
TECHNISCHE UNIVERSITÄT MÜNCHEN 

TUM School of Engineering and Design 

Miniaturisierte Rührreaktoren mit LED-Beleuchtung zur  

photoautotrophen Hochdurchsatz-Bioprozessentwicklung 

Philipp Wilhelm Benner 

Vollständiger Abdruck der von der TUM School of Engineering and Design 

der Technischen Universität München zur Erlangung eines 

Doktors der Ingenieurwissenschaften (Dr.-Ing.) 

genehmigten Dissertation. 

Prof. Dr.-Ing. Andreas Kremling Vorsitz:  

Prüfer der Dissertation: 1. Prof. Dr.-Ing. Dirk Weuster-Botz

2. Prof. Dr. Thomas Brück

Die Dissertation wurde am 12.12.2023 bei der Technischen Universität München eingereicht 

und durch die TUM School of Engineering and Design am 01.04.2024 angenommen. 





Danksagung i  
 

 

Danksagung 

Diese Arbeit entstand im Rahmen meiner Tätigkeit als wissenschaftlicher Mitarbeiter am 

Lehrstuhl für Bioverfahrenstechnik der Technischen Universität München. Ich möchte 

mich bei allen bedanken, die auf verschiedenste Art und Weise zum Gelingen beigetra-

gen haben: 

Zuallererst bedanke ich mich bei Herrn Prof. Dr.-Ing. Dirk Weuster-Botz, der mir diese 

Arbeit ermöglichte und während der gesamten Zeit hervorragend betreute. Ich danke 

Ihnen für das entgegengebrachte Vertrauen während der eigenverantwortlichen Arbeit, 

hilfreiche Lösungsvorschläge und konstruktive Kritik. 

Herrn Prof. Dr. Thomas Brück, dem Zweitprüfer, und Herrn Prof. Dr.-Ing. Andreas Krem-

ling, dem Vorsitzenden der Prüfungskommission für die Übernahme der jeweiligen Auf-

gabe. 

Meinen ehemaligen Kommilitonen und Lehrenden, die mich während meiner akademi-

schen Ausbildung an der Goethe-Universität Frankfurt a. M. und an der TU München 

begleitet und geprägt haben. 

Allen Kolleginnen und Kollegen vom Lehrstuhl für Bioverfahrenstechnik für die gute Zu-

sammenarbeit, Austausch, großartige Arbeitsatmosphäre und gemeinsamen Freizeit-

Aktivitäten. 

Den Kollegen, die den Start der Promotion durch die wohlwollende Aufnahme am Lehr-

stuhl erleichterten: Phillip Grob, Torben Schädler, Andres Martinez, Alexander Zanker 

und Luis Oliveira. 

Bei meinen Kollegen Nikolas von den Eichen, Lukas Bromig und Karlis Blums für die 

gute Zusammenarbeit und den wertvollen Austausch zum Thema Automation in der Mik-

robioverfahrenstechnik, bei Anna-Lena Thurn und Lara Wolf für die Zusammenarbeit 

zum Thema Mikroalgen, Daniel Bischoff und Hannes Löwe für den Austausch beim 

Thema Modellierung. 

Meinen Studierenden Alexander Gemmel, Roman Kalbhenn, Verena Stangl, Ruslana 

Romaniuk, Finn Lüdtke, Nina Beyer und José Enrique Oropeza Vargas für die Unterstüt-

zung im Labor. 

Markus Amann und Nelson Vogel für die Unterstützung in technischen Belangen. Patrick 

Meins, Markus Amann und Marlene Schocher für die Hilfe mit allen organisatorischen 

Abläufen. 



ii Danksagung 
 

 

Anna-Lena Heins und Pauline Breitweiser für das Korrekturlesen dieser Arbeit und die 

hilfreichen Verbesserungsvorschläge. Karlis Blums und Josha Herzog für das Korrektur-

lesen früherer Texte. 

Meiner Familie und Pauline Breitwieser für den Rückhalt, Unterstützung und Teilnahme 

an meiner Arbeit. 

  



Inhaltsverzeichnis iii  
 

 

Inhaltsverzeichnis 

1. Einleitung ....................................................................................................... 1 

2. Problemstellung und Zielsetzung ................................................................ 3 

3. Theoretische Grundlagen ............................................................................. 9 

3.1. Mikroalgen ....................................................................................................... 9 
3.1.1. Photoautotropher Metabolismus ............................................................. 10 
3.1.2. Einflussfaktoren auf das Wachstum von Mikroalgen .............................. 11 
3.1.3. Produkte aus Mikroalgen ........................................................................ 15 

3.2. Photobioreaktoren im Labormaßstab ............................................................ 17 
3.2.1. Anforderungen an den Photobioreaktor und unterschiedliche  

Bauformen .............................................................................................. 17 
3.2.2. Miniaturisierte Bioreaktoren .................................................................... 18 
3.2.3. Skalierbarkeit .......................................................................................... 19 

3.3. Modellierung des photoautotrophen Wachstums .......................................... 20 
3.3.1. Mikroalgenkultivierung im Satzprozess .................................................. 20 
3.3.2. Lichtabschwächung im PBR ................................................................... 22 
3.3.3. Mittlere integrale Photonenflussdichte .................................................... 24 
3.3.4. Wachstumskinetik ................................................................................... 25 

4. Materialien und Methoden .......................................................................... 29 

4.1. Konstruktive Methoden .................................................................................. 29 
4.1.1. Auswahl Leuchtmittel .............................................................................. 29 
4.1.2. Leiterplattenfertigung .............................................................................. 30 
4.1.3. Fertigung des Kühlkörpers ..................................................................... 30 
4.1.4. Filament 3D-Druck .................................................................................. 31 
4.1.5. Stromversorgung und Steuerung ........................................................... 31 

4.2. Mikroalgenstämme und Reaktionsmedien ..................................................... 31 
4.3. Vorkultur in Blasensäulenreaktoren ............................................................... 32 
4.4. Kultivierung in parallelen Rührkesselbioreaktoren ......................................... 33 

4.4.1. Parallele Rührkesselbioreaktoren ........................................................... 33 
4.4.2. Integration in einen Pipettieroboter und Prozesskontrolle ...................... 33 
4.4.3. Begasung ............................................................................................... 34 
4.4.4. Wahl von Rührorganen, Reaktionsvolumen und Rührgeschwindigkeit .. 36 
4.4.5. Kultivierungsprotokoll ............................................................................. 39 

4.5. Füllstandsausgleich in parallelen Rührkesselbioreaktoren ............................ 40 
4.6. At-line pH-Messung ....................................................................................... 43 

4.6.1. Inkubationszeit ........................................................................................ 45 
4.6.2. Langzeitstabilität ..................................................................................... 46 

4.7. Kultivierung in Flachplatten PBR ................................................................... 47 
4.8. At-line Messung der optischen Dichte und Korrelationen .............................. 49 
4.9. Bestimmung der exponentiellen Wachstumsrate basierend auf OD ............. 49 
4.10. Messung der Lichtintensität ........................................................................... 50 



iv Inhaltsverzeichnis 
 

 

4.10.1. Eingangsphotonenflussdichte I0 .............................................................. 50 
4.10.2. Transmissionsmessung mit miniaturisierten Rührkessel-PBR (offline) ... 51 
4.10.3. Transmissionsmessung mit Flachplatten-PBR (at-line) .......................... 52 

4.11. Biotrockenmassekonzentration ...................................................................... 53 
4.12. Modellierung des photoautotrophen Wachstums ........................................... 53 

4.12.1. Lichtabschwächungsmodelle .................................................................. 53 
4.12.2. Mittlere integrale Photonenflussdichte .................................................... 54 

5. Gestaltung eines Beleuchtungsmoduls ..................................................... 57 

5.1. Leuchtmittel Auswahl ..................................................................................... 57 
5.2. Positionierung der LEDs für idealen Lichteintrag ........................................... 58 
5.3. Steuerung und realisierbare Eingangsphotonenflussdichten ......................... 62 

6. Photoautotrophe Satzprozesse von M. salina ........................................... 67 

6.1. Parallele Reproduzierbarkeit .......................................................................... 67 
6.2. pH ................................................................................................................... 73 
6.3. Verdunstung ................................................................................................... 74 
6.4. Kultivierung mit Klimasimulation ..................................................................... 76 

7. Skalierbarkeit photoautotropher Satzprozesse mit  M. salina ................. 79 

7.1. Photoautotrophe Satzprozesse mit M. salina in Flachplatten -PBR ............... 79 
7.2. Lichtabschwächung in PBR ............................................................................ 81 
7.3. Skalierbarkeit .................................................................................................. 85 

8. Skalierbarkeit photoautotropher Satzprozesse mit S. ovalternus ........... 91 

8.1. Photoautotrophe Kultivierung von S. ovalternus in Flachplatten-PBR im  
L-Maßstab ...................................................................................................... 91 

8.2. Lichtabschwächung ........................................................................................ 92 
8.3. Skalierbarkeit .................................................................................................. 94 

9. Zusammenfassung und Ausblick ............................................................... 99 

10. Literaturverzeichnis ................................................................................... 107 

11. Abkürzungs- und Symbolverzeichnis ...................................................... 123 

12. Anhang ........................................................................................................ 127 

 
 



Einleitung 1  
 

 

1. Einleitung 
Der 2023 erschienene Klimawandel-Bericht des Weltklimarats (Intergovernmental Panel 

on Climate Change, IPCC) beschreibt einen Anstieg der globalen Oberflächentempera-

tur um 1,1 °C vom 19. Jahrhundert (1850 ─ 1900) bis heute (2011 ─ 2020). Die Emissi-

onen von Treibhausgasen steigen weiter an und werden für 2019 auf 59 Gigatonnen 

CO2-Äquivalenten geschätzt. Nicht nachhaltige Energie- und Landnutzung tragen we-

sentlich zur globalen Erwärmung bei (Calvin et al., 2023). Mikroalgen können einen Bei-

trag zur Lösung dieser Probleme leisten. 

Mikroalgen sind einzellige Eukaryoten, die die Fähigkeit besitzen, Photosynthese zum 

Aufbau von Biomasse zu betreiben. Dabei nutzen sie CO2 als Kohlenstoffquelle und 

Sonnenlicht als Energiequelle. Mikroalgen bieten somit großes Potential zur Kohlenstoff-

bindung aus der Atmosphäre, Abgasen aus Industrie und löslichen Carbonaten in Ab-

wässern (B. Wang et al., 2008). Ebenso können Mikroalgen als Produzenten für Biok-

raftstoffe oder Nahrungsergänzungsmittel verwendet werden (Mata et al., 2010; Schenk 

et al., 2008). 

Dabei können Mikroalgen auch auf unfruchtbaren Flächen kultiviert werden, wodurch 

eine Konkurrenz um Fläche zu anderen Nahrungsmitteln vermieden wird (Hannon et al., 

2010). Durch die Verwendung von Abwässern oder Salzwasser bei maritimen Mikroal-

gen, kann viel Trinkwasser bei der Kultivierung eingespart werden (Cantrell et al., 2008; 

Wijffels & Barbosa, 2010). Weiterhin besitzen sie höheren Solarenergieausbeuten als 

terrestrische Pflanzen (Tredici, 2010). 

Mikroalgen sind keine natürliche Gruppe, sondern kommen in vielen verschiedenen 

Taxa vor. Je nach zählweise kommen konservative Schätzungen auf über 72.000 Arten, 

die verschiedenen Klassen zuzuordnen sind und entsprechend heterogen in ihren Ei-

genschaften auftreten (Guiry, 2012). 

Methoden für die Durchmusterung der unterschiedlichen Arten sind für verschiedene 

Forschungsfragen relevant wie Biodieselproduktion, pharmazeutische oder agrarwirt-

schaftliche Anwendungen (Doan et al., 2011; Gerwick et al., 1994; Ördög et al., 2004). 

Auf der Suche nach kostengünstigen, energieeffizienten und klimafreundlichen Produk-

tionsmethoden fungiert die Biotechnologie als Brücke von der Grundlagenforschung zur 

Anwendung. Im Rahmen der biotechnologischen Prozessentwicklung werden optimale 

Produktionsbedingungen erforscht.  
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2. Problemstellung und Zielsetzung 
Um Bioprozesse mit Mikroalgen so effektiv wie möglich zu gestalten und ihren wirtschaft-

lichen Nutzen zu maximieren, ist es wichtig, die Kinetik des photoautotrophen Wachs-

tums und die Produktbildung zu verstehen (Lehr et al., 2012; Yang, 1986). Photobiore-

aktoren (PBR) im Labormaßstab werden sowohl für physiologische Untersuchungen 

(Che et al., 2023) unbekannter Mikroalgenstämme verwendet, als auch für die Prozess-

entwicklung (Schad et al., 2023) und die Bestimmung optimaler Prozessvariablen für 

Wachstum und Produktbildung verwendet. 

Es gibt PBR in vielen verschiedenen Bauformen mit Unterschieden in Energieeintrag, 

Durchmischung, Lichteintrag, Oberflächen-Volumen-Verhältnis, Grad der Automatisie-

rung und Verfügbarkeit von Sensoren. Neben Prozessvariablen wie Temperatur, pH, 

gelöster Sauerstoff (engl. dissolved oxygen, DO), Salzgehalt, CO2-Zufuhr, Energiezufuhr 

und Nährstoffen ist die Verfügbarkeit von Licht ein wesentlicher Faktor für photoautotro-

phe Bioprozesse (Koller, Löwe, et al., 2017; Koller, Wolf, et al., 2017; Pfaffinger et al., 

2019). Es gibt bisher keinen Standardentwurf für einen optimalen PBR im Labormaßstab 

(Benner et al., 2022).  

Ungeachtet der Bauformen von Bioreaktoren, müssen innerhalb der Bioverfahrenstech-

nik eine Vielzahl an Versuchen durchgeführt werden, um geeignete Stämme zu identifi-

zieren und Prozessbedingungen zu definieren. Ein Ansatz dieser Fülle an unterschiedli-

chen Reaktionsbedingungen zu begegnen, ist die Miniaturisierung und Parallelisierung 

von Bioreaktoren. Dieses Feld der Miniaturbioreaktoren findet in der Weiterentwicklung 

von Medien, der Stammentwicklung oder Prozessoptimierung Anwendung (Betts & Ba-

ganz, 2006). Die Miniaturisierung, Parallelisierung und Automatisierung von Bioprozes-

sen ist für viele Prozesse mit heterotrophen Mikroorganismen, also bei Bioprozessen mit 

organischen Verbindungen als Energiequelle, mittlerweile Standard. Durch weniger Ver-

brauch an Chemikalien, schnellerer Durchführung und deutlich gesenkten Personalkos-

ten bei guter Skalierbarkeit wird ein rasanter Fortschritt in Forschung und Entwicklung 

mit diesen Mikroorganismen ermöglicht (Von den Eichen et al., 2021; Weuster-Botz et 

al., 2005). 

Da die Gruppe der Mikroalgen viele für die Biotechnologie interessante Stämme umfasst, 

dabei viele Prozessvariablen erst noch bestimmt werden müssen und keine Modelle für 

konkrete Abschätzungen bestehen, bieten die Methoden der Miniaturisierung, Paralleli-

sierung und Automatisierung einen vielversprechenden Ansatz. 
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Neben Satzprozessen mit konstanter Beleuchtung werden auch Satzprozesse mit Kli-

masimulation durchgeführt. Kultivierungen mit Klimasimulation werden im Labormaß-

stab selten durchgeführt oder nur in vereinfachter Form durch Phasen von konstantem 

Licht und Dunkel (Hulatt et al., 2017). Dennoch sind diese Daten wichtig für jeden Pro-

zess, der später skaliert werden soll, da für ökonomische Prozesse zumeist Sonnenlicht 

verwendet wird (Jonker & Faaij, 2013). Das Wachstumsverhalten von Mikroalgen kann 

sich von dem unter konstanter Beleuchtung zu Tag-Nacht-Simulationen unterscheiden 

(Pfaffinger et al., 2019).  

Eine etablierte Bioreaktoreinheit (Puskeiler et al., 2005), die mit 48 parallelen Einweg-

Rührkessel-Bioreaktoren im 10 mL-Maßstab arbeitet und mit einem Pipettierroboter be-

trieben werden kann, bietet prinzipiell eine ideale Ausgangsbasis, um auch parallele 

photoautotrophe Kultivierungen zu ermöglichen. Diese Bioreaktoreinheit ist in Abb. 1 

dargestellt. Es können je nach Anwendung unterschiedliche Rührer-Typen magnetisch 

induktiv angetrieben werden. Die Suspension wird auf einen gewählten Wert temperiert 

und das gasdurchströmte obere Viertel der Bioreaktoren, welches Kopfraum genannt 

wird, gekühlt. Unterhalb der Bioreaktoreinheit befinden sich sechs parallel angeordnete 

Sensorriegel, die eine Bestimmung von pH und DO online und kontaktlos mittels Fluo-

reszenzmessungen durchführen. Die Integration in einen Pipettierroboter erlaubt die au-

tomatisierte Probenahme und Zugaben wie Zuckerlösungen, Säure oder Base zur pH-

Kontrolle oder Wasser zum Verdunstungsausgleich. 

Die Miniaturisierung, Parallelisierung und Automatisierung von PBR würde ein effizien-

tes Durchmustern von Mikroalgen-Stämmen, Medienoptimierung und eine Bioprozess-

entwicklung beschleunigen. Bisher gibt es nur wenige vergleichbare Ansätze: Ein Flach-

platten-PBR im mL-Maßstab (Krujatz et al., 2016), ist nicht in parallelisierter Form ver-

fügbar und ist nicht in einen Pipettierroboter integriert oder in einer anderen Art automa-

tisiert. Ein Ansatz mit hoher Parallelisierung in Mikrotiterplatten (MTP) (Nowack et al., 

2005; Ojo et al., 2015) verfügt nicht über einen individuellen Lichteintrag für einzelne 

Kulturen. Die wählbaren Lichtintensitäten sind limitiert und der sehr kleine Maßstab er-

laubt es kaum Probe zu entnehmen. Ein Ansatz mit 16 parallelen Blasensäulenreaktoren 

(Havel et al., 2008) verfügt nicht über frei wählbaren Lichtintensitäten und ist nicht auto-

matisierbar. Ein Gaslift-PBR im Reagenzglas-Maßstab (MC1000 PSI Photon Systems In-

struments, Drasov, Czech Republic) (Che et al., 2023; Schad et al., 2023) ist auf 8 pa-

rallele Ansätze limitiert und ist nicht automatisiert. Keine der vorgestellten miniaturisier-

ten PBR verfügt über die Möglichkeit eine Klimasimulation durchzuführen. 
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Abb. 1: Foto einer Bioreaktoreinheit zur heterotrophen Kultivierung von Mikroorganismen 
in 48 parallelen Rührkesselbioreaktoren im 10 mL-Maßstab. Die Bioreaktoreinheit (1) 
(BioREAKTOR48, 2mag AG, München, Germany) ist in einem Pipettierroboter mit acht 
Pipettierkanälen (2) integriert. Sensorriegel (3) befinden sich unterhalb der Bioreak-
toreinheit und ermöglichen eine kontaktlose online Messung von DO und pH über Fluo-
reszenz. 
 

Folglich besteht weiterhin der Bedarf an einem PBR, der Miniaturisierung, Parallelisie-

rung und Automatisierung gleichermaßen umsetzt. Bei den genannten PBR ist vor allem 

die Automatisierung nicht zufriedenstellend etabliert. Um dieses Problem zu lösen kann 

anstatt einen PBR zu automatisieren auch eine etablierte und automatisierte Bioreak-

toreinheit aus der heterotrophe Bioprozessentwicklung für photoautotrophe Kultivierun-

gen umgebaut werden.  

Daraus ergibt sich die Überlegung, wie photoautotrophe Prozesse in der dargestellten 

Bioreaktoreinheit (Abb. 1) umgesetzt werden können. Das Ziel besteht darin einen indi-

viduellen Lichteintrag für jeden Bioreaktor zu ermöglichen. Das Beleuchtungsmodul 

sollte eine konstante Beleuchtungsintensität als auch die Kultivierung mit der Simulation 

von Tag-Nach-Verläufen ermöglichen. Dabei darf die Funktionalität, wie den Betrieb in-

nerhalb eines Pipettierroboters, nicht beschränkt werden. 

Die Bioreaktoreinheit erlaubt durch ihren Aufbau nur an wenigen Stellen die Positionie-

rung eines Beleuchtungsmoduls. Denkbar wären ein seitlicher Lichteintrag, um das frei 
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zugängliche mittlere Drittel der Rührkesselreaktoren (siehe Abb. 1) oder eine Beleuch-

tung des Reaktorbodens. Letztere würde einen Verzicht auf die Sensorriegel zur Folge 

haben. Die Messung des pH könnte alternativ zur online Messung mittels Sensorriegel 

auch at-line über eines Fluoreszenzmessung in MTP erfolgen (Knorr et al., 2007). 

Es muss sichergestellt werden, dass der Lichteintrag möglichst homogen auf den ein-

zelnen Reaktor trifft und die 48 parallelen Reaktorpositionen gleichwertig beleuchtet wer-

den. Dabei ist auch die genaue Positionierung der Lichtquelle wichtig. Während des Ein-

trags hoher Bestrahlungsintensitäten wird viel Wärme entstehen, welche abtransportiert 

werden muss. Ein geeigneter Kühlkörper muss in der Konzeption eines Beleuchtungs-

moduls daher mit aufgenommen werden (Glemser et al., 2016). Die 48-fach parallele 

Bioreaktoreinheit verfügt über einen einzelnen Gasanschluss und die Prozessluft verteilt 

sich im Deckel auf alle 48 Reaktorpositionen. Eine Versorgung der Kulturen mit CO2 

kann daher wie auch bei anderen Parallelsystemen mit einem erhöhten konstanten An-

teil in der Zuluft umgesetzt werden (Havel et al., 2008). 

Die Prozessentwicklung im Labormaßstab findet häufig statt, ohne eine spätere Maß-

stabsvergrößerung zu bedenken. Die Produktbildungsraten und Biomassebildungsraten 

fällt nach der Maßstabsvergrößerung in einen Produktionsmaßstab (> 50 L) oft geringer 

aus als durch Versuche im Labormaßstab anzunehmen war. Eine Vielzahl unterschied-

licher Ursachen kann in direkter Konsequenz zu Abweichungen im Verhalten der Mikro-

algenkulturen führen (da Silva & Reis, 2015; Grobbelaar, 2009; Gudin & Chaumont, 

1991; Pruvost et al., 2016). Für die Maßstabsvergrößerung von Photobioreaktoren müs-

sen neben den klassischen Problemen wie lokalen Reaktionsbedingungen, Scherstress, 

Kontamination und Biofilmbildung vor allem auch lichtspezifische Faktoren wie die Ab-

schwächung der Lichtverfügbarkeit über den Reaktorquerschnitt und wetterabhängige 

Wechsel in Licht und Temperatur berücksichtigt werden (Benner et al., 2022). Bei der 

Kultivierung photoautotropher Mikroorganismen hängen die Herausforderungen bei der 

Skalierbarkeit häufig mit der Lichtverfügbarkeit im Bioreaktor zusammen. 

Wenn die übrigen Prozessvariablen nicht limitierend wirken, ist der Lichteintrag in die 

Algensuspension die wichtigste Variable. Gleiche Eingangsphotonenflussdichten, die 

auf die Reaktoroberfläche treffen, führen bei abweichenden Schichtdicken in PBR zu 

unterschiedlichen Wachstumsraten. Dies ist auf die Lichtabsorption durch die Mikroal-

gen und somit unterschiedliche Lichtverteilung innerhalb der PBR zurückzuführen. Für 

einen Vergleich verschiedener PBR-Typen besteht ein Ansatz darin, die Lichtabschwä-

chung innerhalb des PBR mathematisch zu beschreiben (J. F. Cornet et al., 1992; Grima 

et al., 1994; Koller, Löwe, et al., 2017; Suh & Lee, 2003).  
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Da die Bioreaktoreinheit bisher ausschließlich für heterotrophe Bioprozesse verwendet 

wurde, ist die Lichtabschwächung im Bioreaktor unbekannt. Das Wissen über die Ver-

teilung von Licht innerhalb eines PBR stellt jedoch die Grundlage für einen erfolgreichen 

Transfer in andere PBR und Maßstabe dar und muss daher erforscht werden. Diese ist 

dabei maßgeblich Abhängig von der Position des Lichteintrags. 

Um ein besseres Verständnis und eine quantitative Analyse zu erhalten, sind Modelle 

zur Beschreibung der Lichtabschwächung und draus folgender Lichtverteilung wichtig. 

Für Berechnungen mit solchen Modellen muss die Lichtabschwächung zunächst physi-

kalisch bestimmt werden. Hierfür müssen Transmissionsmessungen durchgeführt und 

Absorptionsparameter bestimmt werden.  

Dies wird mit zwei repräsentativen Mikroalgen untersucht. Zum einen wurde die Mikro-

alge Microchloropsis salina (M. salina) ausgewählt, da zu diesem Organismus bereits 

viel Wissen über Kultivierungen in anderen PBR besteht. Als zweite repräsentative 

Mikroalge wurde Scenedesmus ovalternus (S. ovalternus) ausgewählt. Die Süßwas-

seralge gehört zur Gattung Scenedesmus, welche für resilientes Wachstum bei hohen 

Temperaturen und Bestrahlungsstärken (Koller, Wolf, et al., 2017) sowie die Produktion 

von Lipiden bekannt ist (Lorenzen et al., 2017; Matsunaga et al., 2009). Als weitere Ei-

genschaft sind antimikrobielle Wirkungen der Mikroalge zu nennen (Gupta & Shri-

vastava, 1965; Ördög et al., 2004). Zu diesem Stamm liegen außerdem bereits experi-

mentelle Daten zum Wachstumsverhalten bei unterschiedlichen Lichtintensitäten aus 

der Literatur vor (Koller, Löwe, et al., 2017). 

Auf den Modellen zur Lichtabschwächung basiert die mittlere integrale Photonenfluss-

dichte. Diese beschreibt eine über die Zeit und Schichtdicke integrierten Wert der Lichtin-

tensität. In der Literatur (Koller, Wolf, et al., 2017; Pfaffinger et al., 2016a) wurde die 

Wachstumsrate als Funktion der mittleren integralen Lichtverfügbarkeit in der Mikroal-

gensuspension untersucht und als Inhibitionskinetik beschrieben. Diese kann als Krite-

rium für den Transfer von Ergebnissen aus den Kultivierungen von Labor-PBR in größere 

Maßstäbe herangezogen werden (Pfaffinger et al., 2019).  

Das Wachstumsverhalten der Algenkulturen wird in dem neuen PBR und in einem Re-

ferenz-PBR untersucht, um einen Transfer der Ergebnisse zu beurteilen. Als Referenz-

PBR wird in dieser Arbeit eine Flachplatten-PBR mit 20 mm Schichtdicke und einem 

Arbeitsvolumen von 1,8 L verwendet. Ergebnisse, die in diesem Flachplatten-PBR ge-

neriert wurden, konnten bereits in größere Maßstäbe skaliert werden (Koller et al., 2018; 

Pfaffinger et al., 2019). 



8 Problemstellung und Zielsetzung 
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3. Theoretische Grundlagen1 
In diesem Kapitel werden verschiedene Charakteristika von Mikroalgen und das damit 

verbundene Interesse an diesen Organismen beleuchtet. Dabei wird ihr phototropher 

Metabolismus sowie die essenziellen Faktoren, die ihr Wachstum beeinflussen, genauer 

betrachtet. Hinzu kommt eine Beschreibung von Produkten aus Mikroalgen. Für die Un-

tersuchung von Mikroalgen werden PBR im Labormaßstab benötigt, deren Anforderun-

gen und Herausforderungen bei der Skalierbarkeit beschrieben werden. Abschließend 

werden die grundlegenden Konzepte zur mathematischen Beschreibung des photoau-

totrophen Satzprozesses, der Lichtabschwächung in PBR und Bestimmung von Wachs-

tumskinetiken von photoautotrophen Mikroalgen erläutert. 

 

3.1. Mikroalgen 

Anhand ihrer Größe können Algen in Makro- und Mikroalgen eingegliedert werden. Mak-

roalgen können mehrere Meter lang werden und sind mehrzellige Organismen (Ander-

sen, 2005). Mikroalgen sind einzellige Eukaryoten und zeichnen sich durch hohe Wachs-

tumsraten, hohe Biomasseausbeute und die Fähigkeit zur effizienten Fixierung von Koh-

lendioxid aus, wodurch sie in unterschiedlichen Umgebungen gedeihen können (Bilano-

vic et al., 2009). Darüber hinaus sind Mikroalgen in der Lage, eine breite Palette wert-

voller Verbindungen zu synthetisieren (de Vera et al., 2018). Aufgrund dieser Eigen-

schaften eignen sich Mikroalgen für verschiedene Sektoren wie Lebens- und Futtermit-

tel, Biokraftstoffe, Pharmazeutika, Nahrungsergänzungsmittel, Abwasserbehandlung 

und Kohlenstoffbindung (Afonso et al., 2019; de Vera et al., 2018; Øverland et al., 2019; 

Wu et al., 2016). Ihre einzigartigen Eigenschaften machen sie zu einem attraktiven Kan-

didaten für die Bewältigung globaler Herausforderungen wie Ernährungssicherheit, 

nachhaltige Energieversorgung, Umweltsanierung und menschliche Gesundheit (Abdel-

Raouf et al., 2012; Alam et al., 2012; Kumari & Singh, 2019; Narayanan et al., 2021; 

Venkata Subhash & Venkata Mohan, 2014; Venkatraman & Mehta, 2019). Kontinuierli-

che Forschung und technologische Fortschritte bei der Kultivierung, Ernte und Verarbei-

tung von Mikroalgen können weiteres Potenzial freisetzen und zur nachhaltigen und resi-

lienten Wertschöpfung beitragen. 

  

 
1 Teile dieser Erläuterungen sind bereits publiziert in: Benner, P., Meier, L., Pfeffer, A., Krüger, 
K., Oropeza Vargas, J. E., & Weuster-Botz, D. (2022). Lab-scale photobioreactor systems: Prin-
ciples, applications, and scalability. Bioprocess and Biosystems Engineering, 45(5), 791–813. 
https://doi.org/10.1007/s00449-022-02711-1 
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3.1.1. Photoautotropher Metabolismus 

Mikroalgen können ihre Energie für sämtliche metabolischen Prozesse durch Photosyn-

these gewinnen und somit photoautotroph wachsen. Die oxygene Photosynthese fängt 

die Strahlungsenergie des Sonnenlichts ein und wandelt Kohlenstoffdioxid und Wasser 

in Biomasse und Sauerstoff um. Dabei werden Protonen und Elektronen aus Wasser-

molekülen genutzt, um Kohlenstoffdioxid zu reduzieren und Kohlenhydrate zu syntheti-

sieren. In stark vereinfachter Form kann diese Synthese mit folgender Gleichung (1) be-

schrieben werden. 

𝑛	𝐶𝑂! + 𝑛	𝐻!O	
"#$%$&'&
(⎯⎯⎯⎯⎯* (𝐶𝐻!𝑂)( + 𝑛	𝑂! (1)	

 

Die Photosynthese findet in den Chloroplasten statt und teilt sich in die aufeinanderfol-

gende Lichtreaktion und lichtunabhängige Reaktion (Nelson et al., 2005). Die Lichtreak-

tion wandelt die Lichtenergie in chemische Energie in Form von ATP und NADPH um. 

In der lichtunabhängigen Reaktion wird diese chemische Energie genutzt, um CO2 zu 

reduzieren und Kohlenhydrate zu synthetisieren. 

Licht ist eine Form elektromagnetischer Strahlung und besitzt Eigenschaften von Wellen 

und Teilchen. Diese Teilchen nennt man Photonen und sie besitzen eine Energiemenge 

die umgekehrt proportional zu ihrer Wellenlänge ist. Mikroalgen und Pflanzen generell 

können mit Pigmentmolekülen die Lichtenergie bestimmter Wellenlängen aufnehmen 

und in chemische Energie umwandeln. Trifft ein Photon auf ein Pigmentmolekül kann es 

reflektiert, transmittiert oder absorbiert werden. Die resultierende absorbierte Strahlung 

wird als photosynthetisch aktive Strahlung (PAR, photosynthetically active radiation) be-

zeichnet und liegt im Bereich von 400 bis 700 nm. Diese macht etwa 40 – 50 % des 

globalen Sonnenlichtspektrums aus (Apel & Weuster-Botz, 2015). 

Innerhalb der Chloroplasten sitzen in der Thylakoidmembran große Multiproteinkom-

plexe, die als Photosystem bezeichnet werden. Chlorophyll a und akzessorische Pig-

mente (beispielsweise Chlorophyll b und Chlorophyll c, Carotinoide und Phycobiline) bil-

den dabei Lichtsammelkomplexe, die Lichtenergie auffangen und an das Reaktionszent-

rum weitergeben. Jedes dieser Pigmente absorbiert Licht bei unterschiedlichen Wellen-

längen, sodass für jede Art ein spezifisches Absorptionsspektrum besteht. Die lichtun-

abhängige Reaktion der Photosynthese findet im Stroma des Chloroplasten statt und 

wird durch den Calvin-Zyklus beschrieben. Dieser besteht aus den Schritten Kohlen-

stofffixierung, Reduktion und Zuckersynthese und Regeneration des CO2-Akzeptors. 

Dabei werden die während der Lichtreaktion gebildeten NADPH und ATP verbraucht 

(siehe Abb. 2). Obwohl dieser Zyklus lichtunabhängig ist, kann er nur in Kombination mit 
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der Lichtreaktion stattfinden und wird von Licht beeinflusst (Sadava et al., 2019). Mikro-

algen können die beschriebenen Lichtsammelkomplexe und Pigmentzusammensetzung 

anpassen, um das verfügbare Licht optimal zu nutzten. Bei wenig Licht können Mikroal-

gen ihre Pigmentierung erhöhen, um das wenige Licht optimal einzufangen. Bei zu ho-

hen Lichtintensitäten kann die Pigmentierung zum Schutz vor zu starker Bestrahlung 

reduziert werden (Masojídek et al., 2013). 

 

Abb. 2: Schematische Darstellung der oxygenen Photosynthese mit Lichtreaktion und 
Lichtunabhängiger Reaktion (Abb. nach (Masojídek et al., 2013)). 
 

In Abwesenheit von Licht nutzen Mikroalgen, wie andere Organismen auch, Zellatmung, 

um aus Kohlenhydraten Energie zu gewinnen. In den Mitochondrien erfolgt die Energie-

gewinnung durch den Abbau von Speicherstoffen wie Lipide oder Stärke zu CO2. In die-

ser Phase verbrauchen Mikroalgen folglich Sauerstoff, anstatt ihn freizusetzen. Nachts 

kann bei Mikroalgen eine Abnahme von Biomasse beobachtet werden (Tredici, 2010). 

Ein Großteil der globalen Photosynthese-Aktivität wird Algen in Oberflächengewässern 

zugeschrieben. Dieser Prozess spielt somit eine entscheidende Rolle für den globalen 

Kohlenstoffkreislauf und die Sauerstoffproduktion und beeinflusst die Zusammenset-

zung der Erdatmosphäre.  

 

3.1.2. Einflussfaktoren auf das Wachstum von Mikroalgen 

Die erfolgreiche Kultivierung von Mikroalgen für verschiedene Anwendungen hängt von 

einem tiefgreifenden Verständnis bestimmter Prozessvariablen ab, die ihr Wachstum 

und ihre Zellphysiologie beeinflussen. Neben der Maximierung der Wachstumsrate kön-

nen die Prozessvariablen auch verändert werden, um die Zusammensetzung der Bio-

masse zu verändern. Die Produktbildungsrate von intrazelluläre Produkten wie Lipide 

oder Pigmente können so erhöht werden. Die Effekte dieser Variablen auf Mikroalgen 

sind die Grundlage für das Auslegen von PBR im Produktionsmaßstab und Produktions-

prozessen, aber auch für die korrekte Interpretation von Kultivierungen in miniaturisier-

ten Maßstäben (Gayathri et al., 2020; Klein et al., 2021; Madhubalaji et al., 2020). 
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Die Lichtintensität ist ein kritischer Faktor für das Wachstum von Mikroalgen, da sie als 

primäre Energiequelle für die Photosynthese dient. Die optimale Lichtintensität ist art-

spezifisch und beeinflusst die photosynthetische Effizienz und die Wachstumsrate. Zu 

wenig Licht kann das Wachstum einschränken, während zu viel Licht zu Photoinhibition 

und oxidativem Stress führen kann. Die Optimierung der Lichtintensität durch geeignete 

Photobioreaktordesigns kann die Produktivität von Mikroalgen maximieren (Carvalho et 

al., 2011; Masojídek et al., 2013). 

Die Verfügbarkeit von Nährstoffen im Reaktionsmedium spielt eine entscheidende Rolle 

für das Wachstum von Mikroalgen. Als erster Ansatzpunkt kann die gemittelte elemen-

tare Zusammensatzung von marinen Mikroalgen dienen:  

(C124N16P1S1,3K1,7Mg0,56Ca0,5)1000Sr5,0Fe7,5Zn0,80Cu0,38Co0,19Cd0,21Mo0,03.  

Besonders wichtig sind dabei Stickstoff, Phosphat, Schwefel und Kalium. Neben Mag-

nesium und Calcium müssen auch unterschiedliche Spurenelemente enthalten sein (Ho 

et al., 2003). Die potenzielle Ausbeute eines spezifischen Produktes aus Mikroalgen ist 

eine Funktion der Zellzusammensetzung, der Zelldichte und der Wachstumsrate. Diese 

drei Eigenschaften einer Kultur bedingen sich oft gegenseitig und müssen für den ent-

sprechenden Prozess abgewogen werden. Mikroalgen sind robuste und flexible Orga-

nismen, die sich an ihre Umwelt anpassen können. Die biochemische Zusammenset-

zung von Mikroalgen kann daher beeinflusst werden (Hu, 2013). Ein Nährstoffmangel 

kann gezielt induziert werden um die Zusammensetzung der Biomasse zu verändern 

und so beispielsweise die Lipidproduktion zu priorisieren (Schädler et al., 2019). 
 

Durch Wasserverdunstung kann der Salzgehalt im Medium verändert werden. Daher 

muss technisch die Verdunstung möglichst ausgeglichen werden oder Stämme mit einer 

breiten Toleranz gegenüber Salzgehalt im Reaktionsmedium verwendet werden. Ein er-

höhter Salzgehalt kann zur Ansammlung osmoregulatorische Solute führen (Borowitzka, 

2016). Dies ändert die Zusammensetzung der Biomasse und kann niedrigere Produkt-

ausbeuten zur Folge haben. 

Die Temperatur bedingt das Wachstum von Mikroalgen, indem sie Stoffwechselraten 

und zelluläre Prozesse beeinflusst. Dies wirkt sich schließlich auf die Gesamtproduktivi-

tät aus (Borowitzka & Vonshak, 2017). Der optimale Temperaturbereich für das Wachs-

tum und die Produktbildung von Mikroalgen hängt von deren Art ab. Robuste Arten kön-

nen jedoch eine Wassertemperatur zwischen 16 ─ 35 °C tolerieren (Bezerra et al., 2012; 

Chisti, 2007; Singh & Singh, 2015; Wolf et al., 2021). Die stammspezifischen optimalen 

Temperaturbereiche können experimentell bestimmt und durch den später verwendeten 
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PBR ermöglicht werden. Für große offene Kultivierungsvolumina ist eine aktive Tempe-

raturkontrolle allerdings kaum wirtschaftlich umzusetzen (Borowitzka, 2013b; Brennan & 

Owende, 2010; Richmond, 2004). Hier müssten geeignete Ansätze zur Temperaturkon-

trolle und Umgang mit Temperaturschwankungen entwickelt werden. Hier können Me-

thode, die über Verdunstung, Schattierung und Schichtdicke des Photobioreaktors ar-

beiten, gewählt werden. Wenn kritische Werte und Änderungen der Temperatur auch 

durch diese Methoden nicht kompensiert werden können, müssen robuste Mikroalgen-

Stämme verwendet werden oder Standorte mit gemäßigten Klima gewählt werden. Ein 

weiterer Ansatz stellt die saisonale Kultivierung unterschiedlicher Mikroalgen-Stämme 

dar, die besonders heiße oder kalte Zeiträume für die Planung der Kultivierungen mit 

einbezieht. 

Mikroalgen nutzen CO2 als Kohlenstoffquelle für die Photosynthese und somit Bio-

masseproduktion. Die CO2-Konzentration ist eine wichtige Variable, die sich direkt auf 

das Wachstum und die Kohlenstofffixierung von Mikroalgen auswirkt. Liegt CO2 in atmo-

sphärischer Konzentration vor, ist die Versorgung dichter Mikroalgenkulturen limitiert 

und hohe Produktivität kann nicht mehr erreicht werden. Die Erhöhung der CO2-Verfüg-

barkeit durch CO2-Zusatz kann daher die Wachstumsraten der Mikroalgen verbessern. 

Die Verfügbarkeit von CO2 steht über das Kohlensäuregleichgewicht mit dem pH in Ver-

bindung. Anorganischer Kohlenstoff liegt in wässriger Lösung in folgendem Gleichge-

wicht vor Gleichung (2): 

𝐶𝑂! +𝐻!𝑂 ↔ 𝐻𝐶𝑂)*	+	𝐻+↔𝐶𝑂)!* +	2𝐻+ (2)	

 

Die Kohlenstoffverbindungen liegen in wässriger Lösung zu unterschiedlichen Anteilen 

abhängig vom pH vor (Abb. 3). Bei saurem pH liegt das Gleichgewicht auf der Seite des 

CO2, sodass bis zu einem pH von etwa 3 der anorganische Kohlenstoff ausschließlich 

als CO2 gelöst vorliegt. Ab einem alkalischem pH von etwa 13 jedoch überwiegt der 

Anteil an CO3
2-. Zwischen pH 3 und 13 kommen die drei anorganischen Kohlenstoffspe-

zies je nach pH in variablen Stoffmengenanteilen im Medium vor. Bei einem leicht alka-

lischen pH von etwa 8 ist der Anteil von Hydrogencarbonat am höchsten. Allerdings ist 

die Löslichkeit des anorganischen Kohlenstoffs zusätzlich vom Salzgehalt des Mediums 

abhängig. Durch Salzgehalt von 3 % im Meerwasser kommt der höchste Molanteil von 

HCO3
− bei einen pH von etwa 7,5 vor. 

Biologische Membranen weisen eine hohe intrinsische Permeabilität gegenüber CO2 

auf, sodass die passive Aufnahme von gelöstem CO2 bei allen Mikroalgen durch Diffu-
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sion über die Plasmamembran erfolgt (Beardall & Raven, 2013). Zusätzlich können man-

che Algenspezies HCO3
- über spezifische Transporter aufnehmen. Mikroalgen, die 

HCO3
- in CO2 durch eine rubiscoständige Carboanhydrase umwandeln können, besitzen 

somit die Fähigkeit diese Kohlenstoffverbindung zu nutzen (Giordano et al., 2005; Ka-

plan & Reinhold, 1999). Diese Fähigkeit ist vor allem wichtig bei pH von 8,0 und darüber, 

da dort hauptsächlich Hydrogencarbonat vorliegt. 

Die Aufnahme von anorganischen Kohlenstoff in Form von CO3
2- hingegen ist bei keiner 

Mikroalgenart bekannt und somit stellt der Molanteil der Kohlenstoffverbindung in Ab-

hängigkeit vom pH eine wichtige Stellgröße bei der Mikroalgenkultivierung dar (Boro-

witzka, 2016).   

 

 
Abb. 3: Relative Gleichgewichtskonzentrationen des Carbonat-Puffersystems in Salz-
wasser als Funktion des pH und in Abhängigkeit der Salinität (0 %, schwarz und ~3 %, 
grau) bei 25 °C (Borowitzka & Moheimani, 2013). Abhängig von pH und Salzanteil un-
terscheiden sich die relativen Stoffmengenanteile des Kohlenstoffdioxids CO2 (--), des 
Hydrogencarbonats HCO3

− (-) und des Carbonats CO3
2- (··) in wässriger Lösung vor. 

 

Die Aufnahme von anorganischem Kohlenstoff durch Mikroalgen führt zu einem vom 

Gleichgewicht abweichenden Konzentrationsgradienten von CO2, HCO3
- und CO3

2- im 

umgebenden Medium. Wenn Algen gelöstes CO2 aufnehmen wird dieses gemäß des 

Gleichgewichtszustands aus Hydrogencarbonat und Carbonat unter Verbrauch von Pro-

tonen nachgebildet und führt in direkter Folge zu einem Anstieg des pH. Löst sich CO2 

aus der Gasphase in Wasser, werden hingegen Protonen bei der Bildung von Hydro-

gencarbonat freigesetzt, so dass der pH sinkt. 
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Die pH-Kontrolle durch pH-Regler (Grobbelaar, 2013) oder Puffersysteme (Ojo et al., 

2015) ist notwendig, um einen stabilen und geeigneten pH für eine maximale Wachs-

tumsrate der Mikroalgen zu erhalten. Puffersysteme sind Lösungen aus einer schwa-

chen Säure oder Base und ihrer korrespondierenden Base oder Säure. Sie können in 

einem bestimmten Bereich den pH konstant halten. Das hier beschriebene Carbonat-

Puffersystem ist ein Bespiel dafür. 

Sauerstoff entsteht während der Photosynthese und kann je nach Reaktorsystem ein 

Vielfaches der Sauerstoffkonzentration der Luft erreichen. Ein erhöhtes Verhältnis von 

Sauerstoff zu CO2 führt jedoch dazu, dass in einer lichtabhängigen Reaktion Sauerstoff 

verbraucht und Kohlenstoffdioxid freigesetzt wird, was auch als Photorespiration be-

zeichnet wird. Daher muss der Sauerstoff aus dem Reaktionsmedium entfernt werden. 

Dies kann durch aktive Begasung oder durch passiven Gasaustausch an der Flüssig-

keits-Oberfläche stattfinden. Dafür muss ein korrektes Verhältnis von der Oberfläche des 

PBR zu dessen Volumen verwendet werden (Richmond, 2013). 

 

3.1.3. Produkte aus Mikroalgen 

Während des photoautotrophen Wachstums von Mikroalgen wird durch die Nutzung von 

Kohlendioxid und Lichtenergie auch die Bildung einer Vielzahl von intrazellulären Pro-

dukten ermöglicht. Mikroalgen werden kommerziell für die Produktion von hochwertigen 

Produkten wie Carotinoiden, Lutein und Astaxanthin genutzt, welche dann als Nahrungs-

ergänzungsmittel verwendet werden (Borowitzka, 2013a; Dufossé et al., 2005; Lorenz & 

Cysewski, 2000; Wolf et al., 2021). Darüber hinaus bilden Mikroalgen Fettsäuren, die in 

der Lebensmittel- und Futtermittel-, Aquakultur-, Pharma- und Kosmetikindustrie einge-

setzt werden (Maltsev & Maltseva, 2021). Ein Vorteil von Mikroalgen ist dabei, dass sie 

weniger Fläche benötigen als terrestrische Pflanzen und diese teilweise in Brackwasser 

kultiviert werden können (Brennan & Owende, 2010). Die von Mikroalgen produzierten 

Lipide können auch für die Verwendung als Biokraftstoffe und Bioschmierstoffe verar-

beitet werden (Abou-Shanab et al., 2014; Alam et al., 2012). Algen sind für die Biokraft-

stoffproduktion von Vorteil, da sie nicht mit anderen Nahrungspflanzen konkurrieren und 

auf sonst nicht nutzbaren Flächen angebaut werden können. Dadurch werden Landnut-

zungsänderungen und die damit verbundenen Emissionen verhindert (Searchinger et 

al., 2008). Mikroalgen können die Energie des Sonnenlichts effizienter in biochemische 

Energie umwandeln als terrestrische Pflanzen, was zu schnelleren Wachstumsraten 

führt, und in indirekter Folge ein mehrmaliges Ernten im Jahr erlaubt (Schenk et al., 

2008). 
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Aktuelle Forschung untersucht die Nutzung von Mikroalgen für die kosteneffiziente Pro-

duktion von Biopharmazeutika, welche aber eine genauere Kenntnis ihrer verschiedenen 

Glykosylierungswege erfordert (Barolo et al., 2020). Rekombinante Mikroalgen können 

für die Produktion wichtiger Basischemikalien nützlich sein, wie die Polyaminproduktion 

in Chlamydomonas reinhardtii (Freudenberg et al., 2021). Auch Immunstimulanzien und 

rekombinante Impfstoffe aus Mikroalgen werden in der Aquakultur verwendet (Ma et al., 

2020). 

Eine weitere Anwendung ist die Abwasserreinigung, bei der Nitrate und Phosphate, die 

das Ökosystem schädigen und das Grundwasser verunreinigen, von Mikroalgen zum 

Wachstum genutzt werden (Azizi et al., 2021; Nagarajan et al., 2020). Dabei unterstüt-

zen Mikroalgen eine zirkuläre Bioökonomie, da sie die Abwasserbehandlung ermögli-

chen und gleichzeitig Biomasse produzieren, die in Biokraftstoffe und Produkte mit ei-

nem deutlich höheren Wert pro Volumen, wie Antioxidantien oder Pigmente, umgewan-

delt werden kann (Moreira et al., 2021; Nagarajan et al., 2020; Rajesh Banu et al., 2020). 

Es ist möglich, dass Mikroalgenstämme in Zukunft kommerziell erfolgreich werden und 

in vielen Anwendungen eingesetzt werden (Perez-Garcia & Bashan, 2015; Schipper et 

al., 2021). Da Süßwasser vielerorts bereits während eines Teils des Jahres knapp ist, 

sind marine Mikroalgen eine gute Alternative, da sie in Salzwasser wachsen können. 

Obwohl Mikroalgen ein großes Potenzial für nachhaltige biotechnologische Anwendun-

gen versprechen, müssen viele Bedingungen berücksichtigt werden, um wirtschaftliche 

Prozesse zu ermöglichen. Neben der regionsspezifischen Wetterlage muss auch eine 

passende Infrastruktur, wie Straßen für den Transport von Bauteilen und Abtransport 

von Produkten, Zugang zu ausreichend Wasser und eine sichere politische Lage gege-

ben sein. Außerdem kann die Implementierung von Multiproduktsystemen, also biotech-

nologische Anlagen, die aus einer Mikroalgenkultur gleich mehrere Produkte gewinnen, 

eine ökonomische Produktion ermöglichen. Dabei können auch andere Wertschöpfende 

Prozesse, wie die Reinigung von Abwasser integriert werden. Die Wahl des PBR und 

die Stammauswahl sind ebenfalls essentielle Faktoren, die zu berücksichtigen sind. Da-

bei besteht noch Potenzial in der Entdeckung neuer Stämme oder bei bekannten 

Stämme weitere Eigenschaften in Produktbildung und Wachstumsverhalten zu erfor-

schen. (Lu et al., 2021; Schipper et al., 2021)   
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3.2. Photobioreaktoren im Labormaßstab 

Um Bioprozesse mit Mikroalgen so effektiv wie möglich zu gestalten und ihren wirtschaft-

lichen Nutzen zu maximieren, ist es wichtig, den Zusammenhang zwischen Prozessva-

riablen zu photoautotrophen Wachstums und Produktbildung zu verstehen (Lehr et al., 

2012; Yang, 1986). Photobioreaktoren im Labormaßstab werden verwendet, um diese 

Prozessvariablen zu erforschen. 

 

3.2.1. Anforderungen an den Photobioreaktor und unterschiedliche Bauformen 

Neben Prozessvariablen wie Temperatur, pH, gelösten Sauerstoff (engl. dissolved 

oxygen, DO), Salzgehalt, CO2-Zufuhr, Energieeintrag und Nährstoffen ist die Verfügbar-

keit von Licht ein wesentlicher Faktor für photoautotrophe Bioprozesse (Koller, Löwe, et 

al., 2017; Koller, Wolf, et al., 2017; Pfaffinger et al., 2019). Es gibt bisher keinen Stan-

dardentwurf für einen optimalen PBR im Labormaßstab. Gründe dafür sind unterschied-

liche Forschungsfragen und Anforderungen an die Kultivierungen: mehrere Prozesse 

parallel oder automatisiert durchführen, unterschiedliche Lichtintensitäten und variable 

Licht- und Schattenbereiche innerhalb den PBR testen, Transmissionsmessungen er-

möglichen, Analyse verschiedener Prozessvariablen oder die Algen bewusst unter-

schiedlichen Stress auszusetzen. 

PBR treten in vielen verschiedenen Bauformen auf mit Unterschieden in Energieeintrag, 

Durchmischung, Lichteintrag, Oberflächen-Volumen-Verhältnis und Verfügbarkeit von 

Sensoren. Zu den gebräuchlichsten Bioreaktortypen zählen mikrofluidische PBR (Kim et 

al., 2014) und geschüttelte PBR. Zu letzteren gehören Mikrotiterplatten (Ojo et al., 2015) 

und Schüttelkolben (Flórez-Miranda et al., 2017; Nayak et al., 2016). Gängige Typen 

pneumatischer PBR sind Blasensäulen-PBR, zu denen die Airlift-PBR mit Bauteilen für 

die Zirkulation des Reaktionsmediums (Gayathri et al., 2020) sowie einfachere Bauarten 

mit einer Kultivierkammer ohne Einbauten, die in einem Inkubator betrieben werden (Ha-

vel et al., 2008). Weitere Untergruppen sind Flachplatten-PBR, die sich durch ein vorteil-

haftes Verhältnis der Oberfläche zum Volumen auszeichnen (Reyna-Velarde et al., 

2010) und Rohr-PBR (Molina et al., 2001). Rührkessel-Bioreaktoren können für photo-

autotrophe Kultivierungen umgebaut werden. Diese verfügen bereits für heterotrophe 

Anwendungen über eine Vielzahl Sensoren und erprobter Methoden für die Bestimmung 

von Prozessparametern, die dann auch für photoautotrophe Prozesse verwendet wer-

den können (Deniz, 2020). Die Lichtquelle wird entweder um den Glaskörper des Biore-

aktors (Li et al., 2003) oder im Inneren des Bioreaktors positioniert (Ogbonna et al., 

1999). Zuletzt zu nennen sind offene Flachgerinne-PBR, die sich durch eine besonders 
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dünne Schichtdicke auszeichnen und dadurch besonders hohe Produktbildungsraten er-

lauben (Schädler et al., 2019). 

Bei der Kultivierung von Mikroalgen in PBR im Labor-Maßstab wird der pH üblicherweise 

durch die Einstellung des CO2-Gehalts in der Luftzufuhr geregelt (Li et al., 2003; Pfaffin-

ger et al., 2016b). In heterotrophen Bioprozessen wird der pH durch Basen- oder Säu-

retitration geregelt (Chmiel et al., 2018). Dieser Ansatz lässt sich auch auf die photoau-

totrophe Kultivierung von Mikroalgen übertragen (Granum & Myklestad, 2002). In Fällen, 

in denen Mikroalgenprozesse nicht pH-kontrolliert sind, ist die Verwendung eines selbst-

puffernden Mediums zulässig (Ojo et al., 2015). 

 

3.2.2. Miniaturisierte Bioreaktoren 

Eine hohe Anzahl an Versuchen ist für die Identifizierung optimaler Prozessbedingungen 

oder die Durchmusterung neuer Produktionsstämme unerlässlich. Dies hat zur Entwick-

lung von Mikrobioreaktoren (MBR) geführt, die den Grundsätzen von Miniaturisierung, 

Parallelisierung und Automatisierung folgen (Hemmerich et al., 2018; Hortsch & Weus-

ter-Botz, 2010). MBR kommen in Form miniaturisierter Rührkessel-Bioreaktoren (Pus-

keiler et al., 2005; Weuster-Botz et al., 2005) oder geschüttelten Bioreaktoren (Buche-

nauer et al., 2009; Funke et al., 2010) vor. Für den automatisierten und unbeaufsichtigten 

Betrieb inkludieren diese MBR üblicherweise den Betrieb mit einem Pipettierroboter. Ne-

ben verschiedenen prokaryotischen Mikroorganismen (Hoefel et al., 2010; Hortsch et al., 

2010; Vester et al., 2009) wurden auch Hefen wie Komagatella pastoris in miniaturisier-

ten Rührkessel-Bioreaktoren kultiviert, wobei die Skalierbarkeit bis in den m3-Maßstab 

nachgewiesen wurde (Schmideder et al., 2016). Für Zellkulturen werden MBR mit deut-

lich geringeren Scherkräften verwendet (Hsu et al., 2012). Für Rührkessel-Bioreaktoren 

im kleinen Maßstab sind verschiedene Rührorgane für unterschiedliche Aufgaben ver-

fügbar (Hortsch et al., 2010; Puskeiler et al., 2005; Riedlberger & Weuster-Botz, 2012a). 

Jüngste Entwicklungen in der Mikrobioverfahrenstechnik konzentrieren sich auf neue 

Sensoren für die online Bestimmung der optischen Dichte (Benner et al., 2020) und die 

Integration und Vernetzung von mehreren Laborgeräten zur verbesserten Prozesskon-

trolle und Ressourcennutzung (Bromig et al., 2022). 

Im Bereich der Biotechnologie sind Miniaturisierung, Parallelisierung und Automatisie-

rung in Bioreaktoren im Labormaßstab Stand der Technik, um Kosten zu senken und die 

Prozessentwicklung zu beschleunigen (Hemmerich et al., 2018; Hortsch & Weuster-
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Botz, 2010). Für photoautotrophe Kultivierungen bringen allerdings alle bekannten mini-

aturisierten PBR spezifische Nachteile mit sich und erfüllen vor allem den Aspekt der 

Automatisierung nie zufriedenstellend.  

 

3.2.3. Skalierbarkeit 

Die Produktbildungsraten und Biomassebildungsraten fällen nach der Maßstabsvergrö-

ßerung in einen Produktionsmaßstab (> 50 L) oft geringer aus als durch Versuche im 

Labormaßstab zu erwarten war. Es kann eine Vielzahl unterschiedlicher Ursache geben, 

die in direkter Konsequenz zu Abweichungen im Verhalten der Mikroalgenkulturen füh-

ren. Unterschiede in den Umgebungsbedingungen können beispielsweise durch Varia-

tion der Lichtintensität hervorgerufen werden, die beispielsweise auf unterschiedliche 

Schichtdicken der PBR zurückzuführen sind. Unterschiedliche Bauformen der PBR kön-

nen zu Änderungen der Lichtverteilung, sowie Licht- und Schattenbereichen innerhalb 

des PBR führen. Der Wechsel von intensiv Beleuchteten zu dunklen Bereichen innerhalb 

des PBR, den die einzelne Mikroalgenzelle erfährt, kann als Hell-Dunkel-Frequenz be-

schrieben werden und beeinflusst die Mikroalgenkultur. Andere Bauformen oder allein 

die Vergrößerung des Volums kann zu Änderungen in der Hydrodynamik führen. In Pro-

duktionsmaßstäben werden manche Umgebungsbedingen (Nährstoffe, pH und Tempe-

ratur) nicht so konstant gehalten wie erforderlich. Beispielsweise kann aus ökonomi-

schen Gründe oft keine aktive Temperaturkontrolle genutzt werden und die Algenkultur 

erfährt standortabhängige Temperaturänderungen über den Tag hinweg (da Silva & 

Reis, 2015; Grobbelaar, 2009; Gudin & Chaumont, 1991; Pruvost et al., 2016). Ein ein-

facher Ansatz für die Maßstabsvergrößerung besteht darin, das Verhältnis von Oberflä-

che zu Volumen konstant zu halten (Koller et al., 2018). Dieser Ansatz würde jedoch die 

Auswahl an PBR im Labormaßstab einschränken. Dem zufolge könnten beispielsweise 

Rührkessel-PBR aufgrund der geometrisch begründeten schlechten Lichtverfügbarkeit 

bei größeren Volumina nicht mehr für Vorversuche im Labormaßstab verwendet werden, 

obwohl sie sich dafür als nützlich erwiesen haben (Deniz, 2020; Li et al., 2003; Moham-

med et al., 2014). Für die Maßstabsvergrößerung von Photobioreaktoren müssen neben 

den klassischen bioverfahrenstechnischen Herausforderungen, wie Heterogenität der 

Kultur, Scherstress, Kontamination und Biofilmbildung auch lichtspezifische Faktoren 

wie Gradienten in der Lichtverfügbarkeit und wetterabhängige Wechsel in Licht und Tem-

peratur berücksichtigt werden. Bei der Kultivierung photoautotropher Mikroorganismen 

hängen die Herausforderungen bei der Skalierbarkeit häufig mit der Lichtverfügbarkeit 

im Bioreaktor zusammen.  
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3.3. Modellierung des photoautotrophen Wachstums  

Mikrobielles Wachstum und Produktbildung können im Kontext von Bioprozessen mit 

mathematischen Modellen beschrieben werden. Formalkinetische Ansätze verzichten 

auf Populations- und Stoffwechselmodelle, um die Komplexität zu reduzieren. Die ein-

zelne Zelle wird dabei als unstrukturierte black box definiert, die eine homogene Popu-

lation repräsentiert (Weuster-Botz & Takors, 2018). Für heterotrophe Bioprozesse wird 

dabei ein ideal homogenisiertes Reaktionsmedium vorausgesetzt, in dem Substrate in 

nicht limitierenden Konzentrationen vorliegen. Dies ist für photoautotrophe Prozesse 

nicht gegeben, da die Lichtabschwächung innerhalb des PBR zu einem Gradienten der 

Lichtintensität führt. Ab einer bestimmten Zellkonzentration wird das Substrat Licht nicht 

für alle Zellen ausreichend vorliegen. In diesem Kapitel soll daher neben einem typischen 

Wachstumsverlauf einer photoautotroph wachsenden Mikroalgenkultur auf Lichtab-

schwächungsmodelle eingegangen werden, die einen formalkinetischen Ansatz für pho-

toautotrophe Bioprozesse ermöglichen. 

 

3.3.1. Mikroalgenkultivierung im Satzprozess 

Der typische Wachstumsverlauf einer photoautotrophen Satzkultivierung ist in Abb. 4 

dargestellt. Dieser unterscheidet sich von der eines heterotrophen Satz-Prozesses, da 

der Verlauf durch Licht als Energiequelle beeinflusst wird. Das Wachstum der Mikroal-

genkultur wird vereinfacht mit der Änderung der Biomassekonzentration im Laufe der 

Prozesszeit beschrieben. 

Der Wachstumsverlauf eines Satz-Prozesses kann in mehrere Phasen eingeteilt wer-

den. Während der Verzögerungs-Phase (I) passen sich die Zellen an die neuen Umge-

bungsbedingungen an und eine Zunahme der Biomassekonzentration ist noch nicht zu 

beobachten. Die Dauer der Verzögerungsphase-Phase variiert je nach Größe des In-

okulums, der Aktivität der Zellen und dem Maße der Änderung der Umgebungsbedin-

gungen im Vergleich zur Vorkultur. Anschließend folgt eine Übergangsphase (II) in der 

die sich Zellen beginnen zu vermehren. Diese Phase geht über in die exponentielle 

Wachstumsphase (III) in der sich die Zellen mit konstanter Verdopplungszahl teilen und 

die Konzentration der Biomasse mit der Zeit exponentiell zunimmt. Bei heterotrophen 

Prozessen hängt die spezifische Wachstumsrate von der Verfügbarkeit von Nährstoffen, 

der Temperatur, dem pH und dem Organismus selbst ab. Bei photoautotrophen Prozes-

sen kommt die Lichtverfügbarkeit hinzu, die in dieser Phase im gesamten Reaktorquer-

schnitt ausreichend vorliegt. Mit zunehmender Biomassekonzentration wird immer mehr 

des auf den Bioreaktor auftreffenden Lichts absorbiert. Die Mikroalgen absorbieren nun 
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das gesamte Licht, sodass Schattenbereiche im Reaktor entstehen. Teile der Kultur er-

halten zu wenig Licht, um das exponentielle Wachstum aufrecht zu erhalten. Dies nennt 

sich Lichtlimitation und führt zur linearen Wachstumsphase (IV), deren Steigung abhän-

gig ist von der insgesamt zugeführten Energie in Form von Licht. Durch weitere Zunahme 

der Biomassekonzentration nehmen die Schattenbereiche weiter zu, bis die Raten der 

Photosynthese und Zellatmung sich angleichen. Die Zunahme der Biomassekonzentra-

tion flacht in der zweiten Übergangsphase (V) ab, bis die stationäre Phase (VI) erreicht 

ist. In der stationären Phase bleibt die Biomassekonzentration konstant, und die Wachs-

tumsrate ist gleich der Absterberate. In der Absterbephase (VII) nimmt die Biomasse-

konzentration ab, da die Zellen eine Zelllyse durchlaufen. Die Absterbephase ist in der 

Regel eine Folge von Nährstoffmangel (Chmiel et al., 2018). Der Wachstumsverlauf ei-

nes Satz-Prozesses liefert wichtige Informationen über den Eigenschaften der unter-

suchten Mikroorganismen und kann zur Optimierung der Bedingungen für das Zell-

wachstum in biotechnologischen Prozessen verwendet werden. 

 

 

Abb. 4: Typischer Wachstumsverlauf einer photoautotrophen Kultivierung im Satzpro-
zess. (I) Verzögerungsphase, (II) Übergangsphase, (III) exponentielle Wachstums-
phase, (IV) lineare Wachstumsphase, (V) Übergangsphase, (VI) stationäre Phase, 
(VII) Absterbephase. 

 

Die Zunahme der Zellzahl der Kultur korreliert linear mit der Zunahme der Zellmasse. 

Sind diese Voraussetzungen gegeben, kann über den Wachstumsverlauf mit der Biotro-

ckenmassekonzentration die exponentielle Wachstumsrate während Phase III bestimmt 
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werden. Für eine Satzkultivierung kann die exponentielle Wachstumsrate µ nach De-

finition (3) beschrieben werden. 

µ =
1
𝑐,
∗
𝑑𝑐,
𝑑𝑡  (3) 

Mit µ exponentielle Wachstumsrate, d-1 

 𝑐, Biomassekonzentration, g L-1 

 𝑡 Zeit, d 

 

3.3.2. Lichtabschwächung im PBR 

Durch Reflexion, Transmission und Absorption durch Mikroalgenzellen, entsteht ein Gra-

dient der Lichtintensität innerhalb des PBR. Die Lichtabschwächung innerhalb des PBR 

kann durch seine Wirkung auf die Zellen beschrieben werden, was in Abb. 5 dargestellt 

ist. Die Absorption von Licht führt zu Zonen der Photoinhibition (I, Hemmung durch zu 

starkes Licht), der idealen Beleuchtung (II) und der Lichtlimitierung (III, Limitierung durch 

zu wenig Licht). Dies kann in Folge zu örtlich unterschiedlichen Wachstumsraten im PBR 

führen. 

 

Abb. 5: Schematische Darstellung der Lichtabschwächung innerhalb eines einseitig be-
leuchteten PBR. Die Lichtabschwächung führt zu Ausbildungen von drei Zonen: (I) Pho-
toinhibition, (II) ideale Beleuchtung und (III) Lichtlimitierung. 
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Lichtabschwächungsmodelle versuchen, die Lichtverteilung innerhalb des PBR mathe-

matisch zu beschreiben. Wenn die übrigen Prozessvariablen nicht limitierend wirken, ist 

der Lichteintrag die wichtigste Variable. Identische einfallende Lichtintensitäten sind bei 

unterschiedlichen PBR-Geometrien schwer zu vergleichen, wenn unterschiedliche 

Schichtdicken oder Oberflächen-Volumen-Verhältnisse vorliegen. Um ein besseres Ver-

ständnis und eine quantitative Analyse der Lichtverteilung im PBR zu erhalten, muss die 

Lichtabschwächung bekannt sein. Die Komplexität der Lichtabschwächung variiert mit 

den verschiedenen Geometrien. Der einfachste Fall ist die Lichtabschwächung in einem 

einseitig beleuchteten Flachplatten-PBR, die als zweidimensionale Funktion für die 

Lichtschwächung beschrieben werden kann (Koller, Löwe, et al., 2017). Flachplatten-

PBR können auch beidseitig beleuchtet werden, was eine homogenere Ausleuchtung 

ermöglicht (Jacobi et al., 2012). Die Lichtschwächung in runden PBR, wie beispielsweise 

Blasensäulen-PBR, wird bei Beleuchtung von außen durch den Fokussierungseffekt be-

einflusst und muss dreidimensional oder mit einem Faktor für den Fokussierungseffekt 

beschrieben werden (Heining et al., 2015; Jacobi et al., 2012). Bei interner Beleuchtung 

muss die Lichtverteilung dreidimensional modelliert werden (Suh & Lee, 2003). 

Das Lambert-Beer-Gesetz (Gl. 4) ist ein gängiger Ansatz zur Beschreibung der Ab-

schwächung der Lichtintensität bei der Ausbreitung durch eine Suspension. Die Ein-

gangsphotonenflussdichte I0 trifft auf die Oberfläche der Suspension und breitet sich 

durch diese aus. Die Photonenflussdichte I schwächt sich in Abhängigkeit von der 

Schichtdicke L des Bioreaktors, der Biotrockenmassekonzentration und dem spezifi-

schen Extinktionskoeffizienten ab. 

	𝐼 = 𝐼- ∗ 𝑒*.∙0!∙1 (4) 

Mit I Photonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

 I0 Eingangsphotonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

 Ɛ Extinktionskoeffizient, L g-1 m-1  

 cx Biomassekonzentration, g L-1 

 L maximale Schichtdicke, m 

 

Neben dem Lambert-Beer-Gesetz gibt es modifizierte Versionen des Lambert-Beer-Ge-

setzes (Franco-lara et al., 2006) oder andere Funktionen (Reynolds & Pacala, 1993), die 

die Lichtabsorption innerhalb der Suspension beschreiben können. Anspruchsvollere 

Modelle enthalten weitere Parameter zur Beschreibung weiterer physikalischer Vor-

gänge wie Lichtstreuung (J. F. Cornet et al., 1992). 
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3.3.3. Mittlere integrale Photonenflussdichte 

Unter der Annahme, dass Licht die einzige wachstumslimitierende Zustandsvariable ist 

und dass die Mikroalgensuspension homogen durchmischt ist, kann eine integrale Pho-

tonenflussdichte für die gesamte Mikroalgensuspension berechnet werden (J.-F. Cornet 

et al., 1995; Grima et al., 1994). Im Ergebnis entspricht dies einer integralen Photonen-

flussdichte I*, die jede einzelne Zelle im Durchschnitt erfährt Gl. (5). 

𝐼∗(𝑐,) =
1
𝐿
7 𝐼(𝑐, , 𝑙), 𝑑𝑙
1

-
 

(5)	

Mit  I*  Integrale Photonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

cx  Biomassekonzentration, g L-1 

 L  maximale Schichtdicke, m 

 I  Funktion nach Gleichung (4) 

 l  Schichtdicke, m 

 

Schematisch kann die Lichtabsorption über den Reaktorquerschnitt wie in Abb. 6 

dargestellt werden. 

 

Abb. 6: Schematische Darstellung der Lichtabschwächung in einem einseitig beleuchte-
ten PBR nach (Pruvost & Cornet, 2012). Die Eingangsphotonenflussdichte I0 trifft auf den 
PBR. Die Photonenflussdichte I nimmt als Funktion von der Schichtdicke l ab. Bei der 
maximalen Schichtdicke L tritt das transmittierte Licht aus dem PBR aus. Die Integration 
von I(l) ergibt die integrale Photonenflussdichte I*. 
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Da die Biomassekonzentration während des exponentiellen Wachstums ansteigt, nimmt 

auch die Lichtabschwächung mit der Prozesszeit zu. Infolgedessen kann eine mittlere 

integrale Photonenflussdichte I** innerhalb der exponentiellen Wachstumsphase be-

rechnet werden (Pfaffinger et al., 2016b). Die mittlere integrale Photonenflussdichte I** 

ist eine Funktion der einfallenden Lichtintensität I0, der Lichtabsorption, der Schichtdicke, 

der Biomassekonzentration der Mikroalgen und der Wachstumsrate µ innerhalb eines 

bestimmten Zeitintervalls Δt Gl. (6). 

𝑰∗∗ =
1

𝑡3 − 𝑡4
7 𝐼∗𝑑t	

50!
56

78∗0!	→	567
50!
8∗0!(⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯*

6"

%#
	𝑰∗∗ =

1
𝑡3 − 𝑡4

7
𝐼∗

𝜇 ∗ 𝑐,
𝑑𝑐,

0!,"

0!,#
 

(6)	

Mit I** Mittlere integrale Photonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

 ta Beginn exponentielle Wachstumsphase, d 

 te Ende exponentielle Wachstumsphase, d 

𝑐,,4 Biomassekonzentration zum Beginn der  
exponentiellen Wachstumsphase, g L-1 

 𝑐,,3 Biomassekonzentration zum Ende der  
exponentiellen Wachstumsphase, g L-1 

 µ Wachstumsrate, d-1 

 

Die mittlere integrale Photonenflussdichte I** ist eine geeignete Größe für die Beschrei-

bung der lichtabhängigen Wachstumskinetik von Mikroalgen in Abhängigkeit von der 

Lichtverfügbarkeit. Die Integration kann auf verschiedenen Lichtschwächungsmodellen 

basieren wie dem Lambert-Beer-Gesetz oder Schuster (Koller, Löwe, et al., 2017; Pfaf-

finger et al., 2016b). 

 

3.3.4. Wachstumskinetik 

Die Wachstumskinetik von Mikroalgen ist artspezifisch, und verschiedene Stämme wei-

sen unterschiedliche Wachstumseigenschaften auf. Die Untersuchung der Wachstums-

kinetik bestimmter Stämme im Labormaßstab ermöglicht die Ermittlung geeigneter Kul-

tivierungsbedingungen und gezielter Strategien für die Biomasseproduktion. Darüber 

hinaus ermöglicht das Wissen über die Wachstumskinetik die Modellierung des Wachs-

tums von Mikroalgen, was die Prozessoptimierung und die Gestaltung von PBR im Pro-

duktionsmaßstab erleichtert. 
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Liegt eine Beschreibung der Lichtabschwächung vor, so kann die mittlere spezifische 

Wachstumsrate als Funktion der mittleren integralen Photonenflussdichte modelliert 

werden. Hierbei ist die Wachstumskinetik also allein von der Lichtverfügbarkeit abhän-

gig. Eine weitere Limitierung wird hierbei nicht berücksichtigt. Für M. salina und S. oval-

ternus wurden bereits die exponentiellen Wachstumsraten als Funktion der mittleren in-

tegralen Photonenflussdichte I** ermittelt und als stammspezifische Lichtantwortkurven 

unter konstanter Bestrahlung vorgestellt (Koller et al., 2018; Pfaffinger et al., 2019). Sie 

zeigten, dass die Lichtantwortkurve gut durch ein modifiziertes Inhibitionsmodell be-

schrieben werden kann, wie in Gleichung (7) dargestellt (Andrews, 1968; Lee et al., 

1987). 

µ = µ!"# ∗
𝐼∗∗

𝐾% + 𝐼∗∗ + 𝐼∗∗ ∗ '
𝐼∗∗
𝐾&
(
' (7)	

 
Mit  µ spezifische Wachstumsrate, d-1 

µmax Maximale Wachstumsrate, d-1 

I** Mittlere integrale Photonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

Ks Sättigungskonstante der Photonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

 Ki Photoinhibitionskonstante, µmol m-2 s-1 

 φ Sensitivitätsparameter, - 

 

Dieser kinetische Ansatz berücksichtigt Licht als das einzige essentielle Substrat, wel-

ches sowohl limitierend als auch inhibierend auf die spezifische Wachstumsrate wirken 

kann. Der Verlauf einer Lichtantwortkurve, welche auf Gleichung (7) basiert, ist in Abb. 7 

dargestellt. Hierbei soll besonders der Effekt des Sensitivitätsparameters verdeutlicht 

werden. Der Sensitivitätsparameter entspricht der negativen Steigung der lichtabhängi-

gen Wachstumskinetik im Wendepunkt des photoinhibierten Bereichs der Kinetik 

(I** = KI). Der Parameter führt bei einem Wert < 1 zu einem flacher und bei einem 

Wert > 1 zu einem steiler ausgeprägten Verlauf der Kurve. 
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Abb. 7: Darstellung des in Gleichung (7) dargestellten kinetischer Ansatzes zur Beschrei-
bung der Wachstumsrate als Funktion des limitierenden Substrates Licht mit Berücksich-
tigung der Substratinhibition. Die Sättigungskonstante Ks entspricht 80 µmol m-2 s-1, die 
Inhibitionskonstante KI entspricht 1800 µmol m-2 s-1 und µmax entspricht 1. Der Sensitivi-
tätsparameter wurde variiert zwischen 0,5 (-.), 1(-), und 2 (--). 
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4. Materialien und Methoden 
Im folgenden Kapitel werden alle konstruktiven und analytischen Methoden, sowie Me-

thoden zur Kultivierung von Mikroalgen beschrieben, die in dieser Arbeit verwendet wur-

den. Dabei werden ebenfalls die verwendeten Materialien und Anlagen genannt. Diese 

sind außerdem in tabellarischer Form im Anhang gelistet. 

 

4.1. Konstruktive Methoden 

Für die Konzeption und Bau eines Beleuchtungsmoduls zur Kultivierung von Mikroalgen 

waren konstruktive Methoden notwendig, die im Folgenden beschrieben werden. 

 

4.1.1. Auswahl Leuchtmittel 

Für die Suche eines geeigneten Leuchtmittels wurde die Auswahl auf Leuchtdioden 

(LEDs) fokussiert. Diese zeichnen sich durch eine geringe Größe, Langlebigkeit und, im 

Vergleich zu anderen Leuchtmitteln, niedrige Wärmeentwicklung aus (Glemser et al., 

2016). Außerdem sind sie auch abseits von Forschung und Entwicklung weit verbreitet 

und somit auch in geringen Stückzahlen für den Prototypenbau zu erwerben. Aufgrund 

des limitierten Platzes für Leuchtmittel und Kühlung beim Bau eines Beleuchtungsmo-

duls für miniaturisierte Photobioreaktoren, sind die genannten Eigenschaften ideale Vo-

raussetzung. Generell gewinnt der Einsatz von LEDs bei der Kultivierung von Mikroalgen 

für Forschung und Entwicklung zunehmend an Bedeutung (Glemser et al., 2016). 

Erläuterung: LEDs können entweder durch konstante Stromreduzierung (CCR, analoges 

Dimmen) oder Pulsweitenmodulation (PWM, digitales Dimmen) gedimmt werden. Beim 

Dimmen mittels PWM wird mit einer bestimmten Frequenz zwischen dem Zustand "ein" 

und "aus" gewechselt. Das Verhältnis zwischen der Einschaltzeit und der Gesamtzeit 

definiert die durchschnittlich abgegebene Leistung. Beim Dimmen von Licht liegt die Fre-

quenz in der Regel außerhalb der menschlichen Wahrnehmung (˃ 100 Hz). PWM Trei-

ber für das Dimmen von LEDs haben einen großen linearen Dimmbereich, (Dyble et al., 

2005). Das analoge Dimmen mit CCR erfolgt durch Änderung des Vorwärtsstroms an 

der LED. Die Lichtintensität der LEDs korreliert direkt mit dem angelegten Strom, ist je-

doch nur für niedrige Ströme linear. Außerdem kann eine Verschiebung im Spektrum 

auftreten, da dieses vom Vorwärtsstrom abhängig ist (Dyble et al., 2005; Zafar et al., 

2015). 
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LEDs haben ein definiertes Emissionsspektrum und können dabei in ganz Unterschied-

lichen Wellenlängen gefertigt werden, die allerdings nur bedingt zur Algenzucht geeignet 

sind. Licht mit einer Wellenlänge zwischen 400 ─ 700 nm wird als photosynthetisch ak-

tive Strahlung (PAR) definiert (MacIntyre & Cullen, 2005; Richmond, 2008). Innerhalb 

des PAR-Bereichs wird das Licht vom Chlorophyll der Mikroalgen und den zugehörigen 

Pigmenten mit unterschiedlicher Effizienz absorbiert. Einige Studien haben das Algen-

wachstum nur mit rotem und / oder blauem Licht analysiert (Cordara et al., 2018; Mo-

hammed et al., 2014; Wagner et al., 2016; C.-Y. Wang et al., 2007). Wenn die Kultivie-

rungen jedoch dazu dienen wirtschaftliche Produktionsprozesse zu entwickeln, wird 

Sonnenlicht vermutlich weiterhin die primäre Energiequelle sein müssen. Aus diesem 

Grund wird weißes Licht mit einem breiten Spektrum bei Photobioreaktoren im Labor-

maßstab bevorzugt, wenn eine Maßstabsübertragung von Prozessen angestrebt wird. 

Im Rahmen dieser Arbeit werden daher ausschließlich weiße LEDs überprüft. 

Die Spektren der Leuchtmittel wurden mit einem FLAME-Mikrospektrometer (Ocean Op-

tics, Ostfildern, Deutschland) und der Software Ocean View (Ocean Optics, Ostfildern, 

Deutschland) aufgezeichnet. 

 

4.1.2. Leiterplattenfertigung 

Die Aluminiumleiterplatte wurde mit Fusion360 (Autodesk, San Rafael, CA, USA) ent-

worfen und von der Fischer Leiterplatten GmbH (Witten, Deutschland) mit einer Stärke 

von 1,5 mm gefertigt. Der Lötstopplack wurde dabei in weiß gewählt, um möglichst viel 

Licht Richtung Bioreaktor zu reflektieren. Die Leiterplatten wurden mit Lötpaste auf den 

Kontakten benetzt und die LEDs sowie die SMD-Leiterplattenklemmen positioniert. An-

schließend wurde die gesamte Leiterplatte mit einer laborgeeigneten Heizplatte auf 

250 °C erhitzt, sodass die Lötpaste schmolz und sich die LEDs ausrichteten. 

 

4.1.3. Fertigung des Kühlkörpers  

Der Aluminium-Wärmetauscher wurden mit einer Open-Source-CAD-Software (Free-

CAD, Version 0.19, Computer Software, (2022), https://freecad.github.io/SourceDoc/ , 

Zugriff am 1. August 2022) entworfen. Der Kühlkörper wurde mit einer computergesteu-

erten Fräsmaschine (Fp 3 Nc, Friedrich Deckel AG, München, Deutschland, heute DMG 

Mori AG, Bielefeld, Deutschland; Steuerung: TNC 430, Heidenhain GmbH, Traunreuth, 

Deutschland) aus einem Aluminiumblock gefertigt. Dabei wurden Aussparungen für ein 

Edelstahlrohr (6 mm Durchmesser), Pins zur Positionierung auf der Arbeitsfläche des 
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Pipettierroboters und Aussparungen für die Einhausung gefräst. Das Edelstahlrohr 

wurde zusammen mit Wärmeleitpaste in die Ausfräsung gesetzt und an den Enden mit 

Schneidringverschraubungen und Aufschraub-Schlauchtüllen versehen, um diese an ein 

Thermostat anzuschließen. 

 

4.1.4. Filament 3D-Druck  

Im Rahmen dieser Arbeit wurden diverse Bauteile mittels additiver Fertigung erstellt. Das 

Gehäuse der Beleuchtungsmodule (Abb. A3), die Lichtsensorhalterungen (Abb. A1 und 

A4) und das Gehäuse der Steuereinheit (vgl. Abb. 27) wurden mit einer Open-Source-

CAD-Software (FreeCAD, Version 0.19, Computer Software, (2022), https://free-

cad.github.io/SourceDoc/, Zugriff am 1. August 2022) entworfen. 

Die Entwürfe für alle 3D-gedruckten Teile wurden mit der Software PrusaSlicer 2.2.0 

(Prusa Research, Prag, Tschechische Republik) vorbereitet und mit einem Filament- 

drucker (Prusa i3 MK3, Prusa, Prag, Tschechische Republik) gedruckt. Für die Steuer-

einheit wurden Filamente aus Polyethylenterephthalat (PETG, Extrudr, Lauterach, Ös-

terreich) und für das Gehäuse des Beleuchtungsmoduls und die Lichtsensorhalterungen 

thermoplastische Polyurethanfilamente (TPU hart, Extrudr, Lauterach, Österreich) ver-

wendet. 

 

4.1.5. Stromversorgung und Steuerung 

Zur Steuerung der Lichtintensität der LEDs wurde eine Konstantstromquelle gewählt, die 

einen Anschluss für ein PWM-Signal besitzt. Ein entsprechendes Signal wird in diesem 

Fall von einem Mikrocontroller ausgegeben. Die erforderlichen Komponenten können 

hierbei auf einem einzigen Chip gesichert werden, ein so genanntes "System on a Chip" 

(Adi et al., 2021). Die Software zur Steuerung wurde in den Read Only Memory (ROM) 

geladen.  

 

4.2. Mikroalgenstämme und Reaktionsmedien 

Das Wachstum von Microchloropsis salina (M. salina, SAG 40.85) und Scenendesmus 

ovalternus (S. ovalternus, SAG 52.80) wurde in miniaturisierten Rührkessel-PBR und 

Flachplatten-PBR untersucht. Beide Stämme wurden aus der Algenkultursammlung der 
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Universität Göttingen bezogen. Die Kulturen wurden in Schüttelkolben bei Raumtempe-

ratur und Umgebungslicht aufbewahrt, bis daraus Vorkulturen hergestellt wurden. Tägli-

ches Schütteln der Kolben verhinderte die Sedimentation der Zellen. 

M. salina wurde in modifiziertem künstlichem Meerwasser (ASW) nach dem Verfahren 

von Boussiba et al. kultiviert (Boussiba et al., 1987). ASW bestand aus NaCl (27 g L-1), 

MgSO4 - 7 H2O (6,6 g L-1), CaCl2 - 2 H2O (1,5 g L-1), KNO3 (5 g L-1), KH2PO4 (0,07 g L-1), 

Na2EDTA - 2 H2O (0,021 g L-1), FeCl3 - 6 H2O (0,014 g L-1), und 1 mL L-1 einer Spuren-

elementlösung aus ZnCl2 (0,04 g L-1), H3BO3 (0,6 g L-1), CuCl2 - 2 H2O (0,04 g L-1), MnCl2 

(0,4 g L-1), (NH4)6Mo7O24 - 4 H2O (0,37 g L-1). 

S. ovalternus wurde in BG-11-Medium nach dem Verfahren von Waterbury und Stanler 

(Waterbury & Stanier, 1981) mit NaNO3 (1,5 g L-1), K2HPO4 (0,04 g L-1), Na2CO3 

(0,02 g L-1), MgSO4 - 7 H2O (0,75 g L-1), CaCl2 - 2 H2O (0,036 g L-1), Na-EDTA 

(0,001 g L-1), Zitronensäure (0,006 g L-1) und Eisenammoniumcitrat (0,006 g L-1) herge-

stellt. Die Zusammensetzung der Spurenelemente wurde von Kuhl und Lorenzen abge-

leitet (Kuhl & Lorenzen, 1964): ZnSO4 - 7 H2O (0,287 g L-1), MnSO4 - 4 H2O (0,223 g L-

1), H3BO3 (0,061 g L-1), (NH4)6Mo7O24 - 4 H2O (0,0125 g L-1) und CuSO4- 5 H2O (0,0025 

g L-1). 

Für beide Medien wurde der pH mit NaOH auf pH 8,0 eingestellt und anschließend wur-

den die Medien durch Filtrieren sterilisiert. 

 

4.3. Vorkultur in Blasensäulenreaktoren 

Zur Herstellung aller Vorkulturen wurden 400 mL Blasensäulen-PBR mit einem Arbeits-

volumen von 200 mL verwendet (Havel et al., 2008). Die PBR wurden in einen Inkubator 

(Profors, Infors HT, Bottmingen, Schweiz) positioniert, der auf 25 °C temperiert wurde. 

Die Gasflussraten wurden auf Sicht manuell mit einem Ventil eingestellt, sodass eine 

ausreichende Durchmischung gewährleistet ist. Das Gas bestand aus Druckluft, die mit 

2 % CO2 gemischt war. Die Beleuchtung wurde durch sechs Fluoreszenzröhren reali-

siert, die oberhalb der Blasensäulenreaktoren befestigt waren und zusammen eine Pho-

tonenflussdichte von 85 μmol m-2 s-1 ausstrahlten. Lag der offline gemessene pH außer-

halb des Bereichs von 7,5 ─ 8,5, wurde dieser nach Bedarf manuell mit 0,5 M NaOH 

oder 0,5 M HCl angepasst. Sobald eine Zelldichte von OD750 über 3,0 gemessen wurde, 

wurde eine neue Vorkultur mit einer OD750 von 0,15 gestartet. 
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4.4. Kultivierung in parallelen Rührkesselbioreaktoren 

Die Kultivierung von Mikroalgen in parallelen Rührkesselbioreaktoren erfordert methodi-

sches Wissen in der Handhabung der Bioreaktoreinheit selbst, der Integration in einen 

Pipettierroboter und Wahl der Prozessvariablen wie Begasung und Rührertypen. Alle 

Aspekte der Kultivierung werden in diesem Kapitel behandelt. 

 

4.4.1. Parallele Rührkesselbioreaktoren 

Die parallele Rührkessel-Bioreaktoreinheit im mL-Maßstab (bioREACTOR48, 2mag AG, 

München, Deutschland) wurde mit 48 Einweg-Bioreaktoren aus Polystyrol ohne Schika-

nen (HTBD, 2mag AG, München, Deutschland) bestückt. Die Mikroalgensuspension 

wurde mit magnetisch angetriebenen S-Rührern homogenisiert, die ursprünglich für das 

Mischen von Feststoffen entwickelt wurden (Riedlberger & Weuster-Botz, 2012b). Die 

Rührer waren auf Achsen aus Vollmaterial montiert, die an dem Deckel der parallelen 

Bioreaktoreinheit befestigt waren. Eine Gasmischstation (DASGIP MX 4/4, Eppendorf 

SE, Hamburg, Deutschland) führte sterile, mit CO2 gemischte Luft in den Deckel der 

Bioreaktoreinheit, welcher diese auf die Kopfräume aller 48 parallelen Bioeaktoren ver-

teilte. Der Deckel der Bioreaktoreinheit bietet für jeden Bioreaktor eine Öffnung, die als 

Gasauslass und zur Probenahme diente. 

 

4.4.2. Integration in einen Pipettieroboter und Prozesskontrolle  

Die Bioreaktoreinheit wurde in einen Pipettierroboter mit acht Pipettierkanälen und ei-

nem Greifarm (Microlab STARlet, Hamilton Bonaduz AG, Bonaduz, Schweiz) eingebaut. 

Das Layout der Arbeitsfläche des Pipettierroboter ist in Abb. 8 dargestellt. Für die wie-

derholte OD750- und pH-Analyse der Kulturen wurden automatisiert Proben aus den pa-

rallelen Bioreaktoren entnommen und das integrierte MTP-Photometer (Synergy HTX, 

Biotek, Winooski, VT, USA) und das MTP-Waschstation (405 LS, Biotek, Winooski, VT, 

USA) vom Pipettierroboter angesteuert. Die wiederverwendbaren Stahlnadeln wurden 

vor der Probenahme zunächst in 70 % (v/v) Ethanol und anschließend in sterilem Was-

ser gewaschen. Die von dem Pipettierroboter, dem Photometer und der MTP-Waschsta-

tion auszuführenden Aufgaben wurden in einem Methodeneditor programmiert und über 

eine Laufzeitsteuerungssoftware (Microlab® STAR Software VENUS Version 4.5, Ha-

milton Bonaduz AG, 205 Bonaduz, Schweiz) abgespielt. Untermethoden wie Probe-

nahme, pH-Messung und Füllstandskorrektur wurden programmiert und automatisch 
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während des Prozesses ausgeführt. Für die Priorisierung dieser Arbeitsschritte wurde 

die hausintern entwickelte Ablaufsteuerung genutzt (Bromig et al., 2022). 

 
Abb. 8: Layout der Arbeitsfläche des Pipettierroboters zur photoautotrophen Kultviierung 
von Mikroalgen. Für Kultivierungen mit M. salina wurde im Behälter „Medium“ ASW und 
im Behälter „NaCl / Medium“ NaCl mit 30 g L-1 zur Verdünnung von Proben vorgelegt. 
Während Kultivierungen mit S. ovalternus wurde im Behälter „Medium“ BG11-Medium 
vorgelegt und im Behälter „NaCl / Medium“ ebenfalls BG-11 Medium zur Verdünnung 
von Proben vorgelegt. Die „HydroPlate“ im MTP-Format dient zur Zwischenlagerung von 
Proben, nachdem diese aus der Bioreaktoreinheit entnommen wurden und wird zur Be-
stimmung des pH dieser Proben im MTP-Photometer gemessen. In der MTP werden die 
Proben verdünnt und anschließend deren OD750 gemessen. Beide Platten wurden nach 
jeder abgeschlossenen Messung im MTP-Photometer in der MTP-Waschstation gespült 
und auf ihre Ausgangsposition zurückbewegt. Vor jeder Nutzung der Pipettiernadeln 
wurden diese automatisiert in Ethanol sterilisiert und in der Nadel-Waschstation gespült.  
 

4.4.3. Begasung 

Alle photoautotrophen Kultivierungen wurden mit trockener Prozessluft aus Druckluft mit 

2 % CO2 durchgeführt. Die Buchsen aus Teflon, welche ab Werk in den Pipettieröffnun-

gen des Deckels der Bioreaktoreinheit verbaut sind, wurden entfernt, um so den Durch-

messer zu vergrößern. Außerdem wurde sichergestellt, dass die Pipettiernadeln mindes-

tens einmal pro Stunde in jeden Bioreaktor einfahren. 

Erläuterung: Es konnte beobachtet werden, dass sich in den Pipettieröffnungen mancher 

Reaktorpositionen Tropfen aus kondensierendem Wasser formen, die eine Öffnung 

dann verschließen können. Dies ging einher mit nicht reproduzierbarem Wachstum der 

Mikroalgen. 
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Die Begasung wurde mittels DO Sensoren überprüft. Diese befinden sich am Boden der 

Einwegreaktoren und werden für heterotrophe Kultivierungen standardmäßig verwendet. 

Der Sauerstoffgehalt der Zuluft wurde automatisch und wiederholt zwischen Druckluft 

und Stickstoff variiert. Acht Bioreaktoren wurden mit Wasser befüllt und bei 1300 U min-1 

mit S-Rührern gemischt. Anhand des Signals des Sensors konnte die Änderung verfolgt 

werden. Das Signal von zwei der acht Bioreaktoren sind in Abb. 9 exemplarisch darge-

stellt. Ein Bioreaktor zeigte nur eine geringfügige Reaktion auf die variierende Zuluft (-, 

blau), was auf eine mangelhafte Begasung hindeutet. Die übrigen Bioreaktoren weisen 

über 5 Stunden ein variierendes Signal auf, welches mit der Variation der Zuluft korre-

liert. Exemplarisch ist hier das Signal eines Bioreaktors (--, rot) dargestellt, welches je-

doch mit den übrigen Bioreaktoren übereinstimmte. 

 
Abb. 9: Verlauf des Sauerstoffpartialdrucks in zwei exemplarisch ausgewählten Bioreak-
toren während stetiger Variation der Zuluft zwischen Druckluft und Stickstoff. 

 

Während der Kultivierung von Mikroalgen erfolgen deutlich weniger Pipettiervorgänge 

pro Tag im Vergleich zu heterotrophen Prozessen mit Bakterien wie Escherichia coli, 

doch das regelmäßige Einfahren der Pipettierspitzen verdrängt kondensiertes Wasser. 

Um dem Verstopfen der Öffnungen und damit einhergehenden Ausfall der Begasung 

entgegenzuwirken, wurde ein stündlicher Pipettierschritt eingeführt. 

Erst mit den Änderungen (Entfernung der Buchsen zur Vergrößerung des Durchmessers 

und regelmäßige Pipettierschritte) konnte der kontinuierliche Verlauf und Reaktion des 

DO-Signals auf allen Positionen beobachtet werden. Dies ist exemplarisch für eine Po-

sition und zwei Zeitabschnitte dargestellt (Abb. 10), stellte sich aber für alle 8 Positionen 

so dar. 
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Abb. 10: Verlauf des Sauerstoffpartialdrucks während stetiger Variation des Sauerstoff-
gehalts der Zuluft (12 min Druckluft, 3 min Stickstoff). Oben sind die ersten 10 h und 
unten die letzten 10 h des Versuchs dargestellt. Es ist exemplarisch das Signal eines 
von acht Bioreaktoren dargestellt. 
 

Wird mit feuchter Luft begast kommt es allerdings auch im Deckel der Bioreaktoreinheit 

zur Kondensation. Dies ist bei wenigen Stunden, was der Zeitskala vieler heterotropher 

Prozesse entspricht, unproblematisch. Allerdings scheint sich dies nach mehreren Ta-

gen (> 90 h) negativ auf die Begasung der Bioreaktoren auszuwirken. Daher werden die 

Kultivierungen mit trockenerer Luft durchgeführt. Eine höhere Verdunstungsrate muss 

dabei akzeptiert werden. Außerdem wird der Deckel nach dem Säubern im Anschluss 

von Kultivierungen für etwa zwei Tage mit Druckluft getrocknet, um Rückstände von 

Feuchtigkeit zu minimieren.  

 

4.4.4. Wahl von Rührorganen, Reaktionsvolumen und Rührgeschwindigkeit 

Für alle dargestellten photoautotrophen Kultivierungen wurden S-Rührer bei 500 U min-1 

und 10 mL Reaktionsvolumen verwendet. 
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Erläuterung: Die Kombination aus Rührorgan, Reaktionsvolumen und Wahl der Rührer-

geschwindigkeit führen zu unterschiedlich hohen integralen und lokalen Scherkräften in 

den Bioreaktoren. Diesem Umstand muss besondere Aufmerksamkeit gewidmet wer-

den, da manche Mikroalgen scherkraftempfindlich sein können (C. Wang & Lan, 2018). 

In vielen Vorversuchen führten Scherkräfte in den Bioreaktoren zu schlechter paralleler 

Reproduzierbarkeit. Die Rührerdrehzahl wurde ursprünglich beispielsweise auf 

1500 U min-1 eingestellt, da dies in Kombination mit einem Paddel-Rührer und 12 mL 

Volumen zu einer Trombe führt (Abb. 11). 

 

 
Abb. 11: Darstellung der Flüssigkeitstrombe in miniaturisierten Rührkesselbioreaktoren. 
Das Füllvolumen betrug 10 mL oder 12 mL, die Rührerdrehzahl betrug 500 U min-1, 
1000 U min-1 oder 1500 U min-1 und es wurde ein Paddel-Rührer oder S-Rührer verwen-
det. Obere Bildgrenze entspricht der Kopfraumkühlung der Bioreaktoreinheit und die un-
tere dem Rührantrieb. 
 

Aufgrund der schlechten parallelen Reproduzierbarkeit wurde die Rührerdrehzahl 

schrittweise reduziert und ein zweiter Rührer (S-Rührer) eingesetzt, der ursprünglich für 

das Mischen von Feststoffen entwickelt wurde (Riedlberger & Weuster-Botz, 2012b). Bei 

den niedrigeren Drehzahlen konnte der Paddel-Rührer keine stabile Trombe ausbilden, 
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weswegen schließlich der S-Rührer verwendet wurde. Bei 500 U min-1 wurde ein repro-

duzierbares Wachstum dokumentiert. Mutmaßlich würde eine zu geringe Rührerdreh-

zahl keine homogene Durchmischung mehr gewährleisten und zu schlechteren Gasaus-

tausch führen. Die Rührorgane sind in Abbildung 12 fotographisch festgehalten. 

 
Abb. 12: Rührorgane: (a) S-Rührer mit Vollachse, (b) Padddel-Rührer mit Vollachse 
 

Für heterotrophe Kultivierungen wird typischerweise ein gasinduzierender Rührer ver-

wendet. Die Gasinduzierende Wirkung funktioniert allerdings erst ab Rührerdrehzahlen, 

die deutlich größer als 500 U min-1 sind. Auf die Verwendung von gasinduzierenden Rüh-

rern wurde daher für die Kultivierung von Mikroalgen in miniaturisierten Rührkesselreak-

toren verzichtet. 

Mit der Beleuchtung durch den Reaktorboden ist die beleuchtete Fläche fest definiert 

und kann in diesem System nicht geändert werden. Durch die Variation des Volumens 

im Bioreaktor kann jedoch das Oberfläche-Volumenverhältnis angepasst werden. Ein 

geringeres Volumen führt zu einem größeren Oberflächen-Volumen-Verhältnis, welches 

wiederum einen besseren Lichteintrag zur Folge hat. Dies ist Voraussetzung, um ein 

exponentielles Wachstum der Algenkultur zu ermöglichen. Allerdings kann die Pipettier-

nadel nur bis zu einer bestimmten, technisch bedingten Höhe (27 mm ab Reaktorboden) 

in den Bioreaktor einfahren, was ein minimales Füllvolumen von 8 mL für eine Proben-

ahme voraussetzt. Die Probenahme und der anschließende Ausgleich des Volumens 
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führt außerdem zu einem Verdünnungseffekt, der bei kleinen Volumen stärker ins Ge-

wicht fällt. Ein verändertes Volumen wird ebenfalls Auswirkungen auf die wirkenden 

Scherkräfte haben. Der Zusammenhang zwischen Rührorgan, Volumen und entspre-

chender Füllhöhe ist in Tabelle 1 festgehalten. 

Tab. 1: Volumen und Füllhöhe in miniaturisierten Rührkesselbioreaktoren. Der Boden 
des Bioreaktors hat eine Dicke von 2 mm. Die Schichtdicke entspricht also Füllstand 
minus zwei Millimeter. Ebenfalls wichtig ist die niedrigste Eintauchtiefe der Pipettierna-
deln von 27 mm. Damit ist erst ein Volumen von 8 mL oder größer umsetzbar. 

Volumen, mL Füllstand ohne Rüh-
rer, mm 

Füllstand mit S-Rüh-
rer und Vollachse, 
mm 

Füllstand mit Paddel-
Rührer und Voll-
achse, mm 

7 23 27 28 
8 26 31 30 

9 30 35 33 

10 33 37 37 
11 36 40 40 

12 39 44 44 

13 42 47 47 

 

Ein Volumen von 10 mL wurde ausgewählt, um reproduzierbares und exponentielles 

Wachstum von Mikroalgen in miniaturisierten Rührkesselreaktoren zu ermöglichen. 

 

4.4.5. Kultivierungsprotokoll 

Vorkulturen mit einer OD750 von ~ 2 wurden mit ASW-Medium verdünnt, um eine OD750 

von ~ 0,5 zu erhalten. Die Zellsuspension wurde dann in die parallelen Rührkessel-Bio-

reaktoren mit einem Volumen von je 10 mL verteilt. Die Rührkessel-Bioreaktoreinheit im 

mL-Maßstab wurde in einen Pipettierroboter für die automatische OD- und pH-Messung 

(siehe 4.8 und 4.6), die pH-Korrektur, den Füllstandsausgleich (siehe 4.5) und das Frei-

halten der Pipettieröffnungen platziert. Die Mikroalgen-Zellsuspension wurde mit mag-

netisch induzierten S-Rührern bei 500 U min-1 gerührt (siehe 4.4.4). Das Rühren wurde 

automatisch für die Probenahme und die Füllstandsmessung gestoppt. Der Kopfraum 

der 48 parallelen Rührkessel-Bioreaktoren wurde mit 288 L h-1 Druckluft mit 2 % CO2 

durchspült. Die Kopfraumkühlung der parallelen Bioreaktoren wurde auf 14 °C einge-

stellt. 

Für Kultivierungen von Mikroalgen bei konstanter Beleuchtung wurde die Kultivierungs-

temperatur auf konstante 29 °C für M. salina und 30°C für S. ovalternus eingestellt. Bei 
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Kultivierungen, die auf Tag- und Nachtzyklen der Lichtintensität und Temperatur unter-

sucht wurden, verwendete man die Wetterdaten eines Sommertages im Juni 2012 in 

Almeria, Spanien. Diese wurde täglich wiederholend abgespielt. Der Ort der Wetterauf-

zeichnung stellte sich als ein idealer Referenzstandort für die Mikroalgenkultivierung im 

Freien dar. Die Küstenstadt Almeria, Südspanien hat eine hohe Sonneneinstrahlung, 

warme Lufttemperatur und gute Infrastruktur (Apel et al., 2017). Die Lichtintensität wurde 

für die Kultivierung alle zehn Minuten automatisch auf die Wetterdaten angepasst. Die 

Temperaturen aller parallelen Bioreaktoren wurden, entsprechend der Lufttemperatur 

aus den Wetterdaten, automatisch mit einer Abtastzeit von 1 h angepasst. Aus den ge-

wählten Abtastzeiten ergeben sich Stufenfunktionen, welche die für die Kultivierungen 

tatsächlich eingestellten Werte darstellen. Diese Stufenfunktionen und Wetterdaten sind 

in Abb. 13 dargestellt. Die eingestellten Werte für die Temperatur während Kultivierun-

gen mit Tag- und Nachtzyklen sind ebenfalls im Anhang in Tabelle A. 5 festgehalten. 

 
Abb. 13: Darstellung der Lichtintensität I0 und der Lufttemperatur eines Sommertages im 
Juni 2012 in Almeria, Spanien. Die Temperatur aus den Wetterdaten (blau) wird durch 
eine Stufenfunktion (rot) in der Kultivierung umgesetzt. Die Lichtintensität aus den Wet-
terdaten (schwarz) wird durch eine Stufenfunktion (grün) in der Kultivierung umgesetzt.  
 

4.5. Füllstandsausgleich in parallelen Rührkesselbioreaktoren 

Durch die Begasung der Bioreaktoren entsteht eine kontinuierliche Verdunstung. Der 

Pipettierroboter führt stündlich eine positionsspezifische Prüfung und Ausgleich des 

Flüssigkeitsstands in allen parallelen Bioreaktoren durch.  

Die Pipettierkanäle bewegen sich dafür in die Bioreaktoren auf eine definierte Höhe, die 

dem Flüssigkeitsstand des vorgesehenen Volumens entspricht. Der Flüssigkeitsstand 

kann aus Tabelle 1 abgelesen werden. Pipettierroboter, die auf der Hamilton Star Platt-

form basieren, können für jeden Pipettiervorgang eine Druckkurve aufzeichnen, sofern 

dies in der Flüssigkeitsklasse aktiviert ist. Die Flüssigkeitsklasse wird im Methodeneditor 
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(vergleiche hierzu Kapitel 4.4.2) definiert und bestimmt wie Flüssigkeiten aus der jewei-

ligen Klasse pipettiert werden. Der Pipettierroboter führt einen Aspirier- und Dispensier-

schritt von 300 µL durch und zeichnet den Verlauf des Drucks beim Aspirieren im Pipet-

tierkanal auf. Die Druckkurve weist unterschiedliche Verläufe auf, je nachdem, ob Gas- 

oder Flüssigkeit aspiriert wurde (siehe Abb. 14). Beim Ansaugen der flüssigen Phase 

entsteht im Inneren der Nadel ein Vakuum, sodass die Druckkurve durch eine logarith-

mische Form beschrieben werden kann. Sobald der Pipettierkolben stoppt, steigt der 

Druck wieder an (Abb. 14a). Wird Luft angesaugt, sollte kein Druckabfall aufgezeichnet 

werden. Durch das regelmäßige Waschen der Nadeln verbleiben allerdings Rückstände 

des Spülwassers. Diese führen zu kleinen Ausschlägen in der aufgezeichneten Druck-

dynamik (Abb. 14b). Die Druckdynamik wird mit einer Spline-Funktion (Python-Funktion: 

scipy univariate spline) approximiert, deren Ableitung auf Nullstellen untersucht wird. 

Wenn es mehr Nullen als den Schwellenwert von 20 gibt, wird die Phase als Gas (Luft) 

eingestuft, der Algorithmus gibt eine (0) aus und ein definiertes Volumen von 150 µL 

H2O wird zu dem Bioreaktor hinzugefügt. Andersfalls erkennt der Algorithmus Flüssig-

keit, gibt eine (1) aus und das Skript für die Kultivierung fährt fort. 

 
Abb. 14: Typische Druckdynamik in den Nadeln des Pipettierroboters während eines 
Aspirationsschrittes mit einer Dauer von 2200 ms und anschließendem Dispensier-
schritt: (a) Nadel in flüssiger Phase (Wasser) und (b) Nadel in Gasphase (Luft). Beide 
Druckdynamiken wurden mit Stahlnadeln aufgezeichnet, die kurz vor der Verwendung 
automatisch gewaschen wurden. 
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Validierung: Die Methode zum Füllstandsausgleich wurde validiert und auf ihren Fehler 

untersucht. Dafür wurde ein Behälter im Deep-Well-Format auf dem Roboterdeck 

platziert und mit Wasser befüllt. Die Pipettiernadel führten dann auf unterschiedlichen 

Höhen Aspirationen durch. Wenn der Algorithmus Wasser detektiert gibt dieser für die 

jeweilige Position eine (1) aus, ansonsten eine (0). Die kumulierte Ausgaben des 

Algorythmus aus den acht Pipettierkanäle bei unterschiedlichen Höhen ist in Abb. 15 

dargestellt. 

 

Abb. 15: Die Ausgabe sind die kumulierten Werte des Algorithmus aus den Druckkurven 
der acht Pipettierkanäle. Daraus ergibt sich ein Minimum von (0) und ein Maximum von 
(8) für die kumulierte Ausgabe. Die Höhe entspricht der für die Aspiration definierten 
Höhe. 
 

Der Algorithmus ist nachweislich in der Lage, zwischen Luft und Flüssigkeit zu 

unterscheiden. Bei kleiner oder gleich 15 mm Höhe geben alle 8 Positionen das Signal 

für Flüssigkeit (1) aus. Ab 17 mm zeigen alle Positionen die Ausgabe für Luft (0) an. Bei 

16 mm Höhe zeigen jedoch nur 5 von 8 Positionen Flüssigkeit an. Da es sich hierbei um 

einen einzigen Behälter handelt, sollten alle acht Kanäle immer das gleiche Signal 

ausgeben. Dies zeigt, dass mit den gewählten Einstellungen der Aspiration und der 

Entscheidungskriterien im Algorithmus eine Ungenauigkeit bei der Detektion von einem 

Millimeter auftritt.  

Erläuterung: Während einer Kultivierung ist es essenziell, dass die Kopfraumkühlung 

des Bioreaktorsystems so gewählt wird, dass netto Verdunstung in allen Positionen auf-

tritt. Bei zu starker Kopfraumkühlung würde durch die befeuchtete Luft der Begasung 
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mehr Wasser in den Bioreaktoren kondensieren als ausgetragen wird und so der Füll-

stand steigen. Dieser Umstand kann von der Füllstandserkennung nicht ausgeglichen 

werden. Dies wäre auch nicht erwünscht, da bei der Entfernung von Flüssigkeit auch 

Zellen entnommen werden würden. 

Wie zuvor in Kapitel 4.4.3 beschrieben, können durch den stündlichen Pipettiervorgang 

zur Korrektur des Flüssigkeitsstands außerdem Wassertropfen, die sich in der Pipettier-

öffnung der Gasversorgungsabdeckung der parallelen Bioreaktoreinheit bilden, zurück 

in die Reaktionskammer gedrückt werden. 

 

4.6. At-line pH-Messung 

Der pH wurde mit einer 96-Well-MTP mit integrierten chemisch-optischen pH-Sensoren 

bestimmt (HydroPlate HP96U, PreSens Preci-sion Sensing GmbH, Regensburg, 

Deutschland). Diese wurde von einem Standard Fluoreszenz-Mikrotiterplattenphotome-

ter (Synergy HTX, Multimode-Reader, Biotek, Winooski, VT, USA) ausgelesen. Die pH-

Sensoren enthielten zwei verschiedene Farbstoffe. Das Fluoreszenzsignal des pH-Indi-

katorfarbstoffs (Iindicator) wurde bei 538 nm nach Anregung bei 485 nm gemessen, wäh-

rend das Fluoreszenzsignal des nicht-pH-sensitiven Referenzfarbstoffs (Ireference) bei 

620 nm nach Anregung bei 485 nm gemessen wurde. Der Quotient der Intensitätssig-

nale der beiden Fluoreszenzfarbstoffe stellt das Intensitätsverhältnis IR dar (Gleichung 

(8)): 

𝐼< =
𝐼=(5=046>?
𝐼?3@3?3(03

 (8)	

 

Die Korrelation von IR zu pH wurde vor der Kultivierung mit einer HydroPlate aus der 

gleichen Charge bestimmt. Diese Referenz-Hydroplatte wurde in dreifacher Ausführung 

mit Medium mit unterschiedlichen pH gefüllt. Das Intensitätsverhältnis IR und der pH wur-

den mit Gleichung (9) korreliert, um die Korrelationsmodellparameter Imax, Imin, pH0 und 

dpH zu schätzen. Die Parameter wurde mit der Software pH_solverv10 (PreSens GmbH, 

Regensburg, Deutschland) bestimmt. 

𝐼< =
𝐼A=( − 𝐼A4,

1 + 𝑒
BC*BC-
5BC

+ 𝐼A4,									 
(9)	

 

In Abb. 16 sind die Korrelationen für ASW- und BG11-Medium dargestellt. 



44 Materialien und Methoden 
 

 

 
Abb. 16: Kalibrierungskurve einer MTP mit integrierten chemisch-optischen pH-Senso-
ren (Intensitätsverhältnis IR als Funktion des pH). Die Sensoren werden von unten mit 
einem Fluoreszenzphotometer mit Wellenlängen von 485 / 540 nm und 485 / 620 nm 
abgelesen. IR wurde in dreifacher Ausführung gemessen (Standardabweichung < 1%). 
Die Kalibrierung wurde bei Raumtemperatur durchgeführt. Die Korrelationsparameter für 
ASW wurden identifiziert mit: Imin = 0,115; Imax = 17,635; pH0 = 7,048; dpH = 0,582 und 
für BG-11 mit: Imin = 0,067; Imax = 17,62; pH0 = 7,232; dpH = 0,652. Imin und Imax stellen die 
horizontalen Asymptoten der sigmoidalen Kalibrierkurve dar (--), pH0 ist der Wende-
punkt (-.), und dpH beeinflusst die Kurvenbreite. 

 

Die OD- und pH-Messungen wurden während der Kultivierung miteinander gekoppelt, 

um das benötigte Probenvolumen zu reduzieren. Nach der seriellen Verdünnung für die 

OD-Messung verblieben 202 µL unverdünnte Zellsuspension in der HydroPlate. Nach 
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der Inkubation gab das MTP-Photometer einen Wert IR aus, der basierend auf der Kor-

relation in pH übersetzt wurde. Wenn der gemessene pH unter 7,7 oder über 8,3 lag, 

wurde während der Kultivierung entweder 45 µL Base (0,5 M NaOH) oder 45 µL Säure 

(0,5 M HCl) in den jeweiligen Bioreaktor durch den Pipettierroboter zugegeben. 

Kultivierungen mit simulierten Tag- und Nachtzyklen der einfallenden Lichtintensitäten 

und Temperatur wurden ohne automatisierte pH-Kontrolle durchgeführt. Fiel der pH 

während des Satzprozesses von M. salina unter pH 7,5, wurden 45 µL 0,5 M NaOH 

manuell zugegeben. 

 

4.6.1. Inkubationszeit  

Die Inkubationszeit der pH-Sensoren wurde auf konstante Messwerte überprüft. Für ei-

nen automatisierten Prozess müssen Inkubationszeiten genau definiert werden und 

Messungen verlässlich durchgeführt werden, da eine manuelle Kontrolle während des 

Arbeitsschritts nicht möglich ist. ASW-Medium mit unterschiedlichem pH wurde alle 

5 min gemessen und ist in Abb. 17 dargestellt. 

 
Abb. 17: Bestimmung der optimalen Inkubationszeit in einer HydroPlate bei pH 7,40 ⭓ ; 
pH 8,32 ♦ und pH 9,03 ●. Der Messwert IR wird anhand der vorher bestimmten Kalibrie-
rung in pH übersetzt. 
 

Der anfängliche pH der Lösungen lag bei allen Messungen unterhalb des extern gemes-

senen, tatsächlichen Wertes: pH 7,0 für die Lösung mit pH 7,40, pH 7,83 für die Lösung 

mit pH 8,32 und pH 8,06 für die Lösung mit pH 9,03. Nach den ersten 5 Minuten ist ein 
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Anstieg des gemessenen pH auf pH 7,22, pH 8,11 und pH 8,63 für die Lösungen mit 

einem pH 7,40, pH 8,32 und pH 9,03 festzustellen. Nach 10 min flacht der Anstieg ab, 

doch erst nach 20 Minuten bleiben die Werte konstant. 

Die Daten zeigen, dass eine unmittelbare Messung nach dem Pipettieren sowie Mes-

sungen bis zur 15-Minuten-Marke nicht optimal sind, da die gemessenen Werte weit von 

dem tatsächlichen pH der Lösungen entfernt sind. Die Inkubationszeit in der Roboter-

methode wurde auf mindestens 15 min eingestellt. Darauf folgt eine dreiminütige Auf-

heizphase des Photometers, sodass mindestens 18 min Inkubationszeit vor der Mes-

sung garantiert sind. 

 

4.6.2. Langzeitstabilität 

Die Kultivierung von M. salina in den parallelen miniaturisierten PBR dauert in der Regel 

etwa 7 ─ 10 Tage. Die HydroPlate, die für die Messung des pH während dieses Prozes-

ses verwendet wird, wird von dem Hersteller jedoch als lichtempfindlich beschrieben. Da 

der Prozess im Idealfall vollautomatisiert abläuft und die dabei verwendete MTP auch 

gespült werden können, wurde die Genauigkeit einer einzelnen Hydroplatte über acht 

Kultivierungstage hinweg untersucht. Zu diesem Zweck wurden drei ASW-Lösungen mit 

pH innerhalb des optimalen pH-Bereichs für die Kultivierung von M. salina (Safafar et 

al., 2016) verwendet und in dreifacher Ausführung gemessen. Die drei Lösungen mit 

pH 8,53, pH 8,05 und pH 7,57 wurden acht Tage hintereinander in derselben Hydroplatte 

gemessen, die gleichzeitig für die Kultivierung von M. salina verwendet wurde. Wie im 

vorangegangenen Versuch wurden für die Lösungen im gesamten Test dieselben Ver-

tiefungen verwendet und die Messungen in dreifacher Ausführung durchgeführt. Die 

Messungen sind in Abb. 18 dargestellt. 

Der pH, der nach einem Tag Kultivierung gemessen wurde, entsprach in etwa den zu 

Beginn extern gemessenen Werten der Lösungen. In den ersten vier Tagen wurde eine 

leichte Absenkung des pH beobachtet, wobei diese Werte für die Lösungen mit dem 

höchsten pH am deutlichsten abnahmen. Am siebten Tag zeigten die Messungen einen 

leichten Anstieg im Vergleich zum vorherigen Messwert. Die Änderung der Messungen 

fällt nach Tag 4 generell weniger stark aus. Die Änderung des gemessenen pH der drei 

Lösungen betrug zwischen Tag 1 und Tag 8: ΔpH 0,04; ΔpH 0,05 und ΔpH 0,12. Eine 

Änderung des gemessenen pH, die kleiner als pH 0,4 ausfällt ist für Photoautotrophe 

Kultivierungen unproblematisch, da der Toleranzbereich von Mikroalgen deutlich größer 

ausfällt. Der pH Ausgleich wurde bei Abweichungen größer als ΔpH 0,3 (bei späteren 

Kultivierungen auch ab ΔpH 0,2) automatisiert ausgeführt. 
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Abb. 18: Langzeitstabilität der pH-Sensoren während einer photoautotrophen Kultivie-
rung. Die HydroPlate wurde täglich in einem Photometer gemessen und anschließend 
gespült. Auf 3 x 3 Positionen, die nicht für die Kultiverung benötigt wurden, wurde täglich 
vor der Messung Medium mit definierten pH gegeben: pH 7,57 ⭓; pH 8,05 ♦ und pH 8,53 
●. An den Tagen ohne Prüfung des pH wurde die HydroPlate dennoch für die Messung 
der OD und pH der Zellsuspensionen verwendet. 

 

4.7. Kultivierung in Flachplatten PBR 

Die beiden Mikroalgenstämme wurden in Flachplatten-PBR (Labfors 5 LUX, Infors HT, 

Bottmingen) mit einem Arbeitsvolumen von 1,8 L kultiviert. Vorkulturen mit einer 

OD750 ~ 2 wurden mit ASW-Medium (bei M. salina) oder BG-11-Medium (bei S. ovalter-

nus) auf OD750 0,2 verdünnt. Der Versuchsaufbau des Flachplatten-PBR ist in Abb. 19 

dargestellt. 

Drei Rahmen aus rostfreiem Stahl halten drei voneinander getrennte 5,5 mm dicke Bo-

rosilikatglasplatten, die zwei Kammern bilden. Die dem Licht abgewandte Seite ist die 

Temperierkammer. Sie hat drei Anschlüsse (Einlass, Auslass, Überlauf), durch die Was-

ser zur Temperierung der Kultivierungskammer fließt. Für M. salina wurde die Tempera-

turregelung auf 29°C eingestellt, für S. ovalternus auf 30°C. Die Kultivierkammer befindet 

sich auf der LED-Panel zugewandten Seite und hat eine Schichtdicke von 2 cm. In dieser 

Kammer befindet sich das horizontale Belüftungsrohr, durch das das Gasgemisch in den 

Bioreaktor strömt und ein vertikales Strömungsleitblech. Der PBR wurde mit einer kon-

stanten Begasungsrate von 2 L min-1 Druckluft mit 2 % CO2 betrieben. Die Luft wurde 

vor dem Eintritt in den PBR befeuchtet. Druckluft, unverbrauchtes CO2 und gebildetes 

O2 werden durch den Abgaskühler abgeleitet. 
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Abb. 19: Versuchsaufbau der Mikroalgenkultivierung für Satzprozesse im Flachplatten-
photobioreaktor; 1 - Bedieneinheit, 2 - Abgaskühler, 3 - Massendurchflussregler, 4 - LED-
Panel, 5 - pO2- und pH-Sonde, 6 - Probenahmesystem, 7 - Kultivierungs- und Tempe-
rierkammer, 8 - Schaumfalle, 9 - Begasungsbefeuchtungsflasche, 10 - Anschlüsse der 
Temperierkammer, 11 - Vorlagebehälter für Säure und Base, 12 – Ablassschlauch 
 

Eine pO2-Sonde und eine pH-Sonde (Easyferm Plus ARC und VisiFerm DO ECS 120 

H0, Hamilton Germany GmbH, Gräfelfing, Deutschland) sind ebenfalls in der Kultivie-

rungskammer angebracht. Die pO2-Sonde wurde durch Begasung des Bioreaktors mit 

Stickstoff (0 %) und mit Druckluft (100 %) linear kalibriert. Die pH-Sonde wurde bei pH 

4,0 und pH 10,0 linear kalibriert. Liegt der pH außerhalb von pH 7,9 ─ pH 8,1, wurde 

dieserr durch Zugabe von Säure (0,6 M HNO3) oder Base (3 M NaOH) automatisiert 

angepasst. Die Lösungen wurde in Vorratsbehältern neben dem PBR positioniert und 

wurden über peristaltische Pumpen und Nadeln von oben in die Kulturkammer getropft. 
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Das LED-Panel, das aus 260 Hochleistungs-LEDs besteht und eine Fläche von 0,09 m2 

beleuchtet, wurde auf den gewünschten Wert zwischen 50 ─ 1800 μmol m-2 s-1 einge-

stellt. Die Steuerung und Überwachung der verschiedenen Prozessvariablen erfolgte 

über die Software Iris V6.0 (Infors HT, Bottmingen, Schweiz). 

 

4.8. At-line Messung der optischen Dichte und Korrelationen 

Während den Kultivierungen in parallelen Rührkessel-PBR entnahm der Pipettierroboter 

(Microlab STARlet, Hamilton Bonaduz AG, Bonaduz, Schweiz) wiederholend 250 µL der 

Zellsuspension und führte 1:5- und 1:25-Verdünnungen in einer 96-Well-MTP (klarer, 

flacher Boden) durch. Die M. salina Suspension wurden mit Salzlösung (27 g L-1 NaCl) 

und S. ovalternus mit BG-11 Medium verdünnt. Die OD750 wurden automatisch mit einem 

MTP-Photometer gemessen (Synergy HTX, Multimode-Reader, Biotek, Winooski, VT, 

USA).  

Bei Kultivierungen in Flachplatten-PBR und für Vorkulturen in Blasensäulen-PBR wur-

den die Proben manuell entnommen und bei 750 nm mit einem Küvettenphotometer 

(Genesys 10S UVVis, Thermo Fisher, Waltham) zur Bestimmung der OD gemessen. Die 

Proben wurden mit 27 g L-1 NaCl (M. salina) oder mit BG-11 Medium (S. ovalternus) 

verdünnt. 

Um einen besseren Vergleich zwischen OD750 in Vorkulturen und Rührkessel-PBR zu 

ermöglichen, wurde eine OD750-Korrelation zwischen den MTP- und Küvettenphotome-

ter erstellt. Alle in dieser Arbeit dargestellten Ergebnisse zeigten entweder direkt gemes-

sene oder korrelierte Küvetten-OD750. Die OD-Messung bei 750 nm ist eine etablierte 

Methode zur Wachstumsüberwachung von Mikroalgen (Koller, Löwe, et al., 2017; 

Schädler et al., 2021; Thurn et al., 2022). 

 

4.9. Bestimmung der exponentiellen Wachstumsrate basierend 
auf OD 

Um die exponentielle Wachstumsphase zu bestimmen, wurde der lineare Anstieg in ei-

ner halblogarithmischen Darstellung der OD750 über die Prozesszeit berücksichtigt. Die 

spezifische Wachstumsrate wurde unter Verwendung einer exponentiellen Regression 

ausschließlich während der exponentiellen Wachstumsphase bestimmt. 
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4.10. Messung der Lichtintensität 

Zur Auslegung photoautotropher Prozesse und PBR ist die Sicherstellung der Lichtin-

tensität essenziell. Dafür werden an verschiedenen Positionen und zu unterschiedlichen 

Zeitpunkten Lichtmessungen durchgeführt. Alle Messungen der Lichtintensität wurden 

mit einem Miniaturspektrometer (FLAME, Ocean Optics, Ostfildern, Deutschland) ge-

messen. Mit der Software Ocean View (Ocean Optics, Ostfildern, Deutschland) wurden 

dabei 250 sequenzielle Messungen aufgezeichnet und anschließend ein Durchschnitts-

wert berechnet. 

 

4.10.1.  Eingangsphotonenflussdichte I0 

Die Eingangsphotonenflussdichte entspricht der auf den PBR treffenden Lichtintensität. 

Für die miniaturisierten Rührkesselbioreaktoren wurde der Sensorkopf mit einer 3D-ge-

druckten Halterung senkrecht zur Lichtquelle positioniert (Abb. A1). Die einfallende 

Lichtintensität wurde im Wellenlängenbereich von 400 ─ 700 nm aufgezeichnet. Die 

Lichtintensität, welche in W m-2 gemessen wird, soll in späteren Messungen und Berech-

nungen als Photonenflussdichte in µmol m-2 s-1 angegeben werden. Die Energie eines 

Photons ist abhängig von der Wellenlänge 𝜆 und somit ist der Korrelationsfaktor für diese 

Umrechnung abhängig vom jeweiligen Spektrum der Lichtquelle. Die Photonenenergie 

pro Mol ergibt sich aus: 

𝐸 = 𝑁D ∗ ℎ ∗ 	
𝑐
𝜆
 (10) 

Mit  E  Energie pro Mol Photonen, J mol-1 

NA  Avogadrokonstante, mol-1 

h  Wirkunghsquantum, Js 

c  Lichtgeschwindigkeit, m s-1 

λ  Wellenlänge, nm 

 

Die Photonenflussdichte ergibt sich aus dem Quotient der Lichtintensität I bei einer de-

finierten Wellenlänge durch die Energie pro Mol Photonen bei dieser Wellenlänge und 

ist in Gleichung (11) dargestellt. Die empirischen Messungen der Lichtintensität I (W m-2) 

geben diskrete Werte für jede Wellenlänge aus. 

𝑃𝐹𝐷 =
𝐼(𝜆=)
𝐸(𝜆=)

 (11) 

Mit  PFD  Photonenflussdichte, µmol m-2 s-1 
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 I  Lichtintensität, W m-2 

E  Energie pro Mol Photonen, J mol-1 

λi  Wellenlänge in diskreten Abschnitten, nm 

 

Nachdem für jede Wellenlänge zwischen 400 und 700 nm eines definierten Spektrums 

die Photonenflussdichte berechnet wurde, kann ein Korrelationsfaktor k nach Glei-

chung (12) bestimmt werden.  

𝑘 = 	
∑ 𝐼(𝜆=)
𝐸(𝜆=)=

∑ 𝐼(𝜆=)=
 

(12) 

 

Mit  k  Korrelationsfaktor, µmol W-1 s-1 

I  Lichtintensität, W m-2 

E  Energie pro Mol Photonen, J mol-1 

λi  Wellenlänge in diskreten Abschnitten, nm 

 

Basierend auf dem Spektrum wurde für das Beleuchtungsmodul ein Korrelationsfaktor 

von 4,64 µmol W-1 s-1 für alle weiteren Umrechnungen verwendet. 

Für die Bestimmung der Eingangsphotonenflussdichte des Flachplatten-PBR wurde die-

ser nur mit der ersten LED-Panel zugewandten Glasscheibe aufgebaut. An dieser Glas-

scheibe wurde an vier Positionen, die über die beleuchtete Fläche verteilt sind, die 

Lichtintensitäten gemessen. Der Korrelationsfaktor für den verwendeten Flachplatten 

PBR beträgt 4,85. Für das Spektrum des Sonnenlichts (ASTM G173-03, abgeleitet aus 

SMARTS v. 2.9.2 (NREL, 2003)) wurde zum Vergleich ein Korrelationsfaktor von 4,55 

bestimmt. 

 

4.10.2. Transmissionsmessung mit miniaturisierten Rührkessel-PBR (offline) 

Transmissionsmessungen von Mikroalgensuspensionen, die in den miniaturisierten 

Rührkesselbioreaktoren kultiviert wurden, konnten wegen des begrenzten Platzes in der 

Bioreaktoreinheit nur offline durchgeführt werden, da die Positionierung des 

Lichtsensors während der Kultivierung nicht möglich war. Am Ende des Prozesses 

wurde die Zellsuspension eines Bioreaktors jeder Prozessbedingung daher mit dem je-

weiligen Medium auf fünf unterschiedliche Konzentrationen verdünnt. Ein Volumen von 

10 mL verdünnter Zellsuspension wurde in eine umgebaute Bioreaktoreinheit pipettiert 
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(Abb. 20). Die Kopfraumkühlung und der Deckel wurden entfernt und ein Polystyrol-Bio-

reaktor wurde auf 48 cm Länge zugeschnitten, so dass 10 mL Zellsuspension, die einer 

Schichtdicke von 32 mm entspricht, hineinpassen und ein Lichtsensor darüber ange-

bracht werden konnte.  

Der Lichtsensor wurde senkrecht zur Lichtquelle mit einer Lichtsensorhalterung 

(Abb. A4) auf den Bioreaktor gesteckt und die Transmission durch Algensuspensionen 

mit unterschiedlichen OD750 gemessen. Die Eingangs-Photonenflussdichte I0 wurde ent-

sprechend den vorherigen Kultivierungsbedingungen gewählt.  

 

 

Abb. 20: Schematische Darstellung des Versuchsaufbaus für die Transmissionsmes-
sung in einem Rührkessel-PBR. (a) Mikrospektrometer, (b) Lichtsensorhalterung, (c) O-
Ring, der 2,5 mm unterhalb des oberen Endes des verkürzten Bioreaktors positioniert ist 
und den Bioreaktor auf der vorgesehenen Höhe fixiert, (d) Wärmetauscher und Magnet-
spule der modifizierten Bioreaktorseinheit, (e) 10 mL verdünnte Algensuspension in ei-
nem verkürzten Bioreaktor, (f) Hall-Sensor, (g) Beleuchtungsmodul 

 

4.10.3. Transmissionsmessung mit Flachplatten-PBR (at-line) 

Die Transmissionsmessung für Kultivierungen in Flachplatten-PBR wurde während der 

Kultivierung (at-line) durchgeführt, indem der Sensorkopf an das Glas der lichtabge-

wandten Seite des PBR gehalten wurde. Die Messungen wurden täglich an vier definier-

ten Positionen, die über die Oberfläche des PBR verteilt sind, durchgeführt.  
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4.11. Biotrockenmassekonzentration 

In einem separaten Experiment wurden die OD750 und die Biotrockenmasse (BTM)-Kon-

zentration von Proben mit unterschiedlichen Konzentrationen bestimmt und daraus eine 

lineare Korrelation berechnet, um eine BTM-Konzentration auf der Grundlage der ge-

messenen OD750 zu schätzen. Die gravimetrischen Messungen der BTM-Konzentratio-

nen wurden in dreifacher Ausführung durchgeführt. Vorgetrocknete (24 h bei 80 °C) 

Glasmikrofaserfilter (GF/C, Waltham, MA, USA, GE Healthcare) wurden bei Raumtem-

peratur gewogen. Die Filter wurden dann mit einem definierten Volumen der Mikroalgen-

suspension beladen, und alle Salzreste wurden mit doppeltem Volumen deionisierten 

Wasser abgespült. Die beladenen Filter wurden für 48 h bei 80 °C getrocknet, bevor sie 

erneut bei Raumtemperatur gewogen wurden. Die BTM-Konzentration berechnet sich 

aus der Differenz zwischen dem unbeladenen und beladenen Filter, geteilt durch das 

eingesetzte Probenvolumen. 

 

4.12.  Modellierung des photoautotrophen Wachstums 

Im Rahmen dieser Arbeit wurden bestehende mathematische Modelle zur Lich-

tabschwächung und Bestimmung der mittleren integralen Photonenflussdichte adaptiert.  

4.12.1. Lichtabschwächungsmodelle 

Licht, das auf einen PBR einstrahlt, wird von den Mikroalgenzellen reflektiert, transmit-

tiert und absorbiert. Mit zunehmender Schichtdicke der Suspension wird das einge-

strahlte Licht weiter abgeschwächt. Zur Berechnung der Lichtintensität innerhalb eines 

PBR wurden Transmissionsmessungen von photoautotrophen Kulturen in Kombination 

mit einem Lichtabschwächungsmodell verwendet. Die Eingangsphotonenflussdichte I0 

und die entsprechende Schichtdicke L des PBR sind für die jeweilige Kultivierung spezi-

fiziert. Zur Modellierung der Lichtabschwächung wurde das Lambert-Beer-Gesetz durch 

eine reaktorspezifische Absorption r modifiziert (Gl. 13). Die Zellkonzentration cx kann 

anstatt der Zellzahl oder BTM-Konzentration auch mit der Optischen Dichte bei 750 nm 

beschrieben werden, sofern eine lineare Korrelation zwischen BTM-Konzentration und 

OD750 angenommen werden kann. Dies muss für den zu untersuchenden Stamm gezeigt 

werden. Die Lichtintensität I ist eine Funktion des Eingangsphotonenflussdichte I0, der 

reaktorspezifischen Absorption r, des spezifischen Extinktionskoeffizienten ε, der OD750 

der Zellsuspension und der Schichtdicke L des PBR. 

		𝐼 = 𝐼- ∙ 𝑟 ∙ 𝑒*.∙EF∙1 (13) 
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Der modifizierte Ansatz nach Lambert-Beer („Lambert-Beer-r“, Gl. 13) wurde zur Berech-

nung des Transmissionskoeffizienten ε und der reaktorspezifischen Absorption r ver-

wendet. Beide Modellparameter wurden über eine Kurvenanpassung ermittelt (Python-

Funktion: scipy.optimize.curve_fit). 

 

4.12.2.  Mittlere integrale Photonenflussdichte 

Die Lichtintensität, welche die Mikroalgenkulturen erfahren, wird in dieser Arbeit mit der 

mittleren integralen Photonenflussdichte beschrieben. Diese wird entsprechend dem 

modifizierten Ansatz Lambert-Beer-r aufgebaut. Für die reaktorspezifische Absorption 

r(l) wird eine lineare Korrelation (Gl. 14) angenommen, die in Abb. 21 dargestellt ist.  

 

Abb. 21: Reaktorspezifische Absorption als lineare Funktion der Schichtdicke. Der Pa-
rameter r beschreibt die Absorption und Streuung von Einstrahlenden Licht durch die 
Reaktorgeometrie. Der Wert liegt dabei immer zwischen 0 und 1. Bei Eintritt von Licht in 
den Bioreaktor wirkt r wenig nimmt aber bis zur Schichtdicke des Bioreaktors L linear zu.  
 

Die mittlere integrale Photonenflussdichte ergibt sich aus der räumlichen und zeitlichen 

Ableitung des modifizierten Ansatzes Lambert-Beer-r (Gl. 13) mit der Funktion r(l) 

(Gl. 14) entsprechend dem Vorgehen wie es in Kapitel 3.3.3 beschrieben ist. Die räum-

liche Ableitung, also die Ableitung über die Schichtdicke des PBR, stellt I* dar und ist in 

Gl. 15 beschrieben. Die zeitliche Ableitung, also die Zunahme der OD während der ex-

ponentiellen Wachstumsphase, stellt I** dar und ist in Gl. 16 beschrieben. 
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Mit  I*  mittlere integrale Photonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

 L  maximale Schichtdicke der Mikroalgensuspension, m 

 l   Schichtdicke der Mikroalgensuspension, m 

 I0  Eingangsphotonenflussdichte, µmol m-2 s-1 

 Ɛ  spezifischer Extinktionskoeffizient, m-1 

 ta, te  Anfang und Ende der exponentiellen Wachstumsphase, d 

 ODa, ODe OD am Anfang und Ende der exponentiellen Wachstumsphase,- 

 µ  Spezifische Wachstumsrate, d-1 

 Ei  Integralexponentialfunktion,- 
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Die optische Dichte OD750 wird hier alternativ für die BTM-Konzentration verwendet. Bei 

kleinen Volumina und automatisierten Umgebungen ist die Messung der OD praktischer 

umzusetzen als die Bestimmung der BTM-Konzentration. Der spezifische Extinktionsko-

effizient ε umfasst die Absorption der Pigmente und die Streuung durch die Zellen selbst. 

Die reaktorspezifische Absorption r beschreibt die Absorption und Streuung des PBR. 

Die Werte für ε und r wurden durch Transmissionsmessungen bestimmt. I0 ist die einfal-

lende Lichtintensität, die an der PBR-Oberfläche gemessen wurde. Wachstumsrate µ 

und Zeit Δt sind durch die exponentielle Wachstumsphase definiert. 

Um die Skalierbarkeit der Kultivierungen zu überprüfen, wurde die Wachstumskinetik als 

Funktion der mittleren integrale Photonenflussdichte als Maßstab herangezogen. Dabei 

wurde I** nach dem modifizierten Ansatz Lambert-Beer-r (Gl.16) verwendet. Die Para-

meter µmax, Ks, Ki und φ aus Gleichung (7) wurden mit der Python-Funktion scipy.opti-

mize.curve_fit angepasst. 
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5. Gestaltung eines Beleuchtungsmoduls2 
In diesem Kapitel werden die Gestaltung des Beleuchtungsmoduls für photoautotrophe 

Kultivierungen in miniaturisierten Rührkesselbioreaktoren und die zugrundeliegenden 

konzeptionellen Überlegungen erläutert. 

 

5.1. Leuchtmittel Auswahl 

Um eine passendes Leuchtmittel auszuwählen, wurden mehrere weiß leuchtende LEDs 

auf ihre Lichtintensität und Spektrum untersucht. Als Lichtquellen für die Beleuchtungs-

module wurden weiße LEDs (Nichia NF2W757GT-F1, Nichia Corporation, Anan, Japan) 

mit einem breiten Spektrum ausgewählt. In Abbildung 22 wird das normierte Spektrum 

einer solchen LED mit dem Spektrum des Sonnenlichts sowie dem Referenz-Photobio-

reaktor verglichen. 

 

Abb. 22: Spektrum des Sonnenlichts ASTM G173-03 (grau), abgeleitet aus SMARTS v. 
2.9.2 (NREL, 2003), im Vergleich zu dem Spektrums der LEDs des Beleuchtungsmoduls 
(blau) und des Flachplatten-PBR (rot). Alle Spektren wurden normiert, indem jeder Wert 
durch den Maximalwert des jeweiligen Spektrums dividiert wurde. 

 

 
2 Teile dieser Ergebnisse sind bereits publiziert in: Benner, P., Lüdtke, F. J., Beyer, N., von den 
Eichen, N., Oropeza Vargas, J. E., & Weuster-Botz, D. (2023). LED illumination modules enable 
automated photoautotrophic cultivation of microalgae in parallel milliliter-scale stirred-tank bio-
reactors. Applied Sciences 13, 5064. https://doi.org/10.3390/app13085064 
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Das Spektrum des Sonnenlichts zeichnet sich durch eine messbare Lichtintensität über 

den gesamten Wellenlängenbereich aus. Die Spektren, welche die beiden PBR aus-

strahlen, decken den PAR-Bereich von 400 ─ 700 nm ab. Allerdings verfügt das Spekt-

rum des Beleuchtungsmoduls (blau) über ein etwas breiteres Spektrum, welches sich 

weiter in den niedrigen Wellenlängenbereich zieht. Dies zeigt sich für das menschliche 

Auge in einem kälteren weiß im Vergleich zum Flachplatten-PBR.  

Die Zielvorgabe eines möglichst breiten, weißen Spektrums, welches das Sonnenlicht 

nachahmen soll, kann mit der gewählten LED umgesetzt werden. Im direkten Vergleich 

zeigt die gewählte LED ein homogeneres Spektrum als der Flachplatten-PBR, welcher 

als Referenz dient. 

 

5.2. Positionierung der LEDs für idealen Lichteintrag 

Um einen idealen Lichteintrag zu ermöglichen, wurden Beleuchtungsmodule für die 

LED-Beleuchtung am Boden jedes einzelnen Bioreaktors gestaltet. Jedes Beleuchtungs-

modul lieferte dabei eine dynamische Lichtversorgung für zwei Reihen von Rührkessel-

Bioreaktoren in der Bioreaktoreinheit (Abb. 23). 
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Abb. 23: Beleuchtungsmodul für zwei Reihen von Rührkessel-Bioreaktoren im mL-Maß-
stab: (a) Gehäuse, in dem alle Komponenten untergebracht sind: 6 LEDs, die genau 
unter jedem Bioreaktor positioniert sind, einzelne Beleuchtungspositionen sind dabei 
vom Außenlicht und Licht der benachbarten Positionen abgeschirmt; (b) Stromversor-
gungsbuchse SAL8 FK30; (c) zwei Platinen für LEDs (orange); (d) Steckverbindung, die 
mit b über Kabel verbunden ist; (e) Wärmetauscher aus Aluminium; (f) Zu- und Abfluss-
rohr für Wasserkühlung. Diese Abbildung wurde mit der Software 3D Builder erstellt 
(Microsoft Corporation, Redmond, DC, USA; CADrays, OpenCascade, Issy-Les-Mouli-
neaux, Frankreich). 

 

Die LEDs wurden auf eine Leiterplatte gelötet, wobei jeweils sechs LEDs jede Reaktor-

position beleuchten und eine Leiterplatte jeweils acht Reaktorpositionen bedient. Zwei 

Leiterplatten wurden auf einem Wärmetauscher aus Aluminium mit Wärmeleitpaste ge-

setzt. Die technische Zeichnung des Kühlkörpers ist im Anhang als Abb. A2 hinterlegt. 

Durch den Aluminiumkörper wurde ein wasserführendes Edelstahlrohr verlegt, das wie-

derum mit einem Durchflusskühlgerät (Kühleinheit 230 V/400 W, FRYKA-Kältetechnik 

GmbH, Esslingen am Neckar, Deutschland) verbunden war. Die Wassertemperatur für 

die LED-Kühlung war auf 16 °C eingestellt. Alle Komponenten wurden fest im Gehäuse 

der Beleuchtungsmodule montiert, um eine präzise Positionierung der LEDs unter den 

Bioreaktoren zu gewährleisten. Die technische Zeichnung des Gehäuses ist im Anhang 

als Abb. A3 hinterlegt. Der weiße Kunststoff des Gehäuses trennt jede einzelne Beleuch-

tungsposition sowohl vom Außenlicht, als auch vom Licht der benachbarten Positionen. 

Jedes Modul ist in der Lage, 16 parallele Rührkessel-Bioreaktoren zu beleuchten. Bei 

Verwendung von zwei oder drei Modulen werden die Kühlkreisläufe in Reihe geschaltet. 

Die Stromversorgungsbuchse (SAL8 FK30, CONEC Elektronische Bauelemente Gmbh, 

Lippstadt, Deutschland) ist an der Vorderseite des Gehäuses angebracht und mit den 
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beiden Leiterplatten verbunden. Das Beleuchtungsmodul wird unter der parallelen mL-

Rührkessel-Bioreaktoreinheit positioniert (Abb. 24), wo bei heterotrophen Kultivierungen 

sonst die Sensorriegel für pH- und DO-Messungen sitzen. Das weiße Gehäuse und die 

weiße Leiterplatte reflektieren das Licht effizient auf den Boden jedes einzelnen Biore-

aktors. Die runden Öffnungen mit einem Durchmesser von 23 mm schließen dicht mit 

den Bioreaktorböden ab. 

 

Abb. 24: (a) Das Foto zeigt drei Beleuchtungsmodule auf dem Deck des Pipettierrobo-
ters. Die LED-Beleuchtung ist eingeschaltet. (b) Die Bioreaktoreinheit (bioREACTOR48, 
2mag AG, München, Deutschland) ist mit 48 Einweg-Bioreaktoren besetzt, die über den 
drei Beleuchtungsmodulen positioniert sind. Kopfraum-Kühlung und Kühlung für den 
magnetinduktiven Antrieb und parallele Rührkessel-Bioreaktoren sind angeschlossen. 
Die LED-Beleuchtung ist eingeschaltet. (c) Gasversorgungsdeckel ist auf der Bioreak-
toreinheit angebracht. In den gerührten und beleuchteten Bioreaktoren befinden sich je 
10 mL Mikroalgensuspension (M. salina). 

 

Diskussion: Seitliche Beleuchtung 

Während der Konzeption des Beleuchtungsmoduls wurden mehrere Prototypen gebaut. 

Eine wichtige Abwägung musste bei der Positionierung der LEDs getroffen werden. Es 

bestanden die Möglichkeiten der seitlichen Beleuchtung zwischen magnetisch indukti-

vem Antrieb und Kopfraumkühlung oder der Beleuchtung des Reaktorbodens (Abb. 25). 

Eine 3D-Visualisierung der Bioreaktoreinheit mit seitlicher Beleuchtung ist zusätzlich im 

Anhang als Abb. A5 hinterlegt. Im Folgenden soll erläutert werden, wieso die Beleuch-

tung des Reaktorbodens umgesetzt wurde.  
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Abb. 25: Querschnittszeichnung eines miniaturisierten Rührkesselbioreaktors mit (a) Bo-
denbeleuchtung durch wassergekühltes Beleuchtungsmodul, sechs LEDs pro Reaktor-
position, S-Rührer bildet schwache Trombe aus (b) Seitliche Beleuchtung durch Luftge-
kühltes Beleuchtungsmodul, zwei high power LEDs pro Reaktorposition, Paddel-Rührer 
bildet ausgeprägte Trombe. 
 

Durch die seitliche Beleuchtung entstehen mehr Schattenbereiche, da das Licht im 90° 

Winkel reflektiert werden muss, um zum Reaktorboden zu gelangen. Viel Licht wird auf 

der Reaktorseite, die den LEDs gegenüberliegt, wieder austreten. Durch die Rundung 

des Bioreaktors wird vermutlich auch mehr Licht direkt zum Beleuchtungsmodul zurück 

reflektiert. Neben dem schlechteren Lichteintrag ist die Reflexion nachteilig für die Ent-

wicklung von Modellen zur Lichtabsorption. Diese würden dadurch deutlich komplexer 

ausfallen und es müssten mehr Transmissionsmessungen durchgeführt werden. Die De-

finition der Schichtdicke, welche für die Modelle benötigt wird, würde durch die starke 

Trombenbildung deutlich mehr Annahmen und Vereinfachungen benötigen. Damit ein 

Teil der Algensuspension direkt beleuchtet wird, sollte die entstehende Trombe bis auf 

die Höhe der LEDs reichen. Damit liegt die mindestens benötigte Rührerdrehzahl bei 

1500 U min-1 (bei 12 mL), was hohe Scherkräfte bedingt. Alternativ könnte das Volumen 

im Bioreaktor deutlich erhöht werden. Das Verhältnis von beleuchteter Oberfläche zum 

Volumen der Algensuspension würde dadurch allerdings verkleinert und der Lichteintrag 

somit verschlechtert. Schließlich wäre die seitliche Anbringung der LEDs und deren Küh-

lung schwer auf 48 Positionen zu erweitern, da zwischen den Reaktorreihen deutlich 

weniger Platz vorliegt als unterhalb.  
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Ein Vorteil der seitlichen Beleuchtung wäre, dass die Sensorriegel zur Messung von pH 

und OD am Boden der Bioreaktoren verbleiben könnten. Diese fallen bei der Beleuch-

tung des Reaktorbodens aus Platzgründen weg. 

Ein weiterer Unterschied der beiden in Abb. 25 dargestellten Prototypen ist die Anzahl 

der LEDs. In der finalen Version mit Bodenbeleuchtung wurden sechs parallel geschal-

tete flache LEDs pro Bioreaktor verwendet. In der ersten Version mit Seitenbeleuchtung 

wurden zwei stärkere LEDs mit weitem Abstrahlwinkel verwendet. Die höhere Anzahl an 

LEDs sowie der flache Reaktorboden, im Gegensatz zur gerundeten Reaktorseite, führt 

zu einer gleichmäßigen Beleuchtung der lichtzugewandten Reaktoroberfläche und ist 

Voraussetzung für eine gesicherte Bestimmung der Eingangsphotonenflussdichte I0. 

 

5.3. Steuerung und realisierbare Eingangsphotonenflussdichten 

Die hier entwickelte Steuereinheit versorgt zwei Reihen an LEDs mit Strom und steuert 

diese. Die Beleuchtung der Bioreaktoren kann in Achtergruppen ein- und ausgeschaltet 

sowie gedimmt werden. Zwei eingebaute Konstantstromquellen (MeanWell LDD 300 H, 

Mean Well Enterprises, New Taipei City, Taiwan) liefern je 300 mA bei einer maximalen 

Spannung von 32 V. Die Konstantstromquellen wurden über eine mit dem Mikrocontrol-

ler (Raspberry Pi Pico, Raspberry Pi Foundation, Cambridge, UK) verbundene Schnitt-

stelle für Pulsweitenmodulation (PWM) gedimmt. Eine elektronische Schaltzeichnung 

der Steuereinheit ist in Abbildung 26 dargestellt. Durch den Einsatz eines Abwärtswand-

lers (TSR 1-2433-, Traco Electronic, Baar, Schweiz), der den Mikrocontroller mit 3,3 V 

versorgt, war für jedes Beleuchtungsmodul nur ein einzelner Stromanschluss erforder-

lich. Zum Ein- und Ausschalten des Mikrocontrollers wurde ein haptischer Netzschalter 

verwendet. Der Mikrocontroller (Raspberry Pi Pico mit RP2040, Raspberry Pi Founda-

tion, Cambridge, UK) übertrug PWM-Signale an die beiden 300-mA-Konstantstromquel-

len. Jede Stromquelle versorgte die LEDs für acht Reaktorpositionen. Die Steuereinheit 

wurde über fest verbaute Drucktasten bedient. Alternativ kann über einen USB-An-

schluss die Steuereinheit ferngesteuert werden. Das OLED-Display wurde vom Mikro-

controller mit Strom versorgt und zeigte den gewählten Modus, die Zeit und die Lichtin-

tensität in % oder µmol m-2 s-1 an. 

Alle Komponenten der Steuereinheit wurden entsprechend des elektronischen Schaltbil-

des in einem 3D-gedruckten Gehäuse verbaut. Die Steuereinheit ist fotografisch in Ab-

bildung 27 festgehalten. 
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Abb. 26: Elektronisches Schaltbild der Steuereinheit. Das Beleuchtungsmodul ist durch 
ein LED-Symbol dargestellt. Die Konstantstromquelle MW_LDD-H mit einem Vorwärts-
strom von 300 mA versorgt das Beleuchtungsmodul. Die PWM-Eingangssignale werden 
über die 10-kW-Widerstände R1 und R2 geerdet. Stromversorgung für den PI_PICO 
(Raspberry Pi Pico) wird von einem TSR-1 Abwärtswandler (3,3 V) geliefert. Der 
„ON/OFF-Switch“ ist in Form eines Druckschalters umgesetzt, der dem Mikrocontroller 
die Stromzufuhr abtrennen kann. BUTTON_XYs sind Drucktasten, die als Eingangssig-
nale für das Skript wirken. Ein OLED-Display ist direkt mit dem Mikrocontroller verbun-
den und wird von diesem mit Strom versorgt. 
 

Die Software für die Steuereinheit (siehe Datenträger) wurde in MicroPython geschrie-

ben und als Datei „main.py“ auf dem ROM des Mikrocontrollers gespeichert. Die Soft-

ware steuerte zwei LED-Reihen gleichzeitig und regelte deren Lichtintensität. Sobald der 

Mikrocontroller mit Strom versorgt wurde, startete das Skript und das Display und andere 

Bauteile initialisierten. Zunächst waren die LEDs ausgeschaltet und das Programm war-

tete auf Eingaben. Die Eingaben erfolgten über die Tasten erkannt und wurden direkt 

ausgeführt. Der konstante Beleuchtungsmodus schalteten sich die LEDs entsprechend 

des gewählten Wertes ein und ermöglicht ein lineares Dimmen der Bestrahlungsstärke. 

Die interne Echtzeituhr des Mikrocontrollers wurde verwendet, um die Zeit ab dem Be-

ginn des Aufleuchtens anzuzeigen. Obwohl der Timer auf Millisekunden genau war, 

zeigte er während des Betriebs nur den Tag, die Stunde, die Minute und die Sekunde 

an. 
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Abb. 27: Steuereinheit mit Drucktasten, EIN/AUS-Schalter, OLED-Display, Stromversor-
gung und Stromausgang zum Beleuchtungsmodul. Die Tasten dienen zum Umschalten 
zwischen den Beleuchtungsmodi (Taste M: Start, konstanter Beleuchtungsmodus und 
Tag-Nacht-Beleuchtungsmodus) und den LED-Reihen (Taste #: Reihe 1 und Reihe 2). 
Die beiden anderen Tasten sind Zähler für schnelle und präzise Einstellung der Lichtin-
tensität. Der erste Zähler erhöht die Intensität in 10%-Schritten (Taste T). Der zweite 
erhöht die Intensität in 1%-Schritten (Taste O). 

 

Um die Ausführung des Tag-Nacht-Beleuchtungsmodus zu ermöglichen, wurde auf dem 

ROM eine CSV-Datei mit Wetterdaten aus Almeria, Spanien gespeichert. Die Tabellen-

Datei enthielt zwei Spalten: das Datum und die Uhrzeit sowie die jeweilige Strahlung in 

Form der Lichtintensität W m-2, wobei die Werte für jede Minute aufgezeichnet wurden. 

Aufgrund der begrenzten Größe des Arbeitsspeichers wurde nur jede 10. Zeile eingele-

sen, wobei die Lichtintensität (W m-2) anschließend mit einem Umrechnungsfaktor von 

0,4 (Faktor für PAR-Bereich) × 4,64 (Faktor für Spektrum und Einheiten) in Photonen-

flussdichte (µmol m-2 s-1) umgerechnet wurde. Der Zähler wurde in diesem Modus als 

prozentualer Verdünnungsfaktor interpretiert, um den die aus der CSV-Datei abgelesene 

Lichtintensität reduziert wurde. Die Lichtintensität wurde alle 10 Minuten aktualisiert. Da-

tum, Uhrzeit und partielle Photonenflussdichte in µmol m-2 s-1 wurden im Tag-Nacht-Be-

leuchtungsmodus angezeigt. 

Das Beleuchtungsmodul wurde vor allem in Hinblick auf realisierbare Eingangsphoto-

nenflussdichten charakterisiert. Die emittierte Lichtintensität wurde im Abstand, den 

LEDs zum Reaktorboden (15 mm) haben, gemessen und ist in Abbildung 28 dargestellt.  
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Abb. 28: An einer Reaktorposition eines Beleuchtungsmoduls gemessene Lichtintensi-
täten in Abhängigkeit von ausgewählten Einschaltdauer durch PWM-Dimmen zwischen 
0 ─ 100 %. Die Lichtintensitäten wurden im Bereich 400 ─ 700 nm (PAR) gemessen. 
 

Die Eingangsphotonenflussdichten zwischen 0 ─ 1817 µmol m-2 s-1 wiesen eine lineare 

Korrelation auf und konnten präzise eingestellt werden. Das Dimmen mittels PMW war 

zwischen 0 ─ 100 % mit einer theoretischen Genauigkeit von 65.535 Schritten wählbar. 

Für die parallele photoautotrophe Kultivierung von Mikroalgen in 48 Rührkessel-Biore-

aktoren wurden drei Steuereinheiten und drei Beleuchtungsmodule benötigt. 

 

Diskussion: 

Die verwendete Methode zum Dimmen der Lichtintensität basiert auf dem schnellen Ein- 

und Ausschalten der LEDs. Es ist anzunehmen, dass diese Methode zum Dimmen das 

Wachstum von M. salina in den parallelen Rührkessel-PBRs nicht beeinflusst, da die 

PWM-Dimmfrequenz der LEDs auf 1000 Hz eingestellt wurde. In der Literatur wurde der 

Effekt des Blinklichts bei Frequenzen von 1 ─ 100 Hz untersucht (Abu-Ghosh et al., 

2015; Degen et al., 2001). So zeigte sich bei einer Frequenz von 5 ─ 10 Hz ein erhöhter 

Ertrag an Biomasse von Chlamydomonas reinhardtii im Vergleich zu konstantem Licht-

einfall, bei 100 Hz waren die Ergebnisse jedoch vergleichbar (Vejrazka et al., 2011). 

Die einstellbaren Lichtintensitäten decken einen breiten Bereich ab. Größere Labor-

PBR, wie der genannte Flachplatten-PBR, welcher als Referenz-Bioreaktor dient, kön-

nen deutlich höhere Lichtintensitäten von bis zu 4000 µmol m-2 s-1 einstellen, doch ist 
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dies für die angestrebten Untersuchungen vernachlässigbar. Da Mikroalgen absehbar 

nur mit Sonnenlicht kommerziell kultiviert werden können, ist es sinnvoll sich an natürli-

chen Lichtintensitäten zu orientieren. Die Wetterdaten aus Almeria, Spanien zeigen ei-

nen Maximalwert von etwa 1820 µmol m-2 s-1 auf. Dieser Wert ist mit dem vorgestellten 

Beleuchtungsmodul zu erreichen. Andere Beleuchtungsmodule für die parallele photo-

autotrophe Kultivierung im mL bis µL Maßstab verfügen nur über geringere Lichtintensi-

täten: 72 µmol m-2 s-1 (Tillich et al., 2014), getestet bis 550 µmol m-2 s-1 (Ojo et al., 2015), 

getestet bei 200 µmol m-2 s-1 (Morschett et al., 2017). Die ausgewählten Mikroalgen M. 

salina und S. ovalternus, die exemplarisch für viele Mikroalgen stehen, zeigten in frühe-

ren Untersuchungen optimale mittlere integrale Photonenflussdichten von 

543 µmol m-2 s-1 und 1041 µmol m-2 s-1 auf (Koller et al., 2018; Pfaffinger et al., 2016b). 

Dieser Bereich kann ebenso mit dem vorgestellten Modul abgebildet werden. 
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6. Photoautotrophe Satzprozesse mit M. salina  
in miniaturisierten Rührkesselbioreaktoren3 

Das photoautotrophe und pH-kontrollierte Wachstum von M. salina wurde unter Verwen-

dung des neu entwickelten Beleuchtungsmoduls in Verbindung mit der Bioreaktoreinheit 

bei unterschiedlichen konstanten Lichtintensitäten untersucht. 

 

6.1. Parallele Reproduzierbarkeit 

Es wurden drei Beleuchtungsmodule verwendet, um alle 48 Positionen parallel zu be-

leuchten. Um die Reproduzierbarkeit des Mikroalgenwachstums zu überprüfen, wurde 

jeweils eine Reihe von acht Rührkessel-Bioreaktoren mit der gleichen Eingangsphoto-

nenflussdichte beleuchtet. In zwei automatisierten Experimenten (Abb. 29 und 30) wur-

den die Auswirkungen von insgesamt 12 verschiedenen konstanten Photonenflussdich-

ten untersucht. Das Wachstum von M. salina wurde at-line durch Messung der OD750 

überwacht. 

Das Wachstum von M. salina begann ohne Verzögerungsphase in allen 48 parallelen 

Rührkessel-PBR unmittelbar nach dem Start der Kultivierung durch das Einschalten der 

Beleuchtungsmodule. Die vorgegebene Abtastzeit von 12 Stunden für OD750-Messun-

gen erlaubt es nicht, kurze Verzögerungsphasen zu erkennen. Die Biomassebildung von 

M. salina in den ersten 12 h, die automatisch at-line als OD750 gemessen wurde, war 

signifikant höher als in den nachfolgenden exponentiellen Wachstumsphasen, unabhän-

gig von den variierenden einfallenden Lichtintensitäten zwischen 100 ─ 

1000 µmol m-2 s-1. Nach der Inokulation muss sich die Mikroalgenkultur an die neue Um-

gebung mit höherer Lichtintensität im Vergleich zum Vorkulturansatz anpassen, weswe-

gen eine anfängliche Verzögerungs-Phase anzunehmen war. Die Gründe für den 

schnellen Anstieg der OD750 innerhalb der ersten 12 Stunden sind unbekannt. Die OD-

Messungen könnten durch Veränderungen der optischen Eigenschaften der Mikroalgen 

bei der angewandten Wellenlänge beeinflusst werden (z. B. durch morphologische An-

passung der Zellen). 

 

 
3 Teile dieser Ergebnisse sind bereits publiziert in: Benner, P., Lüdtke, F. J., Beyer, N., von den 
Eichen, N., Oropeza Vargas, J. E., & Weuster-Botz, D. (2023). LED Illumination Modules Enable 
Automated Photoau-totrophic Cultivation of Microalgae in Parallel Milliliter-Scale Stirred-Tank 
Bio-reactors. Applied Sciences, 13(8), Article 8. https://doi.org/10.3390/app13085064 
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Abb. 29: Automatisierte photoautotrophe Satz-Kultivierung von M. salina in miniaturisier-
ten Rührkessel-PBR. Die sechs Reihen mit je acht Bioreaktoren in der Bioreaktoreinheit 
wurde mit verschiedenen Eingangsphotonenflussdichten beleuchtet. Jeder Bioreaktor 
wurde zunächst mit 10 mL M. salina-Suspension in ASW-Medium mit einer anfänglichen 
OD750 von 0,5 (anfänglicher pH 8 ± 0,3) gefüllt. Es wurden magnetisch angetriebene S-
Rührer mit 500 U min-1 eingesetzt. Der Kopfraum der 48 parallelen Rührkessel-Bioreak-
toren wurde mit 288 L h-1 steriler Luft mit 2 % CO2 begast. Die graue Schattierung zeigt 
die exponentielle Wachstumsphase an, die zur Schätzung der einzelnen exponentiellen 
Wachstumsraten in Abhängigkeit von den einfallenden Lichtintensitäten verwendet 
wurde. 

 

Individuelles konstantes exponentielles Wachstum von M. salina wurde in den folgenden 

3 ─ 3,5 d beobachtet, wonach anschließend ein linearer Anstieg der OD750 gemessen 

wurde. Die relativen Standardabweichungen der OD750 waren in den ersten 3 Tagen der 

Satz-Prozesse geringer (durchschnittlich <8,5 %), stiegen aber bis zum 6. Tag auf durch-

schnittlich 10 % an. Diese Abweichungen liegen in der gleichen Größenordnung, wie sie 



Photoautotrophe Satzprozesse mit M. salina 69  
 

 

zuvor bei heterotrophen Parallelkulturen von Mikroorganismen in miniaturisierten Rühr-

kessel-Bioreaktoren berichtet wurden (Hortsch & Weuster-Botz, 2011; Schmideder et 

al., 2016; Strillinger et al., 2016; Von den Eichen et al., 2021). 

Es wurde eine zweite photoautotrophe Wachstumsstudie mit 48 parallelen Rührkessel-

PBR mit M. salina durchgeführt, bei der die einfallenden Lichtintensitäten reihenweise 

im Bereich von 40 ─ 1817 µmol m-2 s-1 variiert wurden. So sollten die Auswirkungen, 

sowohl niedriger als auch höherer konstanter einfallender Lichtintensitäten, im Vergleich 

zur vorherigen Studie untersucht werden. 

Wie zuvor, konnte bei niedrigen Lichtintensitäten keine Verzögerungsphase beobachtet 

werden. Nach der anfänglichen schnellen Zunahme der OD750, konnte exponentielles 

Wachstum von M. salina bis zu 3,5 Tage lang beobachtet, bevor ein linearer Anstieg der 

OD750 gemessen wurde. Im Gegensatz dazu wurden bei hohen konstant einfallenden 

Lichtintensitäten von 1400 ─ 1817 µmol m-2 s-1 Verzögerungs-Phasen von 1,5 d nach 

der anfänglichen Zunahme der OD750 beobachtet. Die folgenden exponentiellen Wachs-

tumsphasen von M. salina betrugen 2 d, bevor der lineare Anstieg der OD750 stattfand. 

Die relativen Standardabweichungen der OD750-Messungen waren am Ende der Satz-

Prozesse mit der höchsten einfallenden Lichtintensität ebenfalls höher (bis zu 15 % bei 

1400 µmol m-2 s-1 bzw. bis zu 28 % bei 1800 µmol m-2 s-1). 
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Abb. 30: Automatisierte photoautotrophe Satz-Kultivierungen mit M. salina in miniaturi-
sierten Rührkessel-PBR. Jede der sechs Reihen mit je acht PBR in der Bioreaktoreinheit 
wurde mit verschiedenen Eingangsphotonenflussdichten I0 beleuchtet. Jeder Bioreaktor 
wurde zunächst mit 10 mL M. salina-Suspension in ASW-Medium mit einer anfänglichen 
OD750 von 0,5 und einem anfänglicher pH von 8 ± 0,3 gefüllt. Es wurden magnetisch 
angetriebene S-Rührer mit 500 U min-1 eingesetzt. Der Kopfraum der 48 parallelen Rühr-
kessel-PBR wurde mit 288 L h-1 steriler Luft mit 2 % CO2 begast. Die graue Schattierung 
zeigt die exponentielle Wachstumsphase an, die zur Schätzung der einzelnen exponen-
tiellen Wachstumsraten in Abhängigkeit von den einfallenden Lichtintensitäten verwen-
det wurde. 

 

In Abbildung 31 sind die exponentiellen Wachstumsraten und die OD750 an Tag 6 der 

einzelnen Satz-Prozesse als Funktion der konstanten Eingangsphotonenflussdichte auf-

getragen. 
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Abb. 31: Automatisierte photoautotrophe Satz-Kultivierungen von M. salina in miniaturi-
sierten Rührkessel-PBR (● erstes Experiment, ■ zweites Experiment). Geschätzte ex-
ponentielle Wachstumsraten von M. salina (blau) und OD750 nach 6 d (rot) als Funktion 
der konstanten einfallenden Lichtintensitäten I0. Die Standardabweichungen basieren 
auf n = 8 parallelen Rührkessel-Bioreaktoren. 

 

Die exponentiellen Wachstumsraten von M. salina und die OD750 nach 6 d steigen nicht-

linear mit zunehmender Lichtintensität bis zu ~ 250 µmol m-2 s-1. Beide Zustandsgrößen 

waren anschließend innerhalb der Standardabweichung konstant (µmax ~0,5 d-1), was auf 

eine Lichtlimitierung der Mikroalgen in der Suspension hindeutet. Eine signifikante Re-

duktion der exponentiellen Wachstumsrate von M. salina ist bei der höchsten einfallen-

den Lichtintensität von 1830 µmol m-2 s-1 deutlich zu erkennen, was auf eine Inhibition 

der Mikroalgen zurückzuführen ist. Obwohl die Daten der exponentiellen Wachstumsra-

ten und die OD750 jeweils aus zwei sequentiell durchgeführten Experimenten stammen, 

passen die Werte innerhalb der Standardabweichungen zum Trend der Kurven, was auf 

eine sequenzielle Reproduzierbarkeit hinweist. 

Die maximalen Wachstumsraten von M. salina, die in den parallelen Rührkessel-PBR 

mit konstanter Beleuchtung (µmax = 0,525 d-1) beobachtet wurden, wurden mit den Lite-

raturdaten verglichen (Tab. 2). Allerdings weisen die verwendeten M. salina-Stämme, 

die Medien, die Dicke der beleuchteten Schicht und die Bioreaktortypen Unterschiede 
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auf, welche einen direkten Vergleich erschweren. Optimale Wachstumsraten von M. sa-

lina werden zwischen 0,1 und 1,3 d-1 angegeben (Huesemann et al., 2013; Ocaranza et 

al., 2022; Pfaffinger et al., 2019; Sukenik, 1991; Van Wagenen et al., 2012). Die in den 

Rührkessel-PBR gemessene maximale OD750 ist vergleichbar mit den von Pfaffinger et 

al. (Pfaffinger et al., 2016b) veröffentlichten Daten, die über photoautotrophe Kulturen 

von M. salina unter Verwendung eines Flachplatten-Gaslift-PBR im L-Maßstab mit einer 

Schichtdicke von 2 cm berichten. Mit einer deutlich geringerer Schichtdicke von 6 mm 

(Pfaffinger et al., 2019) oder deutlich längeren Prozesszeiten von 50 d (Van Wagenen 

et al., 2012) werden höhere BTM-Konzentrationen erreicht. Weitere aktuelle Literatur 

(Ocaranza et al., 2022) zeigten Daten mit M .salina bei deutlich geringeren Photonen-

flussdichten und dadurch auch geringeren Wachstumsraten und BTM-Konzentrationen. 

Tab. 2: Die höchsten Wachstumsraten (µmax) und maximale BTM-Konzentrationen 
(BTMmax) die für M. salina in photoautotrophen Satz-Kultivierungen bei konstanter Be-
leuchtung berichtet wurden. 

Quelle BTMmax 
(g L−1) 

µmax 
(d−1) Stamm Medium 

Eingangsphoto-
nenflussdichte 
(µmol m−2 s−1) 

Schichtdi-
cke  

(mm) 
Ocaranza et 

al., 2022 
0,62  

(nach 8 d) 0,108 M. salina  
(CSIRO) 

ASW,  
f/2 50 unknown 

Pfaffinger et 
al., 2019 

10  
(nach 7 d) 0,792 M. salina  

(SAG) ASW * 6 

Pfaffinger et 
al., 2016b 

4,5  
(nach 9 d) 0,744 M. salina  

(SAG) ASW * 20 

Eigene Daten 3,4 **  
(nach 6 d) 0,525 M. salina  

(SAG) ASW 1000 35 

Van Wagenen 
et al., 2012 

14,2  
(nach 50 d) 1,3 M. salina  

(CCMP) f/2-Si 250 46 

Sukenik, 1991 unbekannt 0,72 *** f/2 290 50 
* Die einfallende Lichtintensität wurde nicht veröffentlicht. ** Die BTM-Konzentration wurde auf 
der Grundlage der gemessenen OD750 unter Anwendung eines linearen Korrelationsfaktors von 
0,44 g L-1 berechnet. *** Nannochloropsis sp. Sammlung von Algenkulturen der Universität Göt-
tingen (SAG), National Center for Marine Algae and Microbiota (NCMA ehemals CCMP). 
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6.2. pH 

Ein ungeregelter pH könnte in den parallelen Rührkessel-PBR einen Einfluss sowohl auf 

die Wachstumsraten als auch auf die maximalen BTM-Konzentrationen haben. In Abbil-

dung 32 ist der gemessene pH als Funktion der Prozesszeit dargestellt. Der pH wurde 

mit einer Abtastzeit von 12 h automatisiert at-line gemessen und bei Bedarf angepasst. 

Abb. 32: Mittlerer pH und Standardabweichungen (n=8) während automatisierter photo-
autotropher Satz-Kultivierung von M. salina in miniaturisierten Rührkessel-PBR. Jede 
Reihe von acht Bioreaktoren in der Bioreaktoreinheit wurde mit sechs verschiedenen 
Lichtintensitäten I0 beleuchtet. Jeder Bioreaktor wurde zunächst mit 10 mL M. salina-
Suspension in ASW-Medium mit einer anfänglichen OD750 von 0,5 (anfänglicher pH 8) 
gefüllt. Es wurden magnetisch angetriebene S-Rührer mit 500 U min-1 eingesetzt. Der 
Kopfraum der 48 parallelen Rührkessel-Bioreaktoren wurde mit 288 L h-1 steriler Luft mit 
2 % CO2 gespült. Wenn der at-linie gemessene pH unter 7,7 oder über 8,3 lag (grau 
schraffierter Bereich), wurden entweder 45 µl Base (0,5 M NaOH) oder Säure (0,5 M 
HCl) in den betreffenden Bioreaktor durch den Pipettierroboter zugegeben.  
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Obwohl der anfängliche pH des ASW-Mediums vor der Beimpfung bei pH 8,0 lag, sank 

der pH zu Beginn des Satz-Prozesses aufgrund der 2 % CO2 Begasung auf pH 7,3. Nach 

dreimaliger Zugabe von Base durch den Pipettierroboter (0 d, 0,5 d und 1,0 d) wurde die 

untere Grenze des unkontrollierten pH-Bereichs (pH 7,7) in allen 48 parallelen PBRs 

erreicht. Anschließend stieg der pH aufgrund der gestiegenen CO2-Fixierung durch die 

Mikroalgen in Suspension an, und es war keine weitere Zugabe von Basen oder Säuren 

erforderlich. Nach 5 d begann der pH in den Rührkessel-PBR ab konstanten Lichtinten-

sitäten von 150 µmol m-2 s-1 zu sinken, aber eine pH-Titration war nicht erforderlich 

(> pH 7,7). Der sinkende pH korreliert mit der sinkenden Wachstumsrate (siehe Abb. 

30), da gegen Ende des Prozesses weniger CO2 verbraucht wird. 

Diskussion: 

Die pH-Kontrolle passt den anfänglichen pH eher langsam an, aber die meisten Mikro-

algen tolerieren einen neutralen oder leicht alkalischen pH (Goldman et al., 1982) und 

haben ein breites pH-Optimum für das Wachstum (Apel et al., 2017; Boussiba et al., 

1987). Für eine schnellere Anpassung des pH könnte die Abtastzeit auf 8 h reduziert 

werden einhergehend mit einer häufigeren Probenahme. Weiterhin könnte die Base mit 

höherer Konzentration verwendet werden, wodurch allerdings die Gefahr zu Übersteu-

ern besteht. Da die gewählten Einstellungen gut für die dargestellten Kultivierungen funk-

tionieren, besteht kein Bedarf zur Anpassung der Methoden. 

 

6.3. Verdunstung 

Aufgrund der Prozessdauer von mehreren Tagen bei Mikroalgenkultivierungen, führen 

unterschiedliche Verdunstungsraten in den parallelen PBR möglicherweise zu kritischen 

Unterschieden im Volumen in den parallelen Bioreaktoren und verschlechtern so die Re-

produzierbarkeit. Wie beschrieben, wird die Verdunstung durch individuell gemessene 

Flüssigkeitsstände in den parallelen Rührkessel-PBR kompensiert, gefolgt von einer 

Flüssigkeitsstands-Korrektur durch die individuelle Zugabe von vollentsalzten Wasser 

(VE-Wasser). Das zugegebene Gesamtvolumen wurde für jeden der parallelen PBR ver-

folgt und es konnten mittlere Verdunstungsraten geschätzt werden. Die einzelnen Ver-

dunstungsraten sind in Abbildung 33 aufgetragen. Die Daten stammen aus der ersten 

Kultivierung (siehe Abb. 29). 
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Abb. 33: Verdunstungsraten während einer photoautotrophen Satz-Kultivierung von 
M. salina in Rührkessel-PBR. Das Layout zeigt die Positionierung der 48 parallelen 
PBRs innerhalb des Bioreaktors. Die endgültigen Verdunstungsraten wurden durch Auf-
summieren der Mengen an VE-Wasser, das zur automatischen Korrektur des Flüssig-
keitsstands zugegeben wurde, geschätzt. Der Einlass der Gasversorgungsabdeckung 
der Bioreaktoreinheit befindet sich zwischen der dritten und vierten Reihe der Reaktor-
position 8 und ist mit einem schwarzen Pfeil markiert. Als Dezimaltrennzeichen dient ein 
Punkt. 
 

Die Verdunstungsraten schwankten im Bereich von 94,0 ─ 119,4 µL h-1, mit einem Mit-

telwert von 104 ± 5,7 µL h-1. Es wird deutlich, dass automatisierte individuelle Flüssig-

keitsstands-Korrekturen erforderlich sind, wenn trockene Luft zur Begasung der paralle-

len Rührkessel-PBR verwendet wird. 

 

Diskussion: 

Der Abgleich mit der parallelen Reproduzierbarkeit in Abb. 29 und Abb. 30 zeigt, dass 

ein erfolgreich durchgeführter Verdunstungsausgleich die Unterschiede in den Verduns-

tungsraten ohne weitere Folgen kompensieren kann. 

Bei typischen heterotrophen Satz-Kultivierungen mit einer Dauer von einigen Stunden 

bis zu einem Tag ist davon auszugehen, dass die mittlere Abweichung der Verduns-

tungsraten zwischen den Bioreaktorpositionen von 5,5 % keinen entscheidenden Effekt 

haben. Photoautotrophe Prozesse mit Mikroalgen dauern jedoch deutlich länger als he-

terotrophe Prozesse. Im verwendeten miniaturisierten Mikrobioreaktor liegen leicht un-

terschiedliche Gasvolumenströme in den verschiedenen Reaktorpositionen vor. Dies 

führt zu unterschiedlichen Verdunstungsraten in den Positionen, die sich über die Dauer 
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des Prozesses zu deutlichen Unterschieden im Volumen der Bioreaktoren summieren 

können. Insbesondere wenn mehrere Reihen an Bioreaktoren betrieben werden, können 

die Füllstände vom Experimentierenden nicht mehr eingesehen werden, was folglich ei-

nen automatisierten Ansatz verlangt. 

Durch die simple Bauweise des Deckels des Reaktorsystems, welche auf Schalter, Ven-

tile oder ähnliches verzichtet, können kleine Unterschiede im Gasvolumenstrom, der die 

einzelnen Bioreaktoren erreicht, nicht vermieden werden. Dies führt zu Unterschieden in 

der Verdunstungsrate der Bioreaktoren und so, über mehrere Prozesstage hinweg, zu 

unterschiedlichen Füllständen in den Bioreaktoren. Das würde wiederum zu Unterschie-

den in der Konzentration von Medienbestandteilen und Schichtdicken führen. Variie-

rende Schichtdicken beeinflussen die Lichtverfügbarkeit im PBR. Die stündliche Prüfung 

und der automatisierte Ausgleich der Füllstände ist daher essenziell für photoautotrophe 

Kultivierungen. 

Eine individuelle Messung der Flüssigkeitsstände in parallelen PBR mit anschließender 

Flüssigkeitsstands-Korrektur wird daher die parallele Reproduzierbarkeit von photoau-

totrophen Bioprozessen verbessern. Die Verdunstungskompensation ist ein wichtiger 

Aspekt bei der Kultivierung von Mikroalgen, unabhängig von den verwendeten Photobi-

oreaktoren (Talent et al., 2014). 

 

6.4. Kultivierung mit Klimasimulation 

Die Kultivierung von Mikroalgen im Freien unterliegt Temperatur- und Lichtintensitäts-

schwankungen, die sich aus den natürlichen Tages- und Nachtzyklen ergeben. Aus die-

sem Grund wurden in dieser Arbeit Tag- und Nachtzyklen von einfallenden Lichtintensi-

täten und Temperaturen verwendet, die so konfiguriert sind, dass sie typische mediter-

rane Klimabedingungen imitieren (wiederholter Sommertag in Almeria, Spanien, aufge-

nommen vom DLR auf der Plataforma Solar de Almería am 15. Juni 2012, mit freundli-

cher Genehmigung von S. Wilbert), um das Wachstum von M. salina in 16 parallelen 

Rührkessel-PBR zu untersuchen (Abb. 34). Eine Reihe von acht parallelen PBR wurde 

mit 66 % der einfallenden Lichtintensitäten beleuchtet, während die Beleuchtung der 

zweiten Reihe den realen Klimadaten folgte. Die Reduzierung der Lichtintensität auf 

66 % soll einen Hinweis auf das Wachstum bei geringerer Sonneneinstrahlung, wie bei 

bewölktem Himmel, geben. 
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Abb. 34: Automatisierte photoautotrophe Satz-Kultivierung von M. salina in miniaturisier-
ten Rührkessel-PBR mit simulierten Tag- und Nachtzyklen, die typische mediterrane 
Klimabedingungen imitieren (wiederholter Sommertag in Almeria, Spanien, aufgenom-
men vom DLR auf der Plataforma Solar de Almería am 15. Juni 2012, mit freundlicher 
Genehmigung von S. Wilbert). Eine Reihe von acht gerührten PBR in der Bioreaktorein-
heit wurde mit 66% beleuchtet (links), die zweite Reihe mit 100% Lichtintensität (rechts). 
Die graue Schattierung zeigt die dynamischen Variationen der einfallenden Lichtintensi-
tät an. Die Temperatur aller parallelen PBR wurde stündlich an die Klimadaten ange-
passt. Jeder Bioreaktor wurde zunächst mit 10 mL M. salina-Suspension in ASW-Me-
dium mit einer anfänglichen OD750 von 0,5 (anfänglicher pH 8) gefüllt. Es wurden mag-
netisch angetriebene S-Rührer mit 500 U min-1 eingesetzt. Der Kopfraum der 48 paral-
lelen Rührkessel-Bioreaktoren wurde mit 288 L h-1 steriler Luft mit 2 % CO2 begast. Die 
Probenahme erfolgte zu physikalisch simulierten Sonnenaufgangs- und Sonnenunter-
gangszeiten. 

 

Die Mikroalgen zeigten ein Verhalten, das typisch für die simulierten Phasen ist: Bio-

massebildung, solange Licht vorhanden war, und Biomasseabbau, wenn kein Licht vor-

handen war. In Anlehnung an die realen mediterranen Klimadaten wurden im Vergleich 

zu den reduzierten Lichteinfallsintensitäten (66 %) keine signifikanten Unterschiede fest-

gestellt. Nach 9,5 d wurden eine mittlere OD750 von 8,96 ± 0,84 (100 % Beleuchtung) 

und 9,89 ± 0,68 (66 % Beleuchtung) gemessen. Der pH schwankte zwischen pH 7,5 und 

pH 8,0 (Daten nicht gezeigt). Die maximalen volumetrischen Produktivitäten wurden am 

6. Tag erreicht: 0,81 g L-1 d-1 (100 %) und 0,83 g L-1 d-1 (66 %). Dies entspricht den 

Ergebnissen, die mit M. salina in photoautotrophen Satz-Prozessen bei konstanten ein-

fallenden Lichtintensitäten von 250 ─ 1000 µmol m-2 s-1 erzielt wurden. 

Die maximalen volumetrischen Produktivitäten von M. salina, die in den parallelen Rühr-

kessel-PBR mit Tag- und Nachtzyklen beobachtet wurden, werden mit Daten aus der 

Literatur verglichen (Tab. 3). Nur Pfaffinger et al. (2019) berichteten über höhere volu-

metrische Produktivitäten (4 g L-1 d-1) mit dem gleichen Mikroalgenstamm, derselben 

Klimasimulation und ebenfalls ASW-Medium. Dies ist auf die geringere Schichtdicke von 

6 mm im Vergleich zu 35 mm in den parallelen Rührkessel-PBR zurückzuführen, die ein 

exponentielles Wachstum bei höheren BTM-Konzentrationen ermöglichen. 
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Tab. 3: Maximale volumetrische Produktivität und maximale BTM-Konzentration, die für 
M. salina in photoautotrophen Satz-Kultivierungen mit Tag- und Nachtzyklen berichtet 
wurden. 

Quelle BTMmax 
(g L−1) 

Produk-
tivitätmax 
(g L−1 d-1) 

Stamm Medium Beleuchtung Schichtdicke 
(mm) 

Pfaffin-
ger et al., 

2019 

33 
(nach 14 d) ~4  M. salina  

(SAG) ASW Sommer Tag,  
Almeria, Spanien ** 6 

Hulatt et 
al., 2017  

4,7 
(nach 16 d) 0,51 N. sp. 211/78 

(CCAP) f/2 

180 µmol m−2 s−1  
16 h–8 h  

Tageszeiten Simula-
tion 

14 

Thurn et 
al., 2022 

5,5 
(nach 12 d) 0,7 M. salina  

(SAG) f/2 Sommer Tag, Newcas-
tle, Australien *** 20 

Eigene 
Daten 

4,0 * 
(nach 10 d) 0,81  M. salina  

(SAG) ASW Sommer Tag,  
Almeria, Spanien ** 35 

* Die BTM-Konzentration wurde auf der Grundlage der gemessenen OD750 mit einem linearen 
Korrelationsfaktor von 0,44 g L-1 berechnet. ** Aufgenommen vom DLR an der Plataforma Solar 
de Almería am 15. Juni 2012 (mit freundlicher Genehmigung von S. Wilber). *** Aufgenommen 
von der BSRN-Station Nr. 52 am 19. Januar 2018 (Duck, 2018). 
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7. Skalierbarkeit photoautotropher Satzprozesse mit  
M. salina 

Für den Transfer von photoautotrophen Bioprozessen und Beurteilung der Skalierbarkeit 

ist die Wachstumskinetik der Mikroalgen in Abhängigkeit von der mittleren Lichtverfüg-

barkeit in der Suspension notwendig. Dafür wird vorausgesetzt, dass Licht die einzige 

limitierende Zustandsgröße ist. Die mittlere integrale Photonenflussdichte ist eine Funk-

tion der einfallenden Lichtintensität, der Mikroalgenzellkonzentration, der Wachstums-

rate, der Lichtabsorption und der Reflexionsphysik in der Zellsuspension und des PBR. 

Im Folgenden sollen Studien zur Übertragbarkeit photoautotropher Bioprozesse zwi-

schen Flachplatten- und miniaturisierten Rührkessel-PBR beschreiben werden. 

 

7.1. Photoautotrophe Satzprozesse mit M. salina in Flachplatten 
-PBR 

Um einen Transfer von Wachstumsverhalten von Mikroalgen beurteilen zu können, sol-

len zunächst Satzkultivierungen von M. salina in einem Flachplatten-PBR durchgeführt 

werden, welcher als Referenz dient. Dabei wurden Aspekte der Prozesssteuerung, wie 

die pH-Kontrolle mittels Titration und konstanter CO2-Gehalt der Begasung, den Bedin-

gungen in den mL-Bioreaktoreinheit angeglichen. Neben der Bestimmung der Optischen 

Dichte während des Prozesses, wurden außerdem Transmissionsmessungen durchge-

führt und diese zusammen in Abb. 35 dargestellt. 
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Abb. 35: Photoautotrophe Satz-Kultivierung von M. salina in Flachplatten-PBR im L-
Maßstab bei sechs verschiedenen Eingangsphotonenflussdichten I0. Jeder Bioreaktor 
wurde mit 1,8 L M. salina-Suspension in ASW-Medium mit einer anfänglichen OD750 von 
0,2 gefüllt. Die OD750-Messungen sind durch blaue Kreise dargestellt, und die graue 
Schattierung zeigt die exponentielle Wachstumsphase an. Die Transmission ist durch 
schwarze Dreiecke dargestellt. Der PBR wurde mit einer konstanten Begasungsrate von 
2 L min-1 Druckluft mit 2 % CO2 betrieben. Die Luft wurde vor dem Eintritt in den PBR 
befeuchtet. Liegt der pH außerhalb von pH 7,9 ─ pH 8,1, wird er durch Zugabe von Säure 
(0,6 M HNO3) oder Base (3 M NaOH) kontrolliert. 

 

Bei niedrigen Lichtintensitäten von 50 ─ 100 µmol m-2 s-1 tritt nahezu keine Verzöge-

rungsphase auf. Gleichzeitig kommt bereits zu Beginn der Kultivierung kaum Licht durch 

die Suspension hindurch zur gegenüberliegenden Seite des PBR. Nach knapp 4 d gehen 

die Zellen von exponentiellem zu linearem Wachstum über, was auf Lichtlimitierung zu-

rückzuführen ist. Bei den Satzprozessen mit 400 ─ 1000 µmol m-2 s-1 ist eine Verzöge-

rungsphase von 2 d zu beobachten. Anschließend gehen die Zellen in ein exponentielles 

Wachstum bis Tag 6 und bei 400 µmol m-2 s-1 bis Tag 5 über. Während dieser Wachs-

tumsphase nimmt das durch den PBR transmittierte Licht weiter ab. Das Ende der ex-

ponentiellen Wachstumsphase korreliert mit einer durch die Zellkonzentration deutlich 
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reduzierten Transmission. Bei 1800 µmol m-2 s-1 Eingangsbestrahlungsstärke verlängert 

sich die Verzögerungsphase um einen weiteren Tag. Mit zunehmender Bestrahlungs-

stärke können in gleicher Prozessdauer höhere OD750 von bis zu 12,9 erreicht werden. 

 

7.2. Lichtabschwächung in PBR 

Die Transmissionsmessungen wurden während der Kultivierung im Flachplatten-PBR 

(siehe Kapitel 7.1) durchgeführt und die Transmission als Funktion der OD750 in Abb. 36 

dargestellt. Damit können für M. salina und für den PBR spezifische Absorptionseigen-

schaften untersucht werden. Für die Korrelation von Transmission zu OD750 werden die 

beiden Funktionen Lambert-Beer und Lambert-Beer-r herangezogen und untersucht. 

Lambert-Beer-r stellt den modifizierten Ansatz dar, für die ein Parameter für die reaktor-

spezifische Absorption hinzugefügt wurde, der die unterschiedlichen Absorptions- und 

Streueigenschaften verschiedener PBR-Geometrien kompensieren soll. Dieses Licht-

abschwächungsmodell wurde hier erstmalig auf seine Konsistenz bei der Beschreibung 

der Lichtdurchlässigkeit getestet und mit Lambert-Beer verglichen. 

Für alle untersuchten Lichtintensitäten im Flachplatten-PBR gilt, dass Lambert-Beer-r 

die dargestellten Messwerte und I0 deutlich besser beschreibt als das ursprüngliche 

Lambert-Beer-Gesetz. Letztere Funktion stellt sich als zu steil dar, was auf den Parame-

ter I0 zurückzuführen ist. I0 beschreibt die Eingangsbestrahlungsstärke, und stellt im 

Lambert-Beer-Gesetz mathematisch den Schnittpunkt der Funktion mit der Y-Achse dar. 

Transmissionsmessungen durch klares Medium, also bei OD750 = 0, zeigten jedoch, dass 

nicht 100 % dieser Bestrahlungsintensität auf der Rückseite des PBR ankommen. 
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Abb. 36: Transmission I dargestellt als Funktion der OD750. Aufgezeichnet während einer 
photoautotrophen Satz-Kultivierung von M. salina in Flachplatten-PBR im L-Maßstab bei 
sechs verschiedenen Eingangsphotonenflussdichten I0. Die Korrelation wurde mit den 
Funktionen Lambert-Beer (--) und Lambert-Beer-r (-) beschrieben. Neben den darge-
stellten Punkten war I0 entsprechend der Angaben und die Schichtdicke L mit 0,02 m 
vorgegeben. 

 

Bei Lambert-Beer-r übernimmt ein zweiter Parameter r, die reaktorspezifische Absorp-

tion und Streuung des Lichts. Die Transmissionsmessungen wurden anschließend für 

eine der Satzkultivierung in miniaturisierten Rührkesselbioreaktor aus Kapitel 6.1 

durchgeführt und in Abb. 37 dargestellt. 
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Abb. 37: Transmission I dargestellt als Funktion der OD750. Aufgezeichnet im Rahmen 
einer photoautotrophen Satz-Kultivierung von M. salina in Rührkessel-PBR im mL-Maß-
stab bei sechs verschiedenen Eingangsphotonenflussdichten I0. Die Korrelation wurde 
mit den Funktionen Lambert-Beer (--) und Lambert-Beer-r (-) beschrieben. Neben den 
dargestellten Punkten war I0 entsprechend der Angaben und die Schichtdicke L mit 
0,032 m vorgegeben. 
 

Die Korrelation zwischen Transmission und OD750 zeigte ein deutlich geringeres Fehler-

quadrat bei Verwendung des Ansatzes Lambert-Beer-r im Vergleich zum ursprünglichen 

Lambert-Beer-Gesetz. Dies war bei beiden Bioreaktortypen der Fall. In Abb. 38 sind die 

Parameter, die mit dem Ansatz Lambert-Beer-r (siehe Gl. 13) bestimmt wurden, als 

Funktion der Eingangsphotonenflussdichte I0 dargestellt. 
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Abb. 38: Darstellung der experimentell ermittelten Modellparameter für die Lich-
tabschwächung von Rührkessel-PBR (●) und Flachplatten-PBR(▲). Der spezifische Ex-
tinktionskoeffizient Ɛ ist in (a) und die spezifische Absorption r der M. salina-Zellsuspen-
sion ist in (b) aufgetragen. Die schattierten Bereiche zeigen die Standardabweichung an. 

 

Der spezifische Extinktionskoeffizient Ɛ von der überprüften M. salina-Zellsuspension 

liegt zwischen 21 ─ 66 m-1. Der Extinktionskoeffizient korreliert mit der einfallenden 

Lichtintensität I0. Die Anpassung für Ɛ kann mit einer logarithmischen Funktion (17) be-

schrieben werden:  

Ɛ	 = 	−9,177 ∗ 𝑙𝑛(𝐼-) + 89,861																										, 𝑅! = 0,91 (17)	

Für den Rührkessel-PBR wurde eine reaktorspezifische Absorption von r = 0,43 ermit-

telt. Für den Flachplatten-PBR wurden höhere Werte von r = 0,67 ermittelt. 

 

Diskussion: 

Das bevorzugte Modell für die Lichtabschwächung sollte so einfach wie möglich sein, 

damit es integriert werden kann und analytische Lösungen mit ausreichender Genauig-

keit für die mittlere integrale Photonenflussdichte bestimmt werden können. 

Das in früheren Veröffentlichungen (Pfaffinger et al., 2016b) verwendete Lambert-Beer-

Gesetz war nicht in der Lage, die Datenpunkte der Transmissionsmessungen in Flach-

platten-PBR und in Rührkessel-PBR zu beschreiben. Eine Anpassung des Modells war 

daher notwendig. Mit dem vorgestellten Zusatz des Parameters für reaktorspezifische 

Absorption konnten nicht nur die Transmissionsdaten beschrieben werden, sondern 

auch eine Funktion für Ɛ(I0) definiert werden, die für beide Bioreaktortypen gilt. 
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Die Änderung des Extinktionskoeffizienten spiegelt die Anpassungen der Mikroalgenzel-

len an die Intensität des einfallenden Lichts wider. Als Ergebnis einer längeren Exposi-

tion gegenüber starkem Licht kann die Produktion von Lipiden und Antioxidantien, ein-

schließlich Carotinoiden, ansteigen, während der Anteil an Chlorophyll abnimmt. Dies 

kann die Eigenschaften der Lichtabsorption der Zellen verändern (He et al., 2015). Die 

Produktivität und Lebensfähigkeit der Mikroalgenzellen können durch diese Veränderun-

gen langfristig beeinträchtigt werden. Die Produktion von pigmentreicher Biomasse er-

folgt in lichtlimitierten Kulturen (Cerón-García et al., 2002). Diese Veränderungen lassen 

sich bereits während der Kultivierungen an unterschiedlichen Färbungen der Zellsus-

pension mit bloßem Auge erkennen. 

Die reaktorspezifische Absorption zeigt höhere Werte in Flachplatten-PBR (r = 0,67 zu 

r = 0,43). Die höheren Werte sind auf die geometrischen Merkmale der PBR wie das 

Verhältnis von Oberfläche zu Volumen und die Materialeigenschaften zurückzuführen. 

Eine allgemeingültige Funktion für Ɛ bietet die Möglichkeit, die Lichtabschwächung durch 

den Bioreaktor in allen weiteren Experimenten ohne weitere Transmissionsmessungen 

zu bestimmen. Ob dies zu nachvollziehbaren Ergebnissen führt, wird bei den folgenden 

Kultivierungen untersucht. 

 

7.3. Skalierbarkeit 

Eine weitere Kultivierung im mL-Maßstab wurde durchgeführt, um den Transfer der 

Wachstumskinetik in Abhängigkeit von der mittleren Lichtverfügbarkeit zu beurteilen. Da-

für wurden OD750, Wachstumsrate und Dauer der exponentiellen Wachstumsphase be-

stimmt (Abb. 39).  
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Abb. 39: Automatisierte photoautotrophe Satz-Kultivierung von M. salina in miniaturisier-
ten Rührkessel-PBR. Jede der sechs Reihen aus je acht Bioreaktoren in der Bioreak-
toreinheit wurde mit verschiedenen Lichtintensitäten I0 beleuchtet. Jeder Bioreaktor 
wurde zunächst mit 10 mL Algen-Suspension in ASW-Medium mit einer anfänglichen 
OD750 von 0,5 und anfänglichen pH 8 befüllt. Es wurden magnetisch angetriebene S-
Rührer mit 500 U min-1 eingesetzt. Der Kopfraum der 48 parallelen Rührkessel-Bioreak-
toren wurde mit 288 L h-1 steriler Luft mit 2 % CO2 begast. Die graue Schattierung zeigt 
die exponentielle Wachstumsphase an, die zur Schätzung der einzelnen exponentiellen 
Wachstumsraten in Abhängigkeit von den mittleren integralen Lichtintensitäten verwen-
det wurde. 

 

Bei allen Versuchsansätzen konnte am ersten Tag eine Verzögerungs-Phase beobach-

tet werden. Daran schließt sich eine Phase exponentiellen Wachstums an. Diese dau-

erte bei allen Ansätzen 2,5 d, führte aber zu unterschiedlichen Wachstumsraten, die 

später im Detail beschrieben werden. Das anschließende lineare Wachstum scheint erst 

ab 6,5 d abzunehmen. Da die Kultivierung nach 7,5 d beendet wurde, können hier keine 
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weiteren Aussagen getroffen werden. Eine Nährstofflimitierung trat während der Pro-

zesszeit nicht auf. Eine parallele Reproduzierbarkeit war bei allen Versuchsansätzen 

gegeben. Erst bei der maximalen Lichtintensität von 1800 µmol m-2 s-1 stieg die Stan-

dardabweichung der OD750 (n=8) deutlich an. Die generierten Daten entsprechen den 

Ergebnissen, die auf den zuvor durchgeführten Kultivierungen (6.1) basieren. 

 

Basierend auf den in Kapitel 7.2 bestimmten Modellparametern zur Lichtabsorption der 

gewählten Mikroalge und der PBR, sowie den soeben bestimmten exponentiellen 

Wachstumsphasen und raten, kann nun die mittlere integrale Photonenflussdichte be-

rechnet werden. In Abb. 40 ist die Wachstumsrate als Funktion der mittleren integralen 

Photonenflussdichte dargestellt. Dabei werden Daten aus den Rührkessel-PBR im mL-

Maßstab und im Flachplatten PBR im L-Maßstab gegenübergestellt und mit Literaturda-

ten verglichen. 

  

 

Abb. 40: Exponentielle Wachstumsraten µ in Abhängigkeit von der mittleren integralen 
Photonenflussdichte I** in unlimitierten Satz-Kultivierungen von M. salina. Photoautotro-
phe Kultivierungen wurden in miniaturisierten Rührkessel-PBRs (●, n=8) und Flachplat-
ten-PBRs (♦, n=1) bei verschiedenen Lichtintensitäten durchgeführt. Darstellung der 
Wachstumskinetik von M. salina in Flachplatten-PBR (-) mit µmax=0,936, Ks=80, Ki=1780 
und φ=2,5 (Pfaffinger et al., 2016b). 

 

Zwischen 0 ─ 50 µmol m-2 s-1 ist ein starker und vergleichbarer Anstieg der Wachstums-

rate in Abhängigkeit zur Lichtintensität zu erkennen. Die Ansätze flachen ab etwa 

100 µmol m-2 s-1 ab und erreichen eine maximale Wachstumsrate µmax, die sich allerdings 

deutlich unterscheiden.  
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Die maximale Wachstumsrate µmax der Kultivierungen in Flachplatten-PBR dieser Arbeit 

fällt etwas niedriger im Vergleich zur Literatur aus. Deutlicher ist der Unterscheid zwi-

schen Flachplatten-PBR und miniaturisierten Rührkessel-PBR, da die maximale Wachs-

tumsrate µmax der Rührkessel-PBR nur etwa 60 % der anderen erreichen.  

Die Wachstumskinetik von M. salina in Flachplatten-PBR zeigt, dass auf eine lichtlimi-

tierte Phase eine Phase der Lichtsättigung folgt und schließlich ein weiterer Anstieg der 

Lichtintensität das Wachstum hemmt (Pfaffinger et al., 2016b). Die in dieser Arbeit un-

tersuchten Lichtintensitäten sind zu gering, um eine Lichtinhibition mit deutlich reduzier-

ter Wachstumsrate zu bewirken. Somit können die Parameter einer Lichtinhibitionskine-

tik nicht identifiziert werden. 

 

Diskussion: 

Die Durchführung der Kultivierungen im Flachplatten-PBR unterscheiden sich in weni-

gen Details zur Literatur (Pfaffinger et al., 2016b). Die pH-Steuerung erfolgte dort durch 

die Variation des CO2-Gehalts zwischen 0 % ─ 2 % in der Zuluft. Bei steigendem pH 

wurde automatisiert der Anteil an CO2 erhöht. Da dies mit der Wachstumsrate und somit 

Lichtintensität korreliert, wird den Zellen dann mehr CO2 zur Verfügung gestellt, wenn 

sie es benötigen. In dieser Arbeit wurde ein konstanter Anteil an CO2 von 2 % für die 

gesamte Kultivierung verwendet und der pH mittels Titration geregelt.  

Bei Pfaffinger et al. (2016) wurde auf der lichtabgewandten Seite des Flachplatten-PBR 

eine dunkelgraue Matte befestigt. Diese diente dazu, den Sensor für Transmissionsmes-

sungen zu befestigen und das Einstrahlen von Licht aus fremden und nicht definierten 

Quellen zu verhindern. Mehrere Messungen bei unterschiedlichen Lichtintensitäten mit 

begastem Medium zeigten, dass mit der angebrachten Matte 6,4 % des transmittierten 

Lichts wieder in Richtung der Kultivierungskammer reflektiert werden (Daten nicht ge-

zeigt). Dabei wurde der Sensor an der ersten Glasscheibe des Flachplatten-PBR mit 

Sensor in Richtung des Bioreaktors befestigt. Bei der Messung ohne Matte wurden 4,8 % 

des transmittierten Lichts reflektiert.  

Dies führt zur Hypothese, dass der Unterschied der Wachstumsrate des Flachplatten-

PBR bei I** ~ 550 zur dargestellten Wachstumskinetik aus der Literatur, auf eine erhöhte 

und gleichmäßigere Beleuchtung der Algensuspension durch die verwendete Matte zu-

rückzuführen ist. 
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Bei niedrigen Lichtintensitäten sind die Wachstumsraten der beiden PBR-Typen ver-

gleichbar. Die Daten des Rührkessel-PBR flachen jedoch bereits ab 

I** ~ 115 µmol m-2 s-1 auf µmax ~ 0,44 d-1 ab. Dieser Wert wird bei steigender Lichtinten-

sität in etwa gehalten, was auf eine weitere Limitierung schließen lässt. Dies führt zur 

Hypothese, dass der Unterschied der Wachstumsrate des Rührkessel-PBR zu den Satz-

Kultivierungen in Flachplatten-PBR auf eine CO2-Limitierung bei hohen Wachstumsraten 

zurückzuführen ist. 

Die Begasung der Flüssigphase ist für photoautotrophe Prozesse wichtig um CO2 in die 

Flüssigphase einzubringen und O2 aus der Flüssigphase auszutragen. Im 10 mL-Maß-

stab erfolgt der Gas-flüssig-Stofftransport allein über Oberflächen-Begasung. Grund-

sätzlich beruht die Oberflächenbegasung auf der Diffusion an der Grenzfläche zwischen 

der Luftphase im Kopfraum und der Flüssigphase des Reaktors. Mit zunehmendem Vo-

lumen der Flüssigphase nimmt die Grenzfläche und somit auch der Stoffübergang pro-

portional ab, sodass die Methode der Oberflächenbegasung nur in kleinen Bioreaktoren 

sinnvoll ist (Kempken et al., 2018). Durch das Rühren bildet sich eine Trombe aus, die 

die Stoffaustauschfläche vergrößert und die gesättigten Flüssigkeitsschichten ständig 

durchmischt. 

Bei einer Volumenbegasung, wie beim Flachplatten-PBR, wird der eingeleitete 

Gasstrom durch einen Gasverteiler im PBR dispergiert. Die Gasblasen verfügen über 

eine größere Stoffaustauschfläche als die Flüssigkeitsoberfläche der Algensuspension. 

Je kleiner die Blasen sind, desto größer ist das Verhältnis von deren Oberfläche zum 

Gasvolumen. 

Der Vergleich der Kultivierungen in Rührkessel-PBR zu Flachplatten-PBR zeigte, dass 

dieser zwar den gleichen Anteil von 2 % CO2 in der Begasung aufweisen, allerdings 

mutmaßlich eine kleinere Stoffaustauschfläche und somit schlechterer Stofftransport. 

Dies scheint im dargestellten Rührkessel-PBR bei Wachstumsraten < 0,4 d-1 unproble-

matisch, könnte jedoch bei größeren Wachstumsraten zu einer CO2-Limitierung führen 

in dessen Folge die Zellen nicht schneller wachsen können.  

Erfolgreich skalierte Experimente mit M. salina wurden bereits unter Verwendung von 

mittleren integralen Photonenflussansichten durchgeführt. Die Skalierung wurde von 

Flachplatten-PBR (2 L, 20 mm) zu Flachgerinne-PBR (65 L, 6 mm) durchgeführt und 

zeigt somit eine Veränderung des Energieeintrags und der Schichtdicke (Pfaffinger et 

al., 2019). 
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Werden PBR mit nahezu identischen Schichtdicken (20 & 22mm) und Oberflächen-Vo-

lumen-Verhältnissen für das Skalieren verwendet, kann die Bestimmung der mittleren 

integralen Photonenflussdichte entfallen. Trotz dieser idealen Bedingungen können die 

Ergebnisse der Kultivierungen durch z.B. verstärkte Biofilmbildung negativ beeinflusst 

werden (Koller et al., 2018). 
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8. Skalierbarkeit photoautotropher Satzprozesse mit 
S. ovalternus 

Die neu entwickelte Beleuchtungseinheit und die neuen Methoden für eine photoautotro-

phe Prozessführung in miniaturisierten Rührkesselbioreaktoren wurden mit einem zwei-

ten Mikroalgen-Stamm validiert werden. 

 

8.1. Photoautotrophe Kultivierung von S. ovalternus in Flach-
platten-PBR im L-Maßstab 

Es wurden Kultivierungen mit S. ovalternus im Flachplatten PBR als Referenz durchge-

führt (Abb. 41). 

Es ist in keinem der Versuchsansätze eine Verzögerungsphase zu erkennen. Die Mikro-

algen zeigen ab Beginn der photoautotrophen Satzkultivierung ein exponentielles 

Wachstum, dessen Rate abhängig von der Beleuchtungsstärke ist. Die Wachstumsraten 

liegen zwischen 0,5 – 2,51 d-1. Mit größerer Eingangsphotonenflussdichte I0 nimmt auch 

die Wachstumsrate zu. Nach 1 – 2 d nimmt die Wachstumsrate deutlich ab. Eine lineare 

Wachstumsphase ist bei 50 µmol m-2 s-1, 150 µmol m-2 s-1 und 300 µmol m-2 s-1 nach 

etwa 1,5 – 2 d zu erkennen. Die übrigen Versuchsansätze zeigen eine deutliche Absen-

kung der Zunahme der OD750 bereits nach etwas über einem Tag. Bei den Versuchsan-

sätzen mit einer I0 von 800 µmol m-2 s-1 ist eine Annäherung an OD750 6 zu erkennen, 

was auf eine Limitation im Medium zurückzuführen sein könnte.  

Die Transmission zu Beginn der Kultivierungen ist direkt abhängig von der Eingangs-

photonenflussdichte. Bei I0 von 50 µmol m-2 s-1 oder 150 µmol m-2 s-1 kommt schon zu 

Beginn der Satzkultiverung kaum Licht durch den PBR hindurch (21 µmol m-2 s-1 und 

76 µmol m-2 s-1). Die Abnahme der Intensität des transmittierten Lichts erfolgt entspre-

chend des Zellwachstums nur langsam. Bei höheren I0 ist die Transmission klar messbar 

und sinkt bei allen Ansätzen innerhalb von etwa einem Tag ab und nähert sich innerhalb 

eines weiteren Tages einem minimalen Wert zwischen 2 – 34 µmol m-2 s-1 an. 
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Abb. 41: Photoautotrophe Satz-Kultivierung von S. ovalternus in Flachplatten-PBR im L-
Maßstab bei sechs verschiedenen Lichtintensitäten I0. Jeder Bioreaktor wurde mit 1,8 L 
S. ovalternus-Suspension in BG-11-Medium mit einer anfänglichen OD750 von 0,2 gefüllt. 
Die OD750-Messungen sind durch blaue Kreise dargestellt, die graue Schattierung zeigt 
die exponentielle Wachstumsphase an. Die Transmission ist durch schwarze Dreiecke 
dargestellt. Der PBR wurde mit einer konstanten Begasungsrate von 2 L min-1 Druckluft 
mit 2 % CO2 betrieben. Die Luft wurde vor dem Eintritt in den PBR befeuchtet. Lag der 
pH außerhalb von pH 7,9 ─ pH 8,1, wurde er automatisiert durch Zugabe von Säure 
(0,6 M HNO3) oder Base (3 M NaOH) angepasst. 

 

8.2. Lichtabschwächung 

Transmissionsmessungen während der Satzkultivierungen von S. ovalternus in Flach-

platten-PBR (Kapitel 8.1) und miniaturisierten Rührkessel-PBR (nicht dargestellt) wur-

den mittels Lambert-Beer-r-Ansatz ausgewertet (vergleiche Kapitel 7.2) und die so be-

stimmten Modellparameter in Abb. 42 dargestellt. 
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Abb. 42: Darstellung der experimentell ermittelten Modellparameter für die Lichtab-
schwächung von Rührkessel-PBR(●) und Flachplatten-PBR(▲). Der spezifische Extink-
tionskoeffizient Ɛ ist in (a) und die reaktorspezifische Absorption r der S. ovalternus-
Suspension ist in (b) aufgetragen. Die schattierten Bereiche zeigen die Standardabwei-
chung an. 

 

Der spezifische Extinktionskoeffizient Ɛ von S. ovalternus liegt zwischen 45 ─ 110 m-1. 

Der Extinktionskoeffizient korreliert mit der einfallenden Lichtintensität I0. Die Korrelation 

für Ɛ kann mit einer logarithmischen Funktion (18) beschrieben werden:  

Ɛ	 = 	−16,18 ∗ ln(𝐼-) + 169,66																										, 𝑅! = 0,88 (18)	

Für den miniaturisierten Rührkessel-PBR wurde eine reaktorspezifische Absorption von 

r = 0,5 (± 0,044) und für den Flachplatten-PBR wurde ein höherer Wert von r=0,62 (± 

0,069) ermittelt. 

 

Diskussion: 

Auch bei dem spezifischen Extinktionskoeffizienten Ɛ von S. ovalternus ist eine Abhän-

gigkeit von der Bestrahlungsstärke zu erkennen. Der Verlauf ist vergleichbar mit dem 

von M. salina und kann ebenso mit einer logarithmischen Funktion beschrieben werden. 

Dennoch sind hier deutlich höhere Werte als bei M. salina zu erkennen und somit stamm-

spezifische Unterschiede nachgewiesen. 

Die reaktorspezifische Absorption r zeigt auch hier höhere Werte im Flachplatten-PBR. 

Im Vergleich mit M. salina sind leicht unterschiedliche Werte zu erkennen (0,67 und 

0,62), womit r nicht völlig unabhängig vom Stamm zu sein scheint. 
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Sowohl die Bestimmung von Ɛ als auch von r weisen Fehler auf, die auch auf die kom-

plexe Methode zur Bestimmung der Transmission und auf biologische Variationen zu-

rückzuführen sind. Die Bestimmung von r weist eine etwas geringere Standardabwei-

chung im Vergleich zu M. salina auf.  

 

8.3. Skalierbarkeit 

Zur Bewertung der Skalierbarkeit wurde das photoautotrophe Wachstum in 48 parallelen 

Rührkessel-PBR aufgezeichnet. Dabei wurden sechs unterschiedliche Bestrahlungs-

stärken mit n = 8 Bioreaktoren untersucht. Für jeden Rührkessel-PBR soll die exponen-

tielle Wachstumsphase identifiziert sowie das entsprechende Zeitintervall und die 

Wachstumsrate bestimmt werden. Die photoautotrophen Satzprozesse von S. ovalter-

nus sind in Abb. 43 dargestellt. 

Die Reproduzierbarkeit für acht parallele Rührkessel-PBR wurde nachgewiesen und ist 

unabhängig von der einfallenden Photonenflussdichte. Die Dauer der exponentiellen 

Wachstumsphase lag zwischen 0 und 1 d. Eine Verzögerungsphase konnte nicht fest-

gestellt werden. Nur für PBR mit 56 µmol m-2 s-1 einfallender Photonenflussdichte wurde 

ein verzögertes Wachstum gemessen. Nach einem Tag wurde eine kurze Phase linea-

ren Wachstums festgestellt, gefolgt von einer weiteren Abnahme des Wachstums. PBR 

mit einer einfallenden Photonenflussdichten von mehr als 290 µmol m-2 s-1 zeigen alle 

einen Anstieg auf OD750 ~ 6. Dies lässt auf eine Nährstofflimitierung schließen. Satzkul-

tivierungen bei 56 und 146 µmol m-2 s-1 erreichen nur eine OD750 ~ 1,1 und ~ 4,0. Da 

diese Werte geringer ausfallen trotz gleicher Medienzusammensetzung, kann hier von 

einer Lichtlimitierung ausgegangen werden, die entsprechend der Photonenflussdichten 

auftreten. 
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Abb. 43: Automatisierte photoautotrophe Satz-Kultivierungen von S. ovalternus in mini-
aturisierten Rührkessel-PBR. Jede der sechs Reihen mit je acht Bioreaktoren wurde mit 
verschiedenen Lichtintensitäten I0 beleuchtet. Jeder Bioreaktor wurde anfangs mit 10 mL 
S. ovalternus-Suspension in BG-11-Medium mit einer anfänglichen OD750 von 0,5 (an-
fänglicher pH 8 ± 0,2) gefüllt. Es wurden magnetisch induzierte S-Rührer mit 500 U min-1 
eingesetzt. Der Kopfraum der 48 parallelen Rührkessel-Bioreaktoren wurde mit 288 L h-1 
steriler Luft mit 2 % CO2 begast. Die graue Schattierung zeigt die exponentielle Wachs-
tumsphase an, die zur Schätzung der einzelnen exponentiellen Wachstumsraten in Ab-
hängigkeit von den mittleren integralen Lichtintensitäten verwendet wurde. 

 

Die Kultivierungen im Flachplatten- und Rührkessel-PBR lieferten Daten zur Wachs-

tumsrate µ, sowie zum Intervall der exponentiellen Wachstumsphase. Die ermittelten 

Wachstumsraten µ werden in Abb. 44 als Funktion der mittleren integralen Photonen-

flussdichte I** aufgetragen. Anhand der Ergebnisse soll die Möglichkeit eines Transfers 
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des Wachstumsverhalten von S. ovalternus zwischen den beiden Bioreaktortypen beur-

teilt werden. Neben den Daten aus hier durchgeführten Kultivierungen ist in Abb. 44 auch 

eine Wachstumskinetik als Referenz (Koller, Wolf, et al., 2017) aufgetragen. 

 

 
Abb. 44: Exponentielle Wachstumsraten µ in Abhängigkeit von der mittleren integralen 
Photonenflussdichte I** in unlimitierten Satz-Kultivierungen von S. ovalternus. Photoau-
totrophe Satz-Kultivierungen wurden in miniaturisierten Rührkessel-PBRs (●, n=8) und 
Flachplatten-PBRs (♦, n=1) bei verschiedenen Lichtintensitäten durchgeführt. Darstel-
lung der Wachstumskinetik von S. ovalternus in Flachplatten-PBR (-) mit µmax=5,14, 
Ks=545, Ki=2744 und φ=1 (Koller, Wolf, et al., 2017). 

 

Bei Kultivierungen mit mittleren integralen Photonenflussdichten von 0 ─ 190 µmol m-2 s-1 

wurden in beiden PBR-Typen vergleichbare Wachstumsraten zu beobachten. Die 

Wachstumsrate bei ~ 500 µmol m-2 s-1 ist im Rührkessel-PBR niedriger als im Flachplat-

ten-PBR. Im Vergleich zur Wachstumskinetik (Koller, Wolf, et al., 2017) liegen die hier 

gemessenen Wachstumsraten bei I** < 250 µmol m-2 s-1 etwas höher. Die Wachstums-

raten aus den Kultivierungen im Flachplatten-PBR bei > 500 µmol m-2 s-1 liegen etwas 

unter denen der Kinetik. Beide genannten Aspekte sind mit einer biologischen Varianz 

des Mikroalgenstamms zu erklären.  

Die Erhöhung der mittleren integralen Photonenflussdichte führt bei Kultivierungen im 

Rührkessel-PBR ab einem Wert von ~ 190 µmol m-2 s-1 zu keiner weiteren Zunahme der 

Wachstumsrate.  
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Bei gleicher maximaler Eingangsphotonenflussdichte I0 von 1800 µmol m-2 s-1 werden 

im Rührkessel-PBR deutlich geringere mittlere integrale Photonenflussdichten erreicht 

von 543 statt 1041 µmol m-2 s-1. Dies ist in der größeren Schichtdicke von 35 mm statt 

20 mm begründet. 

 

Diskussion: 

Die dargestellten Wachstumsraten zeigen auch für S. ovalternus einen früh stagnieren-

den Wert bei Kultivierungen im Rührkessel-PBR. Die in Kapitel 7.3 aufgestellte Hypo-

these der CO2-Limitierung bei hohen Wachstumsraten in den Rührkessel-PBR ist somit 

auch für diesen Stamm anwendbar. Mit dem verwendeten Anteil von 2 % CO2 in der 

Begasung sind mit S. ovalternus Wachstumsraten < 1,7 d-1 unproblematisch.  

Vergleicht man die beiden Mikroalgenstämme zeigt sich, dass sie unterschiedlich auf 

hohe Lichtintensitäten reagieren. Dies ist an der eher flachen Kurve von S. ovalternus 

zu erkennen und der stark abfallenden Kurve von M. salina, aber auch an der nicht vor-

handenen Verzögerungsphase während Kultivierungen von S. ovaltrnus. Dies kann 

auch bei den Versuchen im Flachplatten-PBR beobachtet werden. Bei M. salina ist die 

Verzögerungsphase im Flachplatten-PBR bei hohen Lichtintensitäten deutlich länger 

(3 d). Außerdem scheint M. salina bei hohen Lichtintensitäten zu einer größeren Stan-

dardabweichung der gemessenen OD750 zu neigen. Dieser Effekt trat bei S. ovalternus 

nicht auf.  

Der modifizierte Ansatz Lambert-Beer-r beschreibt die Lichtabschwächung in zwei ver-

schiedenen PBR und liefert gute Schätzungen für eine Skalierung, aber die Vorhersa-

gekraft wird mit zunehmender Schichtdicke wahrscheinlich abnehmen. Alternativ dazu 

zeigen Modelle, die die Wachstumsrate für jede diskrete Volumenschicht berechnen, 

gute Ergebnisse für größere Schichtdicken (J.-F. Cornet et al., 1995). Die hier vorgestell-

ten Daten können eine erste Grundlage für weitere Simulationen bilden, aber es wird 

empfohlen, weitere Mikroalgen und ihre Lichtantwortkurven zu untersuchen und in die 

Simulationen einzubeziehen. Das vorgestellte System und neue Methoden zur Trans-

missionsmessung bieten die idealen Voraussetzungen, um solche Modelle sinnvoll zu 

gestalten. 
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9. Zusammenfassung und Ausblick 
Die nicht nachhaltige Energie- und Landnutzung tragen wesentlich zur globalen Erwär-

mung bei (Calvin et al., 2023). Mikroalgen können einen Beitrag zur Lösung dieser Prob-

leme leisten da sie die Fähigkeit besitzen, Photosynthese zum Aufbau von Biomasse zu 

betreiben. Dabei nutzen sie CO2 als Kohlenstoffquelle und Sonnenlicht als Energie-

quelle. Mikroalgen bieten somit großes Potential zur Kohlenstoffbindung aus der Atmo-

sphäre, Abgasen aus Industrie und löslichen Carbonaten in Abwässern (B. Wang et al., 

2008). Dabei können sie auch auf unfruchtbaren Flächen kultiviert werden, wodurch eine 

Konkurrenz um Fläche zur Produktion von anderen Nahrungsmitteln vermieden wird 

(Hannon et al., 2010). Mikroalgen sind keine natürliche Gruppe, sondern kommen in 

vielen verschiedenen Taxa vor und treten entsprechend heterogen in ihren Eigenschaf-

ten auf (Guiry, 2012). Dabei sind Methoden für die Durchmusterung der unterschiedli-

chen Arten für verschiedene Forschungsfragen relevant wie Biodieselproduktion, phar-

mazeutische oder agrarwirtschaftliche Anwendungen (Doan et al., 2011; Gerwick et al., 

1994; Ördög et al., 2004).  

Um Bioprozesse mit Mikroalgen so effektiv wie möglich zu gestalten und ihren wirtschaft-

lichen Nutzen zu maximieren, ist es wichtig, die Kinetik des photoautotrophen Wachs-

tums und der Produktbildung zu verstehen (Lehr et al., 2012; Yang, 1986). Photobiore-

aktoren (PBR) im Labormaßstab werden sowohl für physiologische Untersuchungen 

(Che et al., 2023) unbekannter Mikroalgenstämme verwendet, als auch für die Prozess-

entwicklung (Schad et al., 2023) und die Bestimmung optimaler Prozessvariablen für 

Wachstum und Produktbildung. 

Es müssen eine Vielzahl an Versuchen durchgeführt werden, um geeignete Stämme zu 

identifizieren und Prozessbedingungen zu definieren. Für viele Prozesse mit heterotro-

phen Mikroorganismen, also bei Bioprozessen mit organischen Verbindungen als Ener-

giequelle, ist die Miniaturisierung, Parallelisierung und Automatisierung von Bioprozes-

sen mittlerweile Standard. Durch weniger Verbrauch an Chemikalien, schnellerer Durch-

führung und deutlich gesenkten Personalkosten bei guter Skalierbarkeit wird ein rasanter 

Fortschritt in Forschung und Entwicklung mit diesen Mikroorganismen ermöglicht (Von 

den Eichen et al., 2021; Weuster-Botz et al., 2005). 

Um der Forschung und Entwicklung ein effizientes Durchmustern unbekannter Mikroal-

genstämme und eine schnelle Bestimmung optimaler Prozessvariablen für Wachstum 

und Produktbildung zu ermöglichen werden also auch PBR benötigt, die miniaturisiert, 

parallelisiert und automatisiert sind. Alle bekannten miniaturisierten PBR bringen spezi-
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fische Nachteile mit sich und erfüllen vor allem den Aspekt der Automatisierung nie zu-

friedenstellend. Daher ist es Ziel dieser Arbeit eine bereits für heterotrophe Bioprozesse 

etablierte und automatisierte Mikrobioreaktoreinheit für die photoautotrophe Kultivierung 

von Mikroalgen verfügbar zu machen. Dabei handelt es sich um eine Bioreaktoreinheit 

mit 48 parallelen Einweg-Rührkessel-Bioreaktoren im 10 mL-Maßstab (Puskeiler et al., 

2005), die hierzu um ein Beleuchtungsmodul zum individuellen Lichteintrag erweitert 

werden muss. Da die Bioreaktoreinheit bisher ausschließlich für heterotrophe Prozesse 

verwendet wurde ist die Verteilung von Licht innerhalb einer beleuchteten Algensuspen-

sion in diesen miniaturisierten Rührkesselreaktoren vollkommen unbekannt.  

Die Wachstumsrate und Produktbildungsrate einer Mikroalgenkultur hängt maßgeblich 

von der Lichtverfügbarkeit ab. Die Mikroalgenzellen absorbieren das auf den PBR auf-

treffende Licht, sodass die Lichtverfügbarkeit im PBR deutlich geringer ausfällt als das 

eingestrahlte Licht. Modelle können die Lichtverteilung im PBR beschreiben, wenn die 

dafür benötigten Modellparameter bestimmt werden. Dafür wird die einstrahlende 

Lichtintensität und die Transmission, also die Lichtintensität die nicht von der Algensus-

pension absorbiert wurde, sowie die Zellkonzentration gemessen. 

Für das Beleuchtungsmodul wurde eine weiße LED ausgewählt, deren Spektrum dem 

des Sonnenlichts sehr ähnelt. Die Helligkeit und Größe der LED erlauben es pro Reak-

torposition sechs LEDs zu verbauen. Das finale Beleuchtungsmodul wird unterhalb der 

Bioreaktoreinheit positioniert und beleuchtet somit den Reaktorboden (siehe Abb. 45 a). 

Dies führt zu einer homogeneren Beleuchtung der Zellsuspension und ermöglicht einen 

einfachen modularen Ansatz für die Beleuchtung aller 48 Positionen, trotz des limitierten 

Platzes. Das Beleuchtungsmodul entspricht in seinen Maßen der Einhausung der Sen-

soren für die kontaktfreie pH- und DO-Messungen, wie sie sonst unterhalb der Rührkes-

selreaktoren positioniert sind und für heterotrophe Kultivierungen verwendeten werden. 

So kann das Beleuchtungsmodul ohne einen Umbau an der Bioreaktoreinheit selbst ein-

gesetzt werden (siehe Abb. 45 b). Die LED-Platine sitzt auf einem Aluminiumkörper, der 

wiederum wassergekühlt ist. So wird die entstehende Wärme der LEDs zuverlässig ab-

transportiert und eine ideale Temperierung der LEDs ermöglicht.  

Die Steuerung des Beleuchtungsmoduls wurde in Form einer autarken Steuerungsein-

heit umgesetzt, die auf einem Mikrocontroller und Konstantstromquelle basiert. Diese 

verfügt über einen Bildschirm und Tasten, um die Lichtintensität einstellen und ablesen 

zu können. Ein konstanter Beleuchtungsmodus ermöglicht ein lineares Dimmen der Be-

strahlungsstärke. Der wählbare Bereich entspricht in etwa dem der Lichtintensität der 

Sonne an einem Sommertag in Südeuropa. Konkret bedeutete dies eine Lichtintensität 

die stufenlos zwischen 0 ─ 1800 µmol m-2 s-1 gedimmt werden kann. Ein Tag-Nacht-
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Beleuchtungsmodus ermöglicht die Lichtintensität basierend auf Wetterdaten einzustel-

len. Dabei können die LEDs automatisiert auch komplett für den Zeitraum während der 

Nacht ausgeschaltet werden. Die Wetterdaten müssen dafür im Mikrocontroller gespei-

chert werden und können dann mit einer 10-minütigen Abtastzeit abgelesen werden. Für 

die Korrelation zwischen Grad des Dimmens (0 ─ 100 %) und auf den Boden des PBR 

treffende Lichtintensität I0 (µmol m-2 s-1) wurden Messungen der Lichtintensität mit einem 

Spektrometer vor der Kultivierung einmalig durchgeführt. Das Spektrometer zeichnet 

das Spektrum und Lichtintensität einer Lichtquelle auf. Das Beleuchtungsmodul wurde 

einzeln aufgestellt und das Spektrometer mit einer passgenauen Halterung zur reprodu-

zierbaren Positionierung über den LEDs angebracht. Der Abstand des Sensors des 

Spektrometers entspricht dabei genau dem Abstand, der während einer Kultivierung zwi-

schen eine Gruppe aus 6 LEDs und dem Boden eines Rührkesselreaktors besteht. Die 

Halterung des Sensors schirmt dabei alle anderen Lichtquellen ab.  

Für die photoautotrophe Kultivierung von Mikroalgen waren neben der Konstruktion ei-

nes Beleuchtungsmoduls die Anpassung diverser Prozessvariablen notwendig. Die Rüh-

rerdrehzahl hat einen Effekt auf die Scherkräfte, die auf die Mikroalgen wirken, auf die 

Durchmischung der Kultur und durch die Bildung einer Trombe im Rührkesselreaktor auf 

den Gasaustausch. Das Volumen der Mikroalgenkultur wirkt sich zusätzlich auf die Licht-

verteilung im PBR aus. Durch die unveränderliche Grundfläche des miniaturisierten 

Rührkessel-PBR beeinflusst ein verändertes Volumen direkt die Schichtdicke des PBR. 

Dies ist die Distanz, die das Licht durch die Mikroalgenkultur durchdringen muss. Die 

Anwendbarkeit des entwickelten Beleuchtungsmoduls wurde dann mit photoautotrophen 

Satzprozessen mit der Mikroalge Microchloropsis salina (M. salina) validiert (siehe Abb. 

45 c). Die parallele Reproduzierbarkeit (n = 8) des Mikroalgenwachstums lag bei photo-

autotrophen Satzkultivierungen in Rührkessel-PBR in der gleichen Größenordnung wie 

bei heterotrophen Bioprozessen. Weiterhin führten unterschiedliche Bestrahlungsstär-

ken zu unterschiedlichen Wachstumsraten und es konnten exponentielle Wachstumsra-

ten bestimmt werden. Dies wurde am Beispiel von photoautotrophen Wachstumsstudien 

mit M. salina mit einer relativen Standardabweichung der optischen Dichte bei 750 nm 

(OD750) von bis zu 10 % im Maximum mit Ausnahme von stark inhibierenden Eingangs-

photonenflussdichten von 1400 ─ 1800 µmol m-2 s-1 gezeigt. Eine at-line pH-Kontrolle 

wurde erfolgreich mittels Fluoreszenzmessungen im MTP-Format (HydroPlate, PreSens 

GmbH) und Titration umgesetzt, welche automatisiert mit einer Abtastrate von 12 h durch 

den Pipettierroboter durchgeführt werden. Eine ungleichmäßige Verdunstung in den 48 

parallelen PBR hatte zu Beginn durch die lange Versuchsdauer von Mikroalgenkultivie-

rungen zu einer schlechten parallelen Reproduzierbarkeit geführt. Durch einen positi-

onsspezifischen Verdunstungsausgleich konnte das Volumen in allen 48 Positionen über 
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die gesamte Prozesszeit konstant gehalten werden. Mit einer stündlichen Abtrastrate 

nimmt der Pipettierroboter innerhalb jedes einzelnen Rührkesselreaktors ein Volumen 

von 300 µL auf. Die Höhe ist dabei festgelegt und entspricht der Füllstandhöhe, die die 

Mikroalgensuspension zu Beginn der Kultivierung im PBR aufweist. Durch die Verduns-

tung nimmt die Füllstandhöhe der Mikroalgenkultur ab und die Pipettierkanäle werden 

irgendwann auf der definierten Höhe Luft pipettieren. Während des Pipettierens wird der 

Verlauf des entstehenden Drucks innerhalb des Pipettierkanals aufgezeichnet. Anhand 

dieses Verlaufs kann verlässlich zwischen der Aufnahme von Luft oder Mikroalgensus-

pension unterschieden werden. Wird Luft detektiert, wird anschließend 150 µL vollent-

salztes Wasser automatisiert hinzugegeben. Alle Zugaben von Wasser werden automa-

tisiert dokumentiert und so die positionsspezifischen Verdunstungsraten berechnet. Die 

Verdunstungsraten hatten durch die neue Methode keinen beobachtbaren Einfluss auf 

das Wachstumsverhalten mehr. 

Neben Satzprozessen mit konstanter Beleuchtung wurden Satzprozesse mit physikali-

scher Klimasimulation erfolgreich durchgeführt und zeigten, dass die Kultivierungen mit 

Klimasimulation auch im mL-Maßstab möglich sind. Dabei wurde der Tagesverlauf der 

Luft-Temperatur sowie der Eingangs-Lichtintensität eines Sommertages in Südspanien nachge-

bildet. Für die Lichtintensität wurden die Wetterdaten mit 100 % der hinterlegten Intensi-

tät sowie mit 66 % der Intensität ausgeführt, um auch einen bewölkten Tag abzubilden. 

Die niedrigeren Beleuchtungsstärken führten dabei zu keinen signifikanten Unterschie-

den im Wachstumsverhalten. Neben der Lichtintensität wurde auch die Temperatur ent-

sprechend der Wetterdaten mit einer stündlichen Abtastrate variiert. 

Es wurden Referenzversuche bei mehreren Lichtintensitäten in einem Flachplatten-PBR 

im L-Maßstab durchgeführt, wobei die pH-Kontrolle ebenfalls mittels Titration erfolgte. 

Der Flachplatten-PBR stellt dabei einen typischen Laborbioreaktor mit definierter 

Schichtdicke (2 cm) dar. Kultivierungen in diesem PBR wurden bereits in größere Maß-

stabe skaliert (Koller et al., 2018; Pfaffinger et al., 2019).  

In beiden verwendeten PBR wurden Transmissionsmessungen durchgeführt. Mit Model-

len zur Lichtverteilung im PBR und den Messungen der Lichtintensität konnten so Ab-

sorptionsparameter für die Mikroalgen bestimmt werden. Für Transmissionsmessungen 

in den Rührkesselbioreaktoren wurde eine off-line Methode entwickelt, die die Messung 

der Transmission bei unterschiedlichen Zellkonzentrationen nach einer Satzkultivierung 

vorsieht. Um die Lichtverteilung in beiden Bioreaktortypen, die sich durch grundlegend 

unterschiedliche Geometrien auszeichnen, beschreiben zu können, wurde ein Ansatz 

entwickelt, der das Lambert-Beer-Gesetz um einen Parameter erweitert, der die reaktor-
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spezifische Absorption beschreibt. Auf den Modellen zur Lichtverteilung basiert die mitt-

lere integrale Photonenflussdichte. Diese beschreibt eine über die Zeit und Schichtdicke 

integrierten Wert der Lichtintensität. 

Die Wachstumsrate µ als Funktion der mittleren integralen Photonenflussdichte I** in 

der Algensuspension wurde für den Vergleich des Wachstumsverhalten von Mikroalgen 

in unterschiedlichen PBR untersucht (siehe Abb. 45 d). Die Wachstumsraten µ von 

M. salina zeigten ab einer mittleren integralen Photonenflussdichte von 

~ 100 µmol m-2 s-1 deutliche Unterschiede zwischen den PBR auf. Die Wachstumsrate µ 

im Rührkessel-PBR steigt in keiner Kultivierung auf >  0,46 d-1, was zur Hypothese führt, 

dass hier eine zusätzliche Limitierung auftritt. Der Unterschied zwischen Volumenbega-

sung und Oberflächenbegasung, durch den sich die beiden PBR unterscheiden, führt 

zur Annahme einer geringeren Gasaustauschfläche im Rührkessel-PBR. Daraus folgt 

bei gleicher CO2-Konzentration in der Begasung eine schlechtere Versorgung der Mikro-

algenkultur mit CO2. Schließlich kann diese schlechtere Versorgung die Wachstumsrate 

µ limitieren. Der Vergleich zwischen Satzkultivierungen im Flachplatten-PBR und der 

Wachstumskinetik aus der Literatur (Pfaffinger et al., 2016a) zeigte übereinstimmende 

Werte bis auf die Wachstumsrate bei I** = 500 µmol m-2 s-1, die geringer ausfällt. Dies 

ist höchstwahrscheinlich auf einen zusätzlichen Lichteintrag bei den Literaturdaten zu-

rückzuführen. 

Als zweite Mikroalge wurde Scenedesmus ovalternus (S. ovalternus) ausgewählt und 

ebenfalls parallele Satzprozesse durchgeführt. Für die Referenzversuche wurde der 

Flachplatten-PBR genutzt, mittels Transmissionsmessungen die Absorptionseigen-

schaften der Mikroalgen bestimmt und das Wachstumsverhalten in zwei unterschiedli-

chen PBR verglichen. Der Vergleich des Wachstumsverhaltens in beiden PBR zeigte 

dabei eine gute Übereinstimmung bei Kultivierungen mit mittleren integralen Photonen-

flussdichten von 0 ─ 190 µmol m-2 s-1. Die Wachstumsrate bei ~ 500 µmol m-2 s-1 ist im 

Rührkessel-PBR niedriger als im Flachplatten-PBR. Im Vergleich zu den Literaturdaten 

(Koller, Wolf, et al., 2017) liegen die hier gemessenen Wachstumsraten im Flachplatten-

PBR bei I** < 250 µmol m-2 s-1 höher. Die Wachstumsraten aus den Kultivierungen im 

Flachplatten-PBR bei > 500 µmol m-2 s-1 sind vergleichbar zu denen der Literaturdaten. 

Die Erhöhung der mittleren integralen Photonenflussdichte führt bei Kultivierungen im 

Rührkessel-PBR ab einem Wert von ~ 190 µmol m-2 s-1 zu keiner weiteren Zunahme der 

Wachstumsrate. Somit lässt sich auch für diesen Mikroalgenstamm auf eine CO2-Limi-

tierung im Rührkessel-PBR bei hohen Wachstumsraten schließen. 
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Abb. 45: Photoautotrophe Mikroalgenkultivierung in 48-fach paralleler Bioreaktoreinheit (a) Quer-
schnittszeichnung eines miniaturisierten Rührkesselbioreaktors mit Bodenbeleuchtung durch 
wassergekühltes Beleuchtungsmodul, sechs LEDs pro Reaktorposition, der S-Rührer bildet eine 
Trombe. (b) Das Foto zeigt die Bioreaktoreinheit (bioREACTOR48, 2mag AG, München, 
Deutschland) mit 48 Einweg-Bioreaktoren besetzt, die über drei Beleuchtungsmodulen positio-
niert sind. Kopfraum-Kühlung und Kühlung für den magnetinduktiven Antrieb und parallele Rühr-
kessel-Bioreaktoren sind angeschlossen. Gasversorgungsdeckel ist auf der Bioreaktoreinheit an-
gebracht. In den gerührten und beleuchteten Bioreaktoren befinden sich je 10 mL Mikroalgensus-
pension (M. salina). (c) Automatisierte photoautotrophe Satz-Kultivierung von M. salina in minia-
turisierten Rührkessel-PBR. Jede der sechs Reihen aus je acht Bioreaktoren in der Bioreaktorein-
heit wurde mit verschiedenen Lichtintensitäten I0 beleuchtet (pH 8,0, T = 29 °C, 500 U min-1, 
Begasung 288 L h-1 mit 2 % CO2). Die graue Schattierung zeigt die exponentielle Wachstums-
phase an, die zur Schätzung der einzelnen exponentiellen Wachstumsraten in Abhängigkeit von 
den mittleren integralen Lichtintensitäten verwendet wurde. (d) Exponentielle Wachstumsraten µ 
als Funktion der mittleren integralen Photonenflussdichte I** in Satz-Kultivierungen von M. salina. 
Photoautotrophe Kultivierungen wurden in miniaturisierten Rührkessel-PBRs (●, n=8, Daten aus 
(a)) und Flachplatten-PBR (♦, n=1) bei verschiedenen Lichtintensitäten durchgeführt. Darstellung 
der Wachstumskinetik von M. salina in Flachplatten-PBR (-) mit µmax=0,936, Ks=80, Ki=1780 und 
φ=2,5 (Pfaffinger et al., 2016b). Höchstwahrscheinlich ist aufgrund einer CO2-Limitierung die 
Wachstumsrate in den Rührkessel-PBR mit Oberflächenbegasung ab µmax ~ 0,44 d-1 geringer als 
in Flachplatten-PBR mit Volumenbegasung.  
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Ausblick: 

Eine mögliche technische Weiterentwicklung des Beleuchtungsmoduls ist es, auf die 

Wasserkühlung zu verzichten. So wie die Wasserkühlung aktuell verbaut und ausgelegt 

ist, kann sie zuverlässig die LEDs auf einer niedrigen Temperatur, selbst bei der maxi-

malen Beleuchtungsintensität, halten. Gerade bei niedrigen Bestrahlungsstärken oder 

während der Nacht-Phasen einer Klimasimulation, ist die Wasserkühlung allerdings nicht 

notwendig. Dies könnte in einer weiteren Iteration des Beleuchtungsmoduls durch einen 

Temperatursensor und einer passiven oder einer steuerbaren, aktiven Luftkühlung er-

setzt werden. Sollte eine Prüfung mittels Temperatursensor zu der Erkenntnis führen, 

dass auf die Wasserkühlung verzichtet werden kann, könnte ein Thermostat für die LED-

Kühlung eingespart werden. 

Eine weitere technische Weiterentwicklung stellt die Integration des Beleuchtungsmo-

duls in einer Prozesssteuerung dar. Über die USB-Schnittstelle kann der Mikrocontroller 

Befehle erhalten und somit ferngesteuert die LEDs dimmen. Dies würde die Synchroni-

sation aller prozessrelevanten Geräte, wie Pipettierroboter, Bioreaktoreinheit, Thermos-

tat und Beleuchtungsmodul erleichtern und Fehlermöglichkeiten reduzieren. 

Das beschriebene Bioreaktorsystem könnte weiterhin für die Untersuchung von photo-

trophen Co-Kultivierungen genutzt werden. Co-Kultivierungen werden erfolgreich für die 

(heterotrophe) Herstellung biotechnologischer Produkte verwendet, indem sie durch die 

Interaktionen von Mikroorganismen beispielsweise günstigere Substrate nutzen können 

und höhere Produktausbeuten erzielen. Dabei werden üblicherweise zwei unterschied-

liche Mikroorganismen in einem Bioreaktor kultiviert (Mittermeier et al., 2023). Als Bei-

spiel für eine photoautotrophe Co-Kultivierung ist das gemeinsame Wachstum von zwei 

Mikroalgenstämmen zu nennen, die zwei unterschiedliche Omega-3-Fettsäure produzie-

ren. Für eine gesunde Ernährung werden die Omega-3-Fettsäuren Docosahexaensäure 

(DHA) und Eicosapentaensäure (EPA) im Verhältnis 1:1 empfohlen. Um das ge-

wünschte Verhältnis der Produkte zu erhalten muss das Verhältnis der Zellkonzentrati-

onen beider Stämme während der Kultivierung untersucht werden. Die Co-Kultivierung 

hat im Vergleich zu den Monokulturen zu einer erhöhten Biomassekonzentration geführt 

(Thurn et al., 2022). Die Untersuchung von Co-Kultivierungen erfordern durch die unter-

schiedlichen Verhältnisse der Zellkonzentrationen zum Start der Kultivierung viele Ver-

suchsansätze. Die hohe Anzahl an Rührkesselbioreaktoren der Bioreaktoreinheit erlau-

ben es, eine Vielzahl an Mikroalgenstämmen und Co-Kulturen parallel zu untersuchen. 

Dabei könnten außerdem unterschiedliche Wetterdaten für Kultivierungen mit einer Tag-

Nacht-Simulation der Beleuchtung und Temperatur verwendet werden, um mögliche 

Produktionsbedingungen in unterschiedlichen Klimazonen zu untersuchen. 
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Schließlich könnten die verfügbaren Kapazitäten und Fähigkeiten des Pipettierroboters 

weiter genutzt werden. Bisher wird dieser für die Bestimmung der optischen Dichte, pH-

Messung und Kontrolle, sowie Füllstands-Ausgleich verwendet. Es könnten auch at-line 

Produktaufarbeitungen oder Produktanalysen aus den Bioreaktoren erfolgen. Die auto-

matisierte Produktaufarbeitung und somit ggf. eine Bestimmung der Produktbildungsrate 

würden als Ergänzung zur Wachstumsrate weitere Einblicke in den zu untersuchenden 

Bioprozess ermöglichen. 
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11. Abkürzungs- und Symbolverzeichnis  

 

Abkürzungsverzeichnis 

Abkürzung Bedeutung 

ASW Artifizielles Meerwasser  

(engl. Artificial sea water) 

BTM Biotrockenmasse 

CCR Konstante Stromreduzierung  

(engl. constant current reduction) 

d Tag 

DHA Docosahexaensäure 

DO Gelöster Sauerstoff  

(engl. dissolved oxygen) 

EPA Eicosapentaensäure 

Hz Hertz, s-1 

L Liter 

LED Leuchtdiode (engl. light emitting diode) 

M. salina Microchloropsis salina 

MBR Mikrobioreaktoren 

mL Milliliter 

MTP Mikrotiterplatte 

NCMA (ehemals CCMP) National Center for Marine Algae and  

Microbiota 

OD750 Optische Dichte bei der Wellenlänge 

750 nm 

PAR  Photosynthetisch aktive Strahlung  

(engl. photosynthetically active radiation) 

PBR Photobioreaktor 

PETG Polyethylenterephthalat 

PFD Photonenflussdichte 

PWM Pulsweitenmodulation 

RAM Random Access Memory 

ROM Read Only Memory 

SAG Sammlung von Algenkulturen der Univer-

sität Göttingen 

S. ovalternus Scenedesmus ovalternus 

https://ncma.bigelow.org/
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TPU  thermoplastische Polyurethanfilamente 

U min-1 Umdrehungen pro Minute 

VE-Wasser Vollentsalztes Wasser 

 

 

 

Symbolverzeichnis 

Symbol Bedeutung Einheit 

µ Spezifische Wachstumsrate d-1 

µmax Maximale spezifische Wachstumsrate d-1 

c Lichtgeschwindigkeit m s-1 

cx Biomassekonzentration g L-1 

dpH Parameter beeinflusst die Kurvenbreite 

der sigmoidalen Kalibrierkurve der at-

line pH Messung 

- 

E Energie pro Mol Photonen J mol-1 

Ei  Integralexponentialfunktion - 

Ɛ Spezifischer Extinktionskoeffizient m-1 

h Wirkungsquantum Js 

I Verfügbare Photonenflussdichte in 

Schichttiefe l 

µmol m-2 s-1 

I* Integrale Photonenflussdichte µmol m-2 s-1 

I** Mittlere integrale Photonenflussdichte µmol m-2 s-1 

I0 Eingangsphotonenflussdichte µmol m-2 s-1 

Iindicator Fluoreszenzsignal des pH-Indikator-

farbstoffs 

- 

Imin, Imax Imin und Imax stellen die horizontalen 

Asymptoten der sigmoidalen Kalibrier-

kurve der at-line pH Messung dar 

- 

IR Intensitätsverhältnis - 

Ireference Fluoreszenzsignal des nicht-pH-sensi-

tiven Referenzfarbstoffs 

- 

k  Korrelationsfaktor Lichtintensität μmol W-1 s-1 

KI Photoinhibitionskonstante µmol m-2 s-1 
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KS Sättigungskonstante für Photonen-

flussdichte 

µmol m-2 s-1 

l Länge des optischen Pfads in der Sus-

pension 

m 

L Schichtdicke  m 

NA Avogadrokonstante mol-1 

pH0 Wendepunkt der sigmoidalen Kalibrier-

kurve der at-line pH Messung 

- 

r Reaktorspezifische Absorption - 

R2 Bestimmtheitsmaß - 

t Zeit d 

ta Zeitpunkt definiert den Beginn des ex-

ponentiellen Wachstums 

d 

te Zeitpunkt definiert das Ende des expo-

nentiellen Wachstums 

d 

λ Wellenlänge nm 

φ Sensitivitätsparameter - 
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12. Anhang 

 

Tabelle A. 1 Verwendete Geräte 
Komponente Produkt und Hersteller 

Analysewaage XA204, Mettler Toledo, Gießen, DE 

Autoklav V-150, Systec, Linden, DE 

Bioreaktoreinheit bioREACTOR48, 2mag AG, München, 

DE 

Filament Drucker Prusa i3 MK3, Prusa, Prag, Tschechische 

Republik 

Flachplatten-Photobioreaktoren  Labfors 5 LUX, Infors HT, Bottmingen, CH 

Gasmischstation DASGIP MX 4/4, Eppendorf SE, Ham-

burg, DE 

Inkubator Labfors HT, Infors HT, Bottmingen, CH  

Miniaturspektrometer FLAME, Ocean Optics, Ostfildern, DE 

MTP-Photometer Synergy HTX, Biotek, Winooski, VT, USA 

MTP-Plattenwaschgerät  405 LS, Biotek, Winooski, VT, USA 

pH-Meter Lab 870, Schott Instruments, Mainz, DE 

pH-Sonde VisiFerm DO ECS 120 H0, Hamilton Ger-

many GmbH, Gräfelfing, DE 

Pipettierroboter Microlab STARlet, Hamilton Bonaduz AG, 

Bonaduz, CH 

pO2-Sonde Easyferm Plus ARC, Hamilton Germany 

GmbH, Gräfelfing, DE 

Transferpipetten  20 µL bis 10 mL, Brand, Wertheim, DE 

Trockenschrank UN260 Memmert, Schwabach, DE 

Vakuumpumpe Laboport N 938.50 KN18, KNF Group, 

Freiburg, DE 
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Tabelle A. 2 Verwendete Komponenten für das Beleuchtungsmodul und Steuereinheit 
Komponente Produkt und Hersteller 

Druckknöpfe Taktiler Schalter, Chala 

Druckschalter S 1323 RT, Reichelt, Sande, DE 

Konstantstromquelle LDD-300H, Mean Well, TWN 

LED NF2W757GT-F1 Optisolis 5000 K, Nichia 

Corporation, Anan, JP 

Microcontroller Raspberry Pi Pico, Raspberry Pi Founda-

tion, UK 

Netzteil 31 V, 1450 mA, - 

OLED Display 1,3 Zoll OLED Display I2C SSH1106 

Chip, AZdelivery Vertriebs GmbH, Deg-

gendorf, DE 

Schraubklemme 5mm 2-Pin 

Spannungswandler TSR-1, Traco Electronic AG, Baar, CH 

Verbindungsklemmen  221-412, Wago GmbH & Co. KG, Minden, 

DE 

Widerstand 10 kΩ, Elegoo, Shenzhen, CN 

Schneidringverschraubungen G ¼ “ – 6 L, Stahl verzinkt, 

 Landefeld, Kassel, DE 

Aufschraub-Schlauchtüllen G ¼ “, Edelstahl, 

Landefeld, Kassel, DE 
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Verwendete Materialien und Chemikalien 

 

Tabelle A. 3 Verwendete allgemeine Materialien. 
Material Hersteller 

Allzweck-Aluschalen PP65.1, Carl Roth, Karlsruhe, DE 

Büchner-Trichter Haldenwanger, Waldkraiburg, DE 

Einmalspritzen Omnifix (Luer-Lock) Carl Roth, Karlsruhe, DE 

Glasmikrofaserfilter GF/C, Waltham, MA, USA, GE Healthcare 

Küvette, Makro Ratiolab, Frankfurt a. M., DE 

Messzylinder, 100 mL, 250 mL, 1 L Brad, Wertheim, DE 

Minisart Plus 0,2 μm Spritzenfilter Sigma Aldrich Merck, Darmstadt, DE 

Polyethylenterephthalat (PETG) Extrudr, Lauterach, AT 

Polyurethanfilamente (TPU hart) Extrudr, Lauterach, AT 

Puffer pH 10,01 Hanna Instruments, Woonsocket, USA 

Puffer pH 7,01 Hanna Instruments, Woonsocket, USA 

Saugflasche 100 mL Schott, Mainz, DE 

Spritze BD Discardit II 10 mL, Becton Dickinson, 

Heidelberg, DE 

Spritze 20 mL Norm,Ject Luer Lock, Henker Sass 

Wolf, Tuttlingen, DE 

Sterilfilter Steritop 45 mm Neck Size, Merck Milli-

pore, Burlington, USA 

Whatman Glasfaser-Mikrofilter Ø 25 mm VWR, Radnor, USA 
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Tabelle A. 4 Verwendete Chemikalien 
Chemikalie Summenformel Hersteller 

Ammoniumeisen(III)-Citrat FeC6H11NO7 Merck 

Ammoniummolybdat-Tet-

rahydrat 
(NH4)6Mo7O24 ・ 4 H2O Merck 

Antifoam 204  Sigma-Aldrich 

Borsäure H3BO3 Merck 

Calciumchlorid-Dihydrat CaCl2 ・ 2 H2O Merck 

Dinatrium-EDTA-Dihydrat Na2EDTA ・ 2 H2O Carl Roth 

Eisen(III)-chlorid Hexahy-

drat 
FeCl3 ・ 6 H2O Carl Roth 

Kaliumhydrogenphosphat KH2PO4 neoFroxx 

Kaliumnitrat KNO3 Merck 

Kohlenstoffdioxid CO2 Air Liquide 

Kupferchlorid-Dihydrat CuCl2 ・ 2 H2O Carl Roth 

Kupfersulfat-Pentahydrat CuO4S ・ 5 H2O Merck 

Magnesiumsulfat-Hep-

tahydrat 
MgSO4 ・ 7 H2O Carl Roth 

Manganchlorid-Tetrahy-

drat 
MnCl2 ・ 4 H2O VWR 

Natriumcarbonat Na2CO3 Merck 

Natriumchlorid NaCl Merck 

Natriumhydroxid NaOH Carl Roth 

Natriumnitrat NaNO3 Carl Roth 

Salpetersäure HNO3 Merck 

Zinkchlorid ZnCl3 Merck 

Zinksulfat-Heptahydrat ZnSO4 ・ 7 H2O Carl Roth 

Zitronensäure C6H8O7 Carl Roth 
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Tabelle A. 5: Temperatur für Kultivierungen mit Tag- und Nachtzyklen. 
Uhrzeit Temperatur, °C 

6 13,9 

7 18,3 

8 21,2 

9 25,5 

10 27,6 

11 28,8 

12 27,9 

13 28,6 

14 29,4 

15 29,1 

16 29,1 

17 28,3 

18 27,9 

19 26,6 

20 24,9 

21 22. 8 

22 21,8 

23 20,9 

24 16,8 

1 17,5 

2 17,1 

3 15,8 

4 15,1 

5 14,6 
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Technische Zeichnungen 
 

 

Abb. A 1 Technische Zeichnung der Sensorhalterung des Spektrometers zur Messung 
der einfallenden Photonenflussdichte. Abmessungen in mm. 



Anhang 133  
 

 

 

Abb. A 2 Technische Zeichnung des Wärmetauschers. Abmessungen in mm.  
 

 

Abb. A 3 Technische Zeichnung des Gehäuses des Beleuchtungsmoduls. Abmessun-
gen in mm.  
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Abb. A 4 Technische Zeichnung der Sensorhalterung des Spektrometers zur Messung 
der Transmission durch einen miniaturisierten Rührkessel-PBR. Abmessungen in mm.  
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Abb. A 5 Darstellung einer 8-fach parallel Bioreaktoreinheit (bioREACTOR8, 2mag AG, 
München, Deutschland) mit seitlich angebrachten, luftgekühlten Beleuchtungsmodul. 


