO45H,0
(NH4)6M070244H,0
H,O bis auf

50¢g

11,40 g
22 ¢

5,06 g
499 ¢
1619
157¢
1,10¢g
1.000 mL

Vorbereitung der Hutner’s Spurenelemente-Ldsung:

Fur diese Spurenelemente-Losung werden alle Komponenten auRer EDTA in 800 mL ultra-

reinem H,O geldst und gekocht. Wahrend des Kochens wird EDTA zur Lésung hinzugefgt.

Die Mischung sollte bei diesem Schritt eine griine Farbe besitzen. Wenn die Komponenten
komplett gel6st sind, wird die Losung auf 70 °C abgekihlt und der pH-Wert mit 80-90 mL
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20 % heilRer KOH-L6sung auf pH 6,7 eingestellt. Das pH-Meter muss bei dieser Temperatur
kalibriert werden. Fur die pH-Einstellung wird nicht eine NaOH-, sondern KOH-L&sung ver-
wendet. Danach wird die Losung auf 1.000 mL aufgefiillt und die Losung sollte eine klare
griine Farbe haben. Die Flasche wird mit Baumwolle verschlossen und 2 Wochen stehen ge-
lassen. Wéhrend dieses Zeitraums wird die Flasche téglich geschdittelt. Die Farbe &ndert sich
von klarem Griin auf purpurrot mit rostbraunem Niederschlag. Folgend wird die Lésung so-
lange filtriert, bis sie eine klare Farbe aufweist. Sie wird im Kihlschrank aufbewahrt [78].
Nachdem die einzelnen Medien Komponenten vorbereitet werden, werden die in der Tabelle
5.5 gegebenen Verhdltnisse zusammengemischt. Der pH-Wert wird bei 7 eingestellt und
durch Autoklavieren sterilisiert [73].

Tabelle 5.5: Zusammensetzung des TAP-Mediums.

Substanz Konzentration [g/L]
P-Solution 0,375 mL
TAP-Salze 25 mL

Hutner’s Spurenelemente 1mL

Essigsaure 1mL

TRIS 2,42 g

H,O bis auf 1.000 mL

pH wird mit HCI bei 7 eingestellt

5.1.2.2. Spirulina-Medium

Fur die Kultivierung von Spirulina platensis wurde das Spirulina-Medium verwendet [79].
Die Zusammensetzung des Mediums ist in Tabelle 5.6, Tabelle 5.7 und Tabelle 5.8 darge-
stellt.
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Tabelle 5.6: Zusammensetzung der Losung 1.

Substanz Konzentration [g/L]
NaHCO3 13,619

Na,CO3 4,03 g

K2HPO, 0,50¢

H,O bis auf 500 mL

Tabelle 5.7: Zusammensetzung der Losung 1.

Substanz Konzentration
NaNO; 259

K,SO4 1lg

NaCl 19
MgSO,7H,0 0,20 g
CaCl,7H,0 0,04 g
FeSO,42H,0 0,01g

EDTA 0,089
Spurenelemente 5mL

H,O bis auf 500 mL

Tabelle 5.8: Zusammensetzung der Spurenelemente.

Substanz Konzentration [g*100 mL™?]  verwendete Menge
ZnS047H,0 0,1g 1mL
MnSO44H,0 0,1g 2mL

H3BO; 0,2g 5mL
Co(NO3)26H,0 0,02¢g 5mL
Na;Mo0O,42H,0 0,02 ¢ 5mL
CuSO45H,0 0,0005 g 1mL

H,O bis auf 981 mL

FeSO,7H,0 0,79

EDTA 0,849
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Losungen | und Il werden separat autoklaviert. Nach dem Abkihlen der Ldosungen werden
diese zusammengefiihrt und durch die Zugabe von 5 pg*L™" Vitamin B12 komplettiert.

5.1.2.3. MIEB12-Medium (Micrasterias + Erddekokt + Vitamin B12)

Fur die Kultivierung von Haematococcus pluvialis wurde das MIiEB;,-Medium verwendet
[80]. Die Zusammensetzung des Mediums ist in Tabelle 5.9 und Tabelle 5.10 zusammenge-
stellt.

Tabelle 5.9: Zusammensetzung des MIiEB ;,- Mediums.

Substanz Konzentration [g*100 mL™]  verwendete Menge [mL]
KNO; 19 10 mL
(NH4),HPO, 029 5 mL
MgSO,7H,0 0,19 10 mL

CaS0q geséttigte Losung 10 mL
Spurenelemente 5mL

H,0 960 mL

Tabelle 5.10: Zusammensetzung der Spurenelemente fir MiEB ;,-Medium.

Substanz Konzentration [g*100 mL™?]  verwendete Menge
ZnS0O,47H,0 0,19 1mL
MnSO44H,0 0,1g 2mL

H3BO3 02¢g 5mL
Co(NO3)26H,0 0,02¢g 5mL
Na,MoO,2H,0 0,02¢g 5mL
CuSO45H,0 0,0005 g 1mL

H,O bis auf 981 mL

FeSO,7H,0 0,79

EDTA 089
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Das Medium wird autoklaviert. Nach dem Abkthlen des Mediums wird Vitamin By, in einer
Endkonzentration 5 pg*L™ in das Medium zugegeben.

5.1.2.4. F/2 -Medium

Fur die Kultivierung von Nannochloropsis oculata und Phaeodactylum tricornutum wurde
das Medium F/2 verwendet:
- 950 mL ultrareines H,O wird in 1.000 mL Schottflasche gegeben und 32 g Seesalz in
dem Wasser durch Zugabe von HCI vollstandig gelost.
- Zur L6sung wird langsam 1 mL NaNO3 Lésung [75 g*L™] hinzugefiigt.
- Danach wird langsam 1 mL NaH,PO, L6sung [5 g*L™] hinzugefiigt.
- Dann kommt 1 mL der Spurenelemente-Ldsung.
- Die Losung wird auf 1.000 mL mit ultrareinem Wasser aufgefullt.
- Der pH-Wert wird mit HCI/NaOH bei 8.5 eingestellt.
- 24 h lang wird das Medium geruihrt und der pH Wert nochmal bei 8,5 falls nétig ein-
gestellt.

- Dann wird das Medium durch Autoklavieren sterilisiert.

Tabelle 5.11: Zusammensetzung des F/2-Mediums.

Substanz Konzentration [g*L™"]  verwendete Menge [mL]
NaNO3 7549 1mL
NaH;PO4,H,0 5¢g 1mL

Tabelle 5.12: Zusammensetzung der Spurenelemente von F/2-Medium.

Substanz Konzentration [g*L™]  verwendete Menge [mL]
FeCl36H,0 3,159

Na,EDTA2H,0 4,36 g

MnCl,4H,0 180 ¢ 1mL
ZnS0,7H,0 22 g 1mL
CoCl,6H,0 109 1mL
CuS0O45H,0 98¢ 1mL

Na,MoO,2H,0 6,39 1mL
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5.1.3. Kultivierungssystem
5.1.3.1. Photobioreaktor

Der selbstentwickelte und charakterisierte Photobioreaktor hat ein Fassungsvermdgen von
1,7 L pro Glasreaktorgefa. Das gesamte Photobioreaktorsystem besitzt ein Volumen von
4 L. Die Reaktorteile sind miteinander mit Silikonschlauchen verbunden. Das Medium wird

mit Hilfe einer peristaltischen Pumpe zirkuldr gepumpt (siehe Kapitel 2.4).

5.1.4. Online Messmethoden

Mit den im Ausgleichsgefal integrierten Steuereinheiten werden vor und wéhrend der Kulti-
vierung verschiedene Parameter geregelt und damit die Prozesse Uiberwacht. Der pH-Wert des
Kulturmediums wird kontinuierlich jeweils mit Hilfe einer Einstabmesskette (EASYFERM
Plus TM, Hamilton, Bonaduz, Schweiz) tberwacht. Die Temperaturregelung der Reaktoren
erfolgt Gber einen Thermomantel um das Ausgleichsgefal3, welches an einen der in den Steu-
ereinheiten befindlichen Thermostaten angeschlossen wird. Die Temperatur wird kontinuier-
lich mit einem Thermoelement (PT100) Gberwacht. Die Druckluft- und CO,-Konzentration
werden mit Massendurchflussregler eingestellt und kontrolliert. Zu Kultivierungszwecken

verwendete Gase werden durch Sterilfilter mit einer Porenweite von 0,2 um geleitet.

5.1.5. Offline Messmethoden
5.1.5.1. Optische Dichte

Die Optische Dichte (ODssp bis OD7sg) der Kulturproben wird als Extinktion bei einer Wel-
lenlange je nachdem von 550 nm bis 750 nm in einem Zweistrahl-Spektralphotometer (U-
vikon 940, Fa. Kontron, Neufahrn) gemessen. Die Proben werden mit 0,9 % NaCl-Ldsung
verdunnt bis diese unterhalb eines Extinktionswerts von 0,8 liegen. Gemessen wird in 1,5 mL

Einwegkulvetten mit einer Schichtdicke von 1 cm gegen 0,9 % NaCl-Ldsung.

5.1.5.2. Glucose-Konzentration

Zur Messung der Glucose-Konzentration wird der YSI Analysator Modell 2700 Select der

Firma Yellow Springs Instruments, Ohio, USA benutzt. Die zu messenden Proben werden vor
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der Messung mit ultrareinem Wasser auf eine Endkonzentration von etwa 4 g*L™ Glucose
verdiinnt und sofern Zellmasse enthalten ist, fir 4 min bei 13.000 min™ in einer Zentrifuge
zentrifugiert. AnschlieBend wird der zellfreie Uberstand gemessen. Die Endkonzentration der
Proben sollte unter 4 g*L™* liegen, da das Gerat auf diesen Wert kalibriert ist und daher in

diesem Bereich die genauesten Messergebnisse erreicht werden.

5.1.5.3. Chlorophyll-Konzentration

Fur die Bestimmung der Chlorophyll-Konzentration wird nach der Vorschrift von Ziegler und
Egle [81] vorgegangen. Fur dieses VVorgehen werden jeweils 2 mL der Algensuspensionen bei
4.000 g fiir 8 Minuten lang pelletiert. AnschlieBend werden 1,6 mL des Uberstandes verwor-
fen und die MikroreaktionsgefalRe mit 1,6 mL 100 % Aceton wieder auf 2 mL aufgefillt. Das
Pellet wird resuspendiert und die Mikroreaktionsgeféalie werden im Dunkeln auf Eis aufbe-
wahrt, bis sich das Chlorophyll vollstdndig im 80 % Acetongemisch geldst hat. SchlieBlich
wird das pigmentfreie Zellmaterial bei 1.000 g 2 Minuten lang pelletiert. Der klare Uberstand
wird nun spektralphotometrisch bei einer Wellenldnge von 664 nm und 647 nm bestimmt,
wobei das Zweistrahlphotometer bei 750 nm mit einer 80 % Acetonlésung kalibriert wurde.

Die quantitative Chlorophyll-Konzentration wird mit nachfolgender Gleichung berechnet:

Chla[mg*L™] = 11,78 * E664 nm - 2,29 * E647 nm
Chl b [mg*L™] = 20,25 * E647 nm - 4,77 * E664 nm

5.1.5.4. Zellzahl

Die Bestimmung der Zellzahl von Mikroalgenkulturen wurde mit einer Zahlkammer (Neu-
bauer-Improved, LO — Laboroptik, Friedrichsdorf) und einem Forschungsmikroskop Olympus
IX-50 mit 40-facher VergroRRerung (Olympus, Japan) durchgefiihrt. So werden in der Z&hl-
kammer (Abbildung 5.1) unter dem Lichtmikroskop nur die Trichome ausgezéhlt. Durch die
bekannten AbmaRe dieser Zéhlkammer ist dann eine Hochrechnung der Trichomzahl auf ei-

nen Milliliter iber nachfolgende Formel méglich.
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Formel 5.1: Formel fiir die Bestimmung von Zellzahlen mit Zdhlkammer.

ausgezahlte Zellen

ausgezahlte Flache (mm2 1 * Kammertiefe (mm) * WVerdinnng

= Zellzahl pro ml.

= B |

.._|

ol ol Ly
0.0251 0.05

Abbildung 5.1: Neubauer-Improved-Z&hlkammer.

5.1.5.5. Ermittlung des pH-Wertes

Wahrend der Kultivierungen von Mikroalgen erfolgt neben der Bestimmung der Optischen
Dichte, der Zellzahl und der Chlorophyllkonzentration auch die Uberpriifung des pH-Wertes.
Zu diesem Zweck wird der pH-Wert der Algensuspensionen zu den Zeitpunkten der Probe-

entnahme mit einem pH-Meter gemessen.

5.1.5.6. Kalibration der Pumpe

Die verwendete Pumpe der Firma Heidolph ermdglicht eine Regelung der Pumpgeschwindig-
keit von 1-240 Umdrehungen pro Minute (U*min™). Zur Kalibration werden bei fest einge-
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stellten Werten von 60, 80, 100, 120, 140, 160, 180 und 200 U*min™ das Volumen von ultra-
reinem Wasser bestimmt. Daraus wird das bestimmte VVolumen gegen die zugehdérigen Um-

drehungen pro Minute (rpm) aufgetragen. Es ergibt sich ein linearer Verlauf (Abbildung 5.2).
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Abbildung 5.2: Die Kalibrationskurve von der Pumpe der Firma Heidolph.

5.1.6. Die in der Arbeit verwendeten Programme

Fur die Uberwachung von Mikroalgenkultivierungen wird hauptsachlich ein Objektiv mit 20-
facher VergroRerung verwendet. Bei hoher Zelldichte haften die Zellen an der Messzone, was
die Genauigkeit der Messungen beeintrachtigt. Um dies zu verhindern, wird die Messzone je
nach Kaultivierungsdauer in regelméBigen Intervallen gedffnet und wieder geschlossen,
gleichzeitig wird auch die Pumpengeschwindigkeit erhoht, damit die Messzone von Zellen
befreit ist. Die Bilder werden mit einer CCD-Kamera des Typus XCD-SX 910 von Sony auf-
genommen. Am unteren Ende des Mikroskops befindet sich eine Lichtquelle in Form einer
grinen LED (4= 505 nm). Fiir die Uberwachung der Mikroalgenkultivierungen wird jede
Stunde ein Aufnahmezyklus mit 50 Aufnahmen im Abstand vonl s mit einer Belichtungsdau-
er von 400 us durchgefiihrt. Die Versuchsdauer fir jeden Mikroalgenstamm betrégt tber
300 h.

Fur die Auswertung der aufgenommenen Bilder wurde ein Auswertungsprogramm erstellt.

Fur verschiedene Zelltypen kdnnen Auswertealgorithmen modular nachgertstet werden.
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Der gesamte Prozess wird mit dem Programm in-situ Control gesteuert. Die gespeicherten
Bilder kénnen wahrend der Kultivierung und/oder nach abgeschlossener Kultivierung mit
dem Programm in-Situ Analysis ausgewertet werden, wobei die ausgewerteten Bilder parallel

zu den Rohdaten auf der Festplatte gespeichert werden.

5.1.6.1. In-situ Control

Fir die Bildaufnahme und die Steuerung des In-situ-Mikroskops und Durchflussmikroskops
wird die Software in-situ Control verwendet, welche im Institut fir Technische Chemie ent-
wickelt wurde. Mit der Software in-situ Control kénnen die Messzyklen, Anzahl der Bilder
pro Zyklus, die Belichtung, die Hohe der Messzone und die Optionen von Datenspeicherung
gesteuert und kontrolliert werden. Der Aullen- und Innentubus mit Objektiv fur beide Mikro-
skoptypen koénnen Uber die Schrittmotoren durch in-situ Control schrittweise bewegt werden;
eine manuelle Einstellung ist ebenfalls mdoglich. Die Schrittstufen (1, 10, 100 und
1.000 Schritte) kdnnen beliebig gewahlt werden. 1 Schritt entspricht genau 1,25 um. Vor dem
Kultivierungsprozess wird der Auf’en- und Innentubus ohne Optik und Motorteil mit dem
Bioreaktor autoklaviert. Fir die Messungen vor der Kultivierung werden die elektronischen
Mikroskopteile und die Optik an das System angeschlossen und die Kalibration (Nullpunktka-
libration) durchgefuhrt. Fir die Kalibration wird die Messzone eingangs komplett geschlos-
sen, manuell oder Gber Schrittmotoren. Um das genaue VVolumen der Messzone zu berechnen,
wird der Abstand zwischen den Saphirscheiben auf dem in-situ Control Bildschirm darge-
stellt. In-situ Control errechnet anschlieRend das Volumen der Messzone aus dem Abstand der
Saphirscheiben, multipliziert mit dem Gesichtsfeld. Das Gesichtsfeld entspricht der Anzahl
der Pixel, multipliziert mit der Pixelflache eines Pixels. Die Pixelflache des Pixels hangt von
der VergroRerung eines Objektivs ab. Die Anzahl der Bilder, die in einem Zyklus aufgenom-
men werden und der Zeitabstand zwischen Zyklen kann im Bereich 1-10 s beliebig eingestellt
werden. Um an der Saphirscheibe anhaftende Zellen zu entfernen, kann der Spalt zwischen
den Zyklen gedffnet und wieder geschlossen werden. Die Bilder werden in dem Format von
Bitmap-Dateien (.bmp) gespeichert und im Dateinamen wird das Datum, die Uhrzeit, die Zyk-
lus- und Bildnummer sowie der Name des Experiments vermerkt. Zusétzlich wird zu jedem
gespeicherten Bild eine Textdatei mit einem identischen Namen erstellt, die Informationen
uber die eingestellten Parameter des in-situ Mikroskops oder Durchflussmikroskops und der
CCD-Kamera zum Zeitpunkt der Bildaufnahme enthalt. Aufterdem wird eine ise-Datei (in-situ
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Experiment) erstellt, die wahrend eines Experiments die Namen aller bereits aufgenommenen
Bilder archiviert. Im Fall eines unplanmaRigen Programmabbruchs kann anhand der ise-Datei
die genaue Uhrzeit des Abbruchs festgestellt und das Experiment Uber eine Resume-Funktion
fortgesetzt werden. In der folgenden Tabelle 5.13 sind die Aufnahmeparameter und ihre zu-

lassigen Werte dargestellt.

Tabelle 5.13: Parameter und Einstellungsbereich von in-situ Control [43].

Parameter

Einstellungsbereich

Zyklusanzahl

1-99999

Zyklusinterval 1- 720 min
Bilder pro Zyklus 1-30000
Zeit zwischen zwei Bildern 0,1-300 s
Beleuchtungsstérke von LED 0-100 %
Belichtungszeit Qus-16s
Helligkeit 0-511
Kontrast 384 — 1023

Abbildung 5.3 zeigt das Programm in-situ Control im Livemodus wahrend einer Kultivierung
von Chlorella vulgaris. Die C. vulgaris Zellen sind gut zu erkennen. Die Zellen, die in weile
eingerahmt sind, werden ausgewertet. Auf der rechten Seite sind die verwendeten Parameter

dargestellt.
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Abbildung 5.3: Benutzeroberflache von in-situ Control 1.3. Im diesem Fenster ist ein live aufgenommenes Bild
wahrend der Kultivierung von Chlorella vulgaris zu sehen. Im rechten Teil sind die zur Steue-

rung und Bildaufnahme verwendeten Parameter gelistet.

5.1.6.2. In-situ Analysis

In-situ Analysis ist auch ein im Institut fir Technische Chemie entwickeltes Programm, das
die vom in-Situ Control Programm aufgenommenen Bilder auswertet, entweder wéhrend des
Kultivierungsprozesses oder nach der Kultivierung. Mit der Software in-situ Analysis wurden
bereits Bilder von Hefezellen, Tierzellen und Kristallpartikeln ausgewertet. In-situ Control ist
modular aufgebaut. In dieser Dissertation wird die Aufnahme- und Auswertungssoftware auf
die unterschiedlichen Mikroalgenkultivierungen angewendet.

Durch die flexible Gestaltung der Software hat der Benutzer die Mdéglichkeit weitere Module
mit anderen Auswertealgorithmen als dynamische Bibliothek-Dateien (.dll) hinzuzufiigen
oder bereits bestehende Algorithmen zu andern. Fur eine fehlerfreie Kommunikation zwi-
schen Hauptprogramm und Bibliothek missen die Algorithmen einer dll definierten Struktu-
rierung folgen. Diese Informationen kénnen dann im Hauptprogramm visualisiert und expor-
tiert werden [4].

Die Programmierung der Software wurde wie ISC (in-situ Control) ebenfalls in der Program-

miersprache Delphi 7.0 durchgefihrt.
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Durch Auswahlender Menupunkte konnen bereits analysierte Experimente geladen, Analy-
sendurchldufe gestartet bzw. abgebrochen und Einzelbilder ausgewertet werden. Nach dem
Laden eines Auswertungsalgorithmus koénnen die Parameter (Schwellenwerte) auf den zu
untersuchenden Prozess angepasst werden. Der Hauptteil des Anzeigenfensters ist fur Graphi-
ken und Tabellen reserviert. Das Originalbild (aufgenommen mit dem in-situ Mikroskop-
System), das Ergebnisbild und die Analysenergebnisse des ausgewerteten Bildes kénnen als
Tabelle dargestellt werden. Das Logbuch der wéhrend der Auswertung aufgetretenen Fehler
und die Ergebnisse der Auswertung kénnen als Diagramm oder Histogramm angezeigt wer-
den. Das Programm enthalt diverse Funktionen zur Visualisierung der Diagramme bzw. His-
togramme. Des Weiteren sind zurzeit drei Filtertypen in die Software integriert: der Mittel-
wert-, Median- und Savitzky-Golay-Filter. Die fertiggestellten Analysegraphiken kénnen als
Bitmap-Grafik exportiert, in der Zwischenablage abgelegt oder als Textdatei gespeichert wer-
den.

Die durch in-situ Analysis dargestellten Diagramme werden auch als Bitmap-Datei gespei-
chert. Das Programm in-situ Analysis arbeitet mit dem Programm in-situ Control zusammen,
d. h., eine laufende Messung in in-situ Control kann mit in-situ Analysis in Echtzeit oder auch

nach beendeter Kultivierung ausgewertet werden.

5.1.7. Die Zellbilder von den verwendeten Mikroalgenstdmmen

Abbildung 5.4: Die online Aufnahme der Nannochloropsis oculata Zellen mit Durchflussmikroskop wéhrend
der Photobioreaktorkultivierung.
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Abbildung 5.5: Die Phaeodactylum tricornutum Zellen wahrend der Photobioreaktorkultivierung.

5.1.8. Die Abbildungen der Prozessanalytik-Anordnungen

Produktions- Einzelne Proben werden entnommen und zum
prozess Betriebslabor transportiert
s Proben- Proben- Betriebs- Proben-
[ nahme transport labor vorbereitung
.
TKorreklur l
Steuerung / Analysator
Regelung Analysenergebnis f——
- ) -

Abbildung 5.6: Steuerung und Regelung eines Prozesses mit offline Analytik [42].
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Produktions- Schnellprifung in

prozess Prozessnahe
S

Proben- Proben-
nahme vorbereitung

TKorreklur

Steuerung /

Regelung
Analysen-
4
sog ergebnis

Abbildung 5.7: Steuerung und Regelung eines Prozesses mit atline Analytik [42].

Produktions- Kontinuierliche Probennahme
prozess tber Bypass
Proben- Analysator
nahme

Bypass

| H

TKorrektur

Steuerung /
Regelung

Abbildung 5.8: Steuerung und Regelung eines Prozesses mit online Analytik [42].

Kontinuierlicher
Datenaustausch
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5.2. Verwendete Gerate und Verbrauchsmaterialien

Gerat/Material

Arium

Autoklav

CCD-Kamera

Durchflussmikroskop

Einmalhandschuhe

Einmalkiivetten

Glasflasche

Inkubator

In-situ Mikroskop

Leuchtstoffrohre

Lichteinheit
Lichtmikroskop

Magnetrihrer

Massendurchflusskontroll/-messgerat

Massendurchflussregler

Mikroreaktionsgefalie

Typus, Hersteller, Ort

661 Ultrapure water system

Sartorius Stedim AG, Gattingen.

Systec V-150

Systec GmbH, Osnabriick

XCD-SX910

Sony Corporation,Tokyo, Japan.
Sartorius Stedim AG, Gottingen.
Semperguard

Semperit AG Holding, Wien, Osterreich
10*4*45 mm Polystyrol/Polystyrene
Sarstedt AG & Co, Numbrecht.

1.000 mL Duran

Schott AG, Mainz.

Heidolph Inkubator 1.000, Unimax 10/0,

Heidolph Elektro GmbH & Co. Kg, Kelheim.

Sartorius Stedim AG, Géttingen.
Osram L16W/640 Cool White,
Osram GmbH, Mdnchen.

Secret Jardin tneon 72 W, China
Olympus BX41

Olympus Corporation, Tokio, Japan

Bronkhorst High Tech B.V
Ruurlo.

F-201 CV, High Tech B.V
Ruurlo.

1,5und 2 mL

Sarstedt AG & Co, Numbrecht.
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Peristaltikpumpe

pH Meter

Photobioreaktor

Pipetten

Pipettenspitzen

Prézisionswaage

Reagenz- und Zentrifugenrohren

Sauerstoffmessbox (Fibox 3)

Sauerstoff Sensor-patches (5 mm)

Schlauchpumpe

Schiittelkolben

Schattler

Spritzen

Spritzenvorsatzsterilfilter

Sterilbank

Sterilfilter

UV-VIS-Spektrometer
Schittler

Heidolph Pumpdrive 5206

Heidolph Instruments GmbH & Co., Schwabach.

605

Metrohm

Pfeufer

Hannover.

1-10 pL, 10-100 pL, 100-1.000 pL
Eppendorf AG, Hamburg.

diverse Typen

Carl Roth GmbH & Co, Karlsruhe.
AC 211S

Sartorius Stedim AG, Géttingen.
15 mL, 50 mL

Sarstedt AG & Co, Numbrecht.

Presens Precision GmbH, Regensburg.

Presens Precision GmbH, Regensburg.

TL

Meredos GmbH, Bovenden.

300 mL, 500 mL und 1.000 mL mit 2 Schikanen

Kimax Kimble

Certomat S |1

B. Braun

20 mL

Henke, Sass, Wolf, Tuttlingen.
Minisart 0,2 pum

Sartorius Stedim AG, Gottingen.
HERAsafe KS

Thermo scientific, Langenselbold.
0,2 um

Sartorius Stedim AG, Gottingen.

Varian, Cary 50 Scan, Palo Alto, CA, USA

Vibrofix VF 1

Janke & Kunkel IKA Werk, Staufen.
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Vortexer

YSI

Zahlkammer

Zentrifuge

Zentrifuge

Zweistrahlphotometer

Whirli Mixer

Fisons

2700 Select biochemistry analyser, Yellow
Springs Instruments, Letchworth, Grof3britannien.
Neubauer-Improved

LO - Laboroptik, Friedrichsdorf

Biofuge pico

Heraeus Kendro, Osterode.

Eppendorf 5415¢c

Eppendorf AG, Hamburg.

Uvikon Spektrophotometer 922

Kontron Instruments
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5.3.  Verwendeten Chemikalien

Chemikalien

Acetonitril

Astaxanthin

Biotin

Borsaure

Calciumchlorid Dihydrat
Calciumsulfat Dihydrat

Cobaltchlorid Hexahydrat

di-Ammonimhydrogenphosphat

di-Ammoniumsulfat
di-Kaliumhyrogenphosphat
di-Natriumhdrogenphosphat

Eisensulfat Heptahydrat
Eisentrichlorid Hexahydrat

Glukose Monohydrat
Kaliumchlorid
Kaliumdihyrogenphosphat
Kaliumhydroxid

Kaliumnitrat

Kupfersulfat Pentahydrat
Magnesiumsulfat Heptahydrat
Manganchlorid Tetrahydrat
Mangansulfat Monohydrat
Natriumacetat

Natriumchlorid

Hersteller, Ort

Sigma Aldrich Chemie-GmbH, Miinchen.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Serva

Fluka Chemie AG, Buchs.

Riedel-de Haén, heute Honeywell Specialty
Chemicals Seelze GmbH, Seelze.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Fluka Chemie AG, Buchs.

AppliChem GmbH, Darmstadt.

Riedel-de Haén, heute Honeywell Specialty
Chemicals Seelze GmbH, Seelze.

Sigma Aldrich Chemie-GmbH, Miinchen.
Riedel-de Haén, heute Honeywell Specialty
Chemicals Seelze GmbH, Seelze.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Fluka Chemie AG, Buchs.

AppliChem GmbH, Darmstadt.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Riedel-de Haén, heute Honeywell Specialty
Chemicals Seelze GmbH, Seelze.

Merck KGaA, Darmstadt.

Fluka Chemie AG, Buchs.

AppliChem GmbH, Darmstadt.

Merck KGaA, Darmstadt.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Fluka Chemie AG, Buchs.
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Natriumdihydrogenphosphat Dihydrat
Natriumhydrogenphosphat Dihydrat
Natriumhydroxid

Natriummolybdat Dihydrat

Natriumsulfit
Thiaminhydrochlorid (Vitamin B;)
Vitamin By,

Zinksulfat Heptahydrat

Fluka Chemie AG, Buchs.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Merck KGaA, Darmstadt.

Riedel-de Haén, heute Honeywell
Chemicals Seelze GmbH, Seelze.
Merck KGaA, Darmstadt.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Fluka Chemie AG, Buchs.

Specialty
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