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ABKÜRZUNGSVERZEICHNIS  
 

ABV   Advanced Biomass Value (BMBF-Projekt) 

ACN   Acetonitril 

APCI   atmospheric pressure chemical ionization 

ATP   Adenosintriphosphat 

BLAST  Basic Local Alignment Search Tool 

BSA   Bovines Serum-Albumin 

BMBF   Bundesministerium für Bildung und Forschung 

CCAP Culture Collection of Algae and Protozoa, Scottish Marine Institute, 

Oban, Scotland (Algenstammsammlung) 

DC   Dünnschichtchromatographie 

DHA   Docosahexaensäure (Docosahexaenoic acid), C22:6 � -3 

EDTA   Ethylendiamintetraessigsäure 

EPA   Eicosapentaensäure (Eicosapentaenoic acid), C20:5 � -3 

FAME   Fettsäuremethylester (fatty acid methyl ester) 

GC   Gaschromatographie 

HILIC   hydrophilic interaction liquid chromatography 

HPLC   high performance liquid chromatography 

LOD   Nachweisgrenze (limit of detection) 

LOQ   Bestimmungsgrenze (limit of quantification) 

MeOH   Methanol 

NCBI   National Center for Biotechnology Information 

OD750   Optische Dichte, gemessen bei 750 nm 

PUFA   mehrfach ungesättigte Fettsäure (polyunsaturated fatty acid) 

RP   Umkehrphase (Reversed Phase) 

SAG   Algenstammsammlung der Universität Göttingen 

sp.   species 

spp.   species pluralis 

TUM   Technische Universität München 

VE-Wasser  Vollentsalzenes Wasser 

VK   Variationskoeffizient  

vvm Gasvolumenfluss (Volumen Gas pro Volumen Flüssigkeit pro Zeit: 

L L -1 min-1) 
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1. EINFÜHRUNG UND MOTIVATION  
 

Unter dem Begriff „Mikroalgen“ wird eine sehr heterogene Gruppe von photosynthetisch akti-

ven Organismen zusammengefasst. Gemeinsam ist ihnen lediglich die „mikroskopische“ Größe 

von ca. 1-50 µm, ansonsten gibt es keine einheitliche Definition des Begriffs. Zu den Mikroal-

gen zählen unter anderem Cyanobakterien als Prokaryoten sowie Kiesel-, Rot-, und Grünalgen 

als Eukaryoten. Genaue taxonomische Klassifizierungen sind schwierig, da viele Zuordnungen 

bis heute unklar, in ständigem Wandel und zudem abhängig von der angewendeten Methodik 

(morphologisch oder molekulargenetisch) sind[1]. Mikroalgen sind einzellig oder bestehen aus 

Zellverbänden, deren Einzelzellen keine oder nur geringe Differenzierung aufweisen. Abzu-

grenzen sind sie von den mehrzelligen, funktional gegliederten Makroalgen, die klassischer-

weise der breiten Öffentlichkeit als „Algen“ bekannt sind. Diese haben eine große ökonomische 

Bedeutung, z. B. als Nahrungsmittel wie Sushi oder als Produzenten von wichtigen Rohstoffen 

wie Agar-Agar[2]. Sie sind aber ebenso als Schadorganismen in Gewässern bekannt, wenn sie 

von Menschen genutzte Wasserflächen überwuchern oder, angespült nach einem Sturm, mas-

senhaft an Badestränden verrotten. Mikroalgen hingegen sind in der Öffentlichkeit, wenn über-

haupt, fast ausschließlich als Schädlinge bekannt. So gelten besonders die hochsommerlichen 

Algenblüten, oft verursacht von toxinbildenden Cyanobakterien, als gefährlich[3]. Auch bei der 

Gewässereutrophierung[4] spielen Mikroalgen eine negative Rolle, da sie sich durch übermäßige 

Düngung massenhaft vermehren können und nach Ende der Wachstumsperiode den Nährboden 

für sogenannte Todeszonen am Gewässergrund bilden. Nur sehr wenige Mikroalgenarten wer-

den bisher kommerziell genutzt. So werden z. B. Haematococcus spp. Fischnahrung beigesetzt, 

um das Fleisch von Salmoniden rötlich zu färben. Spirulina spp. und Chlorella spp. werden zu 

Produkten verarbeitet, die im Bereich Functional Food oder als Nahrungsergänzungsmittel an-

geboten werden[2] und sollen diverse positive Effekte auf die Gesundheit haben sowie essenti-

elle Nährstoffe liefern. 

Verglichen mit der riesigen Artenvielfalt (ca. 30.000 - 1 Mio. Arten[5]) ist das Potential dieser 

polyphyletischen Gruppe noch nahezu ungenutzt. Seit ca. 70 Jahren gibt es deshalb das inten-

sive Bestreben, Mikroalgen besser zu untersuchen und zu nutzen. Ein Ansatz ist dabei die Suche 

nach neuen Wirkstoffen. Hierbei zeigten vor allem die Cyanobakterien enormes Potential[6–9]. 

Es konnten z. B. antimikrobiell wirksame Verbindungen isoliert werden, welche die Grundlage 

für zukünftige neue Antibiotika gegen multiresistente Keime sein könnten[10]. Eukaryotische 

Mikroalgen scheinen hingegen weniger wirksame Sekundärstoffe zu produzieren[11], denn ob-

wohl verschiedene Algenstämme bereits untersucht wurden, zeigten nur wenige antimikrobielle 
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Aktivität [12]. Alleine die Artenvielfalt lässt jedoch die Vermutung zu, dass es Produzenten inte-

ressanter Sekundärstoffe geben muss. Da aufgrund zunehmender Resistenzen vieler Keime ge-

gen etablierte Wirkstoffe[13; 14] die Nachfrage nach neuen Antibiotika beständig hoch bleibt[15], 

ist eine Untersuchung von weiteren Mikroalgenarten sinnvoll und notwendig. Neue Antibiotika 

sollten andere Wirkmechanismen besitzen, um Kreuzresistenzen zu vermeiden[16]. Solche anti-

mikrobiell wirksamen Substanzen könnten auch in Mikroalgen zu finden sein, da sich diese 

Organismen in ihren aquatischen Lebensräumen ständig gegenüber Konkurrenten behaupten 

müssen und dafür möglicherweise auch chemische Abwehrstoffe nutzen. 

In den letzten Jahren wurden eukaryotische Mikroalgen, neben wenigen Rot- und Kiesel- ins-

besondere Grünalgen, hinsichtlich ihres Potentials als Wertstofflieferanten untersucht. Es zeigte 

sich, dass vor allem einzellige Grünalgen sehr hohe Wachstumsraten erreichen können und un-

ter günstigen Wachstumsbedingungen erheblich mehr Biomasse pro Anbaufläche produzieren 

als alle bekannten Landpflanzen[17]. Daraus ergibt sich eine Vielzahl von Nutzungsmöglichkei-

ten. So gibt es zahlreiche Studien, die das Potential von Mikroalgen als Quelle für Nahrungs(er-

gänzungs)mittel[18–21], Tierfutter oder als regenerative Energieträger untersuchen[22]. Vor allem 

Letzteres ist aufgrund der Endlichkeit fossiler Brennstoffe, dem weltweit wachsenden Energie-

bedarf und der stetigen Steigerung von Energiepreisen von höchstem Interesse. Landpflanzen 

wie Raps, Mais, Soja und Ölpalmen werden bereits als erneuerbare Energieträger genutzt und 

stellen eine nachhaltige Alternative zu fossilen Brennstoffen dar[23]. Die ökologische Bilanz ist 

jedoch teilweise verheerend, da z. B. für Anbauflächen von Ölpalmen Regenwald in gewalti-

gem Ausmaß gerodet wird, was zum Verschwinden tausender Tier- und Pflanzenarten sowie 

indigener Völker führt. Weiterhin ergibt sich ein erhebliches ethisches Problem, wenn Anbau-

flächen für die Energiegewinnung statt für die Nahrungsmittelproduktion genutzt werden: die 

Weltmarktpreise für Grundnahrungsmittel steigen, wovon besonders Menschen in ärmeren 

Ländern betroffen sind[24]. Aufgrund der genannten Problematiken werden für die Zukunft Al-

ternativen benötigt. Eine davon könnten Mikroalgen darstellen. Sie werden in Wasserbecken 

oder Bioreaktoren kultiviert, welche auch auf unfruchtbaren Flächen errichtet werden können 

und somit weder in Konkurrenz zur Nahrungsmittelproduktion stehen noch die Existenz von 

Urwäldern bedrohen. Durch die hohen Wachstumsraten sind mehrere Ernten pro Jahr möglich, 

sodass auf relativ kleiner Fläche viel Biomasse produziert werden kann. Außerdem fixieren sie 

aktiv CO2 und könnten damit ebenfalls der globalen Treibhausproblematik entgegenwirken[25]. 

Allerdings gibt es auch noch zahlreiche Hürden, die einer effektiven Nutzung von Mikroalgen 

zur Energiegewinnung entgegenstehen. Neben der zurzeit noch energieintensiven und damit 

teuren Kultivierung, Ernte und Trocknung ist vor allem die stoffliche Zusammensetzung der 



EINFÜHRUNG UND MOTIVATION  

3 
 

Mikroalgenbiomasse noch ungünstig. In der Regel stellen Proteine den größten Anteil der Al-

genbiomasse dar[26], diese sind allerdings für die Energieproduktion unbrauchbar[27]. Einige Un-

tersuchungen deuten darauf hin, dass der Anteil an Lipiden und Kohlenhydraten in Mikroal-

genbiomasse durch spezielle Kultivierungstechniken erheblich gesteigert werden kann[28]. Häu-

fig führt das jedoch zu einer deutlich reduzierten Gesamtbiomasseausbeute[29], sodass die ge-

wonnene Menge an energetisch nutzbaren Stoffen bisher zu gering ist. 

Ein neuer Ansatz zur effizienteren Verwertung von Mikroalgen ist das Konzept der Bioraffine-

rie[30; 31]. Dabei werden aus bioregenerativen Ausgangsstoffen wie Mikroalgenbiomasse ver-

schiedene Produkte in einer integrierten Prozesskette gewonnen, um die derzeit noch unbefrie-

digende Wertschöpfung bei der Verarbeitung von Mikroalgen zu verbessern. 

Die vorliegende Arbeit wurde zu wesentlichen Teilen im Rahmen des Projektes „Advanced 

Biomass Value“ [32] angefertigt. Das Projektziel war die Etablierung einer integrierten Verwer-

tungskette ausgehend von Mikroalgenbiomasse, wobei der innovative Ansatz des Projektes in 

der vollständigen Verwertung dieser liegt. Die Algenlipide werden zur Entwicklung hochwer-

tiger Schmierstoffe eingesetzt und die verbleibende kohlenhydratreiche Restbiomasse Ölhefen 

als Wachstumssubstrat angeboten. Die Nutzung der durch Ölhefen produzierten Lipide zur Ge-

winnung von Kraftstoffen und die Verwertung aller Reststoffe als Zusatz zu innovativen Bau-

stoffen schließt den Verwertungskreis. Das Projekt erfordert Algenarten, die sich durch beson-

ders schnelles Wachstum sowie eine hohe Lipid- und Kohlenhydratakkumulation auszeichnen. 

Damit ergaben sich für die Bereitstellung von Mikroalgen folgende Aufgaben: 

 

�  Identifizierung schnellwachsender Mikroalgen im Rahmen eines Screenings 

�  Untersuchung der Primärstoffzusammensetzung der Mikroalgenbiomasse und Modifi-

zierung dieser von protein- zu lipid- und kohlenhydratreich 

�  Etablierung kostengünstiger Kultivierungsparameter bei gleichzeitig maximaler Bio-

masse-, Lipid- und Kohlenhydratausbeute bis in den 40-L-Maßstab 

 

Darüber hinaus sollte das pharmazeutische Potential von Mikroalgen untersucht werden. Fol-

gende Ansätze wurden verfolgt: 

 

�  Mikroalgen als Produzenten antimikrobiell aktiver Wirkstoffe 

�  Mikroalgen als Produzenten von � -Glucanen 
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2. ZUSAMMENFASSENDE DISKUSSION DER ERGEBNISSE 
 

2.1. Mikroalgen als Produzenten regenerativer Wertstoffe 

 

Im ersten Teil dieser Arbeit wurden Mikroalgen auf ihr Potential als Produzenten regenerativer 

Wertstoffe untersucht. Neben der Isolierung neuer Algenstämme und der Kultivierung der Al-

gen lag der Fokus insbesondere auf der Etablierung von Methoden zur Analytik der Lipide, 

Kohlenhydrate und Proteine. Damit sollte die Primärstoffzusammensetzung der Algen bewertet 

und Arten mit besonderer Eignung als potentielle Wertstoffproduzenten identifiziert werden. 

Weiterhin konnte so die Änderung der Primärstoffzusammensetzung bei verschiedenen Kulti-

vierungsexperimenten verfolgt und geeignete Kultivierungsbedingungen ermittelt werden. Um 

die Vielzahl der anfallenden Proben bearbeiten zu können, wurden die für die Untersuchung 

von Mikroalgenbiomasse angepassten Verfahren als Halbmikromethoden etabliert. 

 

2.1.1. Stammauswahl und Gewinnung neuer Isolate 

Für die Untersuchungen wurden insgesamt 70 Mikroalgenarten ausgewählt (Tabelle 1, An-

hang). Diese stammten teilweise aus der Stammsammlung der Pharmazeutischen Biologie der 

EMAU Greifswald, aus kommerziellen Sammlungen (SAG, CCAP) oder stellten eigene Neu-

isolate dar. Die Umweltproben für die Isolierungen wurden aus Gewässern der Greifswalder 

Umgebung gewonnen: aus der Ostsee bei Hiddensee und Lubmin und aus einer Regenwasser-

tonne bei Stralsund. Für die Isolierung einzelner Algenarten wurden die Umweltproben zu-

nächst mit BG-11-Medium versetzt und etwa zwei Wochen kultiviert, bis makroskopisch Al-

genwachstum sichtbar wurde. Die so erhaltenen Mischkulturen wurden auf Agarplatten ausge-

strichen. Nach Sichtbarwerden einzelner Algenkolonien wurden diese entnommen, in Nährme-

dium suspendiert[33] und mikroskopisch begutachtet. Unialgale Isolate wurden anschließend mit 

molekulargenetischen Methoden identifiziert. Dazu wurde die 18S rDNA nach Extraktion 

amplifiziert und anschließend sequenziert. Die Sequenzen wurden mit Hilfe von BLAST mit 

der NCBI-Datenbank abgeglichen und so die Gattungen der Stämme bestimmt. Es wurden 21 

neue Isolate gewonnen (Tabelle 1, Anhang), die alle dem Phylum Chlorophyta (Grünalgen) 

zuzuordnen waren. Aus zwei Klassen (Chlorophyceae und Trebouxiophyceae) wurden sieben 

verschiedene Gattungen identifiziert, wobei es sich hauptsächlich um Desmodesmus spp. und 

Mychonastes spp. handelte. Desmodesmus spp. sind einzellige oder zu Coenobien vereinte, 

sphäroidische, bis 20 µm große Algen aus der Familie der Scenedesmaceae. Bisher sind etwa 

60 Arten beschrieben[34]. Mychonastes spp. sind einzellige, kugelförmige, bis etwa 5 µm große 
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Algen aus der Familie der Mychonastaceae, die bisher etwa 20 Arten umfasst[35]. Beide Gat-

tungen wurden bereits in der Ostsee gefunden[36]. 

 

2.1.2. Screening (Publikationen 1 und 3) 

Kultivierung und Wachstum 

Erstes Ziel der Untersuchungen war die Definition von Standardbedingungen für die Kultivie-

rung aller Mikroalgenarten. Diese mussten so gewählt werden, dass während der Kultivierung 

ein Nährstoffmangel und andere limitierende Bedingungen wie Temperatur- oder Lichtstress 

ausgeschlossen werden konnten. Damit sollte sichergestellt werden, dass die Biomassekompo-

sition der Algen nicht durch Stressbedingungen beeinflusst wurde. Nach Auswertung von Vor-

versuchen wurden folgende Standardbedingungen definiert: 200 mL Kulturmedium (Tabelle 1, 

Anhang; Publikation 1, „Cultivation and Harvesting“) in einer mit Druckluft (1,5 vvm) belüf-

teten 500-mL-Laborglasflasche, 14 d Kultivierung, OD750 (t0) = 0,1, Temperatur 22 �� 2 °C, 

beleuchtet mit 50 µmol Photonen m-2 s-1 im 12/12 h Hell/Dunkelrhythmus, 9-10 Parallelansätze. 

Während der Kultivierung wurde im Abstand von zwei bis drei Tagen die OD750 bestimmt. Am 

Ende der Kultivierung wurden die Algen durch Zentrifugation geerntet, mit VE-Wasser gewa-

schen, lyophilisiert und die Biomasseausbeuten gravimetrisch bestimmt. Die Bio-

masseausbeuten (Tabelle 1, Anhang) lagen zwischen 0,1 (Pirula salina) und 1,3 g L-1 14 d-1 

(Scenedesmus ovalternus). Während besonders die Gattungen Chlorella, Scenedesmus, Desmo-

desmus und Monoraphidium die höchsten Biomasseausbeuten lieferten, zeigten die meisten 

halophilen Arten ein tendenziell schlechteres Wachstum. Anhand der Wachstumskurven 

(OD750 gegen Kultivierungsdauer aufgetragen) ließ sich die Wachstumsrate µ pro Tag und da-

raus die Verdopplungszeit td wie folgt berechnen[33]: 

 

� �
�� � �� � 	 
 ����
�� � � �

� 	 �� �
     und     � � �

���
��

�
 

(OD = Optische Dichte bei 750 nm, t0 = Beginn der Kultivierung, tn = Ende der Kultivierung) 

 

Die Wachstumsraten der untersuchten Algenarten lagen zwischen 0,07 und 0,3 d-1, woraus sich 

Verdopplungszeiten zwischen 2,5 und 10 d ergaben. Auch wenn es zwischen den einzelnen 

Algenarten Unterschiede in der Wachstumsgeschwindigkeit gab, war diese insgesamt doch 

noch relativ gering. In der Literatur wurden für viele Algenarten Wachstumsraten von 0,3 d-1 

bis 1,5 d-1 [37], teilweise sogar bis 5,3 d-1 [38] beschrieben. Häufig wurden jedoch die spezifischen 

Wachstumsraten während der exponentiellen Wachstumsphase angegeben und nicht wie bei 
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den untersuchten Algenarten die durchschnittliche Wachstumsrate während der gesamten Kul-

tivierungsdauer. Dadurch ist eine exakte Vergleichbarkeit mit den Literaturdaten nicht immer 

gegeben. Ursache für die geringen Wachstumsraten der untersuchten Algenarten war vermut-

lich die geringe Beleuchtungsintensität, die wahrscheinlich deutlich unter dem Optimum für 

die meisten Arten lag. Dennoch war es wichtig, bei dieser geringen Lichtstärke zu arbeiten, 

damit eine Vergleichbarkeit von allen Arten gegeben war. Zum einen gibt es Algenarten, deren 

Optimum bei relativ geringer Beleuchtungsintensität liegt[39]; für solche sollte ein Lichtstress 

vermieden werden. Zum anderen sollte verhindert werden, dass die Kulturen zu stark wachsen, 

dadurch zu viele Nährstoffe verbrauchen und möglicherweise unentdeckt in einen Nährstoff-

mangel geraten, was wiederum zu einer veränderten Biomassekomposition bei einigen Arten 

geführt hätte. Bei der verwendeten Beleuchtungsstärke von 50 µmol Photonen m-2 s-1 sollte also 

ausschließlich „Licht“ der limitierende Faktor und damit auch die anderen Kultivierungsbedin-

gungen für alle Algen vergleichbar sein.  

 

Primärstoffanalytik - Lipide 

Besonders hochwertige Primärstoffe aus Algen sind Lipide und die darin gebundenen Fettsäu-

ren. Sie dienen der Alge als Energiespeicher, Bestandteile von Membranen und auch Schutz 

vor tiefen Temperaturen. Neben den auch in Landpflanzen weit verbreiteten C16- und C18-

Fettsäuren kommen in Mikroalgen auch langkettige, mehrfach ungesättigte Fettsäuren vor[40]. 

Die in Fischöl („Lebertran“) enthaltenen, für den Menschen teilweise essentiellen Docosa-

hexaen- und Eicosapentaensäure (DHA und EPA), werden von Mikroalgen gebildet und in den 

Fischen, die sich direkt oder indirekt von ihnen ernähren, angereichert[41]. Sie spielen also über 

den Verzehr von Fischen eine wichtige Rolle in der menschlichen Ernährung. Seit einigen Jah-

ren gibt es zudem vermehrt Bestrebungen, die Algenlipide als alternative Energieträger zu nut-

zen, da Algen sehr hohe Mengen (bis 70 % ihrer Trockenmasse[42]) anreichern können. Neben 

den Fetten kommen auch Terpene, Sterole und Pigmente wie Carotinoide als lipophile Bestand-

teile in Algen vor[43–45].  

Im Rahmen dieser Arbeit wurde durch mehrfach aufeinanderfolgende Extraktion der Biomasse 

mit n-Hexan ein Gemisch aller lipophiler Bestandteile gewonnen (Publikation 1, „Lipid extrac-

tion“). Die Extraktion von Bestandteilen aus dem Inneren von Mikroalgenzellen ist aufgrund 

der Zellwandstruktur nicht trivial. Wesentliche Voraussetzung für eine erschöpfende Extraktion 

ist der Aufschluss der Algenzellen. Übliche Methoden dafür sind die Anwendung von Hoch-

druckhomogenisatoren, Ribolysern, Mikrowellen oder enzymatische Verfahren, wobei jede 
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Vorgehensweise Nachteile zeigt[46; 47]. Der Einsatz der Ultraschallsonde[48] erwies sich in Vor-

versuchen ebenfalls als effektive Methode, die Lipidausbeute zu steigern. Im Gegensatz zu den 

anderen genannten Verfahren waren die Behandlungen vieler Proben im kleinen Maßstab gut 

und ökonomisch durchführbar. Außerdem war die thermische Belastung verglichen mit den 

anderen Verfahren relativ gering, sodass Veränderungen in der Extraktqualität unwahrschein-

licher waren. Mikroskopische Untersuchungen zeigten jedoch, dass die durch Ultraschallbe-

handlung gesteigerte Extraktausbeute nicht auf eine dauerhafte Zerstörung der zellulären Struk-

turen zurückzuführen war. Die meisten Zellen waren nach der zweiminütigen Behandlung noch 

intakt. Ähnliches wird in der Literatur nach fünfminütiger Behandlung beschrieben[49]. Ande-

rerseits gib es auch Berichte über 5-fach erhöhte Extraktausbeuten nach Ultraschallbehandlun-

gen[50], allerdings ohne Betrachtung des Aufschlussgrades der Zellen. Insgesamt sind die Lite-

raturdaten zum Aufschluss von Mikroalgenbiomasse mittels Ultraschall nicht eindeutig und 

auch über den genauen Mechanismus herrscht Uneinigkeit[47]. Möglicherweise wurde durch die 

Ultraschallbehandlung die Penetration des Lösungsmittels durch die Zellwände verbessert und 

dadurch die Extraktausbeute erhöht. 

Die meisten Algen bildeten unter den etablierten Standardbedingungen nur wenig Lipide 

(< 10 %; Tabelle 1, Anhang). Nur einige halophile Arten zeigten höhere Ausbeuten mit bis zu 

40 %, diese erreichten jedoch nur geringe Wachstumsraten, wodurch die Raum-Zeit-Ausbeuten 

an lipophilen Verbindungen trotzdem gering blieben. 

 

Primärstoffanalytik – Kohlenhydrate 

Neben den Lipiden sind besonders die Kohlenhydrate wertvolle Inhaltsstoffe von Mikroal-

gen[51]. Sie liegen in der Regel als komplexe Polysaccharide vor, z. B. als Gerüstsubstanz in der 

Zellwand oder auch als Reservestoffe. Algenkohlenhydrate können vielfältig verwendet wer-

den, z. B. Agar-Agar als Gelbildner, oder als Ausgangsmaterial für Fermentationsprodukte wie 

z. B. Bioethanol[52]. Für die Bestimmung des Gesamtkohlenhydratgehaltes von biologischen 

Proben wie Algenbiomasse stehen verschiedene Methoden zur Verfügung, die oft auf einem 

ähnlichen Prinzip beruhen: nach Hydrolyse der Polysaccharide werden die Monomere durch 

Säureeinwirkung in Furfural (Pentosen) bzw. Hydroxymethylfurfural (Hexosen) überführt. 

Diese reaktiven Aldehyde können mit aromatischen Verbindungen zu farbigen Produkten kon-

densieren, welche bei definierten Wellenlängen Licht absorbieren und somit kolorimetrisch 

quantifiziert werden können. Für die Untersuchung von Algenbiomasse wird oft Phenol bzw. 

Anthron als Reagenz genutzt. In dieser Arbeit wurde jedoch Thymol als aromatische Verbin-
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dung eingesetzt, welche im Gegensatz zum Phenol nicht toxisch und zum Anthron nicht licht-

empfindlich ist. Die in der Literatur beschriebene Methode[53] wurde für Algenbiomasse als 

Halbmikromethode angepasst und das Verfahren validiert (Publikation 3). Damit konnte ge-

zeigt werden, dass sich die genannte Methode sehr gut für die Quantifizierung von Kohlenhy-

draten in Algenbiomasse eignet, da sie präzise und richtige Ergebnisse liefert. Als Halbmikro-

methode mit Auswertung im Plattenreader wurde ein hoher Probendurchsatz ermöglicht. Die 

Ergebnisse der Kohlenhydratquantifizierungen (Tabelle 1, Anhang) zeigten eine große Varia-

bilität zwischen den Algenarten. Der Gesamtkohlenhydratgehalt lag zwischen 12 und 65 %, 

wobei die meisten Arten 25-30 % Polysaccharide enthielten. Ähnliche Werte werden in der 

Literatur beschrieben[54; 55]. 

 

Für die nähere Charakterisierung der Kohlenhydrat-Fraktion wurden zwei chromatographische 

Methoden entwickelt und angewendet (Publikation 3). Ein dünnschichtchromatographisches 

Verfahren wurde aufbauend auf bereits publizierten Methoden entwickelt[56], um eine qualita-

tive Aussage über die Monosaccharidzusammensetzung der Algenkohlenhydrate treffen zu 

können. Dabei wurden in der Algenbiomasse nach saurer Hydrolyse mindestens acht verschie-

dene Zucker nachgewiesen: Glucose, Galactose, Mannose, Rhamnose, Arabinose, Xylose, Ri-

bose und Fucose. Die Trennung erfolgte auf mit Natriumdihydrogenphosphat imprägnierten 

Kieselgelplatten und die Detektion mit einem Thymol-Schwefelsäure-Reagenz. Im Zuge der 

Validierung der DC-Methode zeigte sich, dass auch eine semiquantitative Auswertung für die 

fünf erstgenannten Monosaccharide möglich war. 

 

Für eine genaue Quantifizierung aller untersuchten Monosaccharide wurde eine neuartige 

HPLC-Methode entwickelt. Als stationäre Phase diente eine HILIC-Säule. Das Trennprinzip 

der Hydrophilic Interaction Liquid Chromatography beruht dabei auf Verteilungs- und Absorp-

tionsprozessen des Analyten zwischen fester Phase (hier eine quervernetzte Diol-Phase), einer 

Hydrathülle um die Festphasenpartikel und der mobilen Phase[57]. Das Verfahren eignet sich 

besonders für die Trennung sehr polarer Verbindungen wie Aminosäuren[58] oder auch Kohlen-

hydrate. Während die erfolgreiche Trennung von Oligosacchariden mit HILIC-Säulen schon 

beschrieben wurde[59], scheitern jedoch selbst neueste Arbeiten[60] an einer zufriedenstellenden 

Analytik von Monosacchariden in komplexen Proben. Diese Fragestellung wurde mit der neu 

entwickelten Methode gelöst, ohne die bei den meisten anderen HPLC-Trennverfahren benö-

tigte Derivatisierung der Proben[61–63]. 
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Nach salzsaurer Hydrolyse wurden die Proben mit einer Ionenaustauscher-SPE-Kartusche von 

überschüssiger Säure sowie Proteinen befreit und anschließend direkt analysiert. Als mobile 

Phase diente ein Gradient aus Acetonitril mit 0,2 % Ameisensäure und einer 0,2 M Ammoni-

umformiatlösung. Die Detektion der Zucker war mit Lichtabsorptionsmethoden nicht möglich, 

daher wurde ein Triple-Quad-Massenspektrometer mit APCI als Ionisierungsmethode verwen-

det. Mit diesem Detektor war es möglich, simultan verschiedene Ionenmassen zu messen (sel-

ected ion monitoring, SIM). Dadurch mussten nur noch Monosaccharide mit gleicher Masse 

getrennt werden: Glucose, Galactose und Mannose (Mr 180), Rhamnose und Fucose (Mr 164) 

sowie Arabinose, Ribose und Xylose (Mr 150). Jeder Zucker außer Ribose zeigte zwei Peaks, 

deren Flächenverhältnis unabhängig von der Konzentration, aber zuckerspezifisch war. Dieses 

Phänomen deutet auf eine mögliche Trennung der Anomere (� - und � -Form) jedes Zu-

ckers[60; 64], welche in wässriger Lösung im Gleichgewicht vorliegen, und damit auf eine außer-

ordentlich hohe Trennleistung der Methode hin. Allerdings verdoppelte sich dadurch auch die 

Anzahl der zu separierenden Peaks. Im Verlauf der Methodenentwicklung zeigte sich, dass eine 

vollständige Trennung aller Peaks nicht möglich war. Es konnte jedoch je Monosaccharid min-

destens ein Peak hinreichend separiert werden, sodass eine Quantifizierung für alle Zucker 

möglich war. Die Methodenvalidierung zeigte, dass alle Zucker mit Ausnahme von Xylose prä-

zise und richtig in Algenbiomasse bestimmt werden konnten. Die 46 mit der DC- und HPLC-

Methode untersuchten Algenarten wiesen, ähnlich wie in der Literatur beschrieben[61; 62; 65; 66], 

unterschiedliche Zuckerzusammensetzungen (Publikation 3, Tabelle 2) auf. Zwar war bei allen 

Arten Glucose das Hauptmonosaccharid, die weitere Zusammensetzung war jedoch von Alge 

zu Alge verschieden. Neben Glucose wurden noch Mannose, Galactose und Xylose häufig und 

in größeren Mengen nachgewiesen. Ribose kam in allen Proben vor, allerdings oft in Mengen 

unterhalb der Bestimmungsgrenze. Rhamnose und Fucose konnten nur in einigen Proben ge-

messen werden und Arabinose trat nur in sehr wenigen Algen auf. 

 

Primärstoffanalytik - Proteine 

Die dritte große Gruppe der Primärstoffe sind die Proteine. Sie kommen in Algen in unter-

schiedlichen Anteilen vor und könnten bei Nutzung der Algen als nachhaltige Nahrungsmit-

tel[67] wichtige Lieferanten essentieller Aminosäuren sein[26]. Für die energetische Nutzung von 

Algenbiomasse sind Proteine eher nachteilig, weil sie sich nicht direkt in Energie umwandeln 

lassen und häufig auch die Verarbeitung der Biomasse stören. 

Für Proteinquantifizierungen stehen verschiedene Methoden zur Verfügung. Als Standard hat 

sich die Bradford-Methode[68] etabliert. Durch Anlagerung eines Farbstoffes an intakte Proteine 
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wird eine photometrische Quantifizierung möglich, wobei das Maß der Farbreaktion vom Pro-

tein abhängig ist. In der Regel wird BSA als Kalibrierstandard genutzt, was zu ungenauen Mess-

ergebnissen führen kann, da sich das zu untersuchende Protein häufig deutlich vom BSA un-

terscheidet. Außerdem werden nur in Lösung befindliche Proteine detektiert. Biuret[69]-, 

Lowry[70]- und Bicinchoninsäure-Assay[71] sind kolorimetrische Verfahren, die auf der Reak-

tion von Proteinen mit Kupferionen basieren, relativ störanfällig sind und nur lösliche bzw. 

suspendierte Proteine erfassen. Um auch die unlöslichen Proteine zu quantifizieren, wird meist 

die Kjeldahl-Methode angewendet[72]. Dabei wird der Gesamtstickstoffgehalt einer Probe be-

stimmt und mit Hilfe eines Korrekturfaktors der Proteingehalt rechnerisch ermittelt. 

Im Rahmen dieser Arbeit erfolgte die Quantifizierung der Proteine mit einem für Algenbio-

masse angepassten Ninhydrin-Assay[73] im Halbmikromaßstab (Publikation 1). Dafür wurde die 

Biomasse mit Salzsäure hydrolysiert. Die dabei freigesetzten Aminosäuren wurden mit Nin-

hydrin umgesetzt und das farbige Reaktionsprodukt, ein dimeres Ninhydrin, photometrisch ge-

messen und mit Hilfe eines Kalibrierstandards (BSA) quantifiziert. Mit Ausnahme von Prolin, 

welches kein primäres aliphatisches Amin besitzt, wurden alle proteinogenen Aminosäuren er-

fasst. In komplexen Probenmatrices wie Algenbiomasse könnten möglicherweise auch andere 

Verbindungen mit einem primären Amin vorkommen, die ebenfalls reagieren würden und so-

mit einen höheren Proteingehalt vortäuschen könnten. Aromatische Amine, wie sie z. B. in den 

Primärbasen von DNA und RNA vorkommen, werden wahrscheinlich nicht erfasst. Hierbei 

würden sich Reaktionsprodukte aus einem Ninhydrin-Molekül und einem aromatischen Amin 

bilden, welche ähnlich wie das Produkt der Reaktion mit Prolin bei anderen Wellenlängen ab-

sorbieren und somit nicht stören[74]. Um mögliche Störungen der Reaktion durch andere in der 

Probenmatrix vorhandene Substanzen zu erkennen, wurde die Methode validiert. Dabei zeigte 

sich, dass der Ninhydrin-Assay präzise und richtige Ergebnisse liefert (Tabelle 2, Anhang) und 

sich für die Analytik von Algenbiomasse gut eignet. Im Gegensatz zu den vorhergehend er-

wähnten, bereits etablierten Methoden zur Proteinquantifizierung bietet der Ninhydrin-Assay 

eine Reihe von Vorteilen. So werden, verglichen mit den anderen vorgenannten kolorimetri-

schen Verfahren, auch unlösliche Proteine erfasst. Im Gegensatz zur Bradford-Methode ist die 

Wahl des Kalibrierstandards zweitrangig, da alle Aminosäuren (außer Prolin) gleichermaßen 

erfasst werden und somit die unterschiedlichen Strukturen verschiedener Proteine in Kalibrier- 

und Untersuchungsprotein keine Auswirkungen auf das Ergebnis hat. Die Proteinbestimmung 

nach Kjeldahl zeigt gleich drei Schwachstellen, die mit der Ninhydrin-Methode umgangen wer-

den: einerseits ist der Faktor für die Umrechnung von Gesamtstickstoff zu Proteingehalt von 
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der Primärstruktur der Proteine abhängig. In der Literatur gibt es Hinweise, dass der üblicher-

weise genutzte Faktor 6,25 für Algenbiomasse ungeeignet ist. Abhängig von Algenart und 

Wachstumsphase wurden Faktoren zwischen 2,5 und 5,7 beschrieben[75], was die außerordent-

liche Variabilität von Algenproteinen zeigt und deutlich macht, dass die Kjeldahl-Methode nur 

bedingt für die Proteinanalytik von Algen geeignet ist. Weiterhin wird bei dieser Methode nicht 

selektiert, ob der Stickstoff wirklich aus Proteinen oder aus anderen stickstoffreichen Verbin-

dungen stammt, sodass leicht deutlich höhere Werte bestimmt werden als tatsächlich in der 

Probe vorhanden sind. Die Kjeldahl-Methode ist zudem apparativ und zeitlich sehr aufwändig, 

wohingegen der Ninhydrin-Assay vor allem als Halbmikromethode einfach durchführbar ist 

und einen hohen Probendurchsatz ermöglicht. 

Der Ninhydrin-Assay ist für quantitative Bestimmungen des Gesamtproteingehaltes sehr gut 

geeignet, erlaubt jedoch keine Aussage zur qualitativen Zusammensetzung der Proteine. Dafür 

stehen in der Literatur eine Vielzahl von chromatographischen Verfahren zur Verfügung („Pro-

teom“-Analysen)[76; 77]. Da für diese Arbeit nur der Gesamtproteingehalt relevant war, wurde 

auf eine qualitative Analyse verzichtet.  

Der Proteingehalt war bei fast allen untersuchten Mikroalgenarten relativ hoch und lag zwi-

schen 40 und 60 % von der Biotrockenmasse (Tabelle 1, Anhang) und damit in ähnlichen Be-

reichen wie in der Literatur beschrieben[26; 55]. Nur sehr wenige Arten, wie z. B. Porphyridium 

purpureum, zeigten geringere Gehalte (um 20 %). Die verwendeten Standardnährmedien ent-

hielten sehr viel Nitrat, sodass den Algen während der gesamten Kultivierungsdauer ausrei-

chend Stickstoff zur Verfügung stand. Unter diesen Bedingungen bildeten die meisten Algen 

bevorzugt Proteine. 

 

Die Auswertung der Ergebnisse der Screening-Untersuchungen erlaubte eine Auswahl von 

Stämmen, welche für die Gewinnung und nachhaltige Nutzung von Algenbiomasse besonders 

geeignet sind. Da die Primärstoffzusammensetzung der meisten Arten ähnlich war, wurde die 

Auswahl anhand der Biomasse-Raum-Zeit-Ausbeute getroffen und die wachstumsstärksten Al-

gen für Kultivierungsexperimente ausgewählt.  
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2.1.3. Kulturoptimierung (Publikation 2) 

Das Ziel der Optimierungsexperimente war einerseits eine Erhöhung der Biomasseausbeute, 

aber auch die Veränderung der Biomassezusammensetzung von protein- zu kohlenhydrat- und 

lipidreich. Gleichzeitig sollte der Resourcenverbrauch für die Kultivierung gering gehalten wer-

den, um bei einer späteren großtechnischen Kultivierung möglichst kostengünstig arbeiten zu 

können. 

 

Lichtexperimente 

Die elf wachstumsstärksten Algenarten aus dem Screening wurden bei unterschiedlichen Be-

leuchtungsintensitäten (50-200 µmol Photonen m-2 s-1) kultiviert und der Einfluss der gestei-

gerten Lichtintensität auf Wachstum und Primärstoffgehalt analysiert. Bei allen elf untersuch-

ten Algenarten führte eine erhöhte Beleuchtungsintensität zu einem verbesserten Wachstum 

(Tabelle 3, Anhang). Dies zeigte sich sowohl in der gesteigerten Biomasse-Raum-Zeit-Aus-

beute als auch in der höheren Wachstumsrate. Verglichen mit den Screening-Bedingungen 

(50 µmol Photonen m-2 s-1, bis 1,2 g L-1 14 d-1) konnten bei höherer Beleuchtungsstärke bis zu 

2,6 g L-1 14 d-1 und somit mehr als das Doppelte an Biomasseausbeute erreicht werden. Die 

Verdopplungszeit halbierte sich jedoch entgegen den Erwartungen nicht gleichzeitig, sondern 

nahm bei den meisten Arten nur um etwa 15 % ab. Hier zeigte sich ein grundlegendes Problem 

bei der Auswertung von Kultivierungsexperimenten mit Mikroalgen: Wird die Biomasseaus-

beute durch Ernte am Ende der Kultivierung gravimetrisch ermittelt, ist die Zellzahl, Größe und 

Form der jeweiligen Algenart nicht relevant für das Ergebnis. Sie lässt sich also bei verschie-

denen Algenarten gut vergleichen. Die Wachstumsraten und somit auch die Verdopplungszei-

ten der untersuchten Algen wurden auf Grundlage der OD-Messungen berechnet. Die Optische 

Dichte einer Flüssigkeit ist jedoch nicht nur abhängig von der Partikelzahl (also hier der Anzahl 

der Algenzellen), sondern auch von deren Form und Größe[78]. Somit korreliert die Optische 

Dichte nicht immer mit dem Biomassegehalt, wenn man verschiedene Algenarten miteinander 

vergleicht. Daher eignet sich die OD nur dafür, das Wachstum einer Kultur zu verfolgen bzw. 

für die Beurteilung von Kultivierungsstudien mit einer Algenart. Ein Vergleich von Kulturen 

verschiedener Arten ist aber oft nicht möglich[79]. Besonders deutlich wurde dieses Problem 

z. B. beim Vergleich von Chlorella sp. A6 und Scenedesmus quadricauda A15 im Lichtexpe-

riment (Tabelle 3, Anhang). Bei einer Beleuchtungsintensität von 200 µmol Photonen m-2 s-1 

erreichte A6 eine Wachstumsrate von 0,33 d-1 und lag damit etwa 30 % höher als A15 mit nur 

0,26 d-1. Die Biotrockenmasse nach der Ernte zeigte jedoch, dass A15 mit rund 2,5 g L-1 in 

14 Tagen etwa 40 % mehr Biomasse bildete als A6 mit 1,8 g L-1 im selben Zeitraum. Für die 
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nachfolgenden Betrachtungen und Entscheidungen wurden deshalb nur die Biotrockenmassen 

und nicht die Wachstumsraten oder Verdopplungszeiten berücksichtigt. 

Neben dem Wachstum wurde auch die Primärstoffzusammensetzung der Algen durch verän-

derte Lichtintensitäten modifiziert (Tabelle 3, Anhang). Der Lipidgehalt nahm bei den meisten 

Arten moderat auf bis zu 10 % der Trockenmasse zu. Besonders deutlich stieg der Gesamtkoh-

lenhydratgehalt. Bei vielen Algenarten nahm er um mehr als die Hälfte zu und zeigte bei Sce-

nedesmus ovalternus mit über 70 % der Trockenmasse den Maximalwert. Der Proteingehalt 

nahm bei den meisten Algen deutlich ab und lag bei hoher Beleuchtungsintensität mit ca. 30 % 

etwa ein Viertel niedriger als unter Screening-Bedingungen. Zusammenfassend hatte die er-

höhte Lichtintensität für eine Verwendung der Biomasse als Lipid- und Kohlenhydratquelle 

durchweg positive Effekte. Sowohl Wachstum als auch Lipid- und Kohlenhydratgehalt wurden 

gesteigert, sodass insgesamt die Raum-Zeit-Ausbeute an favorisierten Produkten (Lipide + 

Kohlenhydrate) deutlich erhöht werden konnte. Für die fünf wachstumsstärksten Arten stieg sie 

von etwa 0,5 auf 1,5 g L-1 14 d-1. Diese fünf Arten, allesamt aus der Gattung Scenedesmus, 

wurden aufgrund ihrer guten Wachstumseigenschaften für den Scale-up in den 40-L-Maßstab 

ausgewählt (siehe 2.1.4.). Der Stamm Scenedesmus obtusiusculus A189 zeigte mit 

2,6 g L-1 14 d-1 die höchste Biomasseausbeute und wurde für alle weiteren Kultivierungsexpe-

rimente als Modellorganismus genutzt. 

 

Optimierung von pH-Wert und Temperatur 

In weiteren Experimenten wurde zunächst der für Scenedesmus obtusiusculus A189 optimale 

pH-Wert ermittelt. Dazu wurde dieser im Medium gemessen und durch Zufuhr von CO2 regu-

liert[80]. Durch diese Technik konnte ein Bereich von pH 6,5-11 untersucht werden. Wie sich 

zeigte (Tabelle 4, Anhang), wuchs die Alge zwischen pH 7 und 9 gut und erreichte Biomasse-

ausbeuten von etwa 2 g L-1 14 d-1. Lag der pH-Wert darüber oder darunter, war das Wachstum 

deutlich eingeschränkt. Der optimale Bereich lag zwischen pH 7 und 8. Hier war nicht nur die 

Biomasseausbeute maximal, auch Lipid- und Kohlenhydratausbeute waren mit bis zu 

1,4 g L-1 14 d-1 am höchsten. Für die Kultivierung im technischen Maßstab sollte der höchst-

mögliche pH-Wert mit optimaler Biomasseausbeute (für A189 also pH 8) gewählt werden, um 

den CO2-Verbrauch möglichst gering zu halten. 

Wie weitere Versuche zeigten, hat auch die Temperatur einen großen Einfluss auf Wachstum 

und Produktbildung von Scenedesmus obtusiusculus A189. Untersucht wurde ein Temperatur-

bereich von 15-37,5 °C (Tabelle 5, Anhang). Die Alge zeigte zwischen 20 °C und 35 °C gutes, 
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bei Temperaturen darüber oder darunter jedoch sehr stark eingeschränktes Wachstum. In die-

sem Temperaturbereich liegen für die meisten Mikroalgenarten die Temperaturoptima[37; 81]. 

Bei seinem Temperaturoptimum zwischen 27,5 °C und 30 °C zeigte der Stamm A189 die 

höchste Biomasse- und Lipidproduktion und lag somit in dem für verschiedene Scenedes-

mus spp. üblicherweise in der Literatur beschriebenem Bereich von 25 °C bis 35 °C[81; 82]. 

 

Optimierung des Kulturmediums: Nährsalz-Mangelexperimente 

Aus Vorexperimenten und Literaturdaten[83] ging hervor, dass für das Mikroalgenwachstum 

Kohlenstoff, Stickstoff, Phosphor und Eisen besonders wichtige Nährstoffe sind. In Kulturme-

dien wie dem verwendeten BG-11-Medium werden diese in Form von Nitrat, Phosphat und 

löslichen Fe3+-Komplexen wie Eisenammoniumcitrat bereitgestellt, der Kohlenstoff wird in 

Form von CO2 mit der Luft eingeleitet. Besonders Nitrat, wichtig für den Aufbau von Nuclein-

säuren, Coenzymen und Proteinen[84], ist bei den meisten Medien im Überschuss vorhanden. 

Wie in den Ergebnissen der Screening-Experimente dargestellt (siehe 2.1.2.), führte dies zu 

einer Anreicherung von Proteinen in der Algenbiomasse. Im Rahmen von Publikation 2 wurde 

eingehend untersucht, welche Effekte ein Nitratmangel auf Wachstum und Produktbildung von 

Scenedesmus obtusiusculus A189 hat. Dabei wurde gezeigt, dass bei einer schrittweisen Re-

duktion des Nitratgehaltes im Medium bis auf ein Viertel des Ausgangswertes die Biomasse-

ausbeute nicht beeinflusst wurde. Gleichzeitig stiegen Lipid- (+ 50 %) und Kohlenhydratgehalt 

(+ 10 %) auf Kosten des Proteinanteils (- 50 %) deutlich an. In weiteren Experimenten wurde 

deutlich, dass der Stickstoff im Medium bereits nach 4-5 Tagen Kultivierung aufgebraucht war. 

Die Algen produzierten bis zur Ernte an Tag 14 jedoch noch deutlich mehr Biomasse, wofür 

aber kein weiterer Stickstoff als Ausgangsmaterial zur Verfügung stand. Stattdessen wurden 

auf Basis von CO2 Zucker und Lipide synthetisiert, sodass der Anteil an Proteinen an der Ge-

samtbiomasse zurückging. Insgesamt konnten also durch einen Nitratmangel die Ausbeute an 

gewünschten Produkten (Lipide + Kohlenhydrate) gesteigert und gleichzeitig 75 % des zuvor 

eingesetzten Nitrates eingespart werden. 

Neben Nitrat ist Phosphat, meist in Form von H2PO4
-, ein wichtiges Makronährelement. Es ist 

Bestandteil von Nucleotiden und Phospholipiden und darüber hinaus im Energiestoffwechsel 

z. B. in Form von ATP unersetzlich[84]. Scheinbar enthielt das BG-11-Medium bereits die opti-

male Phosphatmenge, denn die Phosphormangelexperimente führten nicht zu den gewünschten 

Effekten. Sobald die Phosphatkonzentration im Medium verringert wurde, sank auch die Bio-

masseausbeute deutlich. Eine Erhöhung der Konzentration hatte hingegen keine Effekte auf 

Wachstum und Produktbildung der Alge. 
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Eisen ist das wichtigste Mikronährelement für pflanzliche Zellen. Es ist Bestandteil diverser 

Enzyme und wird benötigt als Cofaktor bei der Chlorophyllsynthese sowie für den Elektronen-

transport bei der Photosynthese[84]. Fehlt es im Medium, kommt das Algenwachstum praktisch 

zum Erliegen. Im BG-11-Medium war jedoch Eisen in deutlichem Überschuss vorhanden. Die 

Ausgangsmenge des eingesetzten Eisens im Medium konnte auf ein Zehntel des ursprünglichen 

Wertes reduziert werden, ohne dass eine signifikante Reduktion der Biomasseausbeute auftrat. 

Gleichzeitig wurden Lipid- und Kohlenhydratgehalt moderat auf Kosten des Proteinanteils er-

höht. Ähnlich wie bei den Nitratmangelexperimenten konnte also Ausgangsmaterial eingespart 

und trotzdem hochwertige Algenbiomasse erhalten werden. 

Insgesamt wurde durch die Mangelexperimente gezeigt, dass durch Limitation bestimmter 

Nährstoffe und eine daraus resultierende gezielte Nährstoffversorgung Algenbiomasse mit für 

eine Verwendung im Sinne des ABV-Projektes günstiger Primärstoffzusammensetzung erzeugt 

und gleichzeitig resourcenschonend kultiviert werden kann. 

 

Optimierung des Kulturmediums: Entwicklung kostengünstiger Alternativen 

Nach Ermittlung der optimalen Medium-Konzentrationen für die wichtigsten Nährsalze wurde 

anhand der Modellalge Scenedesmus obtusiusculus A189 überprüft, welche weiteren Bestand-

teile des BG-11-Mediums essentiell sind. Dazu wurde jeweils eine Komponente entfernt, die 

Alge kultiviert und die Biomasseausbeute mit der des Standard-Mediums verglichen. Zusam-

menfassend zeigte sich, dass neben Natriumnitrat, Dikaliumhydrogenphosphat und Eisenam-

moniumcitrat noch Magnesiumsulfat, Calciumchlorid sowie Mangan und Zink als Spurenele-

mente erforderlich waren. Zitronensäure, EDTA, Natriumcarbonat und die Spurenelemente 

Bor, Kupfer und Molybdän konnten hingegen ohne Wachstumseinbußen der Alge aus dem Me-

dium entfernt werden. Daraus ergibt sich ein modifiziertes Kulturmedium, BG-11mod, welches 

statt der ursprünglichen 13 nur noch sieben Komponenten enthält (Tabelle 6, Anhang). 

Für die geplante großtechnische Kultivierung (einige 100.000 L) ist ein künstlich hergestelltes 

Medium aus vollentsalzenem Wasser und analysenreinen Nährsalzen wie das BG-11-Medium 

oder auch das BG-11mod aufgrund der hohen Kosten ungeeignet. Im Rahmen von Publikation 2 

wurde daher mit A189 als Modellalge nach einer günstigeren Alternative gesucht. Zu bevorzu-

gen war die Nutzung von natürlichen Wasserquellen, in denen idealerweise mindestens ein Teil 

der benötigten Nährstoffe bereits vorhanden ist. Im Meerwasser finden sich große Mengen an 

Magnesium, Calcium, Natrium, Sulfat, Chlorid und Spurenelemente, sodass nur noch Nitrat, 

Phosphat und Eisen in ausreichenden Mengen zugefügt werden mussten. Es zeigte sich jedoch 

in Vorversuchen, dass Scenedesmus obtusiusculus A189 in Meerwasser (hier Nordseewasser, 
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Salzgehalt 33 g L-1) mit entsprechenden Additiven aufgrund des hohen Salzgehaltes nicht kul-

tiviert werden konnte. Eine mögliche Alternative war Brackwasser (Salzgehalt 5 g L-1). Darin 

sind immer noch ausreichende Mengen an Nährsalzen und Spurenelementen enthalten, um ein 

Algenwachstum zu ermöglichen. Um die Kultivierungsexperimente möglichst standardisiert 

durchführen zu können, wurde zunächst mit künstlichem Brackwasser gearbeitet. Dazu wurde 

eine kommerziell erhältliche Meersalzmischung[85] in Wasser gelöst (5 g L-1). Weiterhin wur-

den diesem künstlichen Brackwasser Nitrat, Phosphat und Eisen in den für lipid- und kohlen-

hydratreiche Biomasse optimierten Konzentrationen zugesetzt. Die Alge wurde anschließend 

in diesem neu entwickelten Medium („ABV1-Medium“, benannt nach dem Projekt Advanced 

Biomass Value; Tabelle 6, Anhang) kultiviert und mit der Standardkultivierung im BG-11-Me-

dium verglichen. Dabei zeigte sich, dass die Biomasseausbeute nicht beeinflusst wurde, die 

Biomassezusammensetzung sich jedoch von protein- zu lipid- und kohlenhydratreich verän-

derte. Trotz deutlich reduzierter Medium-Kosten konnte die Raum-Zeit-Ausbeute an Lipiden 

und Kohlenhydraten um fast 30 % gesteigert werden. Im nächsten Schritt wurde statt des künst-

lichen Brackwassers Ostseewasser als Mediumgrundlage verwendet („ABV2-Medium“). Hier 

zeigte sich jedoch ein deutlich vermindertes Algenwachstum, zudem war die Biomasse sehr 

proteinreich. Die Gründe für das eingeschränkte Wachstum konnten nicht abschließend geklärt 

werden. Möglicherweise könnten das Algenwachstum inhibierende Substanzen wie Herbizide, 

Schwermetalle oder andere Verbindungen im Ostseewasser dafür verantwortlich sein. Als eine 

weitere Grundlage für ein kostengünstiges Medium wurde Wasser aus der Peene (Süßwasser-

fluss, „ABV3-Medium“) erprobt. Hier zeigten die Algen ein moderat verringertes Wachstum, 

allerdings war die Ausbeute an Lipiden und Kohlenhydraten noch immer um etwa 15 % höher 

verglichen mit dem künstlichen Standard BG-11.  

 

2.1.4. Scale-up in den 25- und 40-L-Maßstab 

Um eine Übertragung der entwickelten Kultivierungsbedingungen in den großtechnischen 

Maßstab zu ermöglichen, wurden die fünf wachstumsstärksten Algen zunächst in 40-L-Bla-

sensäulenreaktoren[80] kultiviert und die Biomasse analysiert. Das Volumen ist bei diesem Re-

aktordesign im Verhältnis zur Oberfläche besonders groß, sodass sich die Algenzellen gegen-

seitig stark beschatten. Deshalb wurde mit der maximal möglichen Lichtintensität von 

4× 200 µmol Photonen m-2 s-1 Dauerlicht gearbeitet und überprüft, ob prinzipiell ein Scale-up 

möglich war. 

Die Algen zeigten unter diesen Bedingungen Biomasseausbeuten zwischen 2,0 und 

2,8 g L-1 14 d-1 und eine Ausbeute an Lipiden und Kohlenhydraten von bis zu 2,0 g L-1 14 d-1 
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(Tabelle 7, Anhang). Dadurch wurde gezeigt, dass eine Übertragung vom 200-mL- in den 40-L-

Maßstab prinzipiell möglich war. 

Eine noch erheblich höhere Raum-Zeit-Ausbeute konnte mit den Algen Scenedesmus obtusius-

culus A189 und Scenedesmus quadricauda A15 in einem 25-L-Doppelmantel-Blasensäulenre-

aktor erreicht werden. Unter optimalen Bedingungen (pH 7,8, 27,5 °C, 4× 500 µmol Photo-

nen m-2 s-1 Dauerlicht) erreichten beide Algenarten Biomasseausbeuten von 3,0 g L-1 7 d-1. 

Somit konnte die Produktivität gegenüber dem 40-L-Blasensäulenreaktor mehr als verdoppelt 

und gegenüber den Screening-Bedingungen sogar versechsfacht werden. Insgesamt präsentier-

ten sich die untersuchten Algen als sehr wachstumsstark. Bei optimaler Nährstoffversorgung, 

pH-Wert und Temperatur scheint vor allem die Lichtversorgung der Wachstumsgeschwindig-

keit bestimmende Faktor zu sein. 

 

2.1.5. Zusammenfassung: Mikroalgenbiomasse als regenerativer Wertstoff 

Im Rahmen des Advanced Biomass Value Projektes sollten eukaryotische Mikroalgen auf ihre 

Eignung als Produzenten von regenerativen Schmier- und Treibstoffen hin untersucht werden. 

Im Laufe der Arbeiten stellte sich heraus, dass einige Arten vergleichsweise hohe Wachstums-

raten aufwiesen und die Alge Scenedesmus obtusiusculus A189 bis zu 3 g L-1 7 d-1 lipid- und 

kohlenhydratreiche Biomasse in Blasensäulenreaktoren auch in kostengünstigen Kulturmedien 

produzieren konnte. In darauf aufbauenden Studien mit neueren Flachplattenreaktoren und op-

timierter Lichtversorgung waren sogar Ausbeuten bis zu 14 g L-1 7 d-1 möglich[38]. Die Bio-

masse hatte dabei einen Lipidanteil von etwa 15 % und einen Kohlenhydratgehalt von ca. 50 %. 

Vorausgesetzt die Übertragbarkeit ist gegeben, wären beispielsweise bei einer Produktionsan-

lage mit 106 L Kapazität (z. B. 2500 Flachplattenreaktoren à 400 L) theoretisch Ausbeuten von 

0,5-2 t Algenöl und 1,5-7 t fermentierbare Algenkohlenhydrate pro Woche aus A189-Biomasse 

möglich. Werden die Algenkohlenhydrate von Ölhefen zu Lipiden und diese weiter zu Kraft-

stoff verarbeitet, kann man im Idealfall von einem Konversionsfaktor von 0,2 ausgehen[86]. So-

mit könnten also 0,3-1,4 t Heizöläquivalente entstehen. Eine Produktionsanlage dieser Dimen-

sion sollte etwa 2 ha Land benötigen und könnte in Deutschland 6-7 Monate im Jahr betrieben 

werden. Dabei würden dann pro Jahr und ha 40-175 t Biomasse bzw. 6-25 t hochwertiges Al-

genöl und 4-18 t Kraftstoff entstehen. Demgegenüber steht z. B. ein Biomasseertrag von 40-

50 t ha-1 a-1 bei Silomaisanbau[87], aus denen ca. 4-6 t Heizöläquivalente gewonnen werden 

können[88]. Somit wäre der Algenstamm A189 deutlich produktiver. Andererseits ist die Kulti-

vierung und Ernte erheblich energieintensiver und damit teurer als bei Mais. Bioreaktoren und 
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Nährstoffe, aber insbesondere Ernte, Trocknung und Biomasseaufbereitung sind enorme Kos-

tenfaktoren, die sich in ihrer Komplexität für großtechnische Anlagen aktuell noch nicht ab-

schließend beziffern lassen. Erste Wirtschaftlichkeitsanalysen legen jedoch nahe, dass Algen-

kultivierung zu energetischen Zwecken zurzeit nicht rentabel ist[17; 89–91]. Aufgrund der genann-

ten noch bestehenden Probleme scheint eine großtechnische Gewinnung von regenerativen 

Schmier- und Brennstoffen aus Algen kurz- und mittelfristig eher unwahrscheinlich. Trotzdem 

ist eine Weiterentwicklung dieses Technologieansatzes sinnvoll und notwendig, da die Reser-

ven von fossilen Wertstoffen endlich sind und regenerative Alternativen dringend benötigt wer-

den. Wird die Aufarbeitungseffizienz von Mikroalgenbiomasse durch zukünftigen technischen 

Fortschritt erhöht, hat die Algen-Bioraffinerie enormes Potential[30; 31].  
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2.2. Pharmazeutische Aspekte 

 

Unabhängig von ihrer Eignung als Ausgangsmaterial für Bioraffinerie-Prozesse können Mikro-

algen auch interessante Produzenten von neuen Wirkstoffen oder diätetisch wertvollen Inhalts-

stoffen sein[20; 92; 93]. Deshalb wurden im zweiten Teil dieser Arbeit alle im Screening (2.1.2.) 

verwendeten Arten auf ihre antimikrobielle Aktivität und ihren � -Glucangehalt (Publikation 1) 

hin untersucht. 

 

2.2.1. Antimikrobielle Testungen 

Um die Algen auf antimikrobielle Aktivität zu untersuchen, wurden zunächst Extrakte mit Lö-

sungsmitteln unterschiedlicher Polarität hergestellt, um ein möglichst breites Spektrum an po-

tentiell aktiven Verbindungen herauszulösen. Dazu wurde die Biomasse erst mit n-Hexan, dann 

mit Methanol und schließlich mit Wasser extrahiert. Je 2 mg der erhaltenen Extrakte wurden 

im Agardiffusionstest[6] auf antimikrobielle Aktivität gegen die grampositiven Bakterien 

Bacillus subtilis und Staphylococcus aureus, die gramnegativen Erreger Escherichia coli und 

Pseudomonas aeruginosa sowie die Hefe Candida maltosa (Tabelle 8, Anhang) getestet. Von 

den 67 getesteten Wasserextrakten war keines aktiv. Fünf von 67 Methanol- und 25 von 67 

Hexanextrakten zeigten jedoch Aktivität, die sich ausschließlich auf die grampositiven Test-

keime beschränkte und mit Hemmhöfen zwischen 6 und 12 mm als schwach bis moderat ein-

geschätzt wurde[94]. Damit sind die Ergebnisse vergleichbar mit denen anderer Screening-Pro-

gramme, bei denen ebenfalls viele Algenextrakte nicht antimikrobiell aktiv waren. Als wirksam 

wurden hauptsächlich Hexan- und Methanolextrakte gegen grampositive Erreger beschrie-

ben[95–97]. 

Obwohl die aktiven Methanolextrakte näher untersucht wurden, konnten keine aktiven Verbin-

dungen daraus isoliert werden. Hauptgrund war die nicht reproduzierbare Aktivität in Wieder-

holungsexperimenten, weshalb nicht genügend aktiver Rohextrakt zur Aufreinigung und Iso-

lierung einzelner Verbindungen zur Verfügung stand. Über wechselnde biologische Aktivität 

von Mikroalgenextrakten wird in der Literatur nur sehr selten berichtet[10; 98], obwohl es sich 

um ein durchaus verbreitetes Phänomen handelt. Als mögliche Erklärung werden während der 

langandauernden Kultivierung auftretende Mutationen diskutiert[99], die zum Verlust von für 

die Biosynthese verantwortlichen Genabschnitten führen. Eine weitere mögliche Erklärung 

wäre das Fehlen von Konkurrenten in den Laborkulturen, was möglicherweise dazu führt, dass 

Mikroalgen die Produktion von aktiven, aber unter Laborbedingungen für sie überflüssigen Se-

kundärmetaboliten einstellen. 
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Die antimikrobielle Aktivität der Hexanextrakte war hingegen gut reproduzierbar. Die Hexan-

extrakte enthalten besonders unpolare Komponenten wie Sterole oder Terpene und vor allem 

Glyceride von verschiedenen Fettsäuren. Wie seit Langem bekannt, sind manche dieser Fett-

säuren antimikrobiell aktiv[100], insbesondere mehrfach ungesättigte und Hydroxy-Fettsäuren 

sowie deren Monoglyceride[101]. Der Wirkmechanismus beruht vermutlich hauptsächlich auf 

Interaktionen mit der mikrobiellen Zellmembran, welche zu deren Zerstörung und letztendlich 

zum Zelltod führen. Gramnegative Bakterien scheinen im Allgemeinen weniger empfindlich 

gegenüber Fettsäuren zu sein[102]. Da die untersuchten Hexanextrakte der Algen ausschließlich 

gegen grampositive Bakterien aktiv waren, lag die Vermutung nahe, dass auch hier mehrfach 

ungesättigte Fettsäuren für die Wirkungen verantwortlich gewesen sein könnten. Um diese Ver-

mutung zu bestätigen, wurde von einigen aktiven und nicht aktiven Hexanextrakten die Fett-

säurezusammensetzung untersucht. Der Goldstandard für die Analytik von Fetten und Fettsäu-

ren ist die Gaschromatographie. Als Alternative kommen HPLC-Methoden zum Einsatz. Diese 

benötigen jedoch wie auch alle gaschromatographischen Methoden aufwändige Derivatisierun-

gen[103], zeigen oft mangelhafte Trennleistungen[104] oder arbeiten mit ungewöhnlichen[105] oder 

auch mehreren Säulen[104]. Im Rahmen von Publikation 4 wurde deshalb eine Methode erarbei-

tet, die mit einer einfachen RP-18-Säule und einem Standard-HPLC-System mit UV-Detektion 

die Trennung und Quantifizierung von Fettsäuremethylestern (FAMEs) ermöglicht. Zur Umes-

terung der Triglyceride in FAMEs wurde eine in der Literatur[106; 107] beschriebene Methode für 

die Analytik von Algenextrakten angepasst. Dabei wurden die Fettsäuren aus Glyceriden in 

einem Schritt in Gegenwart von überschüssigem Methanol säurekatalysiert und unter Wasser-

ausschluss zu den Methylestern umgeestert. Durch Arbeit im Halbmikromaßstab konnte ein 

hoher Probendurchsatz mit nur 1 mg Substanzverbrauch erreicht werden. Vorversuche mit einer 

GC-Methode zeigten, dass in den hier verwendeten Algenextrakten hauptsächlich C16- und 

C18-Fettsäuren vorkamen. Daher wurden davon je die gesättigten sowie deren ein-, zwei- und 

dreifach ungesättigte Derivate als Kalibrierstandards eingesetzt. In den Extrakten der Algen 

wurden die Gehalte der vier C18-Fettsäuren sowie von Palmitin- (C16:0) und Palmitoleinsäure 

(C16:1) bestimmt. Traten weitere Peaks in den Chromatogrammen auf, die aufgrund ihres UV-

Spektrums auf die Anwesenheit von Fettsäuren hindeuteten, wurde mit einem Massenspektro-

meter das Masse-Ladungs-Verhältnis bestimmt, um diese zusätzlichen Peaks zu identifizieren. 

Die Validierung der Methode zeigte, dass auch mit dieser relativ einfachen und universell ein-

setzbaren Methode der Gehalt der Fettsäuren in triglyceridreichen Proben präzise und richtig 

bestimmt werden konnte. 
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Nach Untersuchung der Algenextrakte zeigte sich, dass die antimikrobielle Aktivität mit einem 

hohen Gehalt an mehrfach ungesättigten Fettsäuren korreliert (Tabelle 9, Anhang). Für eine 

Aktivität mussten mindestens 10 % des Hexanextraktes aus diesen Fettsäuren bestehen. Beson-

ders � -linolen- (C18:3) und linolsäurereiche (C18:2) Extrakte zeigten dabei gute Aktivität ge-

gen die Testkeime. Somit ist es sehr wahrscheinlich, dass die antimikrobielle Aktivität durch 

das Vorhandensein mehrfach ungesättigter Fettsäuren hervorgerufen wird. Diese Wirkungen 

von Algenextrakten werden schon seit Langem in der Literatur diskutiert[108] und auch auf Fett-

säuren zurückgeführt[109]. Weiterhin wurden die gesättigten C16- bzw. C18-Fettsäuren in relativ 

geringen Konzentrationen von meist unter 10 % nachgewiesen. Der Gehalt an einfach ungesät-

tigten Fettsäuren war sehr variabel und lag meist zwischen 10 und 20 %. Aufsummiert ergaben 

die sechs quantifizierten Fettsäuren einen sehr variablen Anteil von etwa 10-50 % am Hexan-

extrakt. 

Besonders bemerkenswert war das häufige Auftreten von mehrfach ungesättigten C16-Fettsäu-

ren, die in vielen Algen qualitativ nachgewiesen und exemplarisch in Extrakten von Scenedes-

mus obtusiusculus zusätzlich zu den anderen Fettsäuren quantifiziert werden konnten. Diese in 

Landpflanzen kaum vorkommenden Verbindungen scheinen bei den Mikroalgen recht verbrei-

tet zu sein und sind wahrscheinlich auch an der antimikrobiellen Aktivität mancher Extrakte 

beteiligt[102]. Weitere Fettsäuren konnten mittels UV-Spektrum, Retentionsverhalten und Mas-

senspektrometrie identifiziert werden. Neben vierfach ungesättigten C16- und C18-Fettsäuren 

kamen auch EPA und DHA vor. Diese ernährungsphysiologisch bedeutenden PUFAs sind in 

Mikroalgen recht häufig[110; 111] und werden teilweise aus ihnen bereits in größeren Mengen 

gewonnen[111; 112]. 

Neben den Fettsäuren wird das Vorkommen unverseifbarer Bestandteile im Hexanextrakt wie 

z. B. Terpene, Sterole und lipophile Pigmente beschrieben[113]. Für die Alge Scenedesmus ob-

tusiusculus A189 wurde ein unverseifbarer Anteil von 20 % bestimmt (Publikation 2) und das 

Vorkommen von Abbauprodukten von Pigmenten mittels Massenspektrometrie nachgewiesen.  

Zusammenfassend war die Suche nach neuen antimikrobiellen Wirkstoffen in den untersuchten 

Algenarten nicht erfolgreich. Es scheint, als würden sich diese Arten nicht durch die Synthese 

von „chemischen Waffen“ in Form von aktiven Sekundärstoffen, sondern durch ein besonders 

schnelles Wachstum gegen Konkurrenten in ihren natürlichen Habitaten versuchen durchzuset-

zen. Sie verfolgen damit eine andere Überlebensstrategie als die durch Bildung toxischer Was-

serblüten bekannten Cyanobakterien. Trotzdem sollte die Suche nach neuen Wirkstoffen auch 

bei eukaryotischen Mikroalgen fortgesetzt werden, da allein die enorme Artenvielfalt das Vor-

kommen aktiver Sekundärmetabolite vermuten lässt.  
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2.2.2. Betaglucangehalt (Publikation 1) 

Wie bereits im Abschnitt 2.1.2. beschrieben, bestand ein wesentlicher Teil der Algenbiomasse 

aus Polysacchariden mit Glucose als Hauptkomponente. Je nach Art der Verknüpfung haben 

Glucosepolymere (= Glucane) unterschiedliche Eigenschaften und dienen den Zellen z. B. als 

Gerüstsubstanz, Zellwandbestandteil, Signalmolekül oder Energiespeicher. Man unterscheidet 

zwischen � - und � -verknüpften Glucanen, wofür die räumliche Anordnung der verknüpften 

Hydroxygruppe (axial bzw. äquatorial) entscheidend ist. 

� -Glucane wie z. B. Stärke sind relativ leicht im Sauren und Basischen hydrolysierbar und 

können von Amylasen, einer weit verbreiteten Gruppe von Enzymen, schnell abgebaut werden. 

Sie dienen deshalb meistens als Energiespeicher mit schneller Verfügbarkeit. Für den Men-

schen sind sie eine der wichtigsten Energiequellen in der Nahrung. 

� -Glucane wie z. B. Cellulose sind hingegen deutlich stabiler und nur im Sauren bzw. durch 

spezialisierte Enzyme wie Cellulasen spaltbar. Sie sind aufgrund ihrer Stabilität als Gerüstsub-

stanzen weit verbreitet. In der menschlichen Ernährung spielen sie vor allem als Ballaststoffe 

eine wichtige Rolle, da vor allem hochpolymere � -Glucane gar nicht oder nur sehr langsam 

verdaulich sind. Niedermolekulare � -Glucane hingegen können komplexe Wirkungen auf das 

Immunsystem haben. Sie werden vermutlich aktiv durch Transportproteine aus dem Darm auf-

genommen und können an verschiedenen Immunzellen Reaktionen hervorrufen[114]. Der ge-

naue Wirkmechanismus ist jedoch bisher nicht bekannt. Gut belegt sind aber die Wirkungen 

von einigen � -Glucanen, wie z. B. dem Lentinan, ein � -1,3/1,6-Glucan aus dem Shiitake-Pilz 

(Lentinula edodes)[115]. Sie wirken immunmodulierend und können adjuvant in der Krebsthe-

rapie eingesetzt werden. Generell kommen � -Glucane in fast allen Lebewesen vor. Besonders 

reich an den immunologisch relevanten niedermolekularen � -Glucanen sind Pilze, viele Bakte-

rien und manche Pflanzen. Neuere Untersuchungen legen nahe, dass auch bei (Mikro-)Algen 

solche Verbindungen vorkommen[116–118]. Ein Beispiel ist das Paramylon, ein � -1,3-Glucan, das 

aus Euglena spp. gewonnen werden kann und unter anderem positive Effekte auf Leber[119], 

Darm[120] und Haut[121] haben soll. Nahrungsergänzungsmittel mit Paramylon sind bereits kom-

merziell erhältlich[122]. 

Daher war es naheliegend, auch die in dieser Arbeit verwendeten Algenarten auf ihren 

� -Glucangehalt hin zu untersuchen. Analytisch sind � -Glucane aufgrund ihrer komplexen 

Struktur jedoch nur schwer zugänglich. Sie können zwar mit den üblichen Methoden zur Ge-

samtkohlenhydratbestimmung quantifiziert, mit diesen aber nicht von anderen Kohlenhydraten 

abgegrenzt werden. Gelöste � -Glucane können mit verschiedenen Fluoreszenz- und kolorime-
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trischen Methoden wie der Anilinblau-[123] und Kongorot-Methode[124] sowie mit immunologi-

schen Tests wie z. B. dem Glucatell®-Assay[125] relativ selektiv erfasst werden. Für festes Pro-

benmaterial wie die zu untersuchenden Algenbiomassen steht von der Firma Megazyme® [126] 

ein Testkit zur Verfügung, welches die unterschiedliche Stabilität von � - und � -Glucanen im 

Alkalischen als Reaktionsgrundlage nutzt. Bei dem eigentlich für Hefebiomasse entwickelten 

Verfahren werden die Proben einmal durch Säure und einmal durch Lauge hydrolysiert und 

jeweils die freigesetzte Glucose durch die Glucoseoxidase-Peroxidase-Reaktion quantifiziert. 

Da sich � -Glucane nur im Sauren spalten lassen, kann anhand der Differenz 

(GlucosegehaltSaure Hydrolyse - GlucosegehaltAlkalische Hydrolyse) auf den � -Glucangehalt geschlossen 

werden. 

Mit dieser Methode wurde der � -Glucangehalt von allen im Screening (2.1.2.) untersuchten 

Algenarten ermittelt und für zwei Arten getestet, ob dieser sich durch Kultivierungsbedingun-

gen verändern lässt (Publikation 1). Ähnlich dem Gesamtkohlenhydratgehalt war auch der 

� -Glucangehalt der Algen sehr variabel und lag zwischen einem und 24 % der Biotrocken-

masse. Besonders � -glucanreiche Arten wie Scenedesmus ovalternus, Porphyridium purpu-

reum oder Cylindrotheca fusiformis erreichen dabei Gehalte (alle etwa 20 %), die den üblicher-

weise als � -Glucanquelle genutzten Pilzen ähnlich sind. Da Mikroalgen jedoch einfacher und 

schneller zu kultivieren sind, könnten sie durchaus in Zukunft eine alternative Quelle darstellen. 

Außerdem konnte anhand zweier Scenedesmus-Arten gezeigt werden, dass der Gehalt an 

� -Glucanen durch Kultivierungstechniken wie erhöhte Lichtzufuhr oder Nitratmangel auf bis 

zu 36 % gesteigert werden konnte. Mit diesen Untersuchungen konnte jedoch noch nicht diffe-

renziert werden, um welche � -Glucane es sich handelt. Cellulose, ein immunologisch nicht ak-

tives � -1,4-Glucan, welches in Mikroalgen nur in geringen Mengen vorkommt (< 10 %[127; 128]), 

wird mit dem Megazyme®-Assay nur zu etwa 20 % erfasst und kann daher nicht Hauptbestand-

teil der Algenbetaglucane sein (Publikation 1). 

Die Extraktion, Aufreinigung und nähere Charakterisierung der Algenbetaglucane erwies sich 

als überaus komplexe Aufgabenstellung und konnte im Rahmen dieser Arbeit nicht mehr rea-

lisiert werden, sollte aber Gegenstand weiterführender Untersuchungen sein. Dabei sollte auch 

untersucht werden, ob die � -Glucane z. B. immunologisch relevante Wirkungen oder einen di-

ätetischen Wert haben. Einige Algenglucane, wie z. B. Laminarin, sind dahingehend bereits gut 

charakterisiert[129]. Systematische Untersuchungen verschiedener Algenpolysaccharide sind 

hingegen in der Literatur noch nicht beschrieben. 
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3. AUSBLICK  
Von der enormen Anzahl an Mikroalgen konnte im Rahmen dieser Arbeit nur ein kleiner Teil 

untersucht werden. Hier muss in Zukunft noch viel investiert werden, um weitere Arten aus der 

Umwelt zu isolieren und sowohl molekulargenetisch als auch biochemisch zu charakterisieren. 

Bei der Suche nach neuartigen Wirkstoffen könnte die Untersuchung extremophiler Arten er-

folgreich sein. Diese könnten aufgrund ihrer hochspezialisierten Anpassung an extreme Habi-

tate und der damit verbundenen besonderen Anforderung an viele Biosynthesewege interes-

sante Sekundärstoffe produzieren. Weiterhin sollte untersucht werden, welchen Einfluss die 

Kultivierungsbedingungen auf die Sekundärstoffproduktion von Mikroalgen haben. Es ist 

durchaus wahrscheinlich, dass bei entsprechender Kultivierung, z. B. auch heterotroph, bei Al-

gen die Biosynthese und Anreicherung von aktiven Sekundärmetaboliten angeregt werden kön-

nen. Weiterhin könnten die Kulturmedien dahingehend untersucht werden, ob die Mikroalgen 

Substanzen in ihre Umgebung sezernieren, die das Wachstum von Konkurrenten hemmen und 

somit potentielle neue antimikrobielle Wirkstoffe darstellen könnten. 

Um die Nutzung von Mikroalgen als Quelle regenerativer Wertstoffe ökonomisch realisierbar 

zu gestalten, müssen noch viele Technologien weiterentwickelt werden. So gibt es bei der Kul-

tivierung noch großes Entwicklungspotential. Auch wenn Mikroalgen heute schon unter La-

borbedingungen hohe Raum-Zeit-Ausbeuten an hochwertiger Biomasse liefern, ist die Über-

tragbarkeit in den industriellen Maßstab noch nicht gewährleistet. Zunächst müssen geeignete 

Bioreaktoren entwickelt werden; hier scheinen Flachplattenreaktoren[130] oder auch kombi-

nierte Systeme[131] besonders geeignet für die großtechnische Freilandkultivierung zu sein, 

wenngleich die Kosten für diese Systeme noch relativ hoch sind. Auch die richtige Wahl der 

Anbaugebiete ist essentiell, Mittelmeer- und Tropische Klimazonen scheinen hier Wüsten und 

gemäßigten Breiten überlegen zu sein[132]. Weiterhin muss auch die Entwicklung neuer Ernte- 

und Downstreamprozesse gelingen[31; 133], um auch in großtechnischem Maßstab die Biomasse 

ökonomisch gewinnen und verarbeiten zu können. Vor allem der geringe Feststoffgehalt 

(ca. 1 %) bei Algenkulturen stellt hier eine große Hürde dar. 

Um die Wertschöpfung aus dem Ausgangsprodukt Mikroalgenbiomasse zu steigern, ist die 

Weiterentwicklung des Bioraffinerie-Konzeptes besonders Erfolg versprechend[31; 134]. Durch 

kombinierte Verwertungsketten[135] mit Gewinnung von kleineren Mengen Hochwertprodukten 

(z. B. Pharmazeutika) und der Verarbeitung der Reststoffe zu Produkten im Mittelpreis- (z. B. 

Nahrungsmittel) und Niedrigpreissektor (z. B. Treibstoffe) kann der Prozess rentabel werden. 

Dabei könnten auch noch andere Ansätze zur Nutzung von Mikroalgen wie z. B. die Abwasser-

klärung[136; 137] mit integriert werden, um die Wirtschaftlichkeit weiter zu erhöhen. 
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ANHANG 
 
Tabelle 1: Verwendete Algenarten, Medien, Wachstum, Primärstoffe, antimikrobielle Aktivität 

Med: Medium; TM : Trockenmasse, Ausbeute nach 14-tägiger Kultivierung unter Standardbe-
dingungen (n = 1 mit 9-10 Parallelkulturen); µ: Wachstumsrate; L : Lipidanteil (n = 3); K: Ge-
samtkohlenhydratgehalt (n = 3), P: Proteingehalt (n = 3) , � -Gl: � -Glucangehalt (n = 2); AA:  
Antimikrobielle Aktivität; H:  Hexanextrakt; M:  Methanolextrakt. Die Gehaltsangaben bezie-
hen sich auf die getrocknete Biomasse.  

Nr. Name Med TM 
(g/L) 

µ 
(d-1) 

L 
(%) 

K 
(%) 

P 
(%) 

� -Gl 
(%) 

AA 

A 6 Chlorella sp. BG-11 0,940 0,298 9,3 25,4 49,8 8,1 - 
A 9 Chlorella vulgaris BG-11 0,654 0,282 8,8 28,1 56,7 6,2 H 
A 13 Pediastrum boryanum BG-11 0,467 0,132 8,2 25,6 44,9 6,3 H 
A 15 Scenedesmus quadricauda BG-11 0,808 0,215 8,1 20,0 56,0 3,9 H 
A 31 Mesotaenium caldariorum BG-11 0,272 n.b. 9,4 38,7 38,2 1,7 - 
A 59 Scenedesmus acuminatus BG-11 0,767 0,210 14,5 23,9 43,5 7,9 - 
A 78 Pediastrum duplex BG-11 0,597 0,201 1,6 29,1 56,2 8,3 H 
A 161 Tribonema aequale BG-11 0,251 0,129 12,0 27,9 40,5 9,7 H/M 
A 163 Tribonema viride BG-11 0,193 n.b. 3,6 27,4 60,1 9,5 - 
A 176 Coelastrum sp. BG-11 0,472 0,185 7,6 24,3 41,7 5,5 H 
A 189 Scenedesmus obtusiusculus BG-11 0,749 0,257 10,6 37,1 49,7 7,8 H 
A 192 Oocystis irregularis BG-11 0,385 0,228 11,7 27,8 48,7 5,1 - 
A 224 Chlorella sp. BG-11 0,730 0,234 15,5 23,0 53,7 6,8 H 
A 99-18 unbekannt BG-11 0,483 0,070 7,4 29,5 34,0 10,2 H 
K 80 Coelastrum microporum BG-11 0,668 0,185 11,6 31,8 48,1 8,3 H 
K 196 Ankistrodesmus falcatus BG-11 0,571 0,225 13,3 25,9 56,8 6,5 H 
K 205 Chlamydomonas reinhardtii BG-11 0,452 0,186 9,3 19,1 43,6 5,8 - 
K 215 Chlamydomonas reinhardtii BG-11 0,566 0,240 14,2 26,8 56,7 6,9 H 
K 224 Chlorella sp. BG-11 0,757 0,246 7,7 28,7 42,0 8,9 - 
K 226 Chlorella miniata BG-11 0,463 0,195 10,7 27,6 45,2 8,5 - 
A 300 Desmodesmus intermedius BG-11 0,644 0,259 6,6 24,1 43,3 17,8 - 
A 301 Desmodesmus sp. BG-11 0,761 0,259 7,4 22,0 48,4 5,4 - 
A 302 Parachlorella kessleri BG-11 0,562 0,241 11,8 27,4 48,4 5,1 - 
A 303 unbekannt BG-11 0,601 0,213 13,8 25,4 44,4 7,4 - 
A 304 Coccomyxa sp. BG-11 0,282 0,160 14,2 25,8 48,0 4,5 - 
A 305 Desmodesmus sp. BG-11 0,585 0,252 3,2 21,0 54,1 3,7 H 
A 306 Desmodesmus sp. BG-11 0,653 0,258 2,1 27,6 43,9 7,7 - 
A 307 Desmodesmus sp. BG-11 0,953 0,296 2,0 25,7 48,5 5,1 H 
A 308 Desmodesmus sp. BG-11 0,629 0,258 3,5 22,7 57,1 4,8 - 
A 309 Desmodesmus sp. BG-11 0,559 0,240 5,8 42,1 37,6 12,2 - 
A 310 Ankistrodesmus sp. BG-11 0,644 0,234 2,2 22,9 55,3 2,2 H/M 
A 311 Desmodesmus sp. BG-11 0,611 0,251 2,5 28,4 48,3 6,0 H 
A 312 Oocystis sp. BG-11 0,627 0,251 3,7 40,9 40,3 0,8 H 
A 313 Mychonastes sp. BG-11 0,354 0,238 1,2 16,8 51,7 1,3 M 
A 314 Mychonastes sp. BG-11 0,643 0,221 0,9 27,9 31,0 2,8 - 
A 315 Mychonastes sp. BG-11 0,521 0,253 1,7 16,9 48,1 2,8 H 
A 316 Desmodesmus sp. BG-11 0,530 n.b. 1,7 43,8 44,1 6,2 H 
A 317 Mychonastes sp. BG-11 0,337 0,214 1,2 20,9 42,8 5,1 M 
A 318 Chlorella sorokiniana BG-11 0,456 0,246 1,7 22,6 48,4 1,5 - 
A 319 unbekannt BG-11 0,580 0,247 3,0 30,4 50,5 1,4 - 
A 322 unbekannt BG-11 0,959 0,261 4,2 30,4 44,2 7,6 H/M 
2003-6 unbekannt BG-11 0,680 0,262 20,7 27,3 44,9 3,7 - 



ANHANG 
 

IV 
 

Tabelle 1 (Fortsetzung): Verwendete Algenarten, Medium, Wachstum, Primärstoffe, anti-
mikrobielle Aktivität 

Med: Medium; TM : Trockenmasse, Ausbeute nach 14-tägiger Kultivierung unter Standardbe-
dingungen (n = 1 mit 9-10 Parallelkulturen); µ: Wachstumsrate; L : Lipidanteil (n = 3); K: Ge-
samtkohlenhydratgehalt (n = 3), P: Proteingehalt (n = 3) , � -Gl: � -Glucangehalt (n = 2); AA:  
Antimikrobielle Aktivität; H:  Hexanextrakt; M:  Methanolextrakt. Die Gehaltsangaben bezie-
hen sich auf die getrocknete Biomasse. 

Herkunft der Kulturen: Experimentelle Phykologie und Stammsammlung der Universität Göt-
tingen; Culture Collection of Algae and Protozoa des Scottish Marine Institute in Oban (*); 
Algenstammsammlung der Abteilung Industrielle Biokatalyse der Technischen Universität 
München (**) 

Nr. Name Med TM 
(g/L) 

µ 
(d-1) 

L 
(%)  

K 
(%)  

P 
(%)  

� -Gl 
(%)  

AA 

2336 Scenedesmus arvensis BG-11 0,235 0,180 9,7 31,4 42,8 8,2 - 
46.88 Scenedesmus costatus BG-11 0,504 0,195 6,8 31,7 40,8 4,9 - 
2332 Scenedesmus ecornis BG-11 0,642 0,231 8,4 29,1 40,0 11,3 - 
64.81 Scenedesmus ellipticus BG-11 0,478 0,176 9,5 25,4 34,8 5,0 - 
2.81 Scenedesmus falcatus BG-11 0,652 0,228 7,7 36,6 38,4 11,9 - 
52.80 Scenedesmus ovalternus BG-11 1,369 0,252 6,7 58,1 31,1 24,2 H 
21.81 Scenedesmus productocapitatus BG-11 0,920 0,230 7,4 31,1 39,7 8,8 - 
5.95 Scenedesmus rubescens BG-11 0,708 0,224 8,7 33,3 55,2 9,0 - 
211-11n Scenedesmus vacuolatus BG-11 0,804 0,257 9,9 41,7 38,5 6,5 - 
22.81 Scenedesmus wisconsinensis BG-11 0,948 0,210 16,4 25,3 46,2 6,2 - 
2.95 Pirula salina Dun 0,112 0,069 2,7 48,9 33,1 n.b. n.d. 
48.87 Monoraphidium braunii BG-11 0,970 0,258 11,5 23,8 50,3 8,6 - 
2326 Acutodesmus obliquus BG-11 0,998 0,248 7,2 28,2 38,2 9,8 - 
184.80 Dunaliella salina Dun 0,153 0,128 5,2 25,8 39,5 n.b. n.d. 
15.98 Desmodesmus schnepfii BG-11 0,640 0,207 8,3 22,1 52,0 5,1 - 
202-13 Monoraphidium griffithii BG-11 0,451 0,221 11,0 24,0 43,6 4,8 - 
2057 Desmodesmus communis BG-11 0,631 0,162 2,0 34,1 44,4 10,8 H 
2333 Desmodesmus bicellularis BG-11 0,507 0,239 5,5 25,3 46,1 7,6 - 
276-4e Desmodesmus armatus BG-11 0,520 0,182 3,5 25,2 54,5 6,6 - 
3.99 Tetradesmus wisconsinensis BG-11 0,731 0,223 3,3 27,3 54,2 5,0 - 
49.87 Monorapidium terrestre BG-11 0,540 0,214 11,3 33,7 35,7 8,3 - 
211-12 Chlorella vulgaris BG-11 0,986 0,301 3,1 27,0 55,5 n.b. H 
40.85 Nannochloropsis salina SWES 0,446 0,128 28,3 12,2 16,0 4,2 n.d. 
1090-1a Phaeodactylum tricornutum SWES 0,329 0,205 16,9 19,0 51,1 1,7 H 
1380-1d Porphyridium purpureum f/2mod 0,593 n.b. 9,2 65,1 11,2 22,4 H 
1017/2* Cylindrotheca fusiformis f/2mod 0,430 0,179 40,7 38,7 17,6 17,9 - 
66/22C* Tetraselmis suecica f/2 0,390 0,103 25,1 44,5 17,6 16,1 - 
L6-1** Picochlorum sp. Dunmod 0,309 0,205 14,2 36,5 20,3 11,8 - 
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Tabelle 2: Validierungsergebnisse der Ninhydrin-Methode 

*: Proteingehalt in Prozent bei 5,0 mg Einwaage 

Parameter Wert 
Arbeitsbereich (µg mL-1) 2,5-25 
Linearität  (R², n=10) 0,9947 
LOD (%*/ µg mL-1) 6,2 / 1,5 
LOQ (%*/ µg mL-1) 14,8 / 3,8 
Messpräzision (VK %, n=6) 4,9 
Methodenpräzision (VK %, n=6) 8,9 
Tag-zu-Tag-Präzision (VK %, n=3) 6,4 
Wiederfindungsrate (BSA, %, n=6) 110,8 
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Tabelle 3: Ergebnisse der Lichtexperimente: Wachstum und Primärstoffe 

Licht : Beleuchtungsintensität in µmol Photonen m-2 s-1; TM: Trockenmasse, Ausbeute nach 
14-tägiger Kultivierung unter Standardbedingungen (n = 2); µ: Wachstumsrate; td: Verdopp-
lungszeit; L : Lipidanteil (n = 2); K: Gesamtkohlenhydratgehalt (n = 2), P: Proteingehalt (n = 2). 

Nr. Name Licht  TM 
(g/L) 

µ 
(d-1) 

td 

(d) 
L 

(%) 
K 

(%) 
P 

(%) 
A 6 Chlorella sp. 50 0,887 0,293 2,36 2,7 29,2 36,9 
  100 1,227 0,314 2,21 2,7 34,0 32,4 
  150 1,681 0,331 2,10 5,7 50,3 27,3 
  200 1,757 0,325 2,13 7,7 49,8 26,9 
A 15 Scenedesmus quadricauda 50 0,847 0,214 3,23 3,7 28,8 31,7 
  100 1,394 0,241 2,88 2,5 38,8 28,1 
  150 2,009 0,250 2,77 2,8 40,8 31,6 
  200 2,452 0,256 2,71 4,3 51,4 27,5 
A 59 Scenedesmus acuminatus 50 1,000 0,230 2,98 3,5 33,2 36,6 
  100 1,771 0,266 2,74 4,3 45,1 28,5 
  150 2,195 0,284 2,55 7,3 53,1 24,1 
  200 2,323 0,281 2,60 7,2 49,6 28,3 
A 189 Scenedesmus obtusiusculus  50 1,140 0,282 2,46 2,6 24,6 46,1 
  100 2,216 0,303 2,29 5,7 40,9 24,5 
  150 2,511 0,308 2,25 8,6 40,7 25,9 
  200 2,635 0,309 2,24 12,3 35,6 29,7 
A 307 Desmodesmus sp. 50 0,806 0,272 2,55 2,8 26,8 41,0 
  100 1,377 0,297 2,34 1,8 32,9 42,8 
  150 2,064 0,319 2,17 2,4 41,3 31,1 
  200 2,112 0,325 2,13 3,4 40,9 30,4 
211-11n Scenedesmus vacuolatus 50 0,698 0,284 2,44 3,1 28,2 47,5 
  100 1,105 0,309 2,24 7,1 44,3 35,6 
  150 1,605 0,321 2,16 6,7 55,4 30,4 
  200 1,686 0,323 2,15 8,2 51,2 33,2 
21.81 Scenedesmus productocapitatus 50 0,635 0,204 3,40 5,5 25,6 41,2 
  100 0,891 0,234 2,96 6,0 27,1 44,7 
  150 1,243 0,251 2,76 5,8 31,8 39,4 
  200 1,438 0,269 2,58 5,7 27,6 33,8 
22.81 Scenedesmus wisconsinensis 50 1,178 0,232 2,98 2,8 44,4 25,1 
  100 2,127 0,253 2,74 5,5 65,4 19,7 
  150 2,456 0,272 2,55 8,0 68,0 20,3 
  200 2,085 0,266 2,60 7,8 62,9 22,0 
2326 Acutodesmus obliquus 50 0,984 0,269 2,58 3,0 39,5 38,3 
  100 1,436 0,274 2,53 4,5 45,0 36,5 
  150 1,902 0,294 2,36 8,1 50,3 32,4 
  200 2,189 0,306 2,27 7,6 54,6 32,3 
48.87 Monoraphidium griffithii 50 0,848 0,225 3,07 6,4 29,7 36,2 

  100 1,271 0,257 2,70 6,4 31,4 35,1 
  150 1,632 0,278 2,49 7,6 32,7 31,1 
  200 1,721 0,279 2,49 7,5 33,9 32,8 

52.80 Scenedesmus ovalternus 50 1,146 0,222 3,12 4,2 48,5 29,3 
  100 2,085 0,251 2,76 7,1 61,2 22,1 
  150 2,387 0,264 2,63 8,9 68,1 21,3 
  200 2,216 0,254 2,72 9,0 70,1 23,4 
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Tabelle 4: pH-Experiment mit Scenedesmus obtusiusculus A189, Temperatur 30 °C, Belich-
tung: 4× 200 µmol Photonen m-2 s-1 Dauerlicht 

TM : Trockenmasse, Ausbeute nach 14-tägiger Kultivierung unter Standardbedingungen; 
µ: Wachstumsrate; td: Verdopplungszeit; L : Lipidanteil; K: Gesamtkohlenhydratgehalt, P: Pro-
teingehalt; Primärstoffgehalt relativ („%“) und absolut in g L-1 14 d-1 („g/L“) dargestellt (jeweils 
n = 2 außer pH 6,5 und pH 11 n = 1). 

pH TM 
(g/L) 

µ 
(d-1) 

td 
(d) 

L 
(%) 

L 
(g/L) 

K 
(%) 

K 
(g/L) 

P 
(%) 

P 
(g/L) 

6,5 0,690 0,217 3,2 7,9 0,06 28,9 0,20 57,1 0,39 
7,0 2,165 0,292 2,4 6,8 0,15 57,1 1,23 31,1 0,67 
7,5 2,190 0,287 2,4 7,5 0,16 51,7 1,13 32,9 0,72 
8,0 2,195 0,287 2,4 7,4 0,16 50,6 1,11 32,6 0,70 
8,5 2,010 0,302 2,3 6,0 0,12 45,3 0,91 32,4 0,65 
9,0 1,860 0,282 2,5 8,5 0,16 50,0 0,93 34,0 0,63 
9,5 1,360 0,259 2,7 11,0 0,14 47,8 0,65 34,9 0,49 
10,0 1,275 0,260 2,7 6,7 0,09 38,1 0,49 39,1 0,50 
10,5 0,590 0,196 3,5 6,7 0,04 48,2 0,29 35,0 0,20 
11,0 0,205 0,049 14,2 7,0 0,02 30,5 0,06 38,9 0,08 

 

 

Tabelle 5: Temperatur-Experiment mit Scenedesmus obtusiusculus A189, pH = 7,8, Belich-
tung: 4× 500 µmol Photonen m-2 s-1 Dauerlicht 

T:  Temperatur; TM : Trockenmasse, Ausbeute nach 7-tägiger Kultivierung unter Standardbe-
dingungen; µ: Wachstumsrate; td: Verdopplungszeit; L : Lipidanteil; K: Gesamtkohlenhydrat-
gehalt, P: Proteingehalt; Primärstoffgehalt relativ („%“) und absolut in g L-1 7 d-1 („g/L“) dar-
gestellt (jeweils n = 2). 

T 
(°C) 

TM 
(g/L) 

µ 
(d-1) 

td 
(d) 

L 
(%) 

L 
(g/L) 

K 
(%) 

K 
(g/L) 

P 
(%) 

P 
(g/L) 

15 1,605 0,497 1,4 8,5 0,14 39,3 0,63 43,3 0,70 
20 2,100 0,519 1,3 10,5 0,22 46,2 0,97 29,0 0,61 
25 2,570 0,544 1,3 14,7 0,38 41,1 1,06 32,2 0,83 
27,5 2,730 0,546 1,3 14,6 0,40 49,9 1,35 27,0 0,74 
30 2,675 0,572 1,2 14,4 0,39 47,5 1,27 29,4 0,79 
32,5 2,555 0,539 1,3 11,4 0,29 44,4 1,14 30,9 0,79 
35 2,310 0,492 1,4 9,0 0,21 44,2 1,02 36,7 0,85 
37,5 0,975 0,465 1,5 7,7 0,08 42,1 0,41 46,3 0,45 
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Tabelle 6: Zusammensetzung BG-11, BG-11mod und ABV-Medien. 

Werte in g/L wenn nicht anders gekennzeichnet. Zusammensetzung Spurenelemente-Lösung 
(mg L-1): H3BO3 0,61; MnSO4 × 4H2O 2,23; ZnSO4 × 7H2O 2,87; CuSO4 × 5H2O 0,025; 
(NH4)6Mo7O24 × 4H2O 0,125. *: ohne Cu, Mo und B. 

Komponente BG-11 BG-11mod ABV1 ABV2 ABV3 
NaNO3 1,5 1,5 0,375 0,375 0,375 
K 2HPO4 0,031 0,031 0,031 0,031 0,031 
Eisenammoniumcitrat 0,006 0,006 0,0006 0,0006 0,0006 
MgSO4 × 7H2O 0,075 0,075 0 0 0 
CaCl2 × 2H2O 0,03576 0,03576 0 0 0 
Zitronensäure 0,006 0 0 0 0 
Na2EDTA 0,001 0 0 0 0 
Na2CO3 0,02 0 0 0 0 
Künstliches Meersalz 0 0 5,0 0 0 
Spurenelemente-Lösung 1 mL 1 mL* 0 0 0 
VE-Wasser 1 L 1 L 1 L 0 0 
Ostseewasser 0 0 0 1 L 0 
Peenewasser 0 0 0 0 1L 

 

 

Tabelle 7: Wachstum und Primärstoffe der fünf wachstumsstärksten Arten im 40-L-Maßstab, 
pH = 8,5, Temperatur 30 °C, Belichtung: 4× 200 µmol Photonen m-2 s-1 Dauerlicht 

S.: Scenedesmus; TM : Trockenmasse, Ausbeute nach 14-tägiger Kultivierung unter Standard-
bedingungen; µ: Wachstumsrate; td: Verdopplungszeit; L : Lipidanteil; K: Gesamtkohlen-
hydratgehalt, P: Proteingehalt; Primärstoffgehalt relativ („%“) und absolut in g L-1 14 d-1 
(„g/L“) dargestellt (jeweils n = 2). 

Nr. Name TM 
(g/L) 

µ 
(d-1) 

td 
(d) 

L 
(%)  

L 
(g/L) 

K 
(%) 

K 
(g/L) 

P 
(%) 

P 
(g/L) 

A15 S. quadricauda 2,800 0,269 2,6 2,9 0,08 48,5 1,36 35,8 1,00 
A59 S. acuminatus 2,000 0,291 2,4 5,6 0,11 41,3 0,83 32,5 0,65 
A189 S. obtusiusculus 2,010 0,302 2,3 6,0 0,12 45,3 0,91 32,4 0,65 
22.81 S. wisconsinensis  2,650 0,250 2,8 6,5 0,17 71,9 1,89 13,5 0,36 
52.80 S. ovalternus 2,550 0,249 2,8 6,0 0,15 70,6 1,80 15,6 0,40 

 

 

Tabelle 8: Charakterisierung der Testkeime für die antimikrobiellen Testungen 

Nr. Name gram Positivkontrolle [µg] Hemmhof mm 
ATCC 6059 Bacillus subtilis positiv Ampicillin  [10] 25 
ATCC 6538 Staphylococcus aureus positiv Ampicillin  [10] 33 
ATCC 11229 Escherichia coli negativ Ampicillin  [50] 25 
ATCC 27853 Pseudomonas aeruginosa  negativ Gentamicin  [25] 23 
SBUG 700 Candida maltosa -- Nystatin  [50] 27 
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Tabelle 9: Korrelation PUFA-Gehalt – antimikrobielle Aktivität ausgewählter Hexanextrakte 

C18:3: � -Linolensäure; C18:2: Linolsäure; C18:1: Ölsäure; C18:0: Stearinsäure; C16:0: 
Palmitinsäure; alle Angaben in % vom Hexanextrakt (jeweils n = 2). 

Nr. Name C18:3 C18:2 C18:1 C18:0���� C16:0 �  alle �  PUFA aktiv 
A309 Desmodesmus sp. 4,2 3,0 7,9 0,4� 4,4 19,8 7,3 nein 
A310 Ankistrodesmus sp. 13,5 8,1 7,0 0,9� 2,1 31,6 20,8 ja 
A311 Desmodesmus sp. 11,2 6,5 5,2 5,2� 3,2 31,2 16,6 ja 
A312 Oocystis sp. 7,1 5,4 4,7 3,6� 3,6 24,3 11,6 ja 
A313 Mychonastes sp. 4,2 2,1 5,9 2,4� 0,8 15,4 6,1 nein 
A314 Mychonastes sp. 1,4 0,3 1,1 5,9� 0,2 8,9 1,7 nein 
A315 Mychonastes sp. 1,6 0,4 0,8 0,0� 3,4 6,1 1,9 ja 
A316 Desmodesmus sp. 5,8 4,1 3,0 0,3� 4,6 17,8 10,0 ja 
A317 Mychonastes sp. 0,8 0,4 1,7 2,0� 0,7 5,5 1,2 nein 
A319 unbekannt 1,9 0,3 0,6 1,2� 2,7 6,7 2,1 nein 
A322 unbekannt 9,8 6,2 10,6 0,7� 7,2 34,6 15,9 ja 
211-12 Chlorella vulgaris 9,0 9,5 3,9 1,0� 3,4 26,7 17,9 ja 
15.98 D. schnepfii 2,3 4,1 2,2 0,0� 4,0 12,6 5,9 nein 
2057 D. communis 6,1 6,2 14,2 0,0� 3,3 29,9 6,1 nein 
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