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Abstract

Waéhrend der Abwesenheit von Licht geht bei der photoautotrophen Kultivierung von
Mikroalgen ein Teil der Biomasse durch die Zellatmung verloren. Diese Biomasseverluste
kénnen mit einer mixotrophen Kultivierung durch die Zugabe einer organischen
Kohlenstoffquelle ausgeglichen und die Produktivitdt der Mikroalgen deutlich gesteigert
werden. Gleichzeitig nimmt jedoch auch das Bakterienwachstum zu. In dieser Arbeit wurde in
Kultivierungen der Mikroalge Chlorella sorokiniana im Labormalistab diskontinuierlich
Glucose vor einer 14-stiindigen Dunkelphase hinzugegeben und eine Glucose-Aufnahmerate
von 0,02 geic gem™* hlermittelt. Die hinzugefiigte Glucose wurde wahrend der Dunkelphase
vollstandig verbraucht und das Mikroalgenwachstum um den Faktor 2,2 gesteigert. Des
Weiteren wurden die Entwicklung des Bakterienwachstums wéhrend der Kultivierungen und
die Auswirkungen auf die Zellzusammensetzung untersucht. Die bakterielle Kontamination
nahm durch die Glucose-Zugabe im Vergleich zu der photoautotrophen Kultivierung um den
Faktor 1,7 zu. Die Analyse der Zellzusammensetzung ergab einen Anstieg des Saccharidgehalts
wahrend der mixotrophen Kultivierung. Der Pigmentgehalt anderte sich nicht nennenswert. Es
wurde ein Ruckgang des Lipid- und Proteingehalts beobachtet. Eine Analyse der Fettsduren
ergab, dass die am haufigsten vorkommenden Fettsauren Palmitinsaure, Olsdure, Linolsaure
und a-Linolensdure waren. Es wurde wéhrend der mixotrophen Kultivierung eine Zunahme des

Gehalts von Linolsdaure beobachtet, wohingegen der Gehalt an a-Linolenséure abnahm.

Schlagworter: Mikroalgen, Chlorella sorokiniana, mixotrophe Kultivierung,

Biomasseverlust, Bakterienwachstum, Zellzusammensetzung



Inhaltsverzeichnis

N 011 = Tod PSPPSR I
ADDHAUNGSVEIZEICNNIS ...t reenbeaneenres v
TabElENVEIZEICNNIS ... bbbt VI
ADKUrZUNGSVEIZEICANIS ...t be e ns VIl
R 1 o1 1= | (1o PSSR 1
2 TheoretisSche GrundIagen ..o 3
2.1 MIKIOBIGEN. ...ttt 3
2.1.1  Chlorella SOroKIiNIANA ..........coiveieiieieeie e enes 5

2.2 Metabolismus VON MIKFOaIgEN ..........ccoiiiiiiiiiiiee e 6
2.2.1  Photosynthese und Photorespiration ............ccccoceeveieeieiieseese e 7
W A | T 1 110 T SRS 8
2.2.3  PentosSephOSPNEtWED .......ccviiieiiieiicic et 10

2.3 Biochemische KOMPONENTEN .........ccoeiiiiiiicii et 11
2.3. 1 PIOTBING. ittt bbb bbbttt 12

F Y (oo - g o SRS TSRS 13
2.3.3  LIPIAE <o 13
2.3.4  PIOMENTE ...ttt bbbttt bbbt 15

2.4 KUIIVIEIUNG ..ottt bbbttt 15
2.4.1  KUKIVIEIUNGSSYSIEIME ...ttt ettt sttt et sreena e beesre e nnes 16
2.4.2  KUKRIVIErUNGSPArAMELET ......ccuveivieieciceieecie ettt ste e eres 17
2.4.3  Photoautotrophe KURIVIEIUNG .......ccoveiiieiiiie e 17
2.4.4  Mixotrophe KUILIVIEIUNQ........cooveiiiiciieie e 18

3 Material und MethOAEN ........coviiieeee e ne e 20
T8 A |V -1 (=1 - 1 SR 20
3.2 VOrKUIUITUNIUNG ..ot 23
3.3 MedienZUSaMMENSELZUNG......ceueieieriesiesie ettt sttt sb et 24
3.4 Kultivierung im Multi-Cultivator MC-1000...........ccceoiveiiiiiieiie e 25
341 VersuChSAUTDAU .......ccveiiiice e 25
3.4.2  KultivierungshedinQUNQEN .........oooiiiiiiiic e 26
3.4.3  VersuChSablauT ..o 27

3.5 KUIIVIENUNG IM FPA L oot 28
3.5.1  VersuChSAUTDAU ........cveiieice e 28

3.5.2  KultivierungshedinQUNGEN ........cccoiiiiiiiiieiesieeeseee e 29



3.5.3 VEISUCNSADIAUT ... . et e e e e e, 30

3.6 Ernte mittels Zentrifugation............cccooveiiiieiicic e 31
T A €1 1 4 1= 1 (0 ox (g [V o SO 31
3.8 Analytische MethOden ...........cov e 31
3.8.1  OPLISCNE DICNTE ...ttt 32
3.8.2  BIOLrOCKENMASSE .....ccveiiieiiiiie ettt eneenneas 32
3.8.3  Volumetrische ProduKEIVITAL ...........ccoooeeiiiiieiiiiiee e 33
384 PHEWWETT...cc e 34
3.8.5  TemPEratuUrMESSUNG .......cccviireriieiieieesieere e st sre e sreen e sneesnesnnenneas 34
3.8.6  NANrstOffKONZENTIATION.......ciiiiiieieee e 34
3.8.7  GlUCOSEKONZENTIALION ... .eiviiviitiiiieiieie ettt et 35
3.8.8  IMIKIOSKOPIE ..ottt re et e e nne s 35
3.8.9  Bestimmung der Gesamtzellzahl..............cccoooveiieiiiii i 35
3.8.10 Bestimmung der ZellzusammenSetZUNG..........coovreririereie e 37

3.9 StatistiSChe MethOAEN.........ceoiiei e 43

A EIQEDNISSE ..ot bbbttt 45
4.1  Kultivierung im Multi-Cultivator MC-1000............cccouriririieiiieiesene e 45
4.2 KUILVIErUNG IM FPA ..ottt be e nne s 52
4.3  Bestimmung der ZellzusammeNnSEIZUNG ........c.eevveiieieeriecieiie et 57

ST B 1] (U 3] o] SRS PR PRSP 62
5.1 Kultivierung im Multi-Cultivator MC-1000............cccviiiieieeieciese e, 62
5.2 KUIVIENUNG IM FPA L ..o 64
5.3  Vergleich der ZellzusammenSELZUNG.........cvevereeriereniiii et 67
5.4 FehlerbetraChtung ... 71

6 Zusammenfassung UNd FAZIT.........ccoooriiiiiiiiiiiie e 73
T AUSDIICK Lot 75
8 LIteraturVerZEICHNIS. .....coui ittt bbb 76



Abbildungsverzeichnis

Abbildung 2.1: Schematischer Aufbau einer eukaryotischen Mikroalgenzelle. ........................ 4

Abbildung 2.2: Lichtmikroskopische Aufnahme einer Chlorella sorokiniana Kultur bei

1000faCher VErgrOBEIUNG. .....ccveueieierteriesiesie ettt sb bbb 5
Abbildung 2.3: Die wichtigsten Produkte der Licht- und Dunkelreaktion der Photosynthese. . 8
Abbildung 2.4: Die drei Phasen der Zellatmung. .........ccccoeiieiiiieiecie e 9
Abbildung 2.5: Pentosephosphatweg im UDErblicK. ...........ccc.cevveevevieeereicreeiceeee e 10
Abbildung 2.6: Wachstumsphasen einer AlgenkultivVIErung...........ccocevvierincnininisieeees 11
Abbildung 2.7: Knupfung einer PeptidDindung. .........ccocveiiiiiiircc e 12
Abbildung 2.8: StruKtur der ProteINe. ........ccccveiieiice et 13
Abbildung 2.9: Kultivierungssysteme der Mikroalgenbiotechnologie. ...........ccccoocvvivvivinnen. 16
Abbildung 3.1: Aufbau des Multi-Cultivator MC-1000 [modifiziert nach Francke, 2018;

Wieczorek, 2018]. 26
Abbildung 3.2: Aufbau der Kultivierungen im Flat Panel Airlift Reaktor. 29
Abbildung 3.3: Schematische Darstellung des Z&hlgitters der Neubauer-Z&hlkammer. 36

Abbildung 4.1: Verlauf der Zellkonzentrationen wéahrend der Kultivierungen im Multi-
Cultivator bei diskontinuierlicher Zugabe unterschiedlicher Mengen an Glucose vor der

DUNKEIPNASE. ...t ettt e sre e enes 46
Abbildung 4.2: Verlauf der Glucosekonzentrationen wéhrend der Kultivierungen im Multi-
LOIT L€AY 7- 1o} OSSPSR 46

Abbildung 4.3: Verlauf des pH-Werts und der Temperatur wahrend der Kultivierungen im
Multi-Cultivator bei diskontinuierlicher Zugabe unterschiedlicher Mengen an Glucose vor
der DUNKEIPNGSE. ...ttt s re e be e te e are s 48
Abbildung 4.4: Entwicklung der Gesamtzellzahlen der Kultivierungen im Multi-Cultivator,
welche in Algen- und Bakterienzellzahl unterteilt werden. ..........ccccooeieiiiiniiicieen, 49
Abbildung 4.5: Lichtmikroskopische Aufnahmen der verschiedenen Kulturen aus den
Kultivierungen in Multi-Cultivator von C. sorokiniana nach Tag 1, 4 und 7 bei 1000facher
LT (0 (o] LT=T (U] T RSP PTSRPPRRPRSPRIS 50
Abbildung 4.6: Aufnahmen der Kultivierungsgeféalie (a) und der Filter der Biotrockenmasse-
Bestimmung (b) nach der Kultivierung von Chlorella sorokiniana im Multi-Cultivator. 51
Abbildung 4.7: Verlauf der Biotrockenmassekonzentrationen wahrend der photoautotrophen

und mixotrophen Kultivierung im FPA. .. ... 53

AV



Abbildung 4.8: Verlauf der Glucosekonzentrationen wahrend der mixotrophen Kultivierung im

Abbildung 4.9: Verlauf des pH-Werts und der Temperatur wahrend der photoautotrophen und
mixotrophen KUltivierung im FPA. ... 55
Abbildung 4.10: Entwicklung der Gesamtzellzahlen der photoautotrophen und mixotrophen
Kultivierung im FPA, welche in Algen- und Bakterienzellzahl unterteilt werden. ......... 56
Abbildung 4.11: Lichtmikroskopische Aufnahmen der photoautotrophen und mixotrophen
Kultivierung von C. sorokiniana im FPA nach Tag 1, 4 und 7 bei 1000facher
RV T (0 (o] £1=1 (U] T RS S PRSSSSOS 57
Abbildung 4.12:  Zellzusammensetzung der Biomasse von C. sorokiniana nach
photoautotropher und mixotropher Kultivierung im FPA.........cccooiiiiiiieceee 58
Abbildung 4.13: Fettsdurezusammensetzung von C. sorokiniana nach photoautotropher und
mixotropher KUItiVierung im FPA. ......coo e 60
Abbildung A.1: Abhéngigkeit der Biotrockenmasse und der optischen Dichte bei 750 nm von
Chlorella SOrOKINANA. ........coviiiiiiiiiiiieeee e 82
Abbildung A.2: Abhéngigkeit der Glucosekonzentration und der Absorption bei 620 nm zur
Bestimmung des Saccharidgehalts. ..o, 83



Tabellenverzeichnis

Tabelle 2.1: Ubersicht der verschiedenen Stoffwechselformen von Mikroalgen und ihre
Energie- und Kohlenstoffquellen [in Anlehnung an Chojnacka & Marquez-Rocha, 2004].

............................................................................................................................................ 6
Tabelle 3.1: Liste der VErWENAEIEN GIALE. ... ... e e ennns 20
Tabelle 3.2: Liste der verwendeten MaterialiBN. ............ et 21
Tabelle 3.3: Liste der verwendeten Chemikalien. ..........evveeee oo 22

Tabelle 3.4: Zusammensetzung des EG-Diingemittels Ferty Basis 2 [Plantafert, 2020]. ........ 24
Tabelle 3.5: Verteilung der untersuchten Glucose-Aufnahmeraten in den Kultivierungsgefalen
des Multi-Cultivators MC-100. ........ccceiieiieieniereeie e eneesnees 27
Tabelle 4.1: Zellzusammensetzung der Biomasse von C. sorokiniana nach photoautotropher
und mixotropher Kultivierung im FPRA. . ... 58
Tabelle 4.2: Bezeichnungen der mittels FAME-Analyse nachgewiesenen Fettsauren in den
Proben der phototrophen und mixotrophen Kultivierung. ...........ccccovvevviieiieeiecic e, 59
Tabelle 4.3: Prozentuale Verteilung der gesattigten sowie der einfach und mehrfach
UNQESALTIGLEN FEESAUMEN. ....iiiiiiieeeee e 61
Tabelle A.1: Werte der Kalibrierung fur eine optische Dichte bei 750 nm in Abhangigkeit der
BiotrockenmasseKONZENTratiON. .........coverieieiiee e enes 82
Tabelle A.2: Werte der Absorption bei 620 nm flr unterschiedlichen Glucose-Konzentrationen.

Tabelle A.3: Zusammensetzung der Fettsduren in C. sorokiniana nach photoautotropher und

mixotropher Kultivierung im FPA sowie Vergleichswerte anderer Arbeiten.................. 84

Vi



Abklrzungsverzeichnis

%

% (VIv)
% (wiw)
A

°C

o

ME

HY

pMm

A

ADP

Aco
ALA
ATP
BM

Cs(H20)s
Cn(H20)m
CO2
COO

D

d

DHA
DMSO

DNA
EPA

FAD/ FADH;
FPA

fProtein

g
Glc
h

H20
H2SO04
HaN*
HCOs3

Prozent

Volume to Volume Percent; VVolumenprozent
Weight to Weight Percent; Massenprozent
Wellenlénge

Grad Celsius

Standardabweichung

Mikroeinstein

Mikrogramm

Mikrometer

Absorption

Adenosindiphosphat

Flache eines Gruppenquadrats
a-Linolenséure

Adenosintriphosphat

Biomasse

Konzentration

Glucose

Saccharid aus n Kohlenstoffatomen und m Molekilen H20O
Kohlenstoffdioxid

Deprotonierte Carboxylgruppe (COOH)
Verdinnungsfaktor

Tag

Docosahexaensaure

Dimethylsulphoxid
Desoxyribonukleinsdure
Eicosapentaensaure
Flavin-Adenin-Dinukleotid

Flat Panel Airlift Reaktor
Stickstoff-zu-Protein-Umrechnungsfaktor
Gramm

Glucose
Stunde
Wasser

Schwefelsdure
Aminogruppe
Hydrogencarbonat

Vil



KNOs

LA

mbar
MBTH
mL
mm
mm
MUFA
N

n

n.d.
NAD*/NADH
NADP*/ NADPH
NADPH:

nm

NO3

02

oD

OH-

POs*

PUFA

rpm

RuBisCo

RZA
SFA

Korrelationsfaktor

Kaliumnitrat

Liter

Linolséure

Masse

Millibar
3-Methyl-2-benzothiazolinonehydrazon
Milliliter

Millimeter

Quadratmillimeter

Monounsaturated fatty acids

Anzahl

Anzahl der Messungen

No date

Nicotinamidadenindinukleotid
Nicotinamidadenindinukleotidphosphat
NAPH + H*

Nanometer

Nitrat

Sauerstoff

Optische Dichte

Hydroxid-lonen

Phosphat

Polyunsaturated fatty acids

revolutions per minute; Umdrehungen pro Minute
Ribulose-1,5-bisphosphat-carboxylase-oxygenase
Raum-Zeit-Ausbeute

Saturated fatty acids

Zeit

Tiefe

Total Kjeldahl Nitrogen

Volumen

Vollentsalzt

Massenanteil

Mittelwert

Messwert der i-ten Messung

Alpha

Temperatur

VIl



1 Einleitung

Die gegenwaértige Energiekrise und Umweltprobleme, wie der Klimawandel, die
Wasserknappheit oder die Luftverschmutzung, haben dazu gefiihrt, dass die Nachhaltigkeit der
Nutzung fossiler Brennstoffe tberdacht wird und der Bedarf der Nutzung alternativer
Energiequellen wadchst. Fossile Brennstoffe decken bisher den grofiten Teil des
Weltenergiebedarfs und sind durch die Freisetzung von CO. Hauptverantwortliche der globalen
Erwdrmung [Enamala et al., 2018; Zhu et al., 2016]. Eine der Herausforderungen der
alternativen und erneuerbaren Energienutzung liegt in der Speicherung von Sonnenenergie.
Eine Ldsung bietet die Verwertung von Biomasse, in welcher die Sonnenenergie in Form
chemischer Verbindungen gespeichert wird [Edmundson & Huesemann, 2015].

Neben Nutzpflanzen, wie Raps oder Soja, stellen auch Mikroalgen eine potenzielle Quelle fur
die Biomassegewinnung dar. Photosynthetische Mikroalgen sind in der Lage, einfache
chemische Verbindungen mithilfe der Sonnenenergie in komplexe Verbindungen, wie
Polysaccharide und Lipide, umzuwandeln, die als Ausgangsmaterialien fir die
Biokraftstoffherstellung eingesetzt werden. Des Weiteren bieten sie die Moglichkeit, dass nicht
trinkbares Wasser und unfruchtbares oder nicht bebaubares Land fur die Kultivierungen genutzt
werden konnen. Aufgrund ihrer Fahigkeit, weitere wertvolle Produkte, wie Proteine,
Carotinoide, langkettige Fettsduren, bestimmte Vitamine oder essentielle Aminosauren
herzustellen, werden Mikroalgen bereits in der Lebensmittel- oder pharmazeutischen Industrie
eingesetzt [Grabl et al., 2010; Edmundson & Huesemann, 2015; Matos, 2017].

Die photosynthetische Nutzung der Mikroalgen ist jedoch stark abhangig von den
Lichtverhaltnissen oder der Umgebungstemperatur, die je nach Kultivierungsstandort, Tages-
und Jahreszeit variieren konnen. Wahrend der Abwesenheit von Licht kann es infolge der
Zellatmung zu Verlusten von 10 bis 15 % der téglich produzierten Biomasse kommen
[Ogbonna & Tanaka, 1996]. Dies hat eine geringere Produktivitdt und Biomasseausbeute zur
Folge. Doch um die Mikroalgen-Kultivierung und die Produktion der biochemischen Produkte

wirtschaftlich zu gestalten, gilt es, die Biomasseproduktivitat der Mikroalgen zu steigern.

Einen LoOsungsansatz bietet die mixotrophe Kultivierung als Kombination der
photosynthetischen Nutzung von Lichtenergie und der gleichzeitigen Verstoffwechselung von
organischem Kohlenstoff. Studien zeigen, dass so der Biomasseertrag erheblich gesteigert
werden kann und dabei der Anteil von synthetisierten Lipiden und Sacchariden in den Zellen

zunimmt. Der Nachteil ist eine VVerringerung des Gehalts an wertvollen Pigmenten [Kong et al.,
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2013; Cheirsilp & Torpee, 2012; Li et al., 2014]. Zudem begunstigt das Vorhandensein von
organischem Kohlenstoff das Wachstum von Bakterien. Da diese sich heterotroph ernéhren,
kann dies zu einer unerwiinschten Zunahme der Bakterienpopulation und einer Uberwucherung
der Mikroalgen fiihren [Deschénes et al. 2015].

Einen weiteren LOsungsansatz bietet die Zugabe der organischen Kohlenstoffquelle vor der
Dunkelphase der Kultivierung. Wahrend der Abwesenheit von Licht kann diese von den
Mikroalgen verbraucht werden. Dies ermdglicht es, dass keine Biomasseverluste durch die
Zellatmung auftreten, sondern weiterhin unter heterotrophen Bedingungen Biomasse produziert
wird [Ogbonna & Tanaka, 1996].

In dieser Arbeit soll untersucht werden, wie sich eine solche diskontinuierliche Zugabe von
Glucose als organische Kohlenstoffquelle auf die Kultivierung der Mikroalge Chlorella
sorokiniana auswirkt. Durch die Zugabe der Glucose soll ein Ausgleich der né&chtlichen
Biomasseverluste und eine damit einhergehende Steigerung der Biomasseproduktivitét erreicht
werden. Gleichzeitig wird die Entwicklung des Bakterienwachstums wahrend der
Kultivierungen beobachtet und die Veranderungen der biochemischen Zusammensetzung der
Mikroalgen im Vergleich zu einer photoautotrophen Kultivierung analysiert.



2  Theoretische Grundlagen

Dieses Kapitel behandelt die theoretischen Grundlagen, auf die sich diese Arbeit stutzt. Es folgt
eine allgemeine Betrachtung von Mikroalgen sowie eine Auseinandersetzung mit dem

Metabolismus, der Zellzusammensetzung und ihrer Kultivierung.

2.1 Mikroalgen

Die Bezeichnung ,,Alge* definiert keinen taxonomischen Begriff, sondern beschreibt vielmehr
pflanzendhnliche Organismen, die Photosynthese betreiben [Borowitzka, 2018]. Aufgrund ihrer
Morphologie und Lebensrdume umfassen Algen viele verschiedene Klassen, die sich unter
anderem den Protozoen, Pilzen oder Tieren zuordnen lassen [Friedl et al., 2013]. Die Vielfalt
reicht dabei von prokaryotischen einzelligen bis hin zu eukaryotischen mehrzelligen,
komplexen Algen, deren Lebensraum sich auf verschiedenen Arten von Gewassern, wie Seen,
Flusse oder Meere, erstreckt [Tan et al., 2020].

Unterschieden wird sowohl zwischen Makro- als auch Mikroalgen. Zu den Makroalgen z&hlen
Seetang oder -graser, die oft eine Lange von mehreren Metern erreichen. Mikroalgen hingegen
sind einzellige, koloniale oder fadenférmige Organismen, die nur wenige Mikrometer grof3
sind. Zu ihnen werden Eukaryoten, wie Rot-, Grin- oder Braunalgen sowie aufgrund ihrer
ahnlichen Lebensweise, auch Cyanobakterien (Blaualgen) gezahlt [Rosello Sastre & Posten,
2010]. Da zwischen eukaryotischen und prokaryotischen Zellen unterschieden wird, kann die
Zellstruktur von Mikroalgen stark variieren. So liegt die DNA in Cyanobakterien frei im
Cytoplasma vor und die Organellen werden nicht von einer Membran umschlossen.
Eukaryotische Mikroalgen besitzen hingegen eine Kompartimentierung und ihre Organellen
sind von Membranen umgeben. Der gro3te Teil des Genoms ist hier im Zellkern enthalten.
Abbildung 2.1 zeigt eine schematische Abbildung einer eukaryotischen Mikroalgenzelle. Diese
unterteilt sich hauptséchlich in Zellkern, Chloroplast, Thylakoide, Mitochondrien,
Starkekorner, Pyrenoid und den Golgi-Apparat. Viele der Mikroalgen sind unbeweglich. Es
gibt jedoch auch bewegliche Formen, bei welchen die Fortbewegungsfahigkeit auf das

Vorhandensein von Geileln zuriickzufihren ist [Richmond, 2004].
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Abbildung 2.1: Schematischer Aufbau einer eukaryotischen Mikroalgenzelle.

Die Zelle unterteilt sich in verschiedene, membranumschlossene Kompartimente, die im wesentlichen Zellkern,
Chloroplasten, Thylakoide, Mitochondrien, Starkekorner, das Pyrenoid und den Golgi-Apparat unfassen.
[Kaltschmitt et al., 2016].

Da die Kompartimente einen hohen Gehalt an Proteinen besitzen, besteht die Trockenmasse
der Mikroalgen bis zu 50 % aus Proteinen, jene der Cyanobakterien sogar aus bis zu 80 %. Der
Rest der Biomasse besteht hauptsdachlich aus Kohlenhydraten, Lipiden und Pigmenten
[Kaltschmitt et al., 2016].

Die meisten der Algen leben photoautotroph und beziehen ihre Energie damit hauptséchlich
aus Sonnenlicht, Kohlenstoffdioxid und Wasser, um organische Verbindungen aufzubauen.
Dieser Vorgang wird als Photosynthese bezeichnet und findet in den Chloroplasten der Zellen
statt. Angetrieben von der Lichtenergie wird das CO2 mit Wasser in Kohlenhydrate und
Sauerstoff umgesetzt [Richmond, 2004]. Schatzungen zufolge sind Mikroalgen, hauptsachlich
Plankton, fur etwa 40 % der globalen Sauerstoffproduktion verantwortlich [Friedl et al., 2013].
Einige der Mikroalgen sind jedoch auch in der Lage heterotroph oder mixotroph zu wachsen,
also Biomasse aus organischen Substraten aufzubauen. So auch die Mikroalge Chlorella
sorokiniana, die im Rahmen dieser Arbeit sowohl phototroph als auch mixotroph kultiviert wird
[Van Wagenen et al., 2015].

Mikroalgen bieten umfangreiche Anwendungsmaglichkeiten in verschiedenen Bereichen.
Aufgrund ihrer F&higkeit wertvolle Produkte, wie Carotinoide, langkettige Fettséuren,
bestimmte Vitamine oder essentielle Aminoséuren herzustellen, werden Mikroalgen bereits in

der Lebensmittel- oder pharmazeutischen Industrie eingesetzt [Matos, 2017]. Sie bieten



aullerdem die Maoglichkeit auf der Grundlage ihrer Biomasse Biokraftstoff herzustellen. Lipide
stellen dafiir den Grundbaustein dar, deren Produktion sich in den Zellen durch duRere Faktoren
gezielt steigern lasst [Zhu et al., 2016].

2.1.1 Chlorella sorokiniana

Die Grunalgen der Gattung Chlorella gehtéren zu den am meisten kommerziell genutzten
Mikroalgen. Bereits 1890 wurde die Mikroalge Chlorella vulgaris von M. Beijernick das erste
Mal beschrieben. Die Mikroalge wurde von ihm als ,,griiner Ball“ bezeichnet, inspiriert durch

ihre kugelige Form und intensiv griine Farbe [Krienitz et al., 2004].

Chlorella sorokiniana stellt eine Unterart der Gattung Chlorella dar, die erstmals 1953 von C.
Sorokin isoliert wurde und misst einen Durchmesser von etwa 2 bis 4,5 um [Sorokin & Myers,
1953; Lizzul et al., 2018]. Abbildung 2.2 zeigt eine lichtmikroskopische Aufnahme einer
Chlorella sorokiniana Kultur. Typisch fur diese Mikroalge ist die Zusammenlagerung der
einzelnen Zellen zu Agglomeraten, welche bei hoherer Zellkonzentration sogar um ein

Vielfaches groRer sein kénnen als das Agglomerat auf diesem Bild.

10 pm

Abbildung 2.2: Lichtmikroskopische Aufnahme einer Chlorella sorokiniana Kultur bei 1000facher
VergroRerung.

Die Vermehrung von Chlorella erfolgt ausschlieflich asexuell und sie ist in der Lage
photoautotroph, heterotroph und mixotroph zu wachsen. Dementsprechend kénnen sie neben
anorganischem Kohlenstoff, wie CO., auch organische Kohlenstoffquellen, wie z.B. Glucose,

verwerten [Lizzul et al., 2018]. Da Chlorella unter verschiedensten Wachstumsbedingungen

5



eine hohe Wachstumsrate erreichen konnen, eignen sie sich fiir Kultivierungen im groflen
MaBstab. Sie wird vorwiegend bei der Herstellung von Lebensmitteln, Biodiesel und als
Nahrungserganzung eingesetzt, dient aber auch als Biomasselieferant fiir Fette, Kohlenhydrate,
Vitamine und Antioxidantien [Romero et al., 2020, Schmidt & Wilhelm, 2014].

2.2 Metabolismus von Mikroalgen

Einige Mikroalgenarten, wie auch Chlorella sorokiniana, verfiigen iiber die Fahigkeit
verschiedene Stoffwechselformen zu nutzen. Unterschieden wird hierber zwischen
photoautotrophem, (chemo-)heterotrophem und mixotrophem Stoffwechsel. Tabelle 2.1 gibt
eine Ubersicht iiber diese Stoffwechselformen und die jeweiligen Energie- und

Kohlenstoffquellen.

Tabelle 2.1: Ubersicht der verschiedenen Stoffwechselformen von Mikroalgen und ihre Energie- und
Kohlenstoffquellen [in Anlehnung an Chojnacka & Marquez-Rocha, 2004].

Stoffwechselform Energiequelle Kohlenstoffquelle
Photoautotroph Licht Anorganisch
(Chemo-)Heterotroph Organisch Organisch

Mixotroph Licht und organisch Anorganisch und organisch

Der photoautotrophe Stoffwechsel zeichnet sich durch die Aufnahme von Licht zur
Energiegewinnung sowie der Nutzung einer anorganischen Kohlenstoffquelle, meist CO, aus.
Photoautotrophe Organismen sind also in der Lage, selbststindig durch Nutzung der
Lichtenergie aus einfachen, anorganischen Verbindungen organische Stoffe bzw. Biomasse

aufzubauen. Dieser Vorgang findet sich in der Photosynthese wieder.

Der (chemo-)heterotrophe Stoffwechsel beschreibt das genaue Gegenteil des photoautotrophen
Stoffwechsels. Hier stellen organische Verbindungen, z.B. Glucose, sowohl die Energie- als
auch auch die Kohlenstoffquelle dar. Die Energiegewinnung folgt hier durch eine chemische
Umsetzung dieser Verbindungen, oftmals in Form von Redoxreaktionen. Bereits vorhandene
organische Verbindungen werden damit in kérpereigene organische Verbindungen zum Aufbau
von Biomasse umgewandelt. Im Fall des Substrats Glucose wird diese durch die Glycolyse und
den Pentosephosphatweg umgesetzt [Chojnacka & Marquez-Rocha, 2004; Perez-Garcia et al,
2011].



Der mixotrophe Stoffwechsel stellt eine Kombination aus photoautotrophem und
heterotrophem Stoffwechsel dar. Dies bedeutet, dass gleichzeitig sowohl Licht als auch
organische Verbindungen als Energiequelle und anorganischer sowie organischer Kohlenstoff
als Kohlenstoffquelle von den Organismen genutzt werden kénnen. Die Mikroalgen der
Gattung Chlorella sind in der Lage unter mixotrophen Bedingungen zu wachsen und werden
daher auch als ,,photoautotrophe Heterotrophe* bezeichnet [Chojnacka & Marquez-Rocha,
2004]. Diese gleichzeitige Nutzung beider Stoffwechselwege kann,, im Vergleich zu einer rein
photoautotrophen oder heterotrophen Kultivierung, zu hoheren Wachstumsraten der
Mikroalgen und damit, zu hoheren Biomasseausbeuten in einem Kkirzeren

Kultivierungszeitraum fuihren [Nair & Chakraborty, 2020].

2.2.1 Photosynthese und Photorespiration

Die oxidative Photosynthese stellt die Grundlage des photoautotrophen Stoffwechsels dar. Sie
beruht auf der Umsetzung von Kohlenstoffdioxid und Wasser (H20) zu Kohlenhydraten
(Cn(H20)m) und Sauerstoff (O2) durch Lichtenergie. Die Aufnahme dieser Lichtenergie erfolgt
durch photosynthetische Pigmente, welche in den eukaryotischen Zellen in der
Thylakoidmembran der Chloroplasten lokalisiert sind. Insbesondere das griine Pigment
Chlorophyll a ist dort fiir die Aufnahme verantwortlich und daher in allen photosynthetischen
Organismen zu finden [Hoisikian et al., 2010]. Die Lichtenergie wird dort in chemische Energie
in Form von Adenosintriphosphat (ATP) umgesetzt. Gleichzeitig erfolgt eine Reduktion von
Nicotinsaureamid-Adenin-Dinukleotid-Phosphat (NAPD*) zu NADPH; und die Oxidation von
Wasser zu Sauerstoff. Um diese unterschiedlichen Reaktionen zu ermdglichen, teilt sich die
Reaktion auf zwei Pigment-Protein-Komplexe auf, die sogenannten Photosysteme I und II.

Diese Reaktionsabfolge wird aufgrund der Lichtabh&ngigkeit als Lichtreaktion bezeichnet.

Die NADPH,- und ATP-Molekiile aus der Lichtreaktion treiben die lichtunabhéangige
Dunkelreaktion der Photosynthese, die auch als Calvin-Zyklus bekannt ist, an. Diese findet im
Stroma der Chloroplasten statt. Katalysiert durch das Enzym RuBisCo werden das NADPH>
und ATP dort fiir die Reduktion von Kohlenstoffdioxid verwendet, aus dem schlieRlich

Kohlenhydrate aufgebaut werden kénnen [Richmond, 2004; Peterhansel et al., 2010].

Eine vereinfachte Darstellung des Zusammenhangs beider Reaktionen ist in Abbildung 2.3

dargestellt.



Abbildung 2.3: Die wichtigsten Produkte der Licht- und Dunkelreaktion der Photosynthese.

Wéhrend Licht- und Dunkelreaktion der Photosynthese findet eine Oxidation von Wasser (H0) zu Sauerstoff (O5)
sowie eine Reduktion von Kohlenstoffdioxid (CO2) zu Kohlenhydraten (Cn(H20)m) statt. Dabei wird Lichtenergie
in chemische Energie in Form von Adenosintriphosphat (ATP) umgewandelt [Richmond, 2004].

Waéhrend der Kohlenstofffixierung kommt es jedoch zu einem gleichzeitigen Verbrauch von
Sauerstoff unter CO2-Abgabe. Dieser Prozess wird als Photorespiration oder Lichtatmung
bezeichnet und ist das Ergebnis einer Nebenreaktion von RuBisCo. Das Enzym kann neben

dem CO- auch die Fixierung von O katalysieren [Pflanzenforschung.de, n.d.].

2.2.2 Zellatmung

Waéhrend die Photorespiration die lichtabhdngige Oxidation von Sauerstoff zu
Kohlenstoffdioxid in der Photosynthese beschreibt, definiert sich die Zellatmung (auch
,Dunkelatmung®) als oxidative Reaktion organischer Kohlenstoffquellen unter Verbrauch von
Sauerstoff und Entstehung von Kohlenstoffdioxid und Wasser. Vor allem aber dient sie der
Energiegewinnung in Form von ATP. Der Stoffwechselweg steht in Verbindung mit den
Elektronentransportwegen der Mitochondrien, die in deren Membranen lokalisiert sind und als

Atmungskette bezeichnet werden [Graham, 1980].

Der Stoffwechselweg lasst sich in drei Phasen unterteilen: (1) Die Bildung von Acetyl-Co-A
aus Glucose durch die Glycolyse und den Abbau von Proteinen und Fetten, (2) die Oxidation
von Acetyl-Co-A im Citratzyklus sowie (3) den Elektronentransfer zur Umsetzung von
Sauerstoff in Wasser und die oxidative Phosphorylierung von ADP zu ATP (Abb. 2.4).
Wahrend der Glycolyse wird das Substrat Glucose unter Elektronenabgabe und Abspaltung von
CO: Uber Pyruvat zu Acetyl-CoA umgewandelt. Wahrend der Umwandlung des Acetyl-CoA
zu Oxalacetat im Citratzyklus wird weiteres CO2 abgespalten und die Cosubstrate NAD™* und
FAD zu NADH und FADH; reduziert. Diese reduzierten Cosubstrate bilden den Ubergang zur
Atmungskette und dienen dort als Elektronendonoren. Das tber mehrere Redoxreaktionen zu
0. veratmete Wasser stellt das Ende des vollstdndigen Abbaus der Glucose dar [Muller-Esterl,
2018].



Vereinfacht lasst sich die Gleichung der Zellatmung als Rickreaktion der Photosynthese

darstellen (Gleichung 1.1).

6CO, + 12 H,0 Y% »  (CH,0)g + 6 0, + 6 H,0 (1.1)

Zellatmung

Bei Mikroalgen kann durch die Zellatmung in der Nacht ein deutlicher Teil der
photosynthetischen Produktivitat verloren gehen und damit zu Biomasseverlusten flhren
[Edmundson & Huesemann, 2015].

Phase 1

Amino- Fett- Bildung von
sauren sauren Glucose Acetyl-CoA
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v
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Abbildung 2.4: Die drei Phasen der Zellatmung.

Die Zellatmung dient dem Abbau der Glucose und kann in drei Phasen unterteilt werden: Die Bildung von Acetyl-
CoA, Oxidation von Acetyl-CoA sowie Elektronentransfer und oxidative Phosphorylierung. Die Substrate
durchlaufen dabei die Glycolyse, den Citratzyklus und die Atmungskette. Die Glucose wird schlieBlich
zusammenfassend in CO, und H,O unter Verbrauch von O, abgebaut, wahrend gleichzeitig Energie in Form von
ATP gewonnen wird [Mller-Esterl, 2018].



2.2.3 Pentosephosphatweg

Fur den Glucose-Abbau findet in Mikroalgen neben der Zellatmung zusatzlich der
Pentosephosphatweg als Alternative zur Glycolyse Gebrauch. Im Gegensatz zur Zellatmung
dient der Pentosephosphatweg nicht der Energiegewinnung, sondern der Produktion von
Ribulose-5-phosphat - als VVorstufe von Nucleotiden und Nucleotidcoenzymen - und NADPH,
als eines der wichtigsten Reduktionsmittel fir Biosynthesen. Eine Ubersicht des

Pentosephosphatwegs ist in Abbildung 2.5 dargestellt.

Die Reaktionen des Pentosephosphatwegs werden in eine oxidative und nicht-oxidative Phase
unterteilt, die direkt von der Glycolyse abzweigen. Die oxidative Phase dient in erster Linie der
Synthese von NADPH wahrend der Reaktion von Glucose-6-phosphat zu Ribulose-5-phosphat.
Dabei wird NADP* zu NADPH reduziert und CO> freigesetzt. Ribulose-5-phosphat kann in
Ribose-5-phosphat als Baustein fir die Nucleotidsynthese umgewandelt werden.

Die nicht-oxidative Phase dient der Umwandlung des Ribose-5-phosphats in Zwischenstufen
der Glycolyse, wie Glycerinaldehyd-3-phosphat und Fructose-6-phosphat, wenn mehr NADPH
als Ribose-5-phosphat benotigt wird. Reguliert werden die Reaktionen durch die Glucose-6-
phosphat-Dehydrogenase, welche durch eine hohe Konzentration an NADPH inhibiert und bei
einem hohen NADP*-Angebot aktiviert wird [Stincone et al., 2015, Miiller-Esterl, 2018].

2 NADPH Ribose-5-phosphat
l 2NADP* CO,  +H*
N 7
Glucose-6-phosphat — oxidativer Abschnitt — Ribulose-5-phosphat
irreversibel \\\\
Xylulose-5-phosphat
Fructose-6-phosphat —= nicht oxidativer Abschnitt J )
reversibel I ‘
Pentosephosphate
J 1 |
Reaktionen Pentosephosphatweg
der Glykolyse (Hexosemonophosphatweg)

Abbildung 2.5: Pentosephosphatweg im Uberblick.

Der Pentosephosphatweg zweigt von den Reaktionen der Glycolyse ab und teil sich in eine oxidative und nicht-
oxidative Phase. In der oxidativen Phase wird NADPH irreversibel Giber die Umwandlung von Glucose-6-phosphat
zu Ribulose-5-phosphat synthetisiert und gleichzeitig CO, freigesetzt. Der nicht-oxidative Abschnitt dient der
Umwandlung von Ribose-5-phosphat in Zwischenstufen der Glycolyse [Rassow et al., 2022].
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2.3 Biochemische Komponenten

Mikroalgen sind aus verschiedenen biochemischen Komponenten aufgebaut, deren Anteile
zwischen den einzelnen Arten stark variieren konnen. Zu diesen Komponenten zahlen wertvolle
Stoffe, wie Proteine, Saccharide, Lipide und Pigmente, die jeweils durch bestimmte Verfahren
extrahiert und weiterverarbeitet werden konnen. So konnen beispielsweise die Lipide und
Saccharide der Mikroalgen fiir die Biodieselproduktion oder andere industrielle Prozesse
eingesetzt werden [Kong et al. 2013].

Auch die Wachstumsphase und die Kultivierungsbedingungen nehmen Einfluss auf die
biochemische Zusammensetzung der Mikroalgen (Abb. 2.6). So werden in der exponentiellen
Phase des photoautotrophen Wachstums vermehrt Proteine und Chlorophyll gebildet,
wohingegen zum Ende eine verstirkte Stirkesynthese stattfindet. Im Falle eines
Stickstoffmangels tritt eine verstirkte Synthese von mehrfach ungesittigten Fettsauren auf
[Gifuni et al., 2019]. Eine mixotrophe Kultivierung unter Zugabe von Glucose oder Acetat fiirht
potentiell zu einer hoheren Lipid- und Saccharidproduktion, wohingegen der Gehalt an
photosynthetischen Pigmenten und Proteinen sinkt [Kong et al. 2013]. Im Rahmen dieser Arbeit
werden die Auswirkungen einer Kultivierung untersucht, bei der die Mikroalge C. sorokiniana
tagsiiber einen rein photoautotrophen und wihrend der Nacht einen heterotrophen Stoffwechsel
betreibt. So lassen sich moglicherweise etwaige Vorteile beider Kultivierungsformen

hinsichtlich der biochemischen Zusammensetzung nutzen.

Exponentielle Spate Friihe Spéte
Phase exponentielle stationére stationédre
Phase Phase Phase

| Phycobiliproteine | | PUFAs | w
| Stirke |

Chlorophyll Carotenoide/
Astaxanthin
Friiher Spater

Stickstoffreiche Bedingungen Stickstoffmangel  Stickstoffmangel  Stickstoffmangel

e

Abbildung 2.6: Wachstumsphasen einer Algenkultivierung.

Die Wachstumsphasen und die damit gegenwirtigen Nihrstoffkonzentration haben einen Einfluss auf die
Produktion von bestimmten biochemischen Bestandteilen wihrend einer Algenkultivierung [modifiziert nach
Gifuni et al., 2019].
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2.3.1 Proteine

Proteine bilden mit einem Anteil von etwa 50 % den Hauptbestandteil der Mikroalgenzellen.
Je nach Art der Mikroalge und den Kultivierungsbedingungen kann der Anteil gréRer oder
kleiner sein [Becker, 2007]. Aufgrund dessen werden einige Mikroalgen als
Nahrungsergdnzung und alternative Proteinquelle vermarktet [Tan et al., 2020]. Fir
C. sorokiniana ermittelte Becker [2007] einen Proteingehalt von 57 %, Belkoura et al. [1997]

einen Proteingehalt von etwa 40 % der Trockenmasse.

Es handelt sich um biologische Makromolekile, die aus Polypeptidketten, also aus durch
Peptidbindungen verknipften Aminosauren, aufgebaut sind. Die Struktur der Proteine wird in

Primér-, Sekunddr-, Tertiar- und Quartérstruktur

2
eingeteilt.  Die  Primérstruktur ~ beschreibt — die N\, €997 | VEH\
Aminosauresequenz  der  Polypeptidketten.  Die X Hsh g
einzelnen Aminosauren koénnen aufgrund ihrer
Seitenketten verschiedene Merkmale aufweisen, die fur Ho /H\‘ g
die raumliche Struktur und Funktion des Proteins o R2
verantwortlich  sind. Sie werden durch eine HBﬁ\CH/g\N/CIH\COO'
Kondensationsreaktion ~ ihrer ~ Carboxyl-  und ||{1 H

Aminogruppe zu einem Peptid verknupft (Abb. 2.7).
. . . L Abbildung 2.7: Knipfung einer
Durch Verknupfung vieler weiterer Aminosdauren  peptidbindung.

. . Zur Verknlpfung zweier Aminosduren
entsteht eine Polypeptidkette. erfolgt eine  Kondensationsreaktion
zwischen der Carboyxl- (COO’) und

Wasserstoffbriicken, die sich zwischen rdumlich  Aminogruppe (HsN*). Die entstehende
Verbindung beider Molekile (rot) wird

beieinanderliegenden Aminosduren ausbilden, flihren als Peptidbindung bezeichnet [Stryer,
zu einer dreidimensionalen Struktur in Form einer 2018]

a-Helix, eines B-Faltblatts oder gefalteter Abschnitte, die als Sekundéarstruktur bezeichnet wird.
Die Tertiarstruktur als Gesamtanordnung der Polypeptidketten ergibt sich aus den
Wechselwirkungen zwischen den Aminoséuren, die rdumlich weit voneinander entfernt sind.
Als Quartérstruktur wird schlieBlich das funktionelle Protein bezeichnet, welches oft aus
mehreren unterschiedlichen Polypeptidketten besteht, die sich zu einem Komplex anordnen und
einzelne Untereinheiten bilden [Stryer, 2018]. Eine Ubersicht dieser Strukturen ist in Abbildung

2.8 dargestellt.
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Abbildung 2.8: Struktur der Proteine.

Die Struktur der Proteine wird in Primér-, Sekunddr-, Tertidr-, und Quartérstruktur eingeteilt, die die
Aminosauresequenz (r.), die radumliche Struktur einzelner Polypeptidketten (mitte r.), die Gesamtanordnung der
Polypeptidkette (mitte I.) und die Anordnung von Polypeptidketten zu einem funktionellen Protein (l.) beschreiben
[modifiziert nach: National Human Genome Research Institute, 2022].

2.3.2 Saccharide

Saccharide (auch Kohlenhydrate, Zucker) stellen einen weiteren Hauptbestandteil von
Mikroalgenzellen dar. Der Anteil belduft sich dabei auf durchschnittlich etwa 10 % der
Trockenmasse, variiert aber je nach Mikroalgenart und Kultivierungsbedingungen [Villarruel-
Lopez et al., 2017]. Fur die Mikroalge Chlorella sorokiniana belduft sich der Saccharidgehalt
nach Becker auf ca. 26 % der Trockenmasse, bei Chlorella vulgaris hingegen liegt dieser mit
etwa 12 bis 17 % deutlich darunter [Becker, 2007]. Belkoura et al. [1997] ermittelten einen

Saccharidgehalt von etwa 30 % der Trockenmasse.

Saccharide dienen den Mikroalgen unter anderem als Energielieferant und sind die Grundlage
der verschiedenen Stoffwechselwege, wie beispielweise das Monosaccharid Glucose. Dariiber
hinaus werden die Saccharide in Di-, Oligo- und Polysaccharide eingeteilt. Diese Bezeichnung
bezieht sich auf die Anzahl der Monosaccharide, aus denen die komplexeren Kohlenhydrate
aufgebaut sind [Villarruel-Lopez et al., 2017]. Zu den Polysacchariden zéhlen unter anderem
Zellulose, Agarose, Starke und Glykogen, die sich als Ausgangsmaterialien flr die Herstellung

von Bioethanol nutzen lassen [Tan et al., 2020].

2.3.3 Lipide

Mikroalgen sind insbesondere fiir ihren Lipidgehalt bekannt. Der Begriff ,,Lipid* umfasst eine
Reihe von Stoffen, die in unpolaren Losungsmitteln 16slich und damit lipophil bzw. hydrophob
sind. Sie dienen in den Zellen als Energiespeicher oder -substrate, als Strukturbestandteile von

Membranen und sind in verschiedene Stoffwechselprozesse integriert.
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Sie sind auBerdem in der Lage, Lipide unter Stressbedingungen anzureichern. Zu diesen
Stressbedingungen gehort unter anderem ein Mangel an Stickstoff, der sich in der stationéren
Phase einer Kultivierung ergibt oder gezielt induziert werden kann [Gifuni et al.,2019]. Der
Lipidanteil in den Mikroalgenzellen liegt durchschnittlich bei 20 bis 50 % der Trockenmasse,
kann jedoch durch die Anpassung der Kultivierungsparameter noch weiter gesteigert werden,
weshalb Mikroalgen besonders attraktiv fur die Biodieselherstellung sind und als
Nahrungserganzungsmittel eingesetzt werden [Tan et al., 2020]. Becker [2007] ermittelte fur
Chlorella sorokiniana einen Lipidanteil von 2 % der Trockenmasse. Flr Chlorella vulgaris ist
ein hoherer Anteil von 14 bis 22 % dokumentiert. In anderen Arbeiten wurden fir
C. sorokiniana dagegen Lipidanteile von 18 bis 22 % festgestellt [Lizzul et al., 2018; Belkoura
etal., 1997].

Den Hauptbestandteil der Lipide der Mikroalgenbiomasse bilden Fettsduren, aus denen
beispielweise Phospholipide, Glycolipide und Triglyceride aufgebaut sind [Hu et al., 2008].
Die Fettsauren werden zum einen nach ihrer L&nge eingeteilt (Anzahl der Kohlenstoffatome),
zum anderen wird zwischen ungesattigten und gesattigten Fettsauren unterschieden. Gesattigte
Fettsduren (Saturated fatty acids, SFA) weisen in ihrer Struktur keine Doppelbindung auf.
Einfach ungesattigte Fettsduren (Monounsaturated fatty acids, MUFA) besitzen eine
Doppelbindung, mehrfach ungeséttigte Fettsduren (Polyunsaturated fatty acids, PUFA)
besitzen mehr als eine Doppelbindung, die zusatzlich nach Position der ersten Doppelbindung
in Omega-3- und Omega-6-Fettsauren eingeteilt werden [Simopoulos, 1994]. Die Bezeichnung

einer Fettsdure erfolgt gemaR folgendem Schema:

Anzahl der Kohlenstoffatome : Anzahl der Doppelbindungen

Fur die Biodieselproduktion ist vor allem ein hoher Anteil an geséattigten Fettsauren von Vorteil,
fur die menschliche Erndhrung hingegen ein hoher Anteil an mehrfach ungeséattigten Fettsduren,
vorzugsweise Omega-3-Fettsduren. Zu den wichtigsten Omega-3-Fettsduren werden hier die
a-Linolenséure 18:3 (ALA), Eicosapentaensdaure 20:5 (EPA) und Docosahexaensdure 22:6
(DHA) gezéhlt [Kong et al., 2013; Nagy & Tiuca, 2017].
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2.3.4 Pigmente

Alle photosynthetisch lebenden Organismen sind auf Pigmente zur Gewinnung von
Lichtenergie angewiesen und verleihen den Mikroalgen gleichzeitig ihre charakteristischen
Farben. Da sie fettloslich sind, gehdren Pigmente zu der Gruppe der Lipide und kénnen daher
zur Quantifizierung in organischen Ldsungsmitteln extrahiert werden. Zu den wichtigsten
Pigmenten der Mikroalgen gehoren Carotinoide und Chlorophyll. Chlorophyll wird von
Mikroalgen vor allem in der exponentiellen Phase einer Kultivierung gebildet. Die Synthese

von Carotinoiden findet vermehrt in der spaten stationdren Phase statt [Gifuni et al., 2018].

Carotinoide besitzen eine gelbe bis rote Farbe mit einem Absorptionsbereich zwischen 400 und
550 nm. In der Photosynthese dienen sie zum einen als Lichtsammelpigmente sowie als Schutz
vor z.B. Strahlung oder reaktiven Sauerstoffspezies [Richmond, 2004].

Chlorophylle besitzen eine blau-griine bis gelb-grine Farbe. Unterschieden wird zwischen
Chlorophyll a, b, ¢, d und f. Chlorophyll a ist dabei das wichtigste aktive photosynthetische
Pigment mit einem Absorptionsbereich von 660 bis 665 nm und dient in der Photosynthese als
Lichtempfanger. In der Mikroalge Chlorella ist neben Chlorophyll a noch Chlorophyll b
enthalten, welches ausschliellich in Grinalgen zu finden ist. Es besitzt einen
Absorptionsbereich von 642 bis 652 nm. Zusammen sind in der Art Chlorella Gehalte von bis
zu 4,5 % des Trockengewichts mdglich [Villarruel-Lopez et al., 2017; Christaki et al., 2015].

2.4  Kultivierung

Die Kultivierung von Mikroalgen wird bereits seit vielen Jahren erforscht und stetig
weiterentwickelt. Je nach Anwendung und Umgebungsbedingungen sind verschiedene Arten
der Kultivierung moglich, die im Aufbau des Systems oder den eingesetzten und festgelegten
Parametern variieren. Im Fokus liegen dabei vor allem eine moglichst hohe Produktivitat und
Zelldichte der Biomasse [Tan et al., 2020]. Im Folgenden werden die Unterschiede zwischen
verschiedenen Kultivierungssystemen und -formen in Hinblick auf diese Parameter naher
beschrieben sowie die optimalen Kultivierungsparameter fiir die Kultivierung von Chlorella

sorokiniana herausgearbeitet.
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2.4.1 Kultivierungssysteme

Die Kultivierungssysteme von Mikroalgen koénnen in offene und geschlossene Systeme

eingeteilt werden.

Offenen Systeme bieten eine Mdglichkeit zur Kultivierung im grofien Mal3stab und sind in der
Industrie weit verbreitet. Es handelt sich hierbei oft um offene Teiche, wie Circular ponds oder
Raceway ponds (Abb. 2.9a). Die offenen Systeme bieten den Vorteil, dass sie kostenglnstig
und einfach zu betreiben sind. Jedoch konnen keine hohen Zellkonzentrationen bei der
Kultivierung erreicht werden, da der Lichteintrag nur tiber die Oberflache der etwa 30 cm tiefen
Kulturen stattfindet. Auch die Produktivitat kann durch &ufRere Bedingungen, wie z.B.
Regenwasser oder Kontaminationen, zusétzlich beeintrachtigt werden [Tan et al., 2020,
Kaltschmitt et al., 2016].

A\\’\, 3 T i
Abbildung 2.9: Kultivierungssysteme der Mikroalgenbiotechnologie.
Die in der Mikroalgenkultivierung eingesetzten Kultivierungssysteme lassen sich in offene und geschlossene

Systeme einteilen. Der Open pond (), stellt ein Beispiel eines offenen Systems dar. Flat Panel Airlift Reaktoren
(b), bieten eine Mdglichkeit fur die Kultivierung in einem geschlossenen System [Biodkonomie.de, 2020].

Geschlossene Systeme bzw. Photobioreaktoren bieten hingegen den Vorteil, dass kein direkter
Austausch der Kultur mit der Umgebung stattfindet, wodurch beispielsweise Kontaminationen
verhindert werden konnen. Ein Beispiel eines geschlossenen Kultivierungssystems, das auch
Teil dieser Arbeit ist, stellt der Flat Panel Airlift Reaktor dar (Abb. 2.9b). Diese Reaktoren
zeichnen sich  durch eine kompaktere Bauweise und besser kontrollierbare
Wachstumsbedingungen aus. Wird lichtdurchl&ssiges Material eingesetzt wird, kann ein
groRerer Lichtdurchsatz ermdglicht werden, was zu einer Steigerung der Biomasseproduktion
fiihrt. Jedoch sind geschlossene Systeme nur begrenzt skalierbar. Im Produktionsmafstab wird
ihr Einsatz unwirtschaftlich [Tan et al., 2020].
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2.4.2 Kultivierungsparameter

Damit Mikroalgen eine hohe Produktivitat und Wachstumsrate und dementsprechend eine hohe
Biomassekonzentration erreichen, bendtigen sie angemessene Kultivierungsbedingungen.
Dafiir mussen Parameter, wie der pH-Wert und die Temperatur angepasst und der
Néhrstoffbedarf gedeckt werden. Der optimale pH-Wert einer Kultivierung von Mikroalgen
liegt meist zwischen 7 und 9. Befindet sich der Wert nicht mehr im tolerierbaren Bereich, kann
es zu Storungen der zelluldren Prozesse kommen [Wang et al., 2012]. Das Temperaturoptimum
fur Chlorella sorokiniana befindet sich bei etwa 25 bis 30 °C [Wieczorek, 2018]. Das Licht als
Energiequelle ist bei photoautotrophen Organismen als Grundnahrstoff erforderlich und die
Lichtstarke somit ein wichtiger Einflussparameter. Dabei ist Licht mit einer Wellenlange von
400 bis 700 nm als photosynthetisch aktive Strahlung nétig. Zudem ist die Zufuhr von
anorganischem Kohlenstoff, meist in Form einer Begasung durch COg, erforderlich, damit die
Mikroalgen Photosynthese betreiben kdnnen. Hierbei ist auf die potentielle Einflussnahme
durch die Begasung mit CO, auf den pH-Wert zu achten. Es besteht jedoch auch die
Madoglichkeit, organischen Kohlenstoff in Form von z.B. Glucose einzusetzen. Damit sind die
Organismen nicht mehr ausschlieRlich auf das Licht angewiesen, sondern kdnnen heterotroph
oder mixotroph wachsen. Um sicherzustellen, dass die Bedingungen in der gesamten Kultur
gleich und die Mikroalgen homogen verteilt sind, ist eine Durchmischung der Kultur
erforderlich [Acién Fernandez et al., 2013; Wang et al., 2012; Kaltschmitt et al., 2016].

2.4.3 Photoautotrophe Kultivierung

Der Gewinn von Biomasse beruht bei einer photoautotrophen Kultivierung lediglich auf der
Nutzung der Photosynthese durch Aufnahme von Licht. Diese Art des Stoffwechsels wurde
bereits in Kapitel 2.2.1 beschrieben. Damit wird das Licht und dessen Verfiigbarkeit zum
wichtigsten Faktor dieser Kultivierungsmethode und nimmt direkten Einfluss auf die
Photosyntheserate. Diese stellt eine Funktion der Bestrahlungsstérke dar, die die Gesamtmenge
der Strahlung fiir einen Punkt definiert [Acién Fernandez et al., 2013]. Bei einer bestimmten
Lichtintensitét soll die gespeicherte biochemische Energie in Form von Sacchariden, Proteinen
und Lipiden maximiert werden. In Freilandsystemen steht besonders die effektive Nutzung des
Sonnenlichts im Fokus. Im Labor kdnnen zudem kinstliche Lichtquellen mit variierenden

Lichtstarken eingesetzt werden. [Richmond, 2013].
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Da Licht bei der photoautotrophen Kultivierung die einzige Energiequelle darstellt, kdnnen
Probleme auftreten, wenn dieses nicht mehr zu Verfugung steht. So kommt es beispielsweise
durch die Zellatmung wahrend der Nacht zu Biomasseverlusten von etwa 10 bis 15 % [Ogbonna
& Tanaka, 1996]. Bei hohen Zelldichten wird die Lichtverfligbarkeit eingeschrénkt, da die
Zellen sich gegenseitig beschatten und das Licht nicht mehr alle Schichten der Kultur
durchdringen kann. Hieraus resultieren Einbul3e der Produktivitat sowie weitere Verluste durch
Atmung [Li et al., 2014].

2.4.4 Mixotrophe Kultivierung

Eine Alternative zum photoautotrophen Wachstum der Mikroalgen bietet die mixotrophe
Kultivierung, bei welcher der Kultur ein organisches Substrat, z.B. Glucose, als zusatzliche
Energiequelle zugesetzt wird. Damit ermdglicht diese Kultivierungsmethode fir den Aufbau
von Biomasse sowohl die Bindung von anorganischem Kohlenstoff durch die Photosynthese
als auch die Aufnahme und Verstoffwechselung von organischem Kohlenstoff. Dies resultiert
in einem verstéarkten Zellwachstum. N&chtliche Biomasseverluste, die in der photoautotrophen

Kultivierung durch die Zellatmung auftreten, kénnen damit verhindert werden [Li et al., 2014].

Durch die mixotrophe Kultivierung &ndert sich zudem die Zellzusammensetzung der
Mikroalgen. So kénnen beispielweise die Biosynthesen von Lipiden und Sacchariden angeregt
werden, wohingegen die Produktion und damit der Gehalt an photosynthetischen Pigmenten
sinkt, da die Zellen nicht mehr ausschlief3lich auf das Licht als Energiequelle angewiesen sind
[Kong et al., 2013; Cheirsilp & Torpee, 2012].

Mit der Zugabe von organischem Kohlenstoff nimmt jedoch das Risiko einer bakteriellen
Kontamination zu, die vor allem im gréeren Malistab nur schwerkontrollierbar ist. Die
bakterielle Wachstumsrate kann dabei sogar um ein Vielfaches hoher sein als die der Algen. Es
besteht das Risiko, dass die Mikroalgen bei ndhrstoffreichen Bedingungen schnell durch die
Bakterien Gberwuchert werden. Besonders unguinstig ist dabei die Zugabe aller N&hrstoffe zu
Beginn der Kultivierung, da der gréite Teil des organischen Kohlenstoffs von den Bakterien

verbraucht wird [Deschénes, 2016].

In Anbetracht dessen wére eine Kultivierungsmethode von Vorteil, die in verstérktem
Zellwachstum, ohne erhebliches Bakterienwachstum, resultiert. Daflir muss sichergestellt
werden, dass den Bakterien die organischen Né&hrstoffe nicht kontinuierlich zur Verfigung
stehen. Ein Ansatz dafur wurde bereits 1996 von Ogbonna und Tanaka beschrieben. Ihr Ziel
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war es, die nachtlichen Biomasseverluste einer Chlorella sorokiniana Kultur auszugleichen,
indem sie der Kultur zur Nacht eine definierte Menge Glucose hinzuftigten. Dabei wurde eine
durchschnittliche ~ Glucose-Aufnahmerate von 0,11 gec gsm® h?' ermittelt. Die
Biomasseverluste konnten ohne negative Auswirkungen auf die biochemische
Zusammensetzung ausgeglichen werden. Sie stellten ebenfalls fest, dass die Biomasseverluste
bei geringeren Temperaturen wahrend der Nacht geringer ausfielen [Ogbonna & Tanaka, 1996].
Auf Grundlage dieser Ergebnisse werden in dieser Arbeit der Ausgleich der Biomasseverluste
im Zusammenhang mit der bakteriellen Kontamination sowie die Auswirkungen dieser
Kultivierungsmethode auf die Zellzusammensetzung der kultivierten Chlorella sorokiniana
untersucht.
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3 Material und Methoden

In diesem Kapitel werden die verwendeten Gerite, Materialien und Chemikalien aufgelistet
und Versuchsaufbauten, Versuchsdurchfithrungen sowie die angewendeten Methoden erléutert.
Beschrieben werden die einzelnen Kultivierungsmethoden, die Emte und Separation der

Biomasse sowie analytische und statistische Methoden.

3.1 Maternal

Die verwendeten Gerite, Materialien und Chemikalien wurden vom Institut fiir Umwelttechnik
und Energiewirtschaft der Technischen Universitit Hamburg zur Verfiigung gestellt und
werden nachfolgend in den Tabellen 3.1 bis 3.3 aufgelistet.

Tabelle 3.1: Liste der verwendeten Geriite.

- Typ Hersteller
Analysenwaage PEB 1200-2A KERN & SOHN GmbH,
Balingen

Eppendorf Research plus
0,5-10 pL, 10-100 pL, 100-

Einkanalpipetten 1000 uL, 0.5-5 mL, 1-10 Eppendorf AG, Hamburg
mL
. ROTILABO Glas, DN 250, Carl Roth GmbH + Co. KG,
Exsikkator '
80L Karlsruhe
Flat Panel Airlift-Reaktor = FPA28 Subitec, Stuttgart
Gefriertrocknungsanlage ~ Alpha 1-2 LDplus Christ GmbH, Osterode
F10-HC JULABO GmbH, Seelbach
Kilteumwilzthermostat
HC-130A HAILEA, Guangdong
Kiihlzentrifuge 4-16KS Slgm.a Laborzent.rlﬁlgen GmbH,
Osterode am Harz
Laborkiihlschrank TC 207 tritec® GmbH, Hannover
Labortiefkiihlschrank TC 213-1 tritec® GmbH, Hannover
Nova P2 QrowShop, Gotha
LED-Pflanzenwuchslampe
Nova P4 QrowShop, Gotha
Lichtmesser LI-250A Light Meter LI-COR Blotsmences GmbH,
Bad Homburg
Lichtmikroskop Axio Lab.Al Carl-Zeiss, Jena
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Geriit Typ Hersteller
Lichtsensor LI-190R LI-COR Biosciences GmbH,
Bad Homburg
MR 2000 Heidolph, Schwabach
Magnetriihrer ;
IKA®-Werke GmbH & CO.
IRAMAG KH KG, Staufen
Muffelofen MR 170 E Heraeus Deutschland GmbH &

Co. KG, Hanau

Multi-Cultivator

Multi-Cultivator MC-1000

Photon Systems Instruments
spol. s 1.0, Drasov

ph-Messgerit Eutech pH 6+ Thermo Scientific, Waltham
Mettler PM6 Mettler Toledo, Greifensee
Prazisionswaage
ADB 200-4 KERN & SOHN GmbH,
Balingen
E4 Behrotest i ] :
Randall-HeiBextraktor HeiBextraktion nach be}n Labo‘l-Techmk GmbH,
Diisseldorf
Randall
Schwebekorper- DK800/PV KROPNE Messtechnik GmbH,
Durchflussmesser Duisburg
Spektralphotometer DR 3900 Hach Lange GmbH, Diisseldorf
Trockenofen UL30 Memmert, Schwabach
) . Thermo Fischer Scientific Mess-
Trockenofen APT lineTMED technik, USA
Trockenschrank Typ 9240300002000, 0 - BINDER GmbH, Tuttlingen

300°C

Ultra-Turrax

T25 basic

IKA®-Werke, Staufen

Vakuumpumpe

25511C-10 Kolbenpumpe

Carl Roth GmbH + Co. KG,
Karlsruhe

Tabelle 3.2: Liste der verwendeten Materialien.

Bezeichnung Typ Hersteller
) . . HENKE-JECT® 23Gx1", Henke-Sass, Wolf GmbH,
Eimnmal-Injektions-Kaniile :
0,6 x 25 mm Tuttlingen
. . 5 mL HENKE-JECT®, Henke-Sass, Wolf GmbH,
Einwegspritzen )
Luer Tuttlingen
Enzymatisches Testkit D-Glucose UV-Test R-Biopharm AG
Extraktionsbecher EB75 be}n‘ Labor-Technik GmbH,
Diisseldorf
Extraktionshiilsen 501 33X60 VWR International, Darmstadt
Glaskiivetten Rundkiivetten VWR International, Radno
Glaskiivetten Gewindeflaschen, 7 mL Nipro PharmaPackaging

Germany GmbH, Miinnerstadt
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Bezeichnung Typ Hersteller
Glasmikrofaserfilter Filter 693, 1,2um VWR International, Radnor
) Cuvettes PS, semi- VWR International, Radno
Kiivetten micro, 1,5 mf,
VWR Cuvettes PS, macro, VWR International, Radno
2.5 mL
. RAN +
Microtubes, PP, 1.5 mL ?N’ 1 D GmbH + Co. KG,
MikroreaktionsgefiBe L
Safe-Lock Tubes 2,0 mL Eppendorf AG, Hamburg
Morser Porzellan-Morser VWR International, Darmstadt

Neubauer Zihlkammer

Neubauer Improved, 0,02
mm

Glaswarenfabrik Karl Hecht
GmbH & Co KG, Sondheim von
der Rhon

Nitrat Kiivetten-Test

LCK 339 Nitrat

Hach Lange GmbH, Diisseldorf

Parafilm

PARAFILM® “M*

Pechinery Plastic Packaging,
Inc., Chicago

Phosphat Kiivetten-Test

LCK349 Phosphor

Hach Lange GmbH, Diisseldorf

Pipettenspitzen

100-1000 pl ep. T.LP.S.®

Eppendorf AG, Hamburg

Porzellantiegel

VWR International, Darmstadt

PTFE-Luftfilter

Midisart 2000

Sartorius stedim biotech,
Gottingen

Siedesteine

Merck KGaA, Darmstadt

Spritzenvorsatzfilter

ROTILABO® KY63.1,

Carl Roth GmbH + Co. KG,

PVDF, 0,45 pm Karlsruhe
CHROMAFIL® PET- MACHEREY-NAGEL GmbH
45/25, 0,45 nm & Co. KG

Zentrifugenbehalter

Gefill 15917, PPCO, 750
mL

Sigma Laborzentrifugen GmbH,
Osterode am Harz

Zentrifugenrohrchen

Schraubrohre, 50 ml,
(Lx©): 114 x 28 mm, PP

SARSTEDT AG & Co. KG,
Niimbrecht

Tabelle 3.3: Liste der verwendeten Chemikalien.

Bezeichnung Typ Hersteller

CO; Kohl@stgffdmmd Westfalen AG, Miinster
(gasformig)

D-Glucose D(+)-Glucose wasserfrei AppliChemGmbH, Darmstadt

DMSO Dimethylsulfoxid VWR International, Radnor

DTT Dithiotreitol Merck KGaA, Darmstadt
absolute for analysis !

Ethanol EMSURE® Merck KGaA, Darmstadt

Ferty-Néhrsalz FERTY® 2 Basisdiinger Planta Diingemitte] GmbH,

Regenstauf
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Bezeichnung Typ Hersteller

H>NSOsH Amidoschwefelsaure Merck KGaA, Darmstadt
. : +
H202 Wasserstoffperoxid 50 % Ca1‘l Roth GmbH + Co. KG,
Karlsruhe
Schwefelsdure 95-97 % .
H>SOq4 EMSURE® AppliChemGmbH, Darmstadt
HCL Salzsaure 37 % Merck KGaA, Darmstadt
Hexan n-Hexan ROTISOLV® Carl Roth GmbH + Co. KG,
Pestilyse® plus >99 % Karlsruhe
KNOs Kaliumnitrat VWR International, Radnor
3-Methyl-2- ]
MBTH benzothiazolinonehydrazon Merck KGaA, Darmstadt
NaOH Ng_tnumhydromd— AppliChemGmbH, Darmstadt
Platzchen
Ammoniumeisen(I1I)-

NH4Fe(SO4)2 - 12 HO VWR International, Radnor

sulfat-Dodecahydrat

3.2  Vorkulturfithrung

Eine Chlorella sorokiniana Kultur wurde aus einem Volumen von etwa 100 mL in immer
groBeren Laborglasflaschen zu zwei Kulturen mit einem Volumen von je 5 L herangezogen.
Die Vorkultur wurde bei Raumtemperatur tiglich fiir 16 Stunden mit einer Pflanzenlampe
beleuchtet und mit einem Gemisch aus Druckluft und 10 % CO; begast. Das Gasgemisch wurde
vor Eintritt in die Kultur durch PTFE-Luftfilter gefiltert. Die Abluft wurde durch eine
Abluftflasche geleitet und vor Austritt in die Umgebung ebenfalls gefiltert. Die Durchmischung
der Suspension erfolgte durch einen Magnetriihrer und einen Riihrfisch.

Da fiir die Versuche im Flat Panel Airlift Reaktor (nachfolgend FPA) grofle Kulturvolumina
noétig waren, um die gewiinschte Startkonzentration zu erreichen, wurde der Rest der 5 L
Kulturen nach dem Befiillen der Reaktoren jeweils mit neuem Medium aufgefiillt. Um

Kontaminationen zu kontrollieren, wurden die Vorkulturen regelmaBig mikroskopiert.

Die Zusammensetzung des Ndhrmediums wird im folgenden Kapitel beschrieben.
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3.3 Medienzusammensetzung

Die Zusammensetzung des Nahrmediums war sowohl fiir die Vorkultur als auch fiir die
Versuche im Multi-Cultivator und FPA gleich. Das EG-Diingemittel Ferty Basis 2 sowie KNO3
wurden dafir in Leitungswasser gelost, um die Versorgung mit den benétigten
Spurenelementen und Stickstoff sicherzustellen. Die Zielkonzentration des Ferty Basis 2
Diingemittels im Medium betrug 2 g L, die des KNOs 3,26 g L!. Eine Ubersicht der

Zusammensetzung des Ferty Basis 2 ist in Tabelle 3.5 zu finden.

Tabelle 3.4: Zusammensetzung des EG-Diingemittels Ferty Basis 2 [Plantafert, 2020].

Komponente Konzentration in % (v/v)
Stickstoff NOs~ 3
Phosphat P20s 15
Kalium K>0 35
Magnesium MgO 5
Schwefel S 9.5
Bor B 0,035
Molybdin Mo 0,012
Kupfer EDTA C10H12N20gCuNay 0,006
Eisen DTPA C14H1sN3010FeNay 0.4
Mangan EDTA C10H12N20sMnNa; 0,080
Zimk EDTA C10H12N20sZnNay 0,010

Als Erganzung der photoautotrophen Kultivierung wurde den Kulturen in den entsprechenden
Versuchen zusitzlich eine bestimmte Menge Glucose hinzugefiigt. Diese Menge war abhingig
von der initialen Zellkonzentration und der Dauer der Dunkelphase. Die gewi#hlten Glucose-
Aufnahmeraten werden 1in den folgenden Kapiteln definiert, in denen die

Kultivierungsbedingungen betrachtet werden.
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3.4 Kultivierung im Multi-Cultivator MC-1000

Der erste Versuch dieser Arbeit wurde im Multi-Cultivator MC-100 durchgefihrt. Dieser
erlaubt zeitgleich bis zu acht unterschiedliche und voneinander unabhangige Kultivierungen.
Dies ermdglicht es, die Auswirkungen unterschiedlicher Kultivierungsparameter auf eine
bestimmte Mikroalge oder die Auswirkung eines bestimmten Parameters auf unterschiedliche
Mikroalgen parallel zu untersuchen. Ziel des dieses Versuchs ist in dieser Arbeit ist die
Ermittlung der Aufnahmerate von Glucose der Mikroalge Chlorella sorokiniana, bei welcher
der vollstdndige Verbrauch der hinzugegebenen Glucose-Menge wahrend der Dunkelphase

erreicht wird.

Der Versuchsaufbau, die Kultivierungsbedingungen und der Versuchsablauf werden im

Folgenden naher erldutert.

3.4.1 Versuchsaufbau

Der grundlegende Aufbau des Multi-Cultivators MC-100 ist schematisch in Abbildung 3.1
dargestellt. Der Multi-Cutivator setzt sich im Wesentlichen aus acht Kulturgeféaen mit einem
Gesamtvolumen von je 100 mL, dahinterliegenden LED-Panels, einem Wasserbad und einem
Begasungssystem zusammen. Das Wasserbad kann Uber ein externes Kalteumwaélzthermostat
temperiert und die LEDs auf verschiedene Lichtintensitdten eingestellt werden. Die
Durchmischung der Kultur erfolgt durch Begasungsrohrchen, die durch die Verschlussstopfen
der Kultivierungsgefalie fiihren und bis an den unteren Teil der GeféaRRe reichen. Durch eine
Luer-Lock Verbindung lasst sich der Begasungsstrom unterbrechen. Die Begasung setzt sich
auch aus einem Gemisch von 10 % (v/v) CO und Druckluft zusammen. Bevor diese in das
Kultivierungssystem geleitet wird, passiert das Gas eine mit VE-Wasser beflllte Flasche, um
dieses zu befeuchten und so den Verdampfungseffekt in den Kultivierungsgefallen zu
verringern. Die entstehende Abluft wird tiber eine weitere Offnung im Verschlussstopfen durch

einen Abluftschlauch nach auBen geleitet [Francke, n.d.].
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Abbildung 3.1: Aufbau des Multi-Cultivator MC-1000 [modifiziert nach Francke, 2018; Wieczorek, 2018].

3.4.2 Kultivierungsbedingungen

Die Parameter der Kultivierung wurden so gewihlt, dass sie sich nachfolgend auf die Versuche
im 30 L FPA iibertragen lassen. Die gewihlte Beleuchtungsdauer richtete sich nach bereits
durchgefiihrten Versuchen, welche ebenfalls niachtliche Biomasseverluste und den Ausgleich
durch organischen Kohlenstoff thematisiert haben sowie nach der zeitlichen Realisierbarkeit
der Probenahmen unter Beriicksichtigung des natiirlichen Tag-Nacht-Zyklus. Die
Kultivierungsdauer betrug sieben Tage.

Es wurde ein Tag-Nach-Zyklus gewihlt, be1 welchem die Dunkelphase 14 Stunden und die
Lichtphase 10 Stunden andauerten. Auch Ogbonna und Tanaka sowie Edmundson und
Huesemann wihlten in ithren Arbeiten diese Beleuchtungsdauern [Ogbonna & Tanaka, 1996;
Edmundson & Huesemann, 2015]. Als Beleuchtungsstirke wurde ein Wert von 500 pE
(entspricht 500 pumol Photonen m s™) festgelegt. Dieser wurde durch Messung der Lichtstirke
der Pflanzenlampe, die fiir die Versuche im FPA verwendet wird, fiir einen Abstand von 70 cm
ermittelt. Die Temperatur wihrend der Hellphase betrug 30 °C. Wihrend der Dunkelphase
wurde das Wasserbad mithilfe des Kalteumwailzthermostats auf 15 °C temperiert, um den
natiirlichen Temperaturabfall wihrend der Nacht zu simulieren. Die Begasung erfolgte durch
ein Gemisch aus etwa 200 L h! Druckluft und 20 L h™* CO,. Der Anteil an CO; betrug folglich
etwa 10 % (v/v).
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Es wurden wahrend der Kultivierungen der Mikroalge Chlorella sorokiniana vier verschiedene
Glucose-Dosierungen  fir den  Ausgleich der ndchtlichen Biomasseverluste in
Doppelbestimmung untersucht. Die hinzugefugte Glucose-Menge wurde in Abhangigkeit der
initialen Zellkonzentration und der Dauer der Dunkelphase (14 h) ermittelt und orientierte sich
an den Glucose-Aufnahmeraten der Versuche von Ogbonna und Tanaka, die fur C. sorokiniana
einen Wert von 0,11 goeic gsm™® h' ermittelten [Ogbonna & Tanaka, 1996]. Unter
Bertcksichtigung vorangegangener Bachelorarbeiten, in denen C. sorokiniana kultiviert wurde,
wurde jedoch eine geringere Aufnahmerate vermutet und dementsprechend ausgewéhlt
[Schoke, 2020; Maubach, 2021]. Untersucht wurden schlieBlich neben den 0,11 geic gsm™ ht
noch Aufnahmeraten von 0,02 und 0,07 geic gsm™ h'L. Als Referenz wurde eine photoautotrophe
Kultivierung durchgefiihrt. Eine Ubersicht der Verteilung der verwendeten Glucose-

Dosierungen in den KulturgefaRen ist in Tabelle 3.5 dargestellt.

Tabelle 3.5: Verteilung der untersuchten Glucose-Aufnahmeraten in den KultivierungsgefaRen des Multi-
Cultivators MC-100.

Kultivierungsgefal

Untersuchte Glucose- 0

Aufnahmerate [gaic gam™ h™'] (photoautotroph) 0,02 0,07 0,11

3.4.3 Versuchsablauf

Die Kultivierungsgefale wurden mit 80 mL der geziichteten C. sorokiniana Kultur befullt. Es
sollte Startkonzentration von 0,5 g L erreicht werden. Hierfiir wurde die benétigte Menge der
Vorkultur abzentrifugiert, das Zellpellet mit VE-Wasser gewaschen und in frischem Medium
resuspendiert. Die entsprechenden Kultivierungsparameter wurden uber die Kontrollsoftware
des Multi-Cultivators eingestellt und die Begasung uber Durchflussmesser kontrolliert. Zum
Anfang der Hellphase wurde die Kultivierung gestartet. Die Probenahmen erfolgten alle 10 und
14 Stunden im Wechsel, um die Biomassekonzentrationen zum Beginn und zum Ende der
Dunkelphase sowie den pH-Wert und die Temperatur der Kulturen zu bestimmen. Vor den

Probenahmen wurden entstandene Verdunstungsverluste durch Zugabe von VE-Wasser
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ausgeglichen. Aus jedem der KultivierungsgefdBe wurde fur die Bestimmung der
Biomassekonzentration das gleiche Volumen enthnommen und die optische Dichte gemessen.
Eine Erlauterung dieser Methode folgt in Kapitel 3.8.1. Zu Beginn der Hellphase wurden
Zahlungen der Algen- und Bakterienzellen flr je ein KulturgefaR der vier verschiedenen
Kultivierungen durchgefuhrt und so die Gesamtzellzahl bestimmt. Zum Versuchsstart
und -ende wurde die Biotrockenmassekonzentration der Kulturen bestimmt. Zum Anfang der
Dunkelphase wurde den Kulturen mithilfe der bestimmten Biomassekonzentrationen die den
Aufnahmeraten entsprechende Menge Glucose hinzugefiigt. Jeweils vor und nach der
Dunkelphase wurde den Kulturgefalien 3 bis 8 etwa 1 mL Probe entnommen und mit einem
Spritzenvorsatzfilter gefiltert. Dieses Filtrat wurde bei —20 °C gelagert und nach den
Kultivierungen fir die Bestimmung der Glucosekonzentrationen mithilfe eines Testkits
verwendet. Der Versuch wurde nach einer Kultivierungsdauer von sieben Tagen (168 h)

beendet.

3.5 Kultivierung im FPA

Der zweite Versuchsteil dieser Arbeit bestand aus Kultivierungen von C. sorokiniana in einem
30 L Flat Panel Airlift Reaktor, um die Ergebnisse des Multi-Cultivator Versuchs in einem
groleren Mal3stab zu verifizieren und anschlieend die Auswirkungen der diskontinuierlichen

Glucose-Zugabe auf die Zellzusammensetzung zu untersuchen.

3.5.1 Versuchsaufbau

Der Versuchsaufbau der Kultivierungsversuche im FPA ist in Abbildung 3.2 dargestellt.

Der Reaktor ist hdngend an einem Metallgestell befestigt. Er besitzt ein Gesamtvolumen von
30 L und kann mit einem Kulturvolumen von 27 L befullt werden. Fir die Befillung ist am
unteren Ende des Reaktors ein mit einer Pumpe verbundener Schlauch mit Ventil angebracht.
Der untere Teil des Reaktors befand sich in einem mit VE-Wasser befillten Wasserbad,

welches sich durch ein Kélteumwaélzthermostat temperieren lieR3.

Die Begasung wurde tber Schwebekdrperdurchflussmesser geregelt und erfolgte bodenseitig.
Das aufsteigende Gas stellte gleichzeitig die Durchmischung der Kultur sicher. Uber eine
Offnung an der Kopfseite des Reaktors konnte das Gas wieder austreten. Damit kein Inhalt des

Reaktors in die Umgebung getragen wurde, war ein Silikonschlauch an der Offnung befestigt
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und endete in einem Kunststoffbehélter. Eine LED-Pflanzenwuchslampe des Typs Nova P4
wurde als Lichtquelle in einer Entfernung von 70 cm vor dem Reaktor aufgestellt, sodass ein
zentraler Lichteinfall erreicht wurde. Die Probenahme und Glucose-Zugabe erfolgten tiber zwel
Probenahmeventile an der Vorderseite des Reaktors. Um die Mikroalgenkultur wahrend der
Dunkelphase vor Umgebungslicht zu schiitzen, wurde dieser mit lichtundurchldssigem Molton
bedeckt.

%
%
N
\

Abbildung 3.2: Aufbau der Kultivierungen im Flat Panel Airlift Reaktor.

Fur die Kultivierungen des zweiten Versuchsteils wurde ein 30 L FPA verwendet, der an einem Mettalgestell hangt
und deren unterer Teil sich in einem Wasserbad befindet, welches uber ein Kélteumwalzthermostat temperiert
werden kann (a). Die Lichtquelle ist in einer Entfernung von 70 cm vor dem Reaktor aufgestellt. Wéhrend der
Dunkelphase wird die Kultur mit Molton bedeckt, um die Kultur vor Umgebungslicht zu schiitzen (b).

3.5.2 Kultivierungsbedingungen

Die Parameter der Kultivierung der Chlorella sorokiniana im Multi-Cultivator wurden auf die
Versuche im FPA Ubertragen. Die Kultivierungsdauer betrug ebenfalls sieben Tage. Die Dauer
der Dunkelphase der Kultivierung betrug 14 Stunden, die der Lichtphase 10 Stunden. Die
Beleuchtungsstarke der Pflanzenwuchslampe bei einer Entfernung von 70 cm zum Reaktor
wurde mithilfe eines Lichtsensors bestimmt und betrug 500 pE. Die Begasung erfolgte durch
ein Gemisch aus etwa 100 L h*! Druckluft und 10 L h'* CO2 und entspricht damit einem Anteil
von etwa 10 % (v/v) CO..
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Tagsiber wurde bei Raumtemperatur kultiviert. In der Nacht wurde das Wasserbad auf 5 °C
temperiert. Da sich nur der untere Teil des Reaktors im Wasserbad befand, wurde die
Temperatur herabgesetzt und die Kihlung der gesamten Kultur durch Durchmischung

realisiert.

Die erste Kultivierung fand unter photoautotrophen Bedingungen statt. Die im Multi-Cultivator
untersuchte Glucose-Zugabe von 0,02 gaic gsm™ h™ wurde fiir die mixotrophe Kultivierung im

FPA eingesetzt.

3.5.3 Versuchsablauf

Der Reaktor wurde mit einem Kulturvolumen von 27 L befillt. Zundchst wurde konzentriertes
Né&hrmedium in einer 5 L Laborglasflasche angesetzt, in den Reaktor gepumpt und mit weiteren
5 L Leitungswasser verdinnt. Es wurden jeweils 8 L der Vorkulturen von C. sorokiniana fir
die Kultivierung verwendet. Der (ibrige Teil wurde fur die nachste Kultivierung mit frischem
Medium aufgefillt und erneut hochgeziichtet. Der Reaktor wurde anschliefend mit 8 L
Leitungswasser auf das Zielvolumen aufgefillt. Die Startkonzentration lag schlie3lich bei etwa
03¢gL™

Die Kultivierung wurde zum Anfang der Hellphase gestartet und die Begasung uber die
Schwebekdrperdurchflussmesser eingestellt. Die Probenahmen erfolgten alle 10 und
14 Stunden im Wechsel. Zu jedem der Zeitpunkte wurde sowohl die Biomassekonzentration
mithilfe der OD als auch die Biotrockenmasse der Kultur bestimmt und der pH-Wert und die
Temperatur gemessen. Zu Beginn der Hellphase erfolgten auch hier Zellz&hlungen zur
Bestimmung der Gesamtzellzahl. Zum Anfang der Dunkelphase wurde den Kulturen, mithilfe
der Uber die OD bestimmten Biomassekonzentration, die der Aufnahmerate von
0,02 goic gem 1 entsprechende Menge Glucose hinzugefiigt. Die Glucose wurde dafiir
zunéchst in Wasser geldst und mithilfe einer Spritze Uber das Probenahmeventil in die Kultur
uberflhrt. Nach der Glucose-Zugabe sowie nach der Dunkelphase wurden Proben entnommen,
mit einem Spritzenvorsatzfilter gefiltert und bei — 20 °C gelagert, um nach den Kultivierungen
die Glucosekonzentration mithilfe eines enzymatischen Testkits in den Proben bestimmen zu
konnen. Sowohl zum Versuchsstart und -ende wurden Bestimmungen der initialen
Konzentrationen von Nitrat und Phosphat durchgefiihrt. Der Versuch endete nach einer

Kultivierungsdauer von sieben Tagen.
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3.6  Ernte mittels Zentrifugation

Nach Ende der Kultivierungen im FPA wurde ein Teil der Kultur fir die anschliefende
Zellanalytik durch Zentrifugation geerntet. Die bendtigten Kulturvolumina wurden zundchst in
5L Laborglasflaschen gesammelt. Die Separation wurde mit einer Kihlzentrifuge
durchgefuhrt. In vier Zentrifugenbecher wurden jeweils 500 mL der Kultur eingefiillt.
AnschlieBend wurde das Gewicht jedes Bechers mithilfe einer Prézisionswaage austariert,
sodass keine Unwucht wahrend der Zentrifugation entsteht. Nach Einsetzen der vier Becher in
die Zentrifuge wurde fir 25 Minuten bei einer Umdrehungszahl von 4800 rpm zentrifugiert.
Der Uberstand wurde verworfen und das Zellpellet in 30 mL VE-Wasser resuspendiert.
Anschliefend wurde erneut bei 4800 rpm fir 15 Minuten zentrifugiert und auch hier der
Uberstand verworfen. Dieser Vorgang wurde wiederholt bis geniigend Biomasse fiir die spatere
Zellanalytik vorhanden war. Die Biomasse wurde in Kristallisierschalen gesammelt, mit

Parafilm abgedeckt und bei — 20 °C gelagert.

3.7  Gefriertrocknung

Die zuvor separierte und tiefgefrorene Biomasse wurde mithilfe einer Gefriertrocknungsanlage
getrocknet. Die Haupttrocknung der Biomasse erfolgte bei — 52 °C und 1 mbar Unterdruck fir
eine Dauer von etwa 64 Stunden. Anschlielend wurde eine zweistlindige Nachtrocknung bei
—54 °C und 0,052 mbar durchgefiihrt. Die gefriergetrockneten Proben wurden mithilfe eines
Marsers zerkleinert und in Zentrifugenréhrchen Uberfiihrt. Die Proben wurden weiterhin bei
— 20 °C gelagert. Die gefriergetrocknete und gemorserte Biomasse wurde in den nachfolgenden

Zellanalysen eingesetzt.

3.8  Analytische Methoden

Im Folgenden werden die analytischen Methoden, die in dieser Arbeit Verwendung fanden,
erlautert. Diese umfassen sowohl die einzelnen Methoden und Bestimmungen, die wéhrend der
Kultivierungsversuche durchgefuhrt wurden, als auch die Analysen der Zellzusammensetzung

der Proben aus den Kultivierungen im FPA.
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3.8.1 Optische Dichte

Die Bestimmung der optischen Dichte (OD) erfolgte mit einem Spektralphotometer. Fir
verschiedene Wellenldngen lasst sich damit die Extinktion einer Probe messen, also das
Verhaltnis zwischen einfallender und austretender Strahlung nach dem Durchqueren eines
Mediums und bestimmter Weglange [Mayerhdfer et al., 2020]. Dies erlaubt Rickschlisse auf
die Konzentration dieser Probe. Im Falle einer Mikroalgenkultur wird fur die Bestimmung der
Biomassekonzentration die Extinktion bei einer Wellenldnge von A = 750 nm gemessen.
Verwendet wurden Halbmikrokivetten mit einer Weglange von 1 cm. Es ist darauf zu achten,
dass der gemessene Wert im Bereich 0,1 < OD < 0,7 liegt, da dieser Bereich linear mit der
Trockenmasse der Probe korreliert. Lag der gemessene Wert auRerhalb dieses Bereichs wurde

die Probe entsprechend mit VE-Wasser verdinnt.

Mithilfe des Korrelationsfaktors einer vorher angefertigten Kalibriergeraden und unter
Berlicksichtigung der Verdinnung konnten die Biomassekonzentrationen c, der jeweiligen
Proben ermittelt werden. Die Kalibriergerade stellt eine Beziehung zwischen der OD und der
Biotrockenmasse der Mikroalgen her und wird im folgenden Kapitel naher erldutert. Die
Berechnung erfolgte tber Gleichung (3.1).

¢y = ODyso KD (3.1)
mit: ¢, Zellkonzentration [oLY]
0Dz Optische Dichte bei A = 750 nm [-]
K Korrelationsfaktor [-]
D Verdunnungsfaktor [-]

3.8.2 Biotrockenmasse

Fur die Bestimmung der Biotrockenmasse wurden zundchst die bendétigten Glasmikrofaserfilter
mit einer PorengroRe von 1,2 um im Trockenschrank fiir mindestens 24 Stunden bei etwa 60 °C
getrocknet und das Leergewicht der Filter mit einer Analysenwaage bestimmt. Ein Filter wurde
danach auf der Filtervorrichtung einer Vakuumpumpe platziert und mit VE-Wasser benetzt.
AnschlieBend wurde ein definiertes Volumen der Mikroalgenkultur aufgetragen und einige
Male mit VE-Wasser gespult, um Reste wasserldslicher Bestandteile zu Idsen. Die Filter

wurden erneut fir mindestens 24 Stunden im Trockenschrank getrocknet und ausgewogen. Die
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Berechnung der Biotrockenmassekonzentration cgry, erfolgte unter Berlicksichtigung des
aufgetragenen Probevolumens und dem Leergewicht der ausgewogenen Filter Uber
Gleichung (3.2).

cory = s @2
mit:  cgrym Biotrockenmassekonzentration [gLY
Mperaden Gewicht des beladenen Filters [a]
Miger Leergewicht des Filters [a]
Vprobe Aufgetragenes Probevolumen [L]

In Abhéngigkeit der OD lasst sich die Biotrockenmasse bei verschiedenen Verdiinnungen der
verwendeten Mikroalgenkultur in einem Diagramm auftragen. Fur die Messpunkte kann eine
Regressionsgerade erstellt werden. Der resultierende Korrelationsfaktor, das heif3t die Steigung
der Geraden, wird Teil der Berechnung der Biomassekonzentration auf Grundlage der optischen
Dichte (Kapitel 3.8.1).

3.8.3 Volumetrische Produktivitat

Die volumetrische Produktivitat wird auch als Raum-Zeit-Ausbeute RZA bezeichnet. Mit ihr
lasst sich eine Aussage dartber treffen, wie viel Biomasse zwischen zwei bekannten
Zeitpunkten eines Prozesses gebildet wurde. Die Bestimmung der maximalen Produktivitét
einer Kultivierung kann schliellich als VVergleichswert und fir die Beurteilung verschiedener

Prozesse verwendet werden. Die Berechnung erfolgte mithilfe von Gleichung (3.3).

RZA = “ETM_CBTMo (3.3)
t—to
mit:  RZA Raum-Zeit-Ausbeute [gLtdY
CeTM Biotrockenmassekonzentration zum Zeitpunkt ¢ [g L]
CBTM.0 Biotrockenmassekonzentration zum Zeitpunkt t=0 [g L]
t Beliebiger Zeitpunkt [d]
to Start-Zeitpunkt (t=0) [d]
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3.8.4 pH-Wert

Die Messung des pH-Werts erfolgte mithilfe eines pH-Messgerats. Wahrend der Kultivierung
im Multi-Cultivator fanden die pH-Messungen direkt innerhalb der KulturgefaRe statt.
Zwischen den einzelnen Messungen wurde die pH-Elektrode mit VE-Wasser gereinigt und
trocken getupft. Bei den Versuchen im FPA wurde Uber das Probenahmeventil eine Probe der

Kultur entnommen, in ein Zentrifugenréhrchen Gberfihrt und dort der pH-Wert gemessen.

3.8.5 Temperaturmessung

Die Messung der Temperatur erfolgte mithilfe eines Temperatur-Messgeréts. Die Messungen
erfolgten entsprechend der pH-Wert-Messungen. Wéhrend der Kultivierungen im FPA wurde

zusétzlich die Temperatur des Wasserbads kontrolliert.

3.8.6 Nahrstoffkonzentration

Zu jedem Versuchsanfang und -ende der Kultivierungen im FPA wurden die
Nahrstoffkonzentrationen von Nitrat (NOs") und Phosphat (PO photometrisch mithilfe von
Kivetten-Tests bestimmt. Um prazise Ergebnisse zu erhalten, missen sich die
Nahrstoffkonzentrationen der Proben in den Messbereichen (1-60mgL? NOs;
0,15 - 4,5 mg L' PO4*) der Nahrstofftests befinden.

Die aus der Kultur entnommenen Proben wurden zur Vorbereitung durch einen
Spritzenvorsatzfilter gefiltert, um die Mikroalgen und maégliche andere Feststoffe vom Medium
zu trennen. Entsprechend der erwarteten Nitrat- und Phosphat-Konzentrationen wurde das
Filtrat verdiinnt und als Probe fur die Kivetten-Tests eingesetzt. Die Durchfiihrung erfolgte
nach den auf der Verpackung angegebenen Schritten. Die Konzentration der Nahrstoffe in den
Kuvetten wurde direkt vom Photometer ausgegeben [Hach Lange GmbH, 2019; Hach Lange
GmbH, 2020].

34



3.8.7 Glucosekonzentration

Bestimmungen der Glucosekonzentration wurde flr alle Proben durchgefiihrt, denen Glucose
wéhrend der Kultivierungen im Multi-Cultivator oder im FPA zugesetzt wurde. Hierfir wurde
ein enzymatisches Testkit verwendet. Die Probenvorbereitung, Durchfiihrung der Tests und die
anschlielende Berechnung der Glucosekonzentration erfolgten nach der dem Testkit
beiliegenden Versuchsvorschrift [R-Biopharm AG, 2017].

3.8.8 Mikroskopie

Die Vorkulturen und die im Versuch verwendeten Kulturen wurden zur Kontrolle und
Beurteilung ihres Zustands mithilfe eines Mikroskops untersucht. Ebenfalls wurde die im
nachfolgenden Kapitel beschriebene Bestimmung der Gesamtzellzahl am Mikroskop
durchgefuhrt. Fir die allgemeine Beurteilung der Kulturen wurde an jedem Tag der
Kultivierungen bei 1000-facher VergroRerung mikroskopiert. Fir die Bestimmung der

Gesamtzellzahl wurde ein VergroRerungsfaktor von 400 gewdhit.

3.8.9 Bestimmung der Gesamtzellzahl

Die Bestimmung der Gesamtzellzahl erfolgte mithilfe einer Neubauer-Z&hlkammer, die eine
Kammertiefe von 0,02 mm besitzt. Wie bereits im vorherigen Kapitel erwahnt, erfolgte die
Zahlung bei einer 400-fachen VergrolRerung am Mikroskop. Zur Vorbereitung der Zahlkammer
musste das Deckglas bei leichtem Druck aufgeschoben werden bis dieses fest aufsal3 und sich
Interferenz-Linien ausgebildeten. Zwischen Deckglas und Z&hlkammer bildete sich so ein
Kapillarspalt. Mit einer Pipette wurde eine Probe der Kultur auf den Mittelsteg der Zahlkammer
aufgetragen. Durch die Kapillarwirkung wurde die Probe in den Kapillarspalt gesogen und

benetzte das auf dem Mittelsteg befindliche Zahlgitter.

Das Zahlgitter besteht aus insgesamt 25 Gruppenquadraten, die durch drei Linien voneinander
getrennt werden. Die Gruppenguadrate bestehen wiederum aus 16 Kleinquadraten. Die Flache
dieser GroRquadrate betragt 0,04 mm? [Paul Marienfeld GmbH & Co. KG, 2019].

Die Zahlung der Zellen innerhalb dieser Gro3quadrate erfolgte nach einer vorher festgelegten
Zahltechnik. So wurden die Quadrate in der Reihenfolge, wie sie in Abbildung 3.3a dargestellt

ist, ausgezahlt. Bei der Z&hlung der Zellen innerhalb dieser Quadrate wurden auch Zellen
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berucksichtigt, die sich auf den oberen und linken Grenzlinien befanden oder diese beriihrten
(Abb. 3.3b).
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Abbildung 3.3: Schematische Darstellung des Zahlgitters der Neubauer-Zéhlkammer.

Die Zellz&hlungen mit der Neubauer-Z&hlkammer erfolgten unter Festlegung einer bestimmten Zahltechnik. Die
Reihenfolge der Z&hlungen der einzelnen Gruppenquadrate erfolgte nach (a). Die Z&hlung innerhalb dieser
Gruppenquadrate erfolgte nach (b). Es wurden dabei Zellen beriicksichtigt, die sich auf den oberen und linken
Grenzlinien befanden oder diese bertihrten [modifiziert nach Paul Marienfeld GmbH & Co. KG, 2019].

Fur jede Probe der Kultur wurde jeweils die Algenzellzahl und die Bakterienzellzahl ermittelt.
Die Probe wurde verdunnt, sobald eine prézise Z&hlung durch eine zu hohe Zellkonzentration
beeintrachtigt wurde. Die maximale Anzahl gezéhlter Zellen in einer Probe lag bei 400. Im
Idealfall befand sich die Zellzahl zwischen 50 und 150. Aus den ermittelten Werten konnten
die Gesamtzellzahlen Njg. der Proben gemaB nachstehender Gleichung (3.4) unter
Berlcksichtigung der Verdinnung, der Anzahl und Flache der Gruppenquadrate sowie der

Tiefe der Zahlkammer berechnet werden.

Nz

Nzges. = oo Taoaton D (3.4)
mit: Nz ges. Gesamtzellzahl [-]
N, Anzahl gezéhlter Zellen [-]
Ngo Anzahl der Gruppenquadrate [-]
Ago Flache eines Gruppenquadrats [mmz]
% Tiefe der Z&hlkammer [mm]
D Verdunnungsfaktor [-]
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3.8.10 Bestimmung der Zellzusammensetzung

Alle der im Folgenden beschriebenen Analysen zur Bestimmung der Zellzusammensetzung
wurden fir die gefriergetrocknete und gemdrserte Biomasse der photoautotrophen und

mixotrophen Kultivierung im FPA durchgefiihrt.

3.8.10.1 Proteingehalt

Die Bestimmung des Proteingehalts der Proben erfolgte nach der Methode nach Kjeldahl durch
das Labor des Instituts fir Umwelttechnik und Energiewirtschaft der Technischen Universitét
Hamburg. Diese Methode dient der Ermittlung von organisch gebundenem Stickstoff und
Ammoniak-Stickstoff (Total Kjeldahl Nitrogen, TKN) in den Proben. Die enthaltenen
Stickstoffverbindungen wurden dabei durch zweistiindiges Erhitzen mit konzentrierter
Schwefelsdure in Ammoniumsulfat tberfiihrt. Durch eine Austreibung mit Natronlauge und
einer Wasserdampfdestillation wurde dieses in Ammoniak umgesetzt und anschlieBend in
Schwefelsdure aufgefangen und titriert [Scholz & Stahl, 2021]. Die damit bestimmte
Massenkonzentration an Stickstoff in der Probe konnte unter Verwendung eines Stickstoff-zu-
Protein-Umrechnungsfaktors nach Gonzalez Lépez et al. [2010] von 5,95 in den Proteingehalt

Wprotein UMgerechnet werden. Die Berechnung erfolgte mithilfe von Gleichung (3.5).

Wprotein = Wrkn * fprotein © 100 % (3.5)
Mit:  Wprotein Proteingehalt [%]
Wrkn Stickstoffanteil [0 98m™]
frrotein Stickstoff-zu-Protein-Umrechnungsfaktor  [-]

3.8.10.2 Saccharidgehalt

Die Bestimmung des Saccharidgehalts erfolgte nach der photometrischen Methode von Van
Wychen und Laurens [2017], die auf der Derivatisierung der Aldehydgruppen von
Monosacchariden durch 3-Methyl-2-benzothiazolinonehydrazon (MBTH) beruht. Die
Methode wurde bezuglich eines vorangehenden Zellaufschlusses der Mikroalgenprobe durch
72 % (w/w) Schwefelsdure (H2SO4) modifiziert. Fir jede Probe wurde eine

Dreifachbestimmung durchgefunhrt.
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Es wurden 10 mg der gefriergetrockneten und gemdrserten Probe in eine Glaskivette
eingewogen, 125 pL der 72 % (w/w) Schwefelsdure hinzugegeben und diese fur 1 Stunde bei
30 °C in einem Heizblock inkubiert. AnschlieBend wurden 3,5 mL VE-Wasser hinzugeflgt und
die Probe fir eine weitere Stunde bei 90 °C inkubiert. Durch die Zugabe des Wassers wurde
die Konzentration der Séure auf 4 % (w/w) herabgesetzt und eine Probenkonzentration von
etwa 3 g L erreicht. Nach der Inkubationszeit wurde die so aufgeschlossene Probe durch einen
Spritzenvorsatzfilter von den unldslichen Zellbestandteilen getrennt. Von dem Filtrat war fir
die weitere Versuchsdurchfiihrung eine 1:25 Verdiinnung erforderlich, um den Séuregehalt und
die Saccharidkonzentration der Probe herabzusetzen. Diese wurde direkt in der Glaskivette
angesetzt, die fir die photometrische Bestimmung verwendet wurde. Da 500 pL Probe
erforderlich war, wurden 20 pL des Filtrats mit 480 pL VE-Wasser verdunnt. Es wurden
weitere 500 uL einer 0,5M Natronlauge und 500 puL des MBTH-Reaktionsgemisches
hinzugegeben. Das MBTH-Gemisch bestand aus einer 1:1 (v/v) Mischung einer 1 g L™ DTT-
und einer 3 g L' MBTH-L6sung. Die Glaskiivetten wurden verschlossen, gemischt und fiir
15 £+ 1 Minute bei 80 °C im Heizblock inkubiert. Nach der Inkubation wurden den Proben ziigig
jeweils 1 mL einer Eisenlésung hinzugefugt. Die Eisenklsung setzt sich aus 0,25 M Salzséure,
59 LT Ammoniumeisen(ll)-sulfat Dodecahydrat und 5 g L™* Amidosulfonsaure zusammen.
Die LoOsung wurde gemischt und 10 bis 15 Minuten auf Raumtemperatur abgekihlt.
AnschlieBend wurden jeweils 2,5 mL VE-Wasser in die Kivetten pipettiert, die Ldsung
gemischt und mit dem Photometer die Absorption bei einer Wellenldnge von A = 620 nm
gemessen. Um aus den gemessenen Werten den Saccharidgehalt der Proben ermitteln zu
konnen, wurde eine Kalibriergerade aus verschiedenen Verdiinnungen einer 0,25 g L™ Glucose-
Standardlosung erstellt, deren Konzentrationen sich im Bereich von 0 bis 0,050 g L™ befanden.
Die einzelnen Kalibrierlosungen wurden als Probe behandelt und jeweils in
Dreifachbestimmung vermessen. Der zweistlindige Zellaufschluss mittels Schwefelsdure
entfiel. Die zuvor beschriebene Durchfiihrung blieb fur die weiteren Schritte gleich. Unter
Berlicksichtigung der eingewogenen Probenmenge, des hinzugegebenen Volumens von
3,625 mL an Schwefelsdure und Wasser wahrend des Probenaufschlusses und der
nachfolgenden 1:25 Verdunnung des Filtrats konnten die Saccharidgehalte wq,ccharide d€r
Mikroalgenproben mithilfe von Gleichung (3.6) und Gleichung (3.7) ermittelt werden. Die
Formel zur Berechnung der Konzentration an Sacchariden csyccnarige €rgibt sich aus der
Umstellung der Geradengleichung der Kalibriergeraden. Die Kalibriergerade ist in Anhang B

zu finden.
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Csaccharide = 0,05001 g L™ - Agy0 — 0,00862 g L7t (3.6)

Wsaccharide = CSaccharid;i;::20+H2504 -100 % (37)
Mit:  Csgecharide Saccharidkonzentration [gLY

Ago Absorption bei L = 620 nm [-]

Wsaccharide Saccharidgehalt [%0]

D Verdlnnungsfaktor [-]

Vi,04+H,50, Zugesetztes Volumen an H20 und H2SOs L]

Mprope Masse der eingewogenen Probe [0]

3.8.10.3 Lipidgehalt

Zur Ermittlung des Lipidgehalts der Biomasse wurde eine HeilRextraktion nach Randall und
eine anschlieBende gravimetrische Bestimmung durchgefiihrt. Die Extraktion erfolgte durch ein
9:1 (v/v) Hexan-Ethanol-Gemisch.

Fur die Vorbereitung des Versuchs wurden je Probe drei Extraktionsbecher mit einer kleinen
Menge des Hexan-Ethanol-Gemisches gereinigt und zwei Siedesteine hinzugegeben.
Zusammen mit den Extraktionshulsen wurde alles bei 55 °C fiir 24 Stunden im Trockenschrank
gelagert. Nach dem Auskihlen der Becher und Hilsen im Exsikkator konnte ihr Leergewicht
bestimmt werden. In die Extraktionshilsen wurden jeweils etwa 0,7 g Probe eingewogen und
die genauen Massen notiert. Die Becher wurden mit 75 ml des Extraktionsmittels befillt. Die
Extraktion erfolgte fir 30 Minuten bei 90 °C im siedenden Extraktionsmittel. AnschlieRend
wurden die Proben flr weitere 60 Minuten durch den Rucklauf des Lésungsmittels gespult. Die
Extraktion wurde beendet als das Lésungsmittel nahezu verdampft war. Nach dem Ausdampfen
und Abkiihlen der Hilsen und der in den Bechern befindlichen Lipide wurden diese fir
mindestens 24 Stunden bei 55 °C im Trockenschrank getrocknet. Nach dem Auskiihlen wurden
erneut alle Extraktionsbecher und -hiilsen ausgewogen und das Gewicht notiert. Der

Lipidgehalt wy;,;4. konnte mithilfe von Gleichung (3.8) berechnet werden.
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Wiipide = "L - 100 % (38)

Mprobe
mit:  Wiipige Lipidgehalt [%0]
Mp,L Masse des Extraktionsbechers mit den Lipiden [0]
mpg Leergewicht des Bechers [0]
Mprope Masse der eingewogenen Probe [0]

Wie in Kapitel 2.3.4 bereits angemerkt, gehdren auch die Pigmente zu der Gruppe der Lipide.
Daher erfolgte mithilfe von Gleichung (3.9) eine Berechnung des Gehalts an Lipiden ohne

Pigmente wy;piqe,0p durch die Subtraktion des Pigmentgehalts wy;qe.

Wripide,oP = WLipide — Wprigmente (3.9)
Mit:  Wiipigeop  Lipidgehalt ohne Pigmente [%0]
Wiipide Lipidgehalt [%]
Wpigmente Pigmentanteil [%0]

3.8.10.4 Fettsauren

Die Analyse der Fettsduremethylester (FAME) der Proben erfolgte durch das Labor des Instituts
fir Umwelttechnik und Energiewirtschaft der Technischen Universitit Hamburg. Die
Durchfiihrung erfolgte in Anlehnung an die DFG-Einheitsmethode C-VI 10a (DFG, 2000), die
von der Firma ODOCON GbR fiir das Institut erstellt wurde. Die Bestimmung der
Fettsdurezusammensetzung erfolgte Uber eine kombinierte Fettextraktion durch Umesterung
der in den Proben enthaltenen Fette. Den gefriergetrockneten Proben wurden 4 mL einer
Aufschlusslésung  sowie 0,5 mL einer ISTD-Stammldsung-Heptan hinzugefugt. Die
Aufschlusslosung  setzte sich aus Methanol, Toluol, 2,2-Dimethoxypropan (DMP),
Schwefelsdure und Heptan im Verhdltnis 37:15:10:2:16 zusammen. Bei der ISTD-
Stammlésung-Heptan handelt es sich um eine Stammldsung eines internen Standards von
Nonadecansauremethylestern, die in Heptan geldst wurden. Die Proben wurden anschlieRend
fir 60 Minuten in ein Wasserbad mit Magnetrihrer bei 80 bis 100 °C gestellt und ca. alle
5 Minuten leicht geschittelt. Nach Abkiihlen auf Raumtemperatur stellte sich eine
Phasentrennung ein. Die obere Heptan-Phase wurde durch eine geringe Menge

Natriumhydrogensulfat-Monohydrat in einem 10 mL-Messkolben filtriert und mehrfach mit
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n-Heptan nachgewaschen. Zu beachten war, dass die filtrierte Losung vollstandig geklart war.
Danach wurde der Messkolben bis zur Markierung mit n-Heptan aufgefillt. AnschlieRend
wurde je 1 pL der Messlosung mittels eines Gaschromatographie-Flammenionisationsdetektors
(GC-FID) analysiert. Die prozentuale Fettsdurezusammensetzung der Proben konnte mithilfe

eines internen Standards bestimmt werden [Kleeberg, n.d.].

3.8.10.5 Pigmentgehalt

Im Anschluss einer Extraktion der Pigmente mit Dimethylsulphoxid (DMSO) erfolgte eine
photometrische Bestimmung des Pigmentgehalts nach den Methoden von Singh et al. [2020]
und Wellburn [1994]. Es wurde jeweils eine Dreifachbestimmung durchgefiihrt.

Es wurden 10 mg der Probe in ein 50 mL Zentrifugenréhrchen eingewogen und die genauen
Einwaagen notiert. Nach Hinzufigen von 10 mL wurde die Probe fur 15 Minuten bei
21.500 rpm mit dem Hochgeschwindigkeitshomogenisator im Lésungsmittel suspendiert. Um
die Pigmente der Mikroalgen vor Licht zu schutzen, wurden die Zentrifugenréhrchen von aulien
mit Aluminiumfolie bedeckt und fiir 24 Stunden riihrend inkubiert. Nach der Inkubation wurde
der zellfreie Uberstand der Probe fiir die photometrische Bestimmung bei den Wellenlangen
A =665 nm, 649 nm und 480 nm verwendet. Damit die gemessene Absorption im Bereich von
0,3 bis 0,7 liegt, war eine entsprechende Verdinnung mit DMSO anzusetzen. Aus den
gemessenen Werten konnten die Konzentrationen von Chlorophyll a, Chlorophyll b und den
Carotinoiden in den Proben mithilfe der Gleichungen (3.10) bis (3.12) berechnet werden. Aus
den berechneten Konzentrationen wurde anschlie3end tiber Gleichung (3.13) der Pigmentgehalt

Wpigmente DESLIMML.

Cq = 12,19 ) A665 - 3,4‘5 - A649 (310)
Cb == 21,99 " A64-9 - 5,32 " A665 (311)
1000:A4g0—2,14'C4—70,16
Cx+c = = ZZOC = (3.12)
mit: ¢, Konzentration von Chlorophyll a [ug mLY
Cp Konzentration von Chlorophyll b [ug mLY
cx+c Konzentration der Carotinoide [ug mLY
Ages Absorption bei A = 665 nm [-]
Agqo  Absorption bei A = 649 nm [-]
Augo  Absorption bei A =480 nm [-]
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Wpigmente = X LD hrso 100 % (3.13)

1000 pg g=1 - Mprope

M. Wpigmente Pigmentgehalt [%]
o Konzentration c,, ¢, oder ¢y, [g mL7]
Vpmso Hinzugeflgtes Volumen DMSO [mL]
Mprope Masse der eingewogenen Probe [mg]

3.8.10.6 Wassergehalt

Die Bestimmung des Wassergehalts erfolgte gravimetrisch in Dreifachbestimmung. Es wurden
ausgeglihte und geséuberte Porzellantiegel verwendet. Die benétigte Anzahl an
Porzellantiegeln wurde fur 24 Stunden im Trockenschrank getrocknet. Nach dem Auskihlen
im Exsikkator wurde jeweils das Leergewicht bestimmt. Anschlieend wurden je 0,7 g der
Biomasse aus der photoautotrophen- und je 1 g Biomasse aus der mixotrophen Kultivierung in
den Tiegeln eingewogen und die Massen notiert. Die Menge an eingewogener Probe orientierte
sich an der Menge der vorhandenen Biomasse. Die Proben wurden bei 55 °C bis zur
Massenkonstanz getrocknet, im Exsikkator ausgekihlt und die Massen des Tiegels mit der darin
befindlichen Probe ausgewogen. Der Wassergehalt der Proben wy,,sser konnte anschlieend

mit Gleichung (3.14) (ber die Differenz der Massen berechnet werden.

Wivasser = (1 - %) +100 % (3.14)
mit: Wy gsser Wassergehalt [%0]
mr Leergewicht des Tiegels [0]
M714pPvor Masse des Tiegels mit Probe vor dem Trocknen  [g]

Mripnacn ~ Masse des Tiegels mit Probe nach dem Trocknen [g]
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3.8.10.7 Anorganische Bestandteile

Die Bestimmung der anorganischen Bestandteile (Asche) erfolgte ebenfalls gravimetrisch. Sie
basiert auf der Bestimmung des Gluhverlusts in Anlehnung an die DIN 38 409-1 [DIN
Deutsches Institut fir Normung e. V., n.d.]. Es wurden die Porzellantiegel und Proben der
vorher durchgefiihrten Bestimmung des Wassergehaltes verwendet. Die gesamten Proben
wurden zusammen im Muffelofen (ber drei Temperaturschritte ausgegluht. Im ersten Schritt
wurde fur 20 Minuten bei 200 °C beheizt, im n&chsten Schritt fir 30 Minuten bei 300 °C und
anschlieRend fiir 5 Stunden bei 550 °C. Durch das langsame Hochheizen wird sichergestellt,
dass die Temperatur nicht auf tber 600 °C ansteigt und damit Carbonate in der Probe erfasst
werden [Friderich & Scholz, 2009]. Nach dem Ausgluhen wurden die Tiegel mit den darin
befindlichen Gluhriickstanden zum Abkdhlen in den Exsikkator gestellt. Anschlieend wurden
sie ausgewogen und die Massen notiert. Der Gehalt an anorganischen Bestandteilen

Wasche WUrde mithilfe von Gleichung (3.15) berechnet.

WASChe — mr4pvor — MT+Pnach . 100 % (315)

Mprobe

mit:  Wagcne Aschegehalt [%0]
Mr4pvor Masse des Tiegels mit Probe vor dem Ausglihen [g]
Mripnacn ~ Masse des Tiegels mit Probe nach dem Ausglihen [g]

Mprope Masse der eingewogenen Probe [0]

3.9 Statistische Methoden

Alle eigenstandig durchgefuhrten Analysen wurden in Dreifachbestimmung durchgefuhrt, um
die Messgenauigkeit zu erhohen. Aus den ermittelten Daten wurden anschliefend der

Mittelwert x und die Standardabweichung o gebildet.

Der Mittelwert berechnet sich aus der Summe der einzelnen Messwerte Uber die Anzahl der
durchgefiihrten Messungen gemaf Gleichung (3.16).
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mit:

=

Loym oy (3.16)

Mittelwert
Anzahl der Messungen

Messwert der i-ten Messung

Um bei einer Messung die Abweichung der einzelnen Messwerte vom Mittelwert und damit

die Genauigkeit der Messung beschreiben zu kénnen, wird die Standardabweichung angegeben

[Eichler et al., 2016]. Die Berechnung erfolgt geméaf3 Gleichung (3.17).

mit;

0= [ It -1’ (3.17)

Standardabweichung
Anzahl der Messungen
Messwert der i-ten Messung

Mittelwert
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4 Ergebnisse

In den folgenden Kapiteln werden die Ergebnisse der durchgefiihrten Versuche dargestellt. Die
Kultivierungen im Multi-Cultivator und FPA werden hinsichtlich ihres Wachstumsverlaufs, der
Gesamtzellzahl und dem Verlauf der Glucosekonzentration betrachtet. AnschlieBend werden
die Zellzusammensetzungen der photoautotrophen und mixotrophen Kultivierung im FPA
abgebildet. Sofern Doppel- oder Dreifachbestimmungen durchgefiihrt wurden, wurde der
Mittelwert gebildet und ihre Standardabweichung in den Diagrammen in Form von

Fehlerbalken dargestellt.

4.1  Kultivierung im Multi-Cultivator MC-1000

Der Versuch im Multi-Cultivator umfasste neben einer photoautotrophen Kultivierung drei
mixotrophe Kultivierungen, die in Doppelbestimmung durchgefiihrt wurden. Wéahrend der
mixotrophen Kultivierungen wurde Glucose als organische Kohlenstoffquelle eingesetzt. Die
drei mixotrophen Kultivierungen unterschieden sich hinsichtlich der diskontinuierlich vor der
14-stiindigen Dunkelphase zugesetzten Glucose-Mengen. Diese wurden taglich fir jede Kultur
in Abhangigkeit der initialen Zellkonzentration berechnet. Die Kultivierungsbedingungen und
die zugesetzten Glucose-Mengen wurden in Kapitel 3.4.2 bereits beschrieben. Die

Kultivierungsdauer betrug sieben Tage bzw. 168 Stunden.

Nachfolgend werden die Ergebnisse der Kultivierung im Multi-Cultivator dargestellt. Diese
umfassen die Verlaufe der Zellkonzentration, der Glucosekonzentration und eine Ubersicht der
Entwicklung der Gesamtzellzahlen, die sich aus den gez&hlten Bakterien- und Algenzellen
zusammensetzen. Da in Kultivierungsgefall 8 wahrend der ersten Dunkelphase die Begasung
ausgefallen ist und dies zu signifikanten Biomasseverlusten flihrte, wird dieses nicht in die

Auswertung miteinbezogen.

Abbildung 4.1 =zeigt die Verldufe der Zellkonzentrationen der vier verschiedenen
Kultivierungen. In Abbildung 4.2 sind die initialen Glucosekonzentrationen dargestellt. Die
Probenahme erfolgte jeweils zum Anfang und zum Ende der Dunkelphase und damit alle 14
bzw. 10 Stunden. Die Hellphasen sind im Diagramm durch einen gelben, die Dunkelphasen
durch einen blauen Hintergrund gekennzeichnet.
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Abbildung 4.1: Verlauf der Zellkonzentrationen wihrend der Kultivierungen im Multi-Cultivator bei
diskontinuierlicher Zugabe unterschiedlicher Mengen an Glucose vor der Dunkelphase.

Die hinzugefiigten Mengen an Glucose orientierten sich an untersuchten Aufnahmeraten der kultivierten
C. sorokiniana von 0,02; 0,07 und 0,11 ggic ggm! h! fiir eine 14-stiindige Dunkelphase. Die Dunkelphasen werden
durch einen blauen Hintergrund und die Hellphasen durch einen gelben Hintergrund gekennzeichnet.
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Abbildung 4.2: Verlauf der Glucosekonzentrationen wiihrend der Kultivierungen im Multi-Cultivator.

Im Multi-Cultivator wurden drei mixotrophe Kultivierungen durchgefiihrt. Es erfolgte eine diskontinuierliche
Zugabe unterschiedlicher Mengen an Glucose vor der 14-stiindigen Dunkelphase. Die initialen
Glucosekonzentrationen vor und nach der Dunkelphase wurden mithilfe eines enzymatischen Testkits bestimmt.
Die Dunkelphasen werden durch einen blauen Hintergrund und die Hellphasen durch einen gelben Hintergrund
gekennzeichnet.
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Die Zellkonzentrationen wurden mithilfe der gemessenen OD und dem Korrelationsfaktor der
Kalibriergeraden, wie in Kapitel 3.8.1 beschrieben, ermittelt. Die Kalibriergerade der Chlorella
sorokiniana ist in Anhang A zu finden. Der Korrelationsfaktor betrégt 0,4324. Um die genauen
Start- und Endkonzentrationen der Kultivierungen festzustellen, wurden zusatzlich
Bestimmungen der Trockenmasse nach Kapitel 3.8.2 durchgefuhrt. Die Startkonzentration
betragt demnach fiir alle Kulturen 0,28 g L. Die Zellkonzentration auf Grundlage der OD
ergibt eine Startkonzentration von 0,34 g L™X. Das Zellwachstum verstarkt sich bei héherer
Glucosekonzentration und ist damit bei einer Zugabe von 0,07 und 0,11 geic gsm™ h™t um ein
Vielfaches hoher als bei der photoautotrophen Kultivierung. Nach vier (106 h) bzw. finf Tagen
(130 h) erreichen diese Kulturen die maximale Zellkonzentration und stagnieren im weiteren
Verlauf. Die durchschnittliche volumetrische Produktivitat ist mit 1,18 und 1,25g Lt d?
ahnlich hoch. Mit dem photoautotrophen Wachstum wird demgegentber eine durchschnittliche
Produktivitit von 0,38 g L d erreicht. Die durchschnittliche Produktivitat der Kultur, der
0,02 geic gem™* h Glucose hinzugefiigt wurden, betrégt 0,67 g L™ d™.

Betrachtet man den Verlauf der photoautotrophen Kultivierung, lasst sich ein Verlust der
Biomasse wahrend der Dunkelphasen von durchschnittlich etwa 12 % beobachten. Es wird ein
Ruckgang der Zellkonzentration nach etwa vier Tagen (106 h) fesgestellt. Die mixotrophen
Kultivierungen weisen einen fast durchgangigen Biomassegewinn auf, sofern nicht bereits die
maximale Biomassekonzentration erreicht wurde. Lediglich bei der Kultivierung der
0,02 gaic gsm™ h! Glucose-Zugabe ist bei der Probenahme nach 106 Stunden und 144 Stunden

ein Biomasseverlust wahrend der Dunkelphase zu verzeichnen.

Zum Ende der Kultivierungen betragt die Biotrockenmassekonzentration der photoautotrophen
Kultivierung etwa 1,79 g L. Die Kulturen der geringsten hinzugefiigten Glucose-Menge von
0,02 geic gemt h erreichen eine Konzentration von etwa 4,13 gL Bei Zugabe von
0,07 geic gem h! steigt die Biotrockenmassekonzentration auf 8,50gL* und mit
0,11 geic gemt ht auf 7,30 g L™ an. Die mittels OD berechneten Zellkonzentrationen der
mixotrophen Kultivierungen sind mit 5,35 g L%, 11,59 g L™ und 10,40 g L jedoch deutlich
hoher als die tatsachlichen Konzentrationen. Hinsichtlich der photoautotrophen Kultivierung
wird mit 1,45 g L™! eine geringere Konzentration erzielt.

Die Glucosekonzentrationen wurden jeweils vor und nach der Dunkelphase mithilfe eines

enzymatischen Testskits bestimmt. Die geringste hinzugegebene Glucose-Menge wird wahrend
der Dunkelphase fast vollstandig von den Mikroalgen verbraucht. Zum Ende der Kultivierung
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wird jedoch am Ende der Dunkelphase noch eine geringe Konzentration gemessen. Bei den
hoheren Glucose-Dosierungen ist iiber den gesamten Kultivierungsverlauf eine Akkumulation
der Glucose 1m Medium zu beobachten. Die initiale Glucosekonzentration wird immer grofer,
wohingegen nur ein geringer Teil der Glucose wihrend der Dunkelphase verbraucht wird. So
wird bei einer Glucose-Zugabe von 0,07 goic gsv' h' am Ende der Kultivierung eine
Konzentration von etwa 17 ggic L gemessen, bei einer Zugabe von 0,11 ggic gam! h™! betrigt

diese am Ende mit 33 ggic L™ nahezu das Zweifache.

In Abbildung 4.3 ist der Verlauf des pH-Werts, im Bereich von 6 bis 8,5, fiir jede der
Kultivierungen und die durchschnittliche Temperatur iiber die gesamte Kultivierungsdauer
dargestellt. Zu Beginn liegt der pH-Wert bei 6,04. Bei fortlaufender Kultivierung steigt dieser
in jeder Kultur wihrend der Hellphasen deutlich an und f#llt wahrend der Dunkelphasen wieder.
Je mehr Glucose den Kulturen hinzugefiigt wird, desto hoher ist der pH-Wert der Kultur.
Waihrend der pH-Wert der photoautotrophen Kultivierung insgesamt iiber den gesamten
Kultivierungsverlauf ansteigt, ist be1 den mixotrophen Kultivierungen ab einem bestimmten
Zeitpunkt ein leichter Abfall zu beobachten. Zu jedem Anfang der Dunkelphase wird eine
Temperatur etwa 30 °C und zu jedem Ende der Dunkelphase von etwa 15 °C gemessen.

8.5 35
30
25
20

15

Temperatur 4 in °C

10

0 20 40 60 80 100 120 140 160

Kultivierungsdauer 7 in h

=@ pH photoautotroph ==#=pH 0,02 g g1 h! pHO0.07 g ' h! g pF 0,11 g g ! @=Temperatur

Abbildung 4.3: Verlauf des pH-Werts und der Temperatur wiihrend der Kultivierungen im Multi-
Cultivator bei diskontinuierlicher Zugabe unterschiedlicher Mengen an Glucose vor der Dunkelphase.
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Die Entwicklung der Gesamtzellzahlen, die zusitzlich in Algen- und Bakterienzellzahl
unterteilt ist, ist in Abbildung 4.4 dargestellt.
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Abbildung 4.4: Entwicklung der Gesamtzellzahlen der Kultivierungen im Multi-Cultivator, welche in
Algen- und Bakterienzellzahl unterteilt werden.
Die Gesamtzellzahlen ergaben sich aus Zahlungen der Algen- und Bakterienzellen mithilfe einer

Neubauer-Zihlkammer.

Zu erkennen ist, dass sowohl die Algenzellzahlen als auch die Bakterienzellzahlen iiber den
gesamten Kultivierungsverlauf ansteigen. Die Stagnation der Kultivierungen bei 0,07 und
0,11 gaic gam! h'! Glucose-Zugabe durch das Erreichen der maximalen Zellkonzentration wird
jedoch auch deutlich. Besonders auffillig ist der Unterschied der mixotrophen Kultivierungen
im Vergleich zur photoautotrophen Kultivierung. Die Gesamtzellzahl ist hier deutlich geringer
und es ldsst sich kein signifikantes Bakterienwachstum beobachten. Die groBiten
Bakterienzellzahlen werden bei 0,07 und 0,11 ggic gsm™ h™! Glucose-Zugabe gezihlt. Die der
0,02 gaic gam! h! Glucose-Zugabe ist etwas geringer. Betrachtet man die Algenzellzahlen im
Verhiltnis zu den Bakterienzellzahlen, lassen sich keine groffen Unterschiede feststellen. Bei
der photoautotrophen Kultivierung ist das Verhéltnis ungefihr ausgeglichen. Mit den Glucose-
Mengen der mixotrophen Kultivierungen steigen auch die Verhiltnisse auf etwa 1:1,3 bis 1:1,5
an. Das Bakterienwachstum verstarkt sich etwa um den Faktor 12.

Uber den gesamten Kultivierungsverlauf wurden Mikroskopfaufnahmen fiir jede der vier
Kultivierungen gemacht und damit die Beschaffenheit und Verinderungen der Kulturen
dokumentiert. In Abbildung 4.5 werden die Kulturen der verschiedenen Kultivierungen an Tag
1, 4 und 7 abgebildet.
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Abbildung 4.5: Lichtmikroskopische Aufnahmen der verschiedenen Kulturen aus den Kultivierungen in
Multi-Cultivator von C. sorokiniana nach Tag 1, 4 und 7 bei 1000facher Vergrof3erung.

Bei Vergleich der lichtmikroskopischen Aufnahmen der verschiedenen Kulturen werden vor
allem an Tag 4 Unterschiede in der Zellanzahl sichtbar. Je hoher die hinzugefligte Menge an
Glucose ist, desto mehr Mikroalgen sind erkennbar. Aufféllig ist zudem, dass sich die
Mikroalgen an Tag 1 oft als Agglomerate zusammenlagern. Bei der photoautotrophen
Kultivierung sind solche Agglomerate auch am Ende noch vorzufinden. Auch bei der
geringsten Glucose-Menge der mixotrophen Kultivierung koénnen noch Agglomerate
beobachtet werden. Bei der Zugabe hoherer Glucose-Mengen liegen hauptséchlich einzelne

Zellen vor.
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Eine weitere Auffélligkeit ist das Vorhandensein von Kontaminationen in den mixotrophen
Kulturen der 0,07 und 0,11 goic gem* h™t Glucose-Zugabe. Oftmals handelt es sich bei den
Kontaminationen um durchsichtige Organismen, die einige Mikroalgenzellen in ihr Inneres
aufnehmen. Zu beobachten ist, dass auch im Falle der Glucose-Zugabe von 0,02 gaic gem™ h
diese Kontaminationen gefunden werden, jedoch in geringerem Umfang als bei den héheren
Glucose-Mengen. Dort sind noch weitere Formen von Organismen zu finden. Auch die Anzahl

der Bakterien erhéht sich.

Nach der Kultivierung im Multi-Cultivator wurden zusatzlich Aufnahmen von den
Kulturgefaen und den Filtern der Biotrockenmasse-Bestimmung gemacht. Diese sind in
Abbildung 4.6 dargestellt.

photoautotroph 0,02 gaic gsM'1 h* 0,07 galc gam‘1

ok Sl

0,11 goic gem ™

i
s
Iy

Abbildung 4.6: Aufnahmen der KaultivierungsgeféaRe (a) und der Filter der Biotrockenmasse-
Bestimmung (b) nach der Kultivierung von Chlorella sorokiniana im Multi-Cultivator.
Die KulturgeféRe und Filter wurden in der entsprechenden Reihenfolge (Kulturgefal3 1 bis 8) aufgereiht. Die den

Kulturen hinzugefiigten Glucose-Mengen wéhrend der Kultivierung nehmen von rechts nach links zu.
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Auffallig sind hier die Farben der unterschiedlichen Kultivierungen auf den Filtern
(Abb. 4.6 b). Wéahrend die Mikroalgen bei der photoautotrophen Kultivierung eine dunkelgriine
Farbe aufweisen, ist diese bei der hochsten hinzugefigten Glucose-Menge hellgriin bis gelblich.
Bei der photoautotrophen Kultivierung lasst sich auf den Filtern die vorher beschriebene
Agglomerat-Bildung erkennen. Die Farbe der Kulturen 3 und 4 bei 0,02 gaic gsm™ h™ Glucose-
Zugabe dhneln in der Farbe der photoautotrophen Kultur. Dies ist auch an den Kulturgefalien
zu erkennen (Abb. 4.6a). Die Kulturen in den Gefallen 3 und 4 sind sichtlich dunkler als alle
anderen Kulturen. Die Farbe der Kulturen 5 und 6 der 0,07 gaic gsm™* h™t Glucose-Zugabe ist

farblich zwischen den anderen beiden mixotrophen Kulturen einzuordnen.

4.2 Kultivierung im FPA

Auf Grundlage der Ergebnisse aus dem vorangegangenen Versuch im Multi-Cultivator wurde
eine photoautotrophe und eine mixotrophe Kultivierung in einem 30 L FPA durchgefihrt. Das
Ziel, nur so viel Glucose hinzuzufugen, dass diese vollstandig von den Mikroalgen wahrend
der 14-stindigen Dunkelphase verbraucht wird, konnte mit einer Glucose-Zugabe von
0,02 gaic gsm™ ht erreicht werden. Die Kontaminationsrate und das Bakterienwachstum waren
ebenfalls geringer als bei den anderen beiden mixotrophen Kultivierungen und die

Beschaffenheit der Kulturen anderte sich kaum.

Die Kultivierungsbedingungen wurden in Kapitel 3.5.2 beschrieben und decken sich
Uberwiegend mit den Bedingungen der Kultivierung im Multi-Cultivator. Die

Kultivierungsdauer betrug ebenfalls sieben Tage bzw. 168 Stunden.

Nachfolgend werden die Ergebnisse der Kultivierungen im FPA dargestellt. Diese umfassen,
wie im vorherigen Kapitel, die Verlaufe der Zellkonzentrationen, der Glucosekonzentrationen
und eine Ubersicht der Entwicklung der Gesamtzellzahlen, die sich aus Bakterien- und
Algenzellen zusammensetzen. Die Kultur, der diskontinuierlich 0,02 gaic gsm™ h™ Glucose vor

der Dunkelphase hinzugefuigt wurde, wird nachfolgend ,,mixotroph* bezeichnet.

Abbildung 4.7 zeigt die Verldufe der Zellkonzentrationen der photoautotrophen und
mixotrophen Kultivierung. In Abbildung 4.8 sind die initialen Glucosekonzentrationen
dargestellt. Die Probenahme erfolgte jeweils zum Anfang und zum Ende der Dunkelphase und
damit alle 14 bzw. 10 Stunden. Die Hellphasen sind im Diagramm durch einen gelben, die

Dunkelphasen durch einen blauen Hintergrund gekennzeichnet.
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Abbildung 4.7: Verlauf der Biotrockenmassekonzentrationen wiihrend der photoautotrophen und
mixotrophen Kultivierung im FPA.

Die mixotrophe Kultivierung erfolgte durch eine diskontinuierliche Zugabe von 0.02 gaic gam™ ! Glucose vor der
14-stiindigen Dunkelphase. Die Dunkelphasen werden durch einen blauen Hintergrund und die Hellphasen durch
einen gelben Hintergrund gekennzeichnet.
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Abbildung 4.8: Verlauf der Glucosekonzentrationen wiihrend der mixotrophen Kultivierung im FPA.

Es erfolgte eine diskontinuierliche Zugabe von 0,02 ggic gam! h™! Glucose vor der 14-stiindigen Dunkelphase. Die
initialen Glucosekonzentrationen vor und nach der Dunkelphase wurden mithilfe eines enzymatischen Testkits
bestimmt. Die Dunkelphasen werden durch einen blauen Hintergrund und die Hellphasen durch einen gelben
Hintergrund gekennzeichnet.
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Die Biotrockenmassekonzentrationen wurden durch die Bestimmung der Trockenmasse nach
Kapitel 3.8.2 ermittelt. Die Startkonzentration der photoautotrophen Kultivierung liegt bei
0,22 gL und die der mixotrophen Kultivierung bei 0,30 g L. An den Verlaufen ist zu
erkennen, dass die Mikroalgen erst nach etwa drei Tage hdhere Wachstumsraten erreichen.
Wahrend der ersten Nacht der photoautotrophen Kultivierung geht ein erheblicher Teil der
Mikroalgen verloren. In fast jeder Dunkelphase sind bei dieser Kultivierung Biomasseverluste
zu verzeichnen. Diese liegen im Durchschnitt bei etwa 14 %. Die Kultur erreicht eine
durchschnittliche Produktivitat von 0,05 g L™ d* und nach sieben Tagen eine Endkonzentration
von 0,91 g L. Unter photoautotrophen Bedingungen kann die Chlorella sorokiniana damit
ihre Biomasse etwa vervierfachen. Wahrend der mixotrophen Kultivierung wird trotz der
nachtlichen Glucose-Zugabe in zwei Né&chten ein Biomasseverlust festgestellt. Diese sind
jedoch innerhalb der ersten drei Tage bei geringerer Wachstumsrate zu verzeichnen. Ab einer
Kultivierungsdauer von 72 h stieg das Wachstum signifikant an. Wahrend der Dunkelphasen
ist ebenfalls ein Wachstum zu verzeichnen, welches mit der Hellphase vergleichbar ist. Der
Verlauf der Zellkonzentration ist dort nahezu linear. Die Kultur erreicht eine durchschnittliche
Produktivitit von 0,16 g L™ d und eine Endkonzentration von 2,02 g L. Unter mixotrophen
Bedingungen kann die Chlorella sorokiniana somit ihre Biomasse um den Faktor 12,6 steigern.
Das Zellwachstum kann im Vergleich zur photoautotrophen Kultivierung mehr als verdoppelt

werden.

Die Menge der vor der Dunkelphase hinzugefiigten Glucose wurde mithilfe der OD und des
Korrelationsfaktors  der  Kalibriergeraden fir C. sorokiniana ermittelt.  Die
Glucosekonzentrationen wurden jeweils vor und nach der Dunkelphase mithilfe eines
enzymatischen Testskits bestimmt. Die Glucose wird von den Mikroalgen fast Uber den
gesamten Kultivierungsverlauf vollstandig wahrend der Dunkelphasen verbraucht. Nur nach
der ersten Nacht kann eine sehr geringe Konzentration an Glucose gemessen werden. Auch hier
bestétigen sich die Ergebnisse der Kultivierungen im Multi-Cultivator.

In Abbildung 4.9 sind der Verlauf des pH-Werts, im Bereich von 6 bis 8,5 und die
durchschnittliche Temperatur tber die gesamte Kultivierungsdauer der photoautotrophen und

der mixotrophen Kultivierung dargestellt.
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Abbildung 4.9: Verlauf des pH-Werts und der Temperatur wiihrend der photoautotrophen und
mixotrophen Kultivierung im FPA.

Die Dunkelphasen werden durch einen blauen Hintergrund und die Hellphasen durch einen gelben Hintergrund
gekennzeichnet.

Zu Beginn liegt der pH-Wert der photoautotrophen Kultivierung bei 6,44 und der der
mixotrophen Kultivierung bei 6,62. Bei fortlaufender Kultivierung steigt dieser insgesamt an,
bei der mixotrophen Kultivierung dabei hoher als bei der photoautotrophen Kultivierung. In
den meisten Dunkelphasen, vor allem in denen der photoautotrophen Kultivierung, fillt der pH-
Wert wieder ab. Besonders auffillig ist der Anstieg des pH-Werts beider Kulturen nach 144
Stunden auf iiber 8 und der anschlieBende rasante Abfall wihrend der Dunkelphase. Der pH-
Wert der photoautotrophen Kultivierung erreicht am Ende der Kultivierung einen Wert von

6,93 und der der mixotrophen Kultivierung einen Wert von 7,25.

Die Temperaturverlaufe sind unregelmiBig. Die Temperaturen wihrend der mixotrophen

Kultivierung liegen hoher als die der photoautotrophen Kultivierung.

Die Entwicklung der Gesamtzellzahlen beider Kultivierungen, die zusitzlich in Algen- und

Bakterienzellzahl unterteilt wurden, ist in Abbildung 4.10 dargestellt.
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Abbildung 4.10: Entwicklung der Gesamtzellzahlen der photoautotrophen und mixotrophen Kultivierung
im FPA, welche in Algen- und Bakterienzellzahl unterteilt werden.

Die Gesamtzellzahlen ergaben sich aus Zihlungen der Algen- und Bakterienzellen mithilfe einer Neubauer-
Zahlkammer.

Zu erkennen ist, dass sich sowohl die Algen als auch die Bakterien iiber den gesamten
Kultivierungsverlauf vermehren. Der Unterschied der Gesamtzellzahlen zwischen
photoautotropher und mixotropher Kultivierung wird dabei deutlich. Zu jedem Zeitpunkt der
Kultivierungen werden mehr Algen als Bakterien gezihlt. Das Verhiltnis von Algen zu
Bakterien ist bei der photoautotrophen Kultivierung geringer als bei der mixotrophen
Kultivierung. Der Unterschied ist jedoch mit 1:0,4 und 1:0,7 nicht erheblich. Unter

Berticksichtigung der Mikroalgenkonzentration steigert sich das Bakterienwachstum um den
Faktor 1,7.

Uber den gesamten Kultivierungsverlauf wurden lichtmikroskopische Aufnahmen beider
Kulturen gemacht und damit die Beschaffenheit und Verdnderungen dokumentiert. In
Abbildung 4.11 werden die Kulturen der photoautotrophen und mixotrophen Kultivierung an
Tag 1, 4 und 7 abgebildet.
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Abbildung 4.11: Lichtmikroskopische Aufnahmen der photoautotrophen und mixotrophen Kultivierung
von C. sorokiniana im FPA nach Tag 1, 4 und 7 bei 1000facher VergroéfRerung.

Bei Vergleich der lichtmikroskopischen Aufnahmen fallen vor allem die Agglomerate der
mixotrophen Kultivierung an Tag 7 auf, die nicht nur aus den grunen Zellen zusammengesetzt
sind, sondern teilweise aus farb- und strukturloser Substanz. Die Entwicklung der Mikroalgen
in beiden Kultivierungen verhélt sich &hnlich. Jedoch werden wéhrend der mixotrophen
Kultivierung nach dem dritten Tag einzelne Kontaminationen durch andere Mikroalgenarten
und Organismen festgestellt. Diese Kontaminationen treten im weiteren Verlauf der
Kultivierung haufiger auf und es bilden sich solche Agglomerate aus, wie sie an Tag 7 zu sehen

sind.

4.3  Bestimmung der Zellzusammensetzung

Im Anschluss an die photoautotrophe und mixotrophe Kultivierung der Mikroalge Chlorella
sorokiniana im FPA erfolgte die Bestimmung der Zellzusammensetzung der geernteten und
gefriergetrockneten Biomasse. Es wurden dafur verschiedene Analysen durchgefuhrt, mit
denen der Gehalt an Proteinen, Sacchariden, Lipiden, Pigmenten und anorganischen
Bestandteilen in den Mikroalgen ermittelt werden konnte. Neben dem Anteil an Lipiden wurde
auch die Zusammensetzung der Fettsduren analysiert. Die einzelnen Methoden wurden in
Kapitel 3.8 beschrieben. Die Ergebnisse der Analysen beider Kultivierungsarten werden

nachfolgend dargestellt.
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In Abbildung 4.12 sind die Zellzusammensetzungen aus der photoautotrophen und der
mixotrophen Kultivierung abgebildet. Zum direkten Vergleich, wie sich die Anteile der
einzelnen Bestandteile von photoautotropher zu mixotropher Kultivierung verédndern, wurden
die Ergebnisse beider Kulturen fiir jede Komponente gegeniibergestellt (Abb. 4.12a). Zudem
wurden die Zellbestandteile getrennt fiir jede Kultivierung zusammengetragen, um einen
Uberblick iiber die Zusammensetzung der phototroph und mixotroph kultivierten Mikroalgen
zu schaffen (Abb. 4.12b). Die Anteile der einzelnen biochemischen Komponenten beziehen
sich auf die Biotrockenmasse. Der ermittelte Wassergehalt der Proben wurde fiir jede

Komponente herausgerechnet.
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Abbildung 4.12: Zellzusammensetzung der Biomasse von C. sorokiniana nach photoautotropher und
mixotropher Kultivierung im FPA.

Die prozentualen Anteile der einzelnen biochemischen Komponenten aus photoautotropher und mixotropher
Kultivierung wurden gegeniibergestellt (a) und die Zusammensetzung der Mikroalgen der jeweiligen Kultivierung
zusammengetragen (b).

Tabelle 4.1 gibt Aufschluss iiber die genaue prozentuale Verteilung der einzelnen

biochemischen Komponenten der Chlorella sorokiniana.

Tabelle 4.1: Zellzusammensetzung der Biomasse von C. sorokiniana nach photoautotropher und
mixotropher Kultivierung im FPA.

Kultivierung Massenanteil w in %

Proteine Saccharide Lipide Pigmente  Asche Rest

photoautotroph 49,13 10,76 7,65 4,61 9,65 18,19
mixotroph 46,84 18.81 4,97 4,67 5,38 19,34
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Insgesamt konnen zu iiber 80 % der Biomasse von C. sorokiniana in den Analysen der
biochemischen Komponenten bestimmt werden. Vergleicht man die Anteile der einzelnen
Komponenten aus der phototrophen und mixotrophen Kultivierung miteinander, sind einige
Unterschiede erkennbar. Der Saccharidgehalt der mixotrophen Kultur ist mit 18,81 % deutlich
hoher, als der der photoautotrophen Kultur mit 10,76 %. Der Lipidgehalt sinkt von 7,65 % auf
4,97 % und auch der Aschehalt nimmt von 9,65 auf 5,38 % ab. Der Proteingehalt der
photoautotrophen Kultur liegt mit 49,13 % etwas hoher als der Gehalt von 46,84 % der
mixotrophen Kultur. Die Pigmentanteile von 4,61 und 4,76 % sind nahezu gleich. Die Analyse
ergibt fiir die mixotrophe Kultur einen geringfiigig hoheren Pigmentanteil. Der Anteil an
Komponenten, der nicht durch die Analysen erfasst werden konnte, ist ebenfalls in beiden

Kulturen dhnlich.

Die Analyse der Fettsauren erfolgte nach Kapitel 3.8.10.4. In der Probe der photoautotrophen
Kultivierung wurde ein Fettsaureanteil von etwa 5,62 mg g nachgewiesen, in der Probe der
mixotrophen Kultivierung ein Anteil von etwa 5,55 mg g?. In Abbildung 4.13 wird die
prozentuale Verteilung der einzelnen Fettsauren zwischen photoautotropher und mixotropher
Kultivierung verglichen (Abb. 4.13a) und die Zusammensetzung der Fettsduren in den
jeweiligen Proben dargestellt (Abb. 4.13b). Die Bezeichnungen der einzelnen Fettsauren sind
in Tabelle 4.2 zu finden. Die genaue prozentuale Verteilung kann in Anhang C eingesehen
werden.

Tabelle 4.2: Bezeichnungen der mittels FAME-Analyse nachgewiesenen Fettsiuren in den Proben der
phototrophen und mixotrophen Kultivierung.

Anzahl der C-Atome:

Doppelbindungen Chemische Bezeichnung Trivialname
16:0 i Hexadecansaure Palmitinséure
16:1 cis-9-Hexadecenséure Palmitoleinsaure
17:0 Heptadecansaure Margarinsaure
18:0 Octadecansaure Stearinsdure
18:1 n9 trans trans-9-Octadecenséure Elaidinsaure
18:1 n9 cis cis-9-Octadecensaure Olséure
18:1 n7 11-Octadecensédure Vaccensédure
18:2 n6 cis cis-9,cis-12-Octadecadiensdure Linolsaure
18:3 n6 cis,cis,c18-6,9,12-Octadecatriensiure y-Linolensaure
18:3n3 cis,cis,c18-9,12,15-Octadecatriensidure o-Linolenséure
24:0 Tetracosansaure Lignocerinséure
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Abbildung 4.13: Fettsiurezusammensetzung von C. sorokiniana nach photoautotropher und mixotropher
Kultivierung im FPA.

Die prozentualen Anteile der einzelnen Fettséuren aus photoautotropher und mixotropher Kultivierung wurden
gegeniibergestellt (a) und die Zusammensetzung der Fettsduren in den jeweiligen Proben dargestellt (b).

Es konnte ein Anteil der Fettsauren von 5,62 mg g der Trockenmasse in der photoautotrophen
und 5,55mg g’ in der mixotrophen Kultur nachgewiesen werden. Die am haiufigsten
vorkommenden Fettsiuren sind Palmitinsaure, Olsdure, Linolsidure und o-Linolensiure. Bei
Vergleich der einzelnen Fettsauren fallen vor allem Unterschiede in den Anteilen von
Linolsaure (18:2 n6 cis) und a-Linolensaure (18:3 n3) auf. In der Probe der photoautotrophen
Kultivierung wurde mit 31,2 % mehr o-Linolensdure nachgewiesen, als in der mixotrophen

Kultivierung mit einem Anteil von 24,2 %. Hingegen lasst sich in der Probe der mixotrophen
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Kultivierung ein groflerer Anteil von Linolsdure in Hohe von 30,4 % feststellen. Der Anteil der

photoautotrophen Kultivierung betriagt 26,0 %.

In Tabelle 4.3 ist die prozentuale Verteilung der gesittigten (SFA) sowie der einfach (MUFA)

und mehrfach ungesittigten Fettsduren (PUFA) zusammengefasst.

Tabelle 4.3: Prozentuale Verteilung der gesittigten sowie der einfach und mehrfach ungesiittigten
Fettsiiuren.
SFA = saturated fatty acids, MUFA = monounsaturated fatty acids, PUFA = polyunsaturated fatty acids.

Fettsiiuren Photoautotroph mixotroph
SFA 27,05 % 26,62 %
MUFA 14,03 % 17,17 %
PUFA 58,92 % 56,22 %

Die Aufteilung der SFA, MUFA und PUFA bleibt fiir beide Proben annihernd gleich.
Insgesamt ist der Anteil der mehrfach ungesittigten Fettsduren in beiden Proben am gréfBten,

der Anteil an einfach ungesittigten Fettsduren am geringsten.
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5 Diskussion

Nachfolgend werden die in Kapitel 4 vorgestellten Ergebnisse interpretiert und verglichen.
Besonders im Fokus stehen hierbei die im FPA durchgefuhrten Kultivierungen von Chlorella
sorokiniana in Bezug auf das Bakterienwachstum und die Veranderungen der
Zellzusammensetzung durch die diskontinuierliche Zugabe von Glucose, durch welche die
néchtlichen Biomasseverluste der photoautotrophen Kultivierung ausgeglichen werden

konnten.

5.1 Kultivierung im Multi-Cultivator MC-1000

Die Kultivierung im Multi-Cultivator diente der Untersuchung der Glucose-Aufnahmerate von
Chlorella sorokiniana fur den Zeitraum von 14 Stunden wéhrend der Dunkelphase. Ziel war
es, dass die gesamte hinzugegebene Glucose Uber Nacht von der Mikroalge verstoffwechselt
wurde. Das Wachstum war damit wahrend der Dunkelphase heterotroph und wéhrend der
Hellphase photoautotroph. Einen Vergleichswert der Glucose-Aufnahmerate von Chlorella
sorokiniana gaben Ogbonna und Tanaka [1996] in ihrer Arbeit an. Sie ermittelten eine

Aufnahmerate von 0,11 ggic gem™ h™.

Die Ergebnisse zeigen den Verlauf der Zellkonzentration und der Glucosekonzentration
wahrend der verschiedenen Kultivierungen (Abb. 4.1, Abb. 4.2). Es wird ersichtlich, dass die
Zugabe von Glucose eine deutliche Steigerung des Wachstums und der Produktivitat der
Mikroalgen erreicht und néachtliche Biomasseverluste ausgeglichen werden. Die
durchschnittlichen Biomasseverluste der durchgefuhrten photoautotrophen Kultivierung
entsprachen dabei den erwarteten Biomasseverlusten von 10 bis 15 % [Ogbonna & Tanaka,
1996]. Bei der photoautotrophen Kultivierung wurde nach etwa vier Tagen ein Rickgang der
Zellkonzentration festgestellt. Dies ist vermutlich darauf zurtickzufiihren, dass ein Teil der
Biomasse (ber die Abluftschlduche der KultivierungsgefélRe verloren gegangen ist und die
Kultur am oberen Rand der KultivierungsgeféaRe haften blieb. Dies lasst sich auch in Abbildung

4.6a erkennen.

Der pH-Wert stieg im Verlauf der Kultivierung in jeder Kultur an (Abb. 4.3). In jeder Nacht
war ein Abfall des pH-Werts zu verzeichnen. Der Anstieg im Verlauf der Kultivierung
resultierte aus der Verstoffwechselung von Stickstoff sowie aus der photosynthetischen COo-

Fixierung durch den Abbau von Hydrogencarbonaten (HCOs3), wobei sich Hydroxid-lonen
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(OH") im Medium anreicherten. Der néchtliche Abfall des pH-Werts ist vermutlich auf die
konstante CO»-Begasung, das durch die Zellatmung entstandene CO, und die abgestorbenen
Zellen zurtickzufuhren. Bei den mixotrophen Kultivierungen kann auch die Zugabe und
Verstoffwechselung von Glucose den pH-Wert herabsetzen [Richmond, 2013; Huang et al.,
2016].

Neben dem Anstieg der Glucosekonzentration konnte auch ein Anstieg des
Bakterienwachstums beobachtet (Abb. 4.4) werden, da Bakterien organischen Kohlenstoff als
Energie- und Kohlenstoffquelle verstoffwechseln [Deschénes, 2016]. Besonders der
Unterschied der Gesamtzellzahlen im Vergleich zur photoautotrophen Kultivierung wird hier
deutlich. Wihrend der Kultivierungen, bei denen vor jeder Dunkelphase 0,07 goic gem™* h™ und
0,11 gaic gsm h hinzugegeben wurde, akkumulierte sich die Glucose in den Kulturen. Somit
stand den Mikroalgen und Bakterien nach kurzer Zeit auch wahrend der Hellphase Glucose zur
Verfugung. Diese Kulturen erreichten nach einigen Tagen ihr Konzentrationsmaximum und
das Wachstum stagnierte, wohingegen bei den Bakterien noch am Ende der Kultivierung ein

Wachstum zu verzeichnen war.

Das Vorhandensein von Glucose wird ebenfalls in der Farbe der Kulturen deutlich (Abb. 4.6).
Da die Mikroalgen weniger auf das Licht angewiesen sind, um ihre Biomasse aufzubauen,

wurden weniger photosynthetische Pigmente synthetisiert [Cheirsilp & Torpee, 2012].

Es wurden aulRerdem Uber den Kultivierungsverlauf immer mehr Kontaminationen durch
andere Organismen festgestellt, denen mit der Glucose eine Wachstumsgrundlage geschaffen
wurde (Abb. 4.5). Da nicht steril gearbeitet wurde, konnten die Organismen aus der Umgebung
in das Kultivierungssystem gelangen. Des Weiteren wurde beobachtet, dass die Agglomeration
der Chlorella sorokiniana abnahm. Dies kdnnte zum einen mit dem fortschreitenden Wachstum
der Kultur und der damit verbundenen Néhrstoffabnahme begriindet werden. Die
Agglomeration wird durch eine hohere Konzentration geldster Salze begunstigt, die die
Ladungen der Mikroalgenzellen ausgleichen. Zum anderen kann damit die Agglomeration
durch im Medium enthaltene Zucker beeintrachtigt werden, wie in diesem Fall durch die hohe

Konzentration an Glucose [Li et al., 2021].

Bei einer Glucose-Zugabe von 0,02 gaic gem™ h konnte die gesamte Glucose wihrend der
Dunkelphase von den Mikroalgen verstoffwechselt werden und flihrte zu einem Ausgleich der
néchtlichen Biomasseverluste. Zum Ende der Kultivierung wurde jedoch eine leichte
Akkumulation der Glucose im Medium verzeichnet. Diese ist darauf zurtickzufiihren, dass die

tatsdchliche Biomassekonzentration deutlich geringer war als die Uber die OD ermittelte
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Biomassekonzentration. Am Ende der Kultivierung wurde eine Biotrockenmassekonzentration
von 4,13 g L** mittels Trockenmassebestimmung ermittelt, wohingegen mit der OD eine
Konzentration von 5,35 g L™t bestimmt wurde. Die Berechnungen der Glucose-Menge erfolgten
somit fiir eine hohere Biomassekonzentration. Die hinzugegebene Glucose kann dadurch nicht
mehr vollstandig von den Mikroalgen aufgebraucht werden.

Die von Ogbonna und Tanaka [1996] ermittelte Glucose-Aufnahmerate von 0,11 geic ggm™* ht
von Chlorella sorokiniana konnte nicht bestatigt werden, sondern war in diesem Versuch um
ein Vielfaches geringer. Mégliche Griinde fir diese Abweichung kénnen darin liegen, dass ein
anderer Chlorella sorokiniana Stamm fir die Kultivierung verwendet wurde und andere
Kultivierungsbedingungen herrschten. So unterscheidet sich im Vergleich der Versuche von
Ogbonna und Tanaka [1996] die Zusammensetzung des Mediums wund das
Kultivierungssystem. Waéhrend der Dunkelphase betrug die Temperatur 30 °C und die

Beleuchtungsstarke wahrend der Hellphasen war geringer.

Das Bakterienwachstum bei einer Glucose-Zugabe von 0,02 gaic gsm™ h™twar im Vergleich zu
den hoheren Glucose-Konzentrationen weniger stark ausgepragt, da die Glucose nur wéhrend
der Dunkelphase zur Verfligung stand. Wéhrend der Hellphase waren die Mikroalgen fur ihr
Wachstum weiterhin auf das Licht angewiesen. Dies macht sich auch im Vergleich der Farbe
bemerkbar. Da die Mikroalgen weiterhin auf ihre photosynthetischen Pigmente angewiesen

sind, blieb die intensivgriine Farbe erhalten.

5.2  Kultivierung im FPA

Die Kultivierungen im FPA dienten der Verifizierung der Ergebnisse aus der Kultivierung im
Multi-Cultivator und der Untersuchung dieser im gréReren Malistab. Gleichzeitig wurde eine
ausreichende Menge an Biomasse erzeugt, um anschlielend die Auswirkungen der
diskontinuierlichen Glucose-Zugabe auf die Zellzusammensetzung mithilfe der entsprechenden
Analysen untersuchen so konnen. Die Kultivierungsbedingungen anderten sich im Vergleich
zu der Kultivierung im Multi-Cultivator insofern, dass wéhrend der Hellphase bei
Raumtemperatur kultiviert wurde, die durch &uRere Bedingungen, wie Sonneneinstrahlung oder
die AuBentemperatur, beeinflusst wurde. Wahrend der Nacht konnte die Kultur durch das
Wasserbad abgekihlt werden, wurde jedoch morgens an einigen Tagen durch die Sonne
aufgeheizt. Der Begasungsfluss war zudem geringer, die Zusammensetzung aus Druckluft und
10 % (v/v) COz blieb jedoch gleich.
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Die Ergebnisse der Kultivierung im Multi-Cultivator kénnen flr die photoautotrophe und die
mixotrophe Kultivierung bei 0,02 gaic gsm* h™t Glucose-Zugabe bestatigt werden. Der Verlauf
der Biotrockenmassekonzentrationen (Abb. 4.7) verhielt sich &hnlich wie im Multi-Cultivator
und die hinzugegebene Glucose wurde in jeder Nacht vollstandig verstoffwechselt (Abb. 4.8).
Jedoch befanden sich die Mikroalgen am Anfang der Kultivierung in einer Lag-Phase, die etwa
drei Tage andauerte. Werden Organismen mit einer neuen Umgebung konfrontiert, stellen sie
ihr Wachstum ein und passen sich der neuen Situation an, bevor sie ihr exponentielles
Wachstum einleiten [Vermeersch et al., 2019]. Nach drei Tagen stieg das Zellwachstum,
besonders bei der mixotrophen Kultur, rasant an. Die durchschnittliche volumetrische
Produktivitat beider Kultivierungen und die Endkonzentration der Biomasse waren durch die
anfangliche Lag-Phase vergleichsweise gering und nur etwa halb so hoch, wie die der
Kultivierungen im Multi-Cultivator. Die durchschnittlichen néchtlichen Biomasseverluste der
photoautotrophen  Kultivierung entsprachen mit 14 % auch hier den erwarteten
Biomasseverlusten von 10 bis 15 % [Ogbonna & Tanaka, 1996]. Durch die Zugabe der Glucose
wurden diese Biomasseverluste ausgeglichen. In den Nachten nach der Lag-Phase wurde ein

Zellwachstum mit durchschnittlichen Biomassegewinnen von etwa 11 % erreicht.

Die gemessenen Temperaturen der Kultivierungen waren abhangig von der
Umgebungstemperatur und der morgendlichen Sonneneinstrahlung, durch welche an manchen
Tagen das Wasserbad erwarmt wurde. Deshalb entsprach die gemessene Temperatur am Ende
der Dunkelphase nicht immer der tatséachlichen Temperatur wahrend der Dunkelphase. Je nach
Umgebungstemperatur variierte zudem die Temperatur der Kultur wahrend der Dunkelphase
und lag meist zwischen 15 und 24 °C. Wéhrend der Hellphase wurden Temperaturen von bis
zu 28 °C erreicht. Wéhrend der mixotrophen Kultivierung waren auch die AuRentemperaturen

hoher als wahrend der photoautotrophen Kultivierung.

Die Unregelmé&Rigkeiten finden sich auch im pH-Wert wieder (Abb. 4.9). Wéhrend der Lag-
Phase waren keine starken Veranderungen des pH-Werts festzustellen. Besonders auffallig war
der pH-Wert-Anstieg nach der Kultivierungsdauer von 120 Stunden. Die Kultur befand sich
dort in der exponentiellen Wachstumsphase. Dieser Anstieg wurde in beiden, voneinander
unabhéngigen Kultivierungen verzeichnet und ist moglicherweise auf die Akkumulation
bestimmter Nebenprodukte aus Stoffwechselprozessen oder andere Reaktionen der Zellen

wahrend des erh6hten Wachstums zuriickzufiihren.
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Das Bakterienwachstum der mixotrophen Kultivierung war auch in diesen Kultivierungen
deutlich hoher als bei der photoautotrophen Kultivierung (Abb. 4.10). Bei Vergleich der
Verhaltnisse zwischen den Algen und Bakterien wurden in diesen Kultivierungen weniger
Bakterien gezahlt als bei der Kultivierung im Multi-Cultivator. Ein Grund daftr kénnte die
spatere Akkumulation der Glucose wéhrend der Kultivierung im Multi-Cultivator sein, sodass

die Bakterien auch nach dem Ende der Dunkelphase weiterwachsen konnten.

Die Verhdltnisse der Algen- und Bakterienzellzahlen der photoautotrophen und mixotrophen
Kultivierung im FPA unterschieden sich nicht erheblich. Die Bakterienzellzahl am Ende der
mixotrophen Kultivierung war insgesamt etwa dreimal so hoch wie die der photoautotrophen
Kultivierung. Die Algenzellzahl hingegen war etwa zweifach so hoch. Dieser Unterschied ist,
wie bereits in Kapitel 5.1 beschrieben, auf das Vorhandensein der Glucose zurtickzufthren.
Auch in dieser Kultur wurden, wie schon im Multi-Cultivator, andere Organismen und
Mikroalgenarten unter dem Mikroskop beobachtet, die aus der Umgebung in das

Kultivierungssystem gelangt sind und sich tiber den Verlauf der Kultivierung vermehrten.

Bei Betrachtung der lichtmikroskopischen Aufnahmen fiel besonders die Zusammensetzung
der Agglomerate in der mixotrophen Kultur auf (Abb. 4.11). Bei der farb- und strukturlosen
Substanz, die in den Agglomeraten zu finden war, kdnnte es sich um abgestorbene Zellen
handeln. Das Absterben der Zellen kann eine Reaktion auf biotische oder abiotische
Stressfaktoren sein, beispielsweise durch bestimmte Kontaminationen, die negativ mit der
Chlorella wechselwirken, oder auf den extremen pH-Anstieg zum Ende der Kultivierung
[Bellucci et al., 2021]. Wahrend der Kultivierung im Multi-Cultivator wurde eine solche
Reaktion der Zellen nicht beobachtet. Dort wurden weniger verschiedene Kontaminationen
festgestellt und der Verlauf des pH-Werts blieb gleichméafig. Die Schwankung des pH-Werts
wéhrend der photoautotrophen Kultivierung im FPA waren weniger stark ausgepréagt. Die
farblose Substanz war ebenfalls vereinzelt und in einer sehr geringen Menge in den
Agglomeraten vorzufinden. Kontaminationen der Kultur wurden kaum beobachtet.
RickschlieBend konnte das Absterben der Mikroalgen durch beide, zuvor genannten

Stressfaktoren bedingt worden sein.
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5.3 Vergleich der Zellzusammensetzung

Der Gehalt an Proteinen, Sacchariden, Lipiden, Pigmenten sowie die Zusammensetzung der
Fettsduren der im FPA Kkultivierten Chlorella sorokiniana Kulturen wurde analysiert und
verglichen. Die Auswirkungen der diskontinuierlichen Zugabe von Glucose auf die
Zusammensetzung der biochemischen Komponenten konnten so untersucht werden.

Nachfolgend werden die Ergebnisse dieser Analysen beurteilt.

Uber 80 % der Biotrockenmasse konnten in beiden Proben durch die durchgefiihrten Analysen
zur Bestimmung der Zellzusammensetzung erschlossen werden (Abb. 4.12b). Die Anteile der
biochemischen Komponenten in der photoautotrophen Kultur stimmen nur teilweise mit den
Literaturwerten tberein. Nach dem Vergleich des Saccharid- und Lipidgehalts fir Chlorella
sorokiniana aus anderen Arbeiten, wurde ein hoherer Anteil der Komponenten in den Proben
erwartet. Der Saccharidgehalt liegt mit 10,76 % im allgemeinen Durchschnitt des
Saccharidgehalts von 10 % in Mikroalgen [Villarruel-Lépez et al., 2017]. In anderen
Untersuchungen, wie beispielsweise der von Becker [2007] und Belkoura et al. [1997], wurden
jedoch deutlich héhere Gehalte von etwa 26 % und 30 % der Trockenmasse ermittelt. Bei
Vergleich des Saccharidgehalts mit anderen Zellanalysen, die am Institut fir Umwelttechnik
und Energiewirtschaft fiir C. sorokiniana durchgefuhrt wurden, konnten ebenfalls héhere
Saccharidgehalte mit 18,7 % und 30,5 % ermittelt werden [Wieczorek, 2018; Maubach, 2021].
Es wurde ein Lipidanteil von 7,65 % ermittelt. Vergleichswerte zeigen héhere Lipidgehalte von
etwa 18 und 20 % [Belkoura et al., 1997; Lizzul et al., 2018]. Becker [2007] hingegen ermittelte
einen deutlich geringeren Anteil von 2 %. Die von Wieczorek [2018] und Maubach [2021]
ermittelten Werte lagen bei durchschnittlich 6,3 % und 13,0 %. Der in dieser Arbeit ermittelte
Lipidgehalt ordnet sich somit in die Vergleichswerte ein.

Der Proteingehalt ndhert sich mit 49,13 % sehr gut dem Anteil von 57 % nach Becker [2007].
Mit etwa 43 % wurden bei Wieczorek [2018] und Maubach [2021] und mit etwa 40 % von
Belkoura et al. [1997] geringere Proteinanteile erreicht.

Der Pigmentgehalt von 4,61 % deckt sich mit dem Pigmentgehalt von 4,5 % nach Villarruel-
Lopez et al. [2017] und findet sich in den Werten von 5,2 und 3,8 % nach Wieczorek [2018]
und Maubach [2021] wieder.

Es ist zu vermuten, dass die Hohe der Anteile der biochemischen Komponenten von der
Wachstumsphase abhéngig ist, in der sich die Kulturen zum Zeitpunkt der Ernte befanden

[Gifuni et al., 2018]. Zudem unterscheiden sich die Kultivierungsparameter und -systeme aller
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verglichenen Arbeiten und teilweise die einzelnen Analysemethoden und eingesetzten
Losungsmittel voneinander und konnen so zu unterschiedlichen Ergebnissen flhren.
Maglicherweise konnte das eingesetzte Losungsmittel nicht den gesamten Anteil der Lipide aus
der Biomasse lésen. Ein Einfluss durch unterschiedliche Probenbehandlung, wie die
Trocknungsmethode oder ein Zellaufschluss, sind ebenfalls nicht auszuschlieRen. Zu
berticksichtigen ist ebenfalls die verkiirzte Beleuchtungsdauer von 10 Stunden bzw. die
verlangerte Dunkelphase von 14 Stunden. In vielen Kaultivierungen betragen die
Beleuchtungsdauern 12 oder 14 Stunden [Kong et al., 2013; Huang et al., 2016; Edmundson &

Huesemann, 2015].

Werden nun die Unterschiede der Zellzusammensetzung aus der photoautotrophen
Kultivierung mit der mixotrophen Kultivierung verglichen, fallen besonders die Anderungen
des Saccharid- und Lipidanteils bei einer gleichzeitigen Verringerung des Gehalts an
anorganischen Bestandteilen auf (Abb. 4.12b). Der Saccharidgehalt stieg von 10,76 auf 18,8 %.
Der Lipidanteil hingegen sank von 7,65 auf 4,97 %. Viele bisherige Untersuchungen zeigen,
dass sowohl der Saccharid- als auch der Lipidgehalt bei der Zugabe eines organischen Substrats,
wie Glucose, gesteigert werden kénnen [Kong et al. 2013; Cheirsilp & Torpee, 2012; Kong et
al., 2020]. Huang et al. [2016] erreichten bei Zugabe von Glucose eine Steigerung des
Lipidgehalts auf etwa 45 %, wohingegen der Saccharidgehalt abnahm. Die Steigerung des
Saccharidgehalts in dieser Arbeit deckt sich dementsprechend mit den Ergebnissen anderer
Arbeiten. Die Abnahme des Lipidgehalts entspricht diesen nicht. Auch bei diesen Ergebnissen
sind Unterschiede der Probenbehandlung, der Kultivierungsparameter und -systeme aller
verglichenen Arbeiten sowie die verwendeten Analysemethoden und eingesetzten
Losungsmitteln zu berticksichtigen. Da die Lipidextraktionen der Proben aus der phototrophen
und mixotrophen Kultivierung zudem getrennt durchgefiihrt wurden, konnten auch hier
einzelne Parameter, wie die Spuildauer, variieren und sich auf die Ergebnisse auswirken.

Der Proteinanteil von C. sorokiniana sank ebenfalls leicht von 49,13 auf 46,84 %. Die
Abnahme des Proteingehalts wahrend einer mixotrophen Kultivierung wurde bereits in anderen
Versuchen beobachtet [Kong et al., 2020; Kong et al., 2013]. Der Pigmentanteil blieb mit
4,61 % in der photoautotrophen und 4,67 % in der mixotrophen Kultur ann&hernd gleich. Da
die Mikroalgen bei der diskontinuierlichen Glucose-Zugabe tagsiiber noch ihre gesamte
Energie aus dem Licht beziehen, waren sie weiterhin auf die photosynthetischen Pigmente
angewiesen [Cheirsilp & Torpee, 2012]. Die mixotrophe Kultivierung bei diskontinuierlicher

Zugabe von Glucose wirde sich somit besonders fir die Produktion von Pigmenten eignen, da
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die Wachstumsrate bei gleichbleibendem Pigmentgehalt der Mikroalgen erhéht wird.

Gleichzeitig kann die Saccharidproduktion der Zellen gesteigert werden.

Die in den Proben nachgewiesenen Fettsduren wurden ebenfalls miteinander verglichen
(Abb. 4.13). Die Fettsaureanteile in den Proben waren mit 5,62 mg g* in der photoautotrophen
Kultur und 5,55 mg gt in der mixotrophen Kultur vergleichbar. Dies konnte darauf hindeuten,
dass sich auch die tatséchlichen Lipidanteile der photoautotrophen und mixotrophen
Kultivierung kaum unterscheiden, mit der mixotrophen Kultivierung also moglicherweise keine
Verringerung des Lipidanteils einhergegangen ist.

Besonders auffillig waren die Anderungen der Anteile von Linolsaure (18:2 n6 cis) und
a-Linolenséure (18:3 n3) von photoautotropher zu mixotropher Kultivierung. Bei Betrachtung
des Aspekts der menschlichen Erndhrung ist vor allem ein héherer Anteil an a-Linolensdure
(ALA) als Vorstufe aller anderen Omega-3-Fettsduren von Vorteil. Linolsaure (LA) stellt die
Vorstufe der Omega-6-Fettséuren dar und sollte in geringeren Mengen aufgenommen werden,
da entzindliche Reaktionen im Korper durch grofle Mengen der Omega-6-Fettsauren
begunstigt werden kénnen. ALA hingegen wirkt entzindungshemmend [Nagy & Tiuca, 2017].
Dader Anteil an LA von 26,0 % in der phototrophen zu 30,4 % in der mixotrophen Kultivierung
zunahm und gleichzeitig der Anteil der ALA von 31,2 auf 24,2 % sank, ist die mixotrophe
Kultivierung fiir die Synthese der bevorzugten Omega-3-Fettsauren unvorteilhaft.

Die Ergebnisse der Fettsaureanalyse wurden auBBerdem Vergleichswerten anderer Arbeiten
gegeniibergestellt. Diese sind in Anhang C zu finden. Sowohl die Zusammensetzung nach Li et
al. [2014] als auch die Zusammensetzung nach Bellou & Aggelis [2012] &hneln der
Zusammensetzung der kultivierten C. sorokinana. Li et al. [2014] ermittelten jedoch geringere
Anteile an LA, nach Bellou & Aggelis [2012] lag der Anteil héher. Bei den Vergleichswerten
ist zu berlicksichtigen, dass in den anderen Arbeiten auch zusatzlich andere Fettsauren
analysiert wurden. Diese wurden jedoch nicht abgebildet, da damit kein direkter Vergleich zu

den einzelnen ermittelten Fettsdureanteilen dieser Arbeit gezogen werden kann.

Bei Vergleich der Zusammensetzung von ungeséttigten sowie einfach und mehrfach
ungesattigten Fettsauren stimmten diese in beiden Proben ungeféhr tberein (Tab. 4.3). Der
Anteil der mehrfach ungesattigten Fettsduren ist dabei am groften und nahm von
photoautotropher zu mixotropher Kultivierung leicht ab. Eine &hnliche Zusammensetzung
findet sich auch in den Vergleichswerten von Bellou und Aggelis [2012] und Li et al. [2014].
Betrachtet man auch hier wieder den Aspekt der menschlichen Erndhrung ist ein hoherer Anteil

an ungeséttigten Fettsduren von Vorteil, da diese im Korper die Konzentration des High-
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Density-Lipoproteins HDL-Cholesterin erhohen, welches tberschiissiges Cholesterin fiir den
Abbau zur Leber transportiert. Gesattigte Fettsduren hingegen erhohen die Konzentration des
Low-Density Lipoproteins LDL-Cholesterins, welches die Zellen mit Cholesterin beliefert und
die Aktivitat des LDL-Rezeptors hemmt. Eine zu hohe Konzentration des LDL-Cholesterins
kann Herz-Kreislauf-Erkrankungen beglnstigen. Besonders Palmitinsdaure nimmt auf die
genannte Aktivitdt des LDL-Cholesterins einen Einfluss [Siri-Tarino, 2010]. Der deutlich
hohere Anteil der ungeséttigten Fettsauren der C. sorokiniana mit etwa 27 %, gegeniiber dem
Anteil der ungeséttigten Fettsduren mit etwa 57 %, ist rickschlieBend flr beide
Kultivierungsmethoden insgesamt vorteilhaft. Weniger vorteilhaft ist jedoch der Anteil an

Palmitinsaure, der mit 24,1 und 24,5 % in beiden Proben &hnlich hoch liegt.

Einen weiteren Aspekt stellt der Einsatz der gewonnenen Lipide in der Biodieselproduktion
dar. Bisherige Untersuchungen zeigen, dass die Qualitdt des Kraftstoffs von der
Zusammensetzung der ungesattigten und gesattigten Fettsduren abhédngt. Vorteilhaft ist ein
hoher Anteil an gesattigten und ein geringer Anteil an mehrfach ungeséttigten Fettsduren. Da
Chlorella eine hohe Produktivitét der Lipid- und Fettsauresynthesen, bei Anteilen von etwa 22
bis 29 % an ungesattigten und etwa 36 bis 45 % an mehrfach ungesattigten Fettséuren,
vorweisen, bieten sie sich fiir die Biodieselproduktion an. Sie ermittelten Lipidgehalte von etwa
11 bis 18 %. Die Studien zeigten eine hohe Stabilitat des aus Chlorella gewonnenen Kraftstoffs
[Talebi et al. 2013; Hoekman et al., 2012]. Der in dieser Arbeit ermittelte Anteil der
ungesattigten Fettsduren entspricht mit etwa 27 % den Untersuchungen nach Talebi et al.
[2013]. Der Anteil der mehrfach ungesattigten Fettsauren in dieser Arbeit liegt mit etwa 57 %
etwas hoher. Die Verhaltnisse der Fettsduren der C. sorokiniana stimmen mit den Verhé&ltnissen
von ungesattigten zu gesattigten Fettsduren Uberein. Die Fettsdurezusammensetzung der
C. sorokiniana wirde sich demnach fiir die Biodieselproduktion anbieten. Der Lipidgehalt von
7,65 und 4,97 % der kultivierten Mikroalgen wére fur diese Anwendung zu gering. Da hohe
Biomasseausbeuten fiir die Biodieselproduktion bendtigt werden, bietet sich jedoch eine

mixotrophe Kultivierung an.
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5.4  Fehlerbetrachtung

In diesem Kapitel werden mogliche Fehlerquellen der verwendeten Methoden und die Einflisse

auf die zuvor dargestellten Ergebnisse erortert.

In jedem Versuch wurden die Biomassekonzentrationen mithilfe des Korrelationsfaktors der
Kalibriergeraden und der gemessenen OD bestimmt. Die Kalibriergerade ergibt sich aus einer
linearen Regression der OD in Abhéangigkeit der Biotrockenmasse, die fir die Vorkultur der
C. sorokiniana erstellt wurde. Folglich handelt es sich bei der Konzentrationsbestimmung um
eine indirekte Messung, die zu Fehlern fiihren kann. Da sich die Zusammensetzung der Kultur
und das Wachstumsverhalten der C. sorokiniana im Verlauf einer Kultivierung verandern,
veréndert sich auch der Zusammenhang der gemessenen OD und der Biotrockenmasse [Gifuni
etal., 2019].

Waéhrend der Kultivierungen im Muli-Cultivator kann es zu leichten Unterschieden des
Begasungsdrucks in den einzelnen KulturgefaRen gekommen sein. Die Begasung wurde fur
jedes Kultivierungsgefal? Uber Begasungsventile geregelt. So konnte es zu leichten
Abweichungen durch unterschiedlich weit ge6ffnete Ventile kommen. Da die Begasung die
Durchmischung der Kulturen sicherstellt, kann es auch hier Abweichungen gegeben haben.
Wahrend des Versuchs wurde zudem beobachtet, dass in einigen Kulturen ein Teil der
Biomasse Uber die Abluftschlduche verloren gegangen ist oder am oberen Rand der
Kultivierungsgefale gehaftet hat, was jeweils zu einer geringeren Zellkonzentration gefiihrt
hat.

Waéhrend der Kultivierungen im FPA wurde ebenfalls beobachtet, dass ein Teil der Biomasse
am oberen Teil des Reaktors haftete und es teilweise zu Ablagerungen in den Kammern des
Reaktors kam. Die Ablagerungen resultierten daraus, dass die Durchmischung durch die
Begasung an diesen Stellen nicht gewéahrleistet werden konnte. Des Weiteren ist zu beachten,
dass die Lichtquelle die Kultur nicht vollstandig und gleichmaRig beleuchten konnte. Die
Lichtstarke war in der Mitte des Reaktors am gréf3ten und nahm nach aul3en hin ab. Der untere
Teil des Reaktors befand sich zudem durchgehend im Wasserbad und wurde zu keiner Zeit
beleuchtet. Die Lichtverfugbarkeit fir die Photosyntheseleistung der Zellen war
dementsprechend eingeschrénkt.

Grundsétzlich fand keiner der Versuche unter sterilen Bedingungen statt, sodass andere
Organismen in die Kultivierungssysteme eingetragen und somit Kontaminationen beobachtet

wurden. Die Organismen koénnen sowohl einen positiven als auch negativen oder keinen
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nennenswerten Einfluss auf die Kultivierungen haben [Edmundson & Huesemann, 2015; Bai
etal., 2014].

Wahrend der analytischen Methoden stellen Pipettierfehler eine mogliche Fehlerquelle bei dem
Ansetzen von Verdinnungen oder Losungen dar. Diese Fehler kdnnen besonders bei kleinen
Volumina eine groRere Auswirkung auf das Ergebnis haben. Besonders bei den Zellzdhlungen
oder den Néhrstofftests, bei denen 1:50 oder 1:100 Verdiinnungen angesetzt wurden, kann es
zu solchen Abweichungen kommen.

Wahrend der Bestimmung der Algen- und Bakterienzellzahlen kann es zudem zu Fehlern
wéhrend des Z&hlens gekommen sein, wenn beispielsweise eine Zelle ibersehen oder doppelt
gezahlt wurde.

Bei der Lipidextraktion konnen leichte Abweichungen in der Temperatur, die Uber einen
analogen Regler eingestellt wurden, aufgetreten sein. Die einzelnen Extraktionsvorrichtungen
brauchten zudem unterschiedlich lange, um die entsprechende Temperatur zu erreichen. Eine
weitere Abweichung wurde in den Splzeiten der Proben beobachtet, die davon abhéngig war,
nach welcher Zeit das Losungsmittel vollstandig verdampft war. Dies hing zusétzlich damit
zusammen, wie fest die Extraktionsbecher an die Apparatur geschraubt wurden und wie gut das
Losungsmittel dadurch entweichen konnte. Diese Parameter kdnnen zu unterschiedlichen
Extraktionserfolgen gefihrt haben.
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6  Zusammenfassung und Fazit

Aufgrund der Zellatmung kann es bei photoautotrophen Mikroalgen wéhrend der Abwesenheit
von Licht zu Biomasseverlusten kommen. Da einige Mikroalgen neben dem phototrophen auch
einen hetero- oder mixotrophen Stoffwechsel betreiben kdnnen, kann das Zellwachstum durch
die Zugabe eines organischen Substrats gesteigert und die nachtlichen Biomasseverluste
ausgeglichen werden. Bei der Zugabe von organischem Substrat steigt jedoch auch das
Bakterienwachstum deutlich an und das Risiko einer Uberwucherung der Mikroalgen besteht.
In dieser Arbeit wurde daher fur die Mikroalge Chlorella sorokiniana untersucht, wie sich eine
diskontinuierliche Zugabe von Glucose auf das Bakterienwachstum und die
Zellzusammensetzung auswirkt, um gleichzeitig die né&chtlichen Biomasseverluste
auszugleichen. Die hinzugefligte Glucose sollte dabei vollstandig wahrend der 14-stiindigen
Dunkelphase von den Mikroalgen verstoffwechselt werden.

Um die Glucose-Aufnahmerate der C. sorokiniana zu untersuchen, wurde im Multi-Cultivator
kultiviert. Es wurden simultan eine photoautotrophe und drei mixotrophe Kultivierungen
durchgefuhrt. Den mixotrophen Kulturen wurden vor jeder Dunkelphase in Abhéngigkeit der
Biomasse Mengen von 0,02 geic gem™ h%, 0,07 geic gem™ h™t und 0,11 goic gem™ ™ Glucose
hinzugefiigt. Die Ergebnisse zeigen, dass die gesamte Glucose bei einer Zugabe-Menge von
0,02 gaic gem™* h™t von den Mikroalgen verstoffwechselt werden kann. Die Bakterienzellzahl

stieg analog zu héheren Glucosekonzentrationen an.

Um die Ergebnisse des Versuchs zu verifizieren, wurde im FPA eine photoautotrophe und eine
mixotrophe Kultivierung bei 0,02 geic gem™ h™ Glucose-Zugabe durchgefiihrt. Wahrend der
photoautotrophen Kultivierung traten wahrend der Dunkelphase Biomasseverluste von etwa
14 % auf. Mit der diskontinuierlichen Glucose-Zugabe in der mixotrophen Kultivierung
konnten die Biomasseverluste ausgeglichen und das Zellwachstum mehr als verdoppelt werden.
Die Bakterienkonzentration steigerte sich um den Faktor 1,7 und liegt damit deutlich niedriger
als in mixotrophen Kultivierungen, denen Glucose zum Anfang der Kultivierung in héherer
Konzentration hinzugegeben wird. In der herkdmmlichen mixotrophen Kultivierung kann sich

das Bakterienwachstum um einen Faktor von ca. 11 steigern [Maubach, 2021].

Die Zellzusammensetzung der Biomasse aus der photoautotrophen und mixotrophen

Kultivierung wurde analysiert. Es wurde eine hohe Ausbeute an Proteinen erzielt. Durch die
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diskontinuierliche Zugabe von Glucose wurde eine Steigerung des Saccharidgehalts erreicht.

Der Pigmentgehalt &nderte sich nicht nennenswert. Der Lipidanteil nahm ab.

Die mixotrophe Kaultivierung bei diskontinuierlicher Glucose-Zugabe wuirde sich daher
besonders fur Kultivierungen eignen, die der Produktion von Pigmenten dienen, die unter
anderem als naturliche Farbstoffe in der Nahrungsmittelindustrie Anwendung finden [Spolaore
et al., 2006]. Es wird zudem ein gesteigerter Anteil an Sacchariden gewonnen, die fur die
Biokraftstoffproduktion eingesetzt werden kénnen [Debnath et al., 2021]. Gleichzeitig erhéht

sich die Produktivitat der Mikroalgen und damit die Ausbeuten der Produkte.
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7 Ausblick

Die durchgefiihrten Versuche konnten zeigen, dass bei einer diskontinuierlichen Zugabe von
Glucose die ndchtlichen Biomasseverluste ausgeglichen und das Wachstum der Chlorella

sorokiniana gesteigert werden kann.

Um das Potenzial dieser Kultivierungsmethode besser beurteilen zu koénnen, wadre eine
Kultivierung Uber einen ldngeren Zeitraum sinnvoll. So kdnnen die Wachstumsrate der
Mikroalgen und das Wachstum der Bakterien weiter beobachtet werden. Auch ein mdglicher

Einfluss bestimmter Kontaminationen auf die Mikroalgen kénnte untersucht werden.

Die Zellzusammensetzung der Chlorella sorokiniana bedarf ebenfalls weiterer
Untersuchungen, besonders in Bezug auf den Saccharidgehalt und die Lipidproduktion. Eine
Analyse der biochemischen Komponenten bei einem fortgeschritteneren Wachstum der
Mikroalgen ware sinnvoll, da sich die Zellzusammensetzung wahrend des Wachstumsverlaufs
verandert. Moglicherweise kann auch mit dieser Kultivierungsmethode in einem weiteren

Versuch eine Steigerung des Lipidgehalts erreicht werden.

Die Ergebnisse der Pigmentbestimmung sind bisher vielversprechend, da kein Verlust der
Pigmente aufritt. Jedoch muss auch hier eine Untersuchung Uber einen l&ngeren

Kultivierungszeitraum durchgefiihrt werden.

Dartiber hinaus konnen die Auswirkungen auf das Wachstum und die Zellzusammensetzung
durch die Zugabe weiterer organischer Substrate, wie Acetat, im weiteren Verlauf untersucht

und einzelne Kultivierungsparameter, z.B. die Lichtstarke, variiert werden.
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Anhang

A Kalibriergerade der Chlorella sorokiniana
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Abbildung A.1: Abhiingigkeit der Biotrockenmasse und der optischen Dichte bei 750 nm von Chlorella
sorokinana.

Tabelle A.1: Werte der Kalibrierung fiir eine optische Dichte bei 750 nm in Abhiingigkeit der
Biotrockenmassekonzentration.
Fiir jede Probe wurde eine Doppelbestimmung durchgefiihrt.

1 0,682 03 0,000
2 0,524 0,225 0,005
3 0,424 0,175 0,005
4 0,2945 0,135 0,005
5 0,1695 0,065 0,005
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B Kalibriergerade der Saccharidbestimmung
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Abbildung A.2: Abhiingigkeit der Glucosekonzentration und der Absorption bei 620 nm zur Bestimmung
des Saccharidgehalts.

Tabelle A.2: Werte der Absorption bei 620 nm fiir unterschiedlichen Glucose-Konzentrationen.

Glucose-

Konzentration A620,1 A620,2 A620,3 Mittelwert Stabw. o
0,0000 0,175 0,176 0,169 0,173 0,0031
0,0100 0,368 0,367 0,366 0,367 0,0008
0,0150 0,471 0,484 0,474 0,476 0,0056
0,0250 0,666 0,67 0,678 0,671 0,0050
0,0375 0,927 0,923 0,925 0,925 0,0016
0,0500 1,162 1,172 1,177 1,170 0,0062
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C Fettsaurezusammensetzung der kultivierten Chlorella sorokiniana und
Vergleichswerte

Tabelle A.3: Zusammensetzung der Fettsiuren in C. sorokiniana nach photoautotropher und mixotropher
Kultivierung im FPA sowie Vergleichswerte anderer Arbeiten.

Chlorella Chlorella Chlorella
Chorella Chlorella sorokiniana sorokiniana sp.
sorokiniana sorokiniana  Photoautotroph Mixotroph [Bellou &
Fettsiure photoautotroph  mixotroph [Li et al., 2014] [Li et al., Aggelis,
2014] 2012]
Norm, % Norm, % Norm, % Norm, % Norm, %
C16:0 24,11 24,55 20,99 24,62 17
Cl6:1 1,43 2,10 5,56 3,05 5,6
C17:0 1,17 0,31 - - -
C18:0 1,29 1,18 0,33 3,00 0,5
C18:1 n9 0.80 0.61
frans 123
C18:109 9,38 11,11 2,96 7.62 ’
c1s
C18:1n7 2,42 3,35 -
Si;&z n6 26,01 30,37 13,79 24,50 413
C18:3 n6 1,71 1,61 0,3
33,31 20,54
C18:3n3 31,20 2424 18,9
C24:0 0,48 0,58 - - -
MUFA 14,03 17,17 22,60 19,47 17,90
PUFA 58,92 56,22 52,02 51,35 60,50
SFA 27,05 26,62 DA 26,11 17,50
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