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1. Einleitung und Motivation 1

1. Einleitung und Motivation

Der permanente Fortschritt in der Biologie, der Chemie und der Physik, und deren interdiszi-
plindare Zusammenarbeit ermdglichen ein immer tieferes Verstandnis der grundlegenden Zu-
sammenhange des Lebens. Ein jeder Forschungszweig versucht dabei sowohl Grundlagenfor-
schung zu betreiben, als auch mit diesem Wissen sinnvolle, hilfreiche und potentiell
kommerzielle Anwendungen zu entwickeln. Hinsichtlich der Erforschung von Mikroorganis-
men gibt es unter anderem den Ansatz bereits bekannte nitzliche Funktionen [1] zu optimie-
ren oder schadliche bakterielle Verhaltensweisen zu unterdricken [2]. In der vorliegenden
Arbeit wird es vornehmlich um Grundlagenforschung gehen, und dabei um die Entwicklung
und Anwendung neuartiger Methoden, zur zeitlichen und raumlichen Untersuchung einzelner

Bakterien in Mikrofluidik-Systemen.

Lange Zeit bestand in der Forschung die Auffassung, dass Bakterien voneinander unab-
hangig sind und in strikt solitdrer Lebensweise existieren [3]. Doch bereits vor 66 Jahren
sind erste Hinweise auf ein multizellulares Verhalten bei marinen Leuchtbakterien gefunden
worden [4]. Eine grundlegende Vorraussetzung fir eine derartige mikrobielle Organisations-
form ist die Fahigkeit zur interzellularen Kommunikation [5]. Diese sogenannte Zell-Zell-
Kommunikation wurde erstmals bei dem Gram-positiven Bakterium Strebtococcus pneumo-
niae [6] und dem marinen Gram-negativen Bakterium Vibrio fischeri (V.fischeri) [7] be-
schrieben. Dabei dienen chemische Signale der Kommunikation und Koordination von Grup-
penaktivitdten. Das V.fischeri Bakterium stellt hierbei ein anschauliches und gut
verstandenes Modellsystem dar. So zeigen einzelne oder einige wenige V.fischeri-Zellen kei-
ne Bioluminiszenz, wahrend eine hohe Zelldichte, z.B. bei der Symbiose mit einigen Meeres-
fischen [8], zu einer Luminiszenz fihrt. Im Fall des Tintenfisches Monocentris japanicus wird
das von den V.fischeri-Bakterien produzierte Licht verwendet, um Artgenossen anzulocken
[8].

Obwohl inzwischen verschiedene Theorien zu diesem Phanomen entwickelt worden sind,
wird dieses Kommunikations-Verhalten auch heute noch meist unter dem Uberbegriff Quo-
rum-Sensing (engl., QS) zusammengefasst [8], da man ehemals von einer ausschlieBlich
Zelldichte-abhdngigen Reaktion der Zellen ausgegangen ist.

Zu Beginn wurde das QS beschrieben durch die Sekretion, Wahrnehmung und Weiterver-
arbeitung der chemischen Signalmolekiile, die sich per Diffusion fortbewegen und je nach
Populationsdichte unterschiedlich hohe Konzentrationen erreichen. Wird dabei eine bestimm-
te Grenz-Konzentration Uberschritten, kommt es zu einer Reaktion der Bakterien (im Beispiel
des V.fischeri zur Bioluminiszenz). In der aktuellen Forschung werden neben dem Quorum-
Sensing zwei weitere Theorien diskutiert; zum einen das Diffusion-Sensing (engl., DS) und
das Efficiency-Sensing (engl., ES). Die DS-Theorie geht von einem grundsatzlich Zelldichte-
unabhangigen System aus, und proklamiert die Sensitivitat dieses Systems fir Diffusion und
die daraus entstehenden Grenzen fiir einen sinnvollen Signalmolekil-Massen-Transfer. Das

QS-System ware demnach nur ein Nebeneffekt des DS-Systems [9]. Die ES-Theorie hinge-



gen versucht QS und DS zu vereinen, indem hier berlicksichtigt wird, dass die Bakterien-
Zellen nicht allein auf die Populationsdichte, die diffusionsbedingte Massen-Transfer-Grenze
oder die raumliche Verteilung sensitiv reagieren kénnen, sondern nur auf die jeweilige Kom-
bination dieser drei Faktoren [10].

In den folgenden Kapiteln dieser Arbeit wird das Phanomen der Zell-Zell-Kommunikation
trotz dieser Unterschiede weiter unter dem Begriff Quorum-Sensing gefiihrt, da dies in wei-
ten Teilen der Literatur so gehandhabt wird.

Die meisten bisherigen Ergebnisse zu diesem Thema sind bei Untersuchungen entstan-
den, bei denen sich die Bakterien bereits in Symbiose mit dem Wirt befinden, bzw. bei dem
Eindringen der Bakterien in die Wirtspflanze [11]. Das Verhalten bei einer so zustande ge-
kommenen hohen Zelldichte wird dann mit demjenigen bei niedrigen Populationsdichten,
bzw. einzelnen Bakterien verglichen. Auch sind die QS-Systeme mit der sogenannten Quo-
rum-Quenching Methode untersucht worden, bei der der QS-Signalweg gezielt unterbrochen
wird, um Regulationsmechanismen im Detail zu erforschen [12]. Die Problematik, bzw.
Schwierigkeit die bei der Arbeit mit hohen Zelldichten entsteht, ist, dass die Ergebnisse (z.B.
Reaktionszeiten) lediglich Durchschnittswerte darstellen (avaraging effects, engl.), und somit
keine genauen Aussagen zum Reaktionsverhalten von einzelnen Zellen mdéglich sind. Auch
kann dadurch nicht bestdtigt werden, dass zwei einzelne Bakterienzellen grundsatzlich in der
Lage sind, Uber QS zu kommunizieren, oder ob es sich beim OS wirklich um einen reinen
Gruppeneffekt handelt, wie urspriinglich angenommen.

Es ergibt sich somit die Frage, in wieweit es mdglich ist, eine individuelle QS-bezogene
Reaktion eines Bakteriums auf Einzelzellniveau zu dokumentieren und diese Reaktion und
deren Eigenschaften anhand genau festgelegter Rahmenbedingungen zu charakterisieren.
Des Weiteren ware es interessant zu beobachten, ab welchen zu Uberbrickenden Distanzen
zwischen zwei einzelnen Bakterien es zu keiner Reaktion der Zelle mehr kommt.

Die sogenannten Lab-on-a-Chip- oder Mikrofluidik-Systeme bieten ideale Voraussetzun-
gen, um diese Fragestellungen zu beantworten [13, 14]. Die mittels Soft-Lithographie [15]
herzustellenden Chips besitzen Kanalstrukturen mit einer Dimensionierung auf ZellgréBe.
Des Weiteren sind sie gaspermeabel [16], biokompatibel [16] und die Versuche darin finden
unter definierten chemischen Bedingungen statt. Damit ist eine experimentelle Umgebung
gegeben, die ein gezieltes Fangen und Manipulieren einzelner Zellen ermdéglicht. Dies ist
schon mehrfach unter Beweis gestellt worden, z.B. bei der Erstellung von Protein-
Elektropherogrammen einzelner Insektenzellen [17], oder bei der Sortierung von Zellen nach
unterschiedlichen Eigenschaften [18]. Die in dieser Arbeit angestrebte Untersuchung von
Bakterien stellt aufgrund der geringen GréBe noch eine zusatzliche Herausforderung dar.

Das Ziel der vorliegenden Arbeit ist es Mikrofluidikchips zu erstellen, mit denen es mdglich
ist Bakterien rdumlich selektiv zu fangen. Daflr werden zwei Ansatze gewahlt. Zum einen
wird versucht gezielt einzelne Bakterien-Zellen hydrodynamisch in den Mikrofluidikkandlen zu
fangen. Dazu werden zunachst die Chips hergestellt und mit Latex-Kiigelchen, sogenannten
Beads, auf ihre Funktionalitat Gberprift. AnschlieBend folgen dann Versuche mit den Bakteri-
enzellen. Zum anderen wird in strukturierten Kanalen der Effekt der Dielektrophorese (DEP)

ausgenutzt um einzelne Zellen mit Hilfe eines inhomogenen elektrischen Wechselfeldes fest-
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zuhalten. Hier kommen als erstes Strukturen zum Einsatz, die in friheren Arbeiten flr ein
Auftrennen von DNA-Molektilen verwendet wurden [19, 20]. Nach der Verifizierung des die-
lektrophoretischen Fang-Prinzips von Bakterienzellen, wird dann mittels zweier neuartiger
DEP-Strukturen ein gezieltes Fangen einzelner Bakterien angestrebt. Des Weiteren mussen
die zu diesem Fangen notwendigen Parameter (z.B. Starke und Frequenz des elektrischen
Feldes) ermittelt und optimiert werden. Die Abstdnde sowohl der hydrodynamische als auch
der dielektrophoretischen Fallen zueinander sind dabei in beiden Ansatzen fest definiert, und
bilden mit der chemischen Umgebung geeignete und gleich bleibende Rahmenbedingungen,
um das QS zwischen zwei raumlich getrennten Bakterien zu beobachten.

Bei den Bakterien die in dieser Arbeit verwendet werden, handelt es sich um eine Mutante
des Sinorhizobium meliloti (Rm1021(pHC60)), welche freundlicherweise von der Gruppe flr
Proteom- und Metabolomforschung der Universitat Bielefeld [21] zur Verfligung gestellt wur-
de, und sich aufgrund seiner gentechnischen Veranderungen besonders fiir diese Aufgabe

eignet.

In den nun folgenden Kapiteln wird zundchst die notwendige grundlegende Theorie be-
sprochen, gefolgt von einer Darstellung der in dieser Arbeit verwendeten Materialien, Metho-
den und Arbeitsschritte, die zu einer erfolgreichen Produktion der Mikrofluidikchips flihren.
Mit diesem Grundwissen ausgestattet werden dann die erzielten Ergebnisse prasentiert und
diskutiert. Zum Schluss wird noch ein Ausblick gegeben, wie die Experimente optimiert wer-
den kénnen, bzw. welche Schritte notwendig sind, um dieses Projekt erfolgreich weiterzufih-
ren. Damit werden in dieser Arbeit die Grundlagen flr eine aussichtsreiche Analyse des Quo-

rum Sensing von Bakterien auf Einzelzellniveau geschaffen.



2. Theoretische Grundlagen

In den folgenden Kapiteln werden die theoretischen Grundlagen gelegt, die zum Verstandnis
der Experimente dieser Arbeit wichtig sind. Zum einen wird auf den biologischen Hintergrund
des verwendeten Erdbodenbakteriums Sinorhizobium meliloti eingegangen, und zum anderen
auf die physikalischen Grundlagen, die flir den Umgang mit Mikrofluidik-Systemen wesentlich

sind. Hierzu gehoéren hydrodynamische und elektrokinetische Effekte.

2.1. Erdbodenbakterium Sinorhizobium meliloti

Das Erdbodenbakterium Sinorhizobium meliloti (S.meliloti) gehdrt taxonomisch gesehen zu
der Familie der Rhizobiaceae und darin zu der Klasse der Alphaproteobacteria. Es besitzt wie
alle Bakterien dieser Familie die Fahigkeit eine Symbiose mit Leguminosen (Hulsenfriichten)
einzugehen und molekularen Stickstoff zu fixieren. Zu der Gruppe der Rhizobien gehéren die
Genera Asorhizobium, Mesorhizobium, Bradyrhyzoium, Rhizobium und Sinorhizobium. Die
Bakterien der jeweiligen Genera sind
streng aerob, chemotroph, Gram-
negativ und ihre Form ist stabchen-
férmig (vgl. Abbildung 2.1) [22]. Unter
den Rhizobien variieren die Wirtsberei-
che stark, d.h. jede dieser Spezies
besitzt ein eigenes Wirtsspektrum. Im
Fall des Sinorhizobium meliloti sind
dies die drei Leguminose-Gattungen
Medicago, Melilotus und Trigonella [1].
Wahrend dieser Symbiose besiedeln

die Bakterien Wurzelstrukturen der

Rm1021 x17000 12kV 31.5.08

Wirtspflanze und differenzieren in den

Abbildung 2.1 Aufnahme mehrerer Rm1021(pHC60)-
Pflanzenzellen zu Bakteroiden. Dies ist Bakterien mittels eines Rasterelektronenmik-
) roskops.

ein nicht mehr teilungsfahiges
Zellstadium. Erst in diesem Stadium sind die S.meliloti in der Lage Stickstoff zu fixieren. In
einer komplexen und energieaufwandigen Reaktion wird hierbei atmospharischer Stickstoff
(N3) zu Ammonium (NH;*) umgewandelt. Als Gegenleistung versorgen die Pflanzen die Bak-
terien mit Kohlenstoffverbindungen. Durch diese Symbiose besitzen die Leguminosen einen
entscheidenden Vorteil gegeniiber denjenigen Pflanzen, die nicht zu einer endosymbiotischen
Stickstofffixierung fahig sind. Letzteres ist auch der Grund fir die wichtige 6kologische und
6konomische Bedeutung dieser Symbiose, da man davon ausgehen kann, dass eine Legumi-
nose pro Jahr und Hektar 250kg Stickstoff fixieren kann [23].

Der in dieser Arbeit verwendete und gut charakterisierte S.meliloti Stamm Rm1021 ver-
figt Uber mindestens zwei verschiedene Quorum-Sensing-Systeme [24]. Das sogenannte Sin

System induziert Uber langkettige N-Acyl-Homoserinlactone (kurz AHL's) spezifisch die Ex-
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pression der exp-Gene und verursacht somit die Produktion des Exopolysacherids EPSII, dass
an der Wurzelknéllchenbesiedelung (Symbiose) beteiligt ist [25]. Die genaue Funktion des
zweiten Systems (Mel System), dass die Synthese von kurzkettigen AHL’s kontrolliert, ist
hingegen noch nicht bekannt [24]. Es gibt allerdings Anzeichen daflr, dass es hinsichtlich
der Nodulation (Wurzelknéllchenbildung) und dem Eindringen der Rm1021 in die Wirtspflan-
ze eine Rolle spielt [26]. Insgesamt sind bislang mindestes sechs verschiedene AHL-
Signalmolekile und ebenso viele AHL-Rezeptoren des S.meliloti bekannt [27].

Der gewoéhnliche Ablauf eines QS-Signalwegs lasst sich wie folgt gliedern. Zunachst wer-
den die AHL’s auf einem gleich bleibend niedrigen Grundniveau synthetisiert. Erst wenn eine
bestimmte Konzentration an Signalmolekilen in der Umgebung der Zelle Gberschritten wird
(induziert durch z.B. hohe Zelldichten), binden diese AHL's an bestimmte Rezeptorproteine.
Diese wiederum binden an speziellen Promotorregionen und bewirken somit einerseits die
Expression von fir die Symbiose relevanten Molekllen (effectors, engl.) und andererseits ei-
ne zusatzliche Synthese von AHL's. Somit induzieren die Signalmolekile ihre eigene Synthe-
se (autoinducing, engl.) und der daraus resultierende Anstieg der Autoinducerkonzentration
fuhrt sowohl zu einer positiven Rickkopplung, als auch zu einem Anstieg der Konzentration

an Effektormolektlen.

Das in der Einleitung angesprochene Fernziel, charakteristische Parameter bezlglich des
Quorum Sensing von Bakterien auf Einzelzellniveau zu bestimmen, soll nun mit diesem
S.meliloti erreicht werden. Um dies zu realisieren stehen zwei verschiedene Mutanten des
Wildtypstamms S.meliloti Rm1021 zur Verfiigung, die zusammen ein idealisiertes Sender-
Empfanger-System bilden. Diese Sender-, bzw. Empfanger-Bakterien sind gentechnisch ver-
andert worden, um spater im Experiment verifizieren zu kénnen, dass es zu einem ,Kontakt’
iber QS-Signalmolekiile gekommen ist. Im Folgenden wird ein kurzer Uberblick dariiber ge-
geben, wie diese Modifikationen funktionieren:

Beim Sender-Bakterium ist auf einem Plasmid die Gen-Sequenz die flir die Erkennung der
QS-Signalmolekiile genau vor einem Gen, das flr die Expression eines grin fluoreszierenden
Proteins (GFP) verantwortlich ist, integriert worden. Somit wird GFP produziert, sobald eine
bestimmte Konzentration von AHL's erreicht wird. Die Synthese der Signalmolekiile ist dabei
auf ein solches Niveau angehoben worden, dass es zu einer dauerhaften Uberschreitung der
kritischen Konzentrationsgrenze von AHL's kommt. Das Autoinducing unterstitzt und ver-
starkt diesen Effekt noch, so dass auch ein einzelnes Bakterium genligend GFP produziert.
Letzteres ermdglicht ein vereinfachtes Beobachten und Manipulieren der Bakterien in den
Mikrofluidikkandlen, da sie dauerhaft fluoreszieren.

Die gentechnischen Modifikationen des Empfanger-Bakteriums unterscheiden sich nur
hinsichtlich der Signalmolekll-Produktion von denen des Sender-Bakteriums. Das Plasmid
mit den relevanten Promotorregionen fiir die AHL-Erkennung und die GFP-Synthese sind hier
auch vorhanden. Allerdings ist die Empfangszelle nicht mehr in der Lage eigenstandig AHL's
zu produzieren. Damit ist ausgeschlossen, dass es zu einem Autoinducing kommt und die

Empfanger-Bakterien eigenstandig GFP produzieren. Diese Mutante kann somit nur dann



Fluoreszenz zeigen, wenn zuvor eine ausreichende Konzentration an QS-Signalmolekiilen per
Diffusion vom Sender-Bakterium zu diesem Empfanger-Bakterium gelangt ist.

Im Rahmen dieser Arbeit wurde eine weitere gentechnisch veranderte S.meliloti Rm1021
Mutante verwendet, die die Bezeichnung Rm1021(pHC60) tragt. Dieses Bakterium tragt ein
Plasmid, das permanent und in hohen Konzentrationen GFP produziert [28]. Diese Produktion
ist im Vergleich zu den Sender-/Empfénger-Bakterien nicht von der AHL-Konzentration ab-
héngig, und zudem um ein Vielfaches starker. Da es zunachst vordergriindig um die erfolg-
reiche Herstellung und die Untersuchung der Funktionalitédt der Mikrofluidikchips geht, ist das
Rm1021(pHC60)-Bakterium aufgrund seiner hohen Fluoreszenzintensitat flir diese Aufgabe
geeigneter, als das eigentliche Sender-Bakterium.

Flr ein Verstandnis der spateren Experimente ist eine Charakterisierung der durchschnitt-
lichen GroBen der Rm1021(pHC60) wichtig. Diese lasst sich mittels Rasterelektronenmikro-
skopieaufnahmen dieser Bakterien abschatzen, welche lber ein schonendes Austrocknungs-
verfahren [22] von D. Greif [29] prapariert wurden. In Abbildung 2.1 sind mehrere
Rm1021(pHC60) bei 7000facher VergréBerung zu erkennen. Diese Stabchen haben eine
durchschnittliche Lange von ca. 3um und einen Durchmesser von ca. 0,5um.

2.2. Hydrodynamische Effekte in Mikrofluidik-Systemen

Ein grundlegendes Verstdandnis der Hydrodynamik ist wichtig, um die in einem Mikrofluidik-
System verwendeten kleinsten Flissigkeitsmengen erfolgreich kontrollieren zu kénnen. Dabei
treten, aufgrund der Verkleinerung von Kanalstrukturen in den Mikrometerbereich, einige Ef-
fekte deutlicher in den Vordergrund als auf makroskopischer Ebene [30]. Dadurch entstehen
neue Mdglichkeiten die Flussigkeiten in dem Kanal und darin enthaltene Partikel zu transpor-
tieren und zu manipulieren [31,32]. Charakteristisch fiir ein solches System sind sehr kleine
Reynoldszahlen, damit einhergehende laminare Stromungen und das Dominieren von Ober-
flacheneffekten. Diese Eigenschaften und Effekte werden im Folgenden diskutiert.

2.2.1. Viskositat

Die Viskositat ist ein MaB daflir, inwieweit eine FlUssigkeit fahig ist, Scherkrdfte weiter-

zugeben.

Vi> Vs

Abbildung 2.2 Schema zur Entstehung eines Geschwindigkeitsgradienten in einer Flussigkeit zwischen zwei Platten
mit dem Abstand z, die sich mit unterschiedlicher Geschwindigkeit vl1>v2 bewegen. Dabei ist F die
wirkende Kraft und R die Reibungskraft.
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Geht man beispielsweise davon aus, dass die Geschwindigkeit einer Flissigkeit an an der
Grenzflache zu einer Platte genauso groB ist wie die der Platte (sogenante no-slip Randbe-
dingung [33]), dann folgt daraus, dass sich in einer FlUssigkeit zwischen zwei sich unter-
schiedlich schnell bewegenden Platten ein Geschwindigkeitsgradient ausbildet. Dieses Verhal-
ten ist schematisch in Abbildung 2.2 illustriert.

Innerhalb der Flissigkeit erzeugt dieser Geschwindigkeitsgradient wiederum Scherkrafte.
Der Proportionalitatsfaktor # zwischen der viskosen Schubspannung o, und dem Geschwin-
digkeitsgradienten dv/dz wird als dynamische Viskositat bezeichnet und ist wie folgt definiert
[34]:

dv

Z . (2.1)

0-)] :’7

Um druck- und spannungsgetriebene Strémungen in Mikrofluidikkanalen beschreiben und
charakterisieren zu kénnen, ist das oben beschriebene Verhalten von viskosen Flissigkeiten

ein wichtiger Bestandteil.

2.2.2. Reynoldszahl und laminare Stromung

Die Reynoldszahl Re ist eine der wichtigsten GréBen um Stromungen aller Art zu charakteri-
sieren. Sie ist dimensionslos, beschreibt das Verhaltnis von Tragheitskraft zur viskosen Kraft

und ist folgendermaBen dargestellt [34, 35]:

_ perap

n

Re (2.2)

Dabei ist p die Dichte der Flissigkeit, v deren Geschwindigkeit, 7¢,, der Radius der Kapilla-
re und 5 die dynamische Viskositat. Abhangig von der GréBe der Reynoldszahl unterscheidet
man verschiedene Stromungsarten. Fir Re kleiner als 2300 ist die Strémung laminar, wohin-
gegen sie bei Re gr6éBer als 2300 als turbulent bezeichnet wird [36]. Da in Mikrofluidik-
Systemen die Kandle keine radiale Geometrie aufweisen, sondern rechteckig sind, muss der
Radius r gegen den hydraulischen Parameter D, ersetzt werden. Dieser ist wie folgt durch

den Umfang U, und die Querschnittsflache 4, gegeben [35, 33]:

(2.3)

Drickt man des Weiteren U, und 4, durch die Hohe /4 und Breite b des rechteckigen Ka-

nals aus, ergibt sich flir den hydraulischen Parameter [35]:

_ 2bh (2.4)
" b+h " '
Somit erhalt man aus Gleichung (2.1) und Gleichung (2.3) flir die Reynoldszahl Re in

Mikrofluidikkanalen:



_ 2pvbh

qb+h) (2:3)

e

Flr die spater in dieser Arbeit verwendeten Strukturen mit einer konstanten Kanalhéhe
von A=3um, einer mittleren Kanalbreite von A»=100um, einer Geschwindigkeit von
v=1000pm/s und der Dichte p=9,88-10%kgm™ und Viskositat #=1-10"kgcm™s?* von Wasser
bei 20°C, ergibt sich fiir die Reynoldszahl ein Wert von Re=5,76-103. Somit sind die Stro-
mungen in Mikrofluidikkandlen mit den hier verwendeten Abmessungen selbst bei der sehr

hohen angenommenen Geschwindigkeit stets laminar.

2.2.3. Druckgetriebene Stromungen

Hydrostatische und druckgetriebene Effekte treten besonders in kleinen Kapillaren oder Ka-
nalen auf. Dies wird zum einen hinsichtlich der Beflllung der Mikrofluidikkandle mit einer
Flissigkeit ausgenutzt und zum anderen, um diese im Verlauf des Experiments gezielt kon-
trollieren und manipulieren zu kénnen.

Einen sehr wichtigen Beitrag liefert dabei die Oberflachenspannung o¢. Sie entsteht da-
durch, dass die Molekile im Inneren der Flissigkeit und diejenigen an der Grenzflache zu ei-
nem anderen Medium (z.B. Glas oder Luft) eine unterschiedliche Energie aufweisen. Wahrend
die Molekile im Inneren der Flissigkeit sich mittels attraktiver Wechselwirkungen gegensei-
tig anziehen, fehlt den Molekilen an der Grenzflache der Wechselwirkungspartner. Somit
splren Letztere eine nach innen gerichtete Kraft, wodurch die Oberflache der Flissigkeit mi-
nimiert und eine Kugelform angestrebt wird, da diese im dreidimensionalen Raum das kleins-
te Oberflachen zu Volumen Verhaltnis besitzt. Den daraus resultierenden Innendruck 4p be-
schreibt Formel 2.6, mit rg,, als Krimmungsradius der Kugel [34]. Die allgemein durch einen
Tensor beschriebene Oberflachenspannung ¢ wird dabei durch die Annahme eines homoge-

nen Mediums und der kugelsymmetrischen Geometrie zu einem Skalar vereinfacht.

20
Ap=—. (2.6)

rKug
Dieser Innendruck liegt z.B. vor, wenn ein Flissigkeitsreservoir nicht nur bis zur Oberkan-
te beflllt ist, sondern noch dariber hinaus mit einem weiteren Tropfen bedeckt wird. Ein
weiterer Druckeffekt tritt auf, wenn zwei durch einen Mikrokanal verbundene Reservoire un-
terschiedlich hoch befillt sind. Der daraus resultierende Druckunterschied wird durch die fol-

gende Formel beschrieben [37]:
Ap = pgAh . (2.7)

Dabei bezeichnet g die Erdbeschleunigung, p die Dichte der Flissigkeit und 44 den Flllho-

henunterschied der Reservoire.
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Diese beiden beschriebenen hydrostatischen Effekte kdénnen in den Kandlen eines
Mikrofluidik-Systems einen Druckgradienten verursachen, der anschaulich zu einer Bewe-
gung der Flissigkeit, einem Fluss, flihrt. Fir die Geschwindigkeit v dieses hydrodynamischen

Flusses, bzw. dieser laminaren Stromung (vgl. Kapitel 2.2.2) gilt ndherungsweise [37]:

_ R 4
V_E[ Lj. (2.8)

Hierbei ist & die Hohe des Kanals, n die dynamische Viskositat und 4p die Druckdifferenz
Uber eine Lange L.

Vergleicht man die beiden mdglichen Ursachen fiir einen Druckunterschied, also die Ober-
flaichenspannung eines Tropfens und den Fillhéhenunterschied, miteinander, so fallt auf,
dass sich die Erstgenannte viel starker auf den hydrodynamischen Fluss auswirkt, als Letzte-
re. So erzeugt zum Beispiel ein Wassertropfen mit einem Radius von 1mm einen Druck von
73Pa, was unter der Annahme der Viskositat und Oberflachenspannung von Wasser und ei-
nem 3um hohen und 10mm langen Kanal, zu einer Flussgeschwindigkeit von 44um/s flhrt.
Um diesen Druck und die daraus resultierende Geschwindigkeit mittels eines Flllh6henunter-

schiedes in den Reservoiren zu erzeugen, muisste dieser 15mm betragen.

Der hydrodynamische Fluss zeichnet sich des Weiteren durch ein parabelférmiges Ge-
schwindigkeitsprofil aus [34], was durch die bereits diskutierten Viskositatseigenschaften und

die no-slip Randbedingung begriindet ist (siehe Abbildung 2.3):

&
Z

h 1

Bae-
=

e, \lx
0 L

Abbildung 2.3 Schema des parabolischen Geschwindigkeitsprofils des hydrodynamischen Flusses. In der Mitte des
Kanals erreicht die Geschwindigkeit ihr Maximum, und an den Kanalwanden (blau) verschwindet
sie.

Da im spateren Experiment die TropfengréBe tiber den Reservoiren und der damit erzeug-
te Druck nicht gut kontrollier- und reproduzierbar ist, wird die Steuerung der Flussgeschwin-

digkeiten in den Mirkokanalen allein durch die Fullhéhenunterschiede vorgenommen.

2.3. Elektrokinetische Effekte

Nach Diskussion der hydrodynamischen Effekte in Mikrofluidikkanalen wird in diesem Kapitel
nun ein Uberblick dariiber gegeben, welche elektrokinetischen Effekte hinsichtlich der Reali-
sierung der Experimente eine wichtige Rolle spielen. Dabei wird zuerst auf die Elektroosmose
und den darin begriindeten elektroosmotischen Fluss eingegangen. AnschlieBend wird die



10

Elektrophorese, die Dielektrophorese und die fir letzteres Phdnomen notwendige Erzeugung

von raumlich inhomogenen elektrischen Feldern besprochen.

2.3.1. Elektroosmose

Die in dieser Arbeit verwendeten Mikrofluidikchips aus Poly(dimethylsiloxan) (PDMS) und die
Fllssigkeitslésung mit denen diese befiillt sind, kénnen als ein Zwei-Phasen-System betrach-
tet werden. Nach von Helmholtz bildet sich an der Grenzflache zwischen zwei Phasen dieser
Art eine elektrische Doppelschicht aus [38]. In diesem Fall, weil die Silanolgruppen (-SiOH)
der Kanaloberflache teilweise deprotoniert werden, sobald der Chip mit einer Elektrolytlésung
(pH=2; z.B. Puffer) beflllt wird [31]. Dadurch entsteht eine negative Oberflachenladung der
Kanalwand, wobei die Ladungsdichte vom pH-Wert abhangt [31]. Zur Abschirmung dieser
Kanalwand-Ladung bildet sich dann in der Flissigkeit aufgrund der Coulomb-Wechselwirkung
direkt an der Grenzflache eine Schicht aus Gegenionen (siehe Abbildung 2.4). Diese starre
Schicht aus unbeweglichen positiven Ladungen wird Stern-Schicht genannt. Sie wird durch
ein linear abfallendes Potential charakterisiert und ihre Dicke kann durch die Bjerrum-Lange

Iz abgeschéatzt werden und entspricht in etwa der Dicke der einzelnen Ionen [39, 40]:

e2

lg=——"". 2.9
5 4ree kT (2:9)

Dabei ist € die Dielektrizitatskonstante der Lésung, k die Boltzmann-Konstante, T die
Temperatur und e die Elementarladung. An diese starre Stern-Schicht schlieBt sich dann in-
nerhalb des Kanals die diffuse Gouy-Chapman-Schicht an. Diese besteht aus thermisch be-
weglichen, schwach gebundenen Gegenionen. Das dazugehérige Potential nimmt mit dem
Abstand zur geladenen Kanaloberflache exponentiell ab. Der Potentialwert an der Grenze
zwischen diesen beiden Schichten wird als {-Potential und dasjenige zwischen der Oberflache
und der Sternschicht als y, bezeichnet (siehe Abbildung 2.4).

Sobald das Potential auf das //e-fache des Ausgangswertes gefallen ist, entspricht der Ab-
stand der sogenannten Debye-Lénge ip5. Diese kann unter Annahme einer wassrigen Lésung
bei Raumtemperatur wie folgt angendhert werden [33]:

9
Ap _961 10 'm ] (2.10)

Vi

Hierbei entspricht / der Ionenstdrke, die folgendermaBen Uber die Valenz der entspre-

chenden Ionen z; und deren Konzentration c¢; definiert ist:
1 2
I—Ezilzi ¢ . (2.11)

Die Stern-Schicht und die Gouy-Chapman-Schicht bilden zusammen die sogenannte

elektrische Doppelschicht [41], wie sie in der folgenden Abbildung 2.4 dargestellt ist.
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] : Abstand von der
ls Ap Kanalwand (x)

Abbildung 2.4 Die elektrische Doppelschicht: Sobald die Kanaloberflache aus PDMS mit einer Elektrolytldsung
(pH=2) in Kontakt kommt, wird diese negativ geladen, und es bildet sich an dieser Grenzflache auf
Seiten der Flissigkeit die starre Stern-Schicht aus Gegenionen mit einem linear abfallenden Poten-
tial (I). Dieser folgt die diffuse Gouy-Chapman-Schicht mit einem exponentiell abnehmenden Poten-
tial (II).

Elektroosmotischer Fluss

Wenn nach Ausbildung der gerade diskutierten Schichten, ein E-Feld angelegt wird, das
parallel zu der geladenen Kanaloberflache ausgerichtet ist, dann werden die schwach gebun-
denen Ionen der Gouy-Chapman-Schicht entsprechend ihrer Ladung beschleunigt. Diese zie-
hen dann die oberflachennahen Fllissigkeitsschichten mit, und durch die daraus entstehen-
den Scherkrafte, die kleinen Kanalabmessungen und die Viskositat (vgl. 2.2.1), wird auch die
restliche Flissigkeit mit beschleunigt. Den daraus resultierenden Fluss in den Mikrokanalen
nennt man elektroosmotischen Fluss (EOF). Begriindet in seiner Entstehung hat er ein stem-

pelférmiges Geschwindigkeitsprofil, wie es in Abbildung 2.5 zu sehen ist [42, 43].

Abbildung 2.5 a) Schema des stempelféormigen Geschwindigkeitsprofils des elektroosmotischen Flusses (EOF). Die
Kanalwande (blau) sind negativ geladen und die positiven Gegenionen der diffusen Gouy-Chapman-
Schicht (dunkelgrau) werden bei anliegendem elektrischen Feld E in Richtung der Kathode be-
schleunigt.

Ein Vergleich von experimentellen Aufnahmen zeigt in Abbildung 2.6 zur Verdeutlichung
den klaren Unterschied zwischen einem hydrodynamisch und einem elektroosmotisch verur-
sachten Stromungsprofil [31].
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b)

Abbildung 2.6 Experimenteller Vergleich des Flussprofils des EOF mit dem des hydrodynamischen Flusses [31].
Wie man deutlich erkennt, zeigt der EOF ein stempelartiges (a), und der hydrodynamische Fluss ein
parabelférmiges Geschwindigkeitsprofil (b).

Fir Versuche bei denen eine hohe ortliche, bzw. zeitliche Auflésung eine Rolle spielt und

Dispersion unerwiinscht ist (z.B. Chromatographie), ist damit der EOF vorzuziehen.

In Abhangigkeit vom Abstand zur Kanalwand ldsst sich die Flussgeschwindigkeit v(z) des

EOF parallel zur Kanaloberfldche wie folgt eindimensional ausdricken [33]:

v(z):-%{l-exp(-%ﬂ . (2.12)

n D

Hier bezeichnet E die Starke des elektrischen Feldes, v, das Potential direkt an der Kanal-
oberflache und z den Abstand zur Kanalwand. Das Potential w, kann nun durch das (-
Potential angenahert werden, da bezliglich der no-slip Randbedingung nicht das Potential der
Kanalwand sondern an der mobilen Grenzschicht zwischen starrer und diffuser Schicht rele-
vant ist. Die Exponentialfunktion kann vernachldssigt werden, falls z >>41,. Dies ist bei ei-
nem, unter diesen Bedingungen typischen, Wert von 1p=3nm gewadhrleistet, und damit ergibt
sich [33]:

v o EE (2.13)

eo 77

Aus dieser Gleichung kann man ableiten, welche Mdglichkeiten es neben der Anderung
des elektrischen Feldes gibt, um den EOF zu kontrollieren. Zum einen nimmt die Geschwin-
digkeit des EOF mit zunehmender Viskositat ab, und zum anderen kann das {(-Potential
durch Verdanderung der Ionenkonzentration, bzw. des pH-Wertes der Flissigkeit manipuliert
werden [44, 45].

2.3.2. Elektrophorese

Neben dem EOF beschreibt die Elektrophorese (EP) eine weiteres elektrokinetisches Trans-
portphdnomen. Bei dieser Methode wird nicht die gesamte Flissigkeit mitsamt der Partikel
darin bewegt, sondern nur der Partikel selbst. Vorrausetzung daflir ist, dass die Partikel ge-
laden sind und ein elektrisches Feld anliegt.
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Anschaulich kann man von folgendem Beispiel ausgehen. Auf einen n-fach negativ gela-
denen spharischen Partikel mit dem Radius R, der sich in destilliertem Wasser befindet, wirkt
in einem elektrischen Feld E eine Kraft Fp, die parallel zu den Feldlinien ausgerichtet ist und
auf die Anode zeigt (Abbildung 2.7). Es wird im Folgenden nur mit Betragen gerechnet, und

es gilt somit:
Frp =nekE . (2.14)

Bei Bewegung des Teilchens durch die Flussigkeit erfahrt dieses zusatzlich die Fgp entge-

gengerichtete Stokes’sche Reibungskraft Fj:

Aus Gleichung 2.14 und 2.15 ergibt sich nach Newton dann folgende Differentialglei-
chung:

dvp(t
neE-6m7RvP(t):mv#() . (2.16)

Dieses System kann nun als stark Uberdampft betrachtet werden, da Tragheitskrafte in
guter Naherung vernachlassigt werden kénnen [46]. Wenn man nun annimmt, dass die Ge-
schwindigkeit des Partikels beim Einschalten des elektrischen Feldes E verschwindet, be-

kommt man als Lésung dieser Differentialgleichung folgendes Ergebnis [47]:

nek 1-exp —67”7Rt . (2.17)
67nR m

Da flr groBe Laufzeiten ¢ und die schon erwahnten kleinen Massen m die Exponentialfunk-

vp(t)=

tion schnell verschwindet, kann man nach einer sehr kurzen Beschleunigungsphase von einer
konstanten Geschwindigkeit der Teilchen ausgehen:
nek

Vp = . 2.18
i 67nR ( )

Es sei noch angemerkt, dass es sich bei den vorangegangenen Uberlegungen um einen
idealisierten Fall handelt. Da im Experiment ein geladenes Teilchen in einer Elektrolytlésung
von einer Ionenhille umgeben wird, treten neben den beschriebenen Kraften Fgp und Fj
noch zwei weitere Krafte auf. Wahrend die elektrische Relaxationskraft Fi,; von der Deforma-
tion der Ionenhiille hervorgerufen wird, ergibt sich die Retardationskraft Fy,. aus der elektro-
kinetischen Bewegung der Gegenionen innerhalb der diffusen Schicht um das Partikel. So-
wohl Fp, als auch Fp,, sind der elektrophoretischen Kraft Fzp entgegengerichtet und hier nicht
bericksichtigt worden [43].

Damit ist es mittels der Elektrophorese nicht nur maoglich, die Partikel aufgrund ihrer Pola-
ritat (Migration Richtung Kathode, bzw. Anode) zu trennen, sondern ebenfalls einzelne gela-
dene Teilchen gezielt durch einen Mikrokanal zu transportieren. Dabei ist das anliegende

elektrische Feld zum einen kein Wechselfeld, da es sonst im hier betrachteten Fall in der
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Summe zu keiner Bewegung in eine bestimmte Richtung kommen wirde (abgesehen vom
Modell der Ratsche [20]). Zum anderen sollte das Feld homogen sein, damit eine gleichma-
Bige Flussgeschwindigkeit der Teilchen und somit eine Vergleichbarkeit dieser Partikel unter-

einander gewahrleistet werden kann (wichtig z.B. in der Kapillar-Elektrophorese [48]).

2.3.3. Dielektrophorese

Im Gegensatz zur Elektrophorese beschreibt die Dielektrophorese (DEP) auch die Bewegung
von neutralen, und somit nicht geladenen Teilchen in inhomogenen elektrischen Feldern auf-
grund von Polarisationseffekten [49]. Dabei kann dieser Effekt genutzt werden um jedes po-
larisierbare oder bereits geladene Objekt [50] zu manipulieren. Dazu gehéren sowohl Latex-
Kigelchen (sogenannte Beads) [51] und Carbon-Nanotubes [52], als auch biologische Parti-
kel wie Zellen [53, 49], Viren [54] oder auch Proteine [55].

Um das Ph@anomen der DEP im Rahmen dieser Arbeit zu erldutern, wird dieser elektroki-
netische Effekt zundchst anhand eines spharischen dielektrischen Partikels beschrieben. Nach
dem dieses Modell dann auf biologische Zellen libertragen worden ist, werden abschlieBend

dabei auftretende mdgliche Probleme und Losungsansatze diskutiert.

Befindet sich der dielektrische Partikel in einem E-Feld E, so wird dieser polarisiert und

bildet einen Dipol aus. Das dazugehdrige Dipolmoment p ist wie folgt definiert [49]:

p=alw)E . (2.19)

Dabei ist a(w) die frequenzabhangige Polarisierbarkeit. Aufgrund der Ausbildung eines

Dipols wirkt nun die dielektrophoretische Kraft F“DEP auf den Partikel [49]:
Fpep =(p-V)E . (2.20)

Wie man erkennen kann, muss der Feldgradient VE von Null verschieden sein, damit die
Kraft ungleich Null ist. Dies kann mit Hilfe von Abbildung 2.7 veranschaulicht werden. Befin-

det sich ein Partikel in einem homogenen elektrischen Feld (Abbildung 2.7 b), dann splrt
dieser keine Netto-Kraft, da sich die beiden entgegengerichteten Krafte fﬁ und F_ aufheben

[56]. Dies andert sich, sobald sich der Dipol in einem raumlich inhomogenen elektrischen
Feld befindet, und somit die beiden Halften jeweils einem, anschaulich gesprochen, unter-
schiedlich dichten Feldlinienbereich ausgesetzt sind (Abbildung 2.7 c). Damit ist in diesem
Fall die Netto-Kraft ungleich Null, und der polarisierte Partikel bewegt sich entlang des Feld-
gradienten. In diesem Beispiel migriert er in Richtung von Bereichen mit einer hohen Feld-
starke (positive Dielektrophorese). Bei der negativen Dielektrophorese ist es genau umge-
kehrt, und der Partikel migriert in Bereiche niedriger Feldstdrke. Der Grund fir dieses
unterschiedliche Verhalten wird spater noch explizit erldutert.

Auch eine Umkehr der in Abbildung 2.7 c) eingezeichneten Elektroden-Polaritat wirde

nichts an dem gerade beschriebenen Verhalten andern [49]. Somit funktioniert der Effekt der
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DEP sowohl mit DC-Feldern, als auch mit AC-Feldern, wobei typischerweise AC-Felder bevor-
zugt werden, um EP-induzierte Bewegungen zu unterdriicken [56]. Die in dieser Arbeit ver-
wendeten elektrischen Wechselfelder basieren auf einer sinusférmigen Wechselspannung

(womit auch das dazu proportionale AC-Feld einen sinusformigen Charakter erhalt).

Geladener Partikel Neutraler Partikel Neutraler Partikel

-\ I
No
net
force
LT

A A L L
+
b)
Abbildung 2.7 Schematische Skizze zur Entstehung der elektro- und dielektrophoretischen Kraft [56]: a) In einem

homogenen E-Feld wirkt auf einen negativ geladenen Partikel eine Kraft, die in Richtung der Anode
zeigt. b) Der insgesamt neutrale aber polarisierte Partikel verspurt keine Netto-Kraft in Richtung ei-
ner Elektrode, da die entgegengesetzten Krafte im homogenen E-Feld vom Betrag gleich sind, und
sich somit aufheben. c) Hier befindet sich der Partikel in einem inhomogenen E-Feld, und deshalb
ergibt sich aus den beiden entgegenwirkenden Kréften eine Netto-Kraft, die in Richtung des dichten
Feldlinienbereichs zeigt. Der Partikel bewegt sich hier somit Richtung Anode, was als positive Die-
lektrophorese bezeichnet wird.
Falls der Dipol nicht bereits entlang des Feldes ausgerichtet sein sollte, wirkt zusatzlich
noch ein Drehmoment, was zu einer Rotation der Partikel flihrt (sogenannte Elektrorotation

[571).

Um ein besseres Verstdandnis daflir zu bekommen, welche Parameter eine wichtige Rolle
fur die dielektrophoretische Kraft spielen, kann mit Hilfe mehrerer Annahmen und Naherun-
gen ein aussagekraftigerer Ausdruck fir die Polarisierbarkeit, bzw. das Dipolmoment gefun-
den werden. Es wird dabei angenommen, dass der Partikel ein homogener, dielektrischer
Partikel mit ohmscher Leitfahigkeit und keinem dielektrischen Verlust ist. Des Weiteren ist
der Partikel in einer dielektrischen Lésung suspendiert, welche Jouleschen Warmeverlust auf-
zeigt [58]. Zum anderen muss die Zeitspanne, in der das elektrische Feld wirkt, viel groBer
sein als die Zeitkonstante, die die Akkumulation der freien Ladung auf der Partikeloberflédche
beschreibt.

Damit ergibt sich flir das Dipolmoment [59, 60]:

5= due, Relfoy (@)RIE . (2.21)

Hierbei ist R der Radius des Partikels, ¢, die relative Permittivitat des umgebenden Medi-
ums und Re[ feu(w)] der Realteil des sogenanten Clausius-Mosotti-Faktors. Auf Letzteren wird
aufgrund seiner entscheidenden Bedeutung hinsichtlich positiver oder negativer Die-
lektrophorese spater noch genauer eingegangen.

Somit ergibt sich mit den bereits aufgefihrten Annahmen und unter Vernachlassigung der
Polarisation der Ionenwolke um den Partikel folgende Gleichung fiir die dielektrophoretische
Kraft [49, 58]:



16

Fpgp =276, R* Re[foy (0)VE* . (2.22)

Dabei beschreibt E? die Intensitét des lokalen elektrischen Feldes [61]. Neben der Ab-
hangigkeit vom Partikelvolumen ist die Kraft auch mit der Winkelfrequenz des angelegten E-
Feldes verknipft. Dies ist in der nachfolgenden Definition des Clausius-Mosotti-Faktors be-
grindet [61, 49, 58]:

e, ()-¢, (o)

8; (cu) + 28; (a)) '

Seu (@)= (2.23)

Hier beschreiben ¢,*(w) und ¢,*(w) die komplexe Permittivitat des Partikels, bzw. des um-
gebenden Mediums. Diese sind wiederum von der Winkelfrequenz w=2zf des E-Feldes und

von der jeweiligen realen Leitfahigkeit o, und o,, und den realen Permittivitdten ¢,(w) und

en(w) abhéngig, und mit i =+/-1 wie folgt definiert [61, 51]:

o
e;(w)=ap-i—p . (2.24)
(6]
x O
e, (=g, -i— . (2.25)
(6]

Das Vorzeichen des Clausius-Mosotti-Faktors, und somit das Verhaéltnis von ¢, zu ¢, hat
entscheidenden Einfluss darauf, in welche Richtung die dielektrophoretische Kraft zeigt.
Wenn g, > ¢, dann ist der fo,,—Faktor positiv und der betrachtete Partikel zeigt positive DEP,
und falls ¢, < ¢,, dann ist der f,,~Faktor negativ und der Partikel zeigt dementsprechend ne-
gative DEP [56].

In vielen experimentell verwendeten Systemen, bei angelegten Frequenzen unter 100kHz,
kann der Clausius-Mosotti-Faktor auch mit den realen Leitfahigkeiten von Partikel und Medi-
um approximiert werden [61]:

- o-m

o,
] = = 2.26
f(M(w) v, +20, ( )

Dies kann nitzlich sein, um abzuschatzen, ob der betrachtete Partikel (z.B. ein Bakteri-
um) in dem verwendeten Medium positive oder negative Dielektrophorese zeigen sollte.

Dielektrophorese von Zellen

Die gewonnenen Erkenntnisse Uber die Dielektrophorese von spharischen Partikeln lassen
sich nicht direkt auf das dielektrophoretische Verhalten von Zellen Gbertragen, da hierbei ei-
ne Vielzahl von Faktoren zu beachten ist.

Zum einen unterscheiden sich die Form und der reale Aufbau einer lebenden Zelle deut-
lich von dem bisher angenommenen idealen Partikel. Wie in Kapitel 2.1 gesehen, sind die
hier verwendeten Bakterien stabchen- und nicht kugelférmig. Auch kann man bei einer Zelle
nicht von einem homogenen Dielektrikum ausgehen. Bakterien sind vielschichtige Objekte,

die viele Bereiche mit unterschiedlichen (elektrischen) Eigenschaften aufweisen. Hierbei sind
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vor allem die Zellmembran und das Zytoplasma zu nennen [58]. So kann beispielsweise die
Leitfahigkeit des Zellinneren Werte bis zu 1-10° uS/mm annehmen, da sie eine Vielzahl von
Ionen und geladenen Partikeln enthalt, wahrend die Leitfahigkeit von Zellmembranen meist
bei etwa 1-10* uS/mm liegt [61].

Des Weiteren spielt die direkte, bzw. indirekte Interaktion zwischen dem elektrischen Feld
und der Zelle eine wichtige Rolle. Der indirekte Effekt erfolgt tGiber das im Versuch verwende-
te leitfahige Flissigkeitsmedium. Ein angelegtes Feld erzeugt nun einen Stromfluss in diesem
und resultiert in einer Erhéhung der Temperatur des Mediums und somit der Zellen, was zu
einer Veranderung der Zellphysiologie fiihren kann [56]. Des Weiteren hat das von auBen
angelegte elektrische Feld einen direkten Einfluss auf das Zellmembran-Potential. Dort wer-
den transmembrane Spannungen generiert, worauf wiederum spannungs-sensitive Proteine
(z.B. Ionenkandle [62]) reagieren. Wenn diese zelleigenen elektrischen Potentiale verandert
werden, kann dies die elektrischen Eigenschaften der Zelle beeinflussen [56].

Die Eigenschaften der Membran bestimmen weiterhin ganz wesentlich, inwiefern das
elektrische Feld Uberhaupt in die Zelle eindringen kann. Wahrend bei hohen Frequenzen
(>100kHz) das E-Feld durch die Zellmembran in das Zellinnere eindringen kann, ist dies bei
niedrigen Frequenzen (<100kHz) nicht mdglich [61].

Ein weiterer noch nicht berlcksichtigter Umstand ist, dass im Allgemeinen in Zellen nicht
nur Dipole, sondern auch Quadrupole und Multipole mit noch héherer Ordnung induziert wer-
den kénnen [63, 56].

Alle diese genannten Faktoren beeinflussen unweigerlich die Zelle und fihren zu kompli-
zierteren Ausdriicken in der Beschreibung der DEP, @ndern aber nichts an ihrem fundamen-
talen physikalischen Funktionsprinzip [56]. Deshalb wird im Folgenden versucht eine Progno-
se hinsichtlich des dielektrophoretischen Reaktionsverhaltens der in dieser Arbeit
gebrauchten Bakterien zu erstellen.

Wie schon in Kapitel 2.1 erwdhnt, ist das Bakterium Sinorhizobium meliloti gramnegativ.
Dies ist ein erster Indikator dafiir, dass diese Bakterien spdter negative Dielektrophorese
zeigen werden, da in mehreren anderen Studien gezeigt werden konnte, dass in vielen Féllen
gramnegative Bakterien starker zu negativer DEP tendieren, als grampositive [64].

Ein weiteres Indiz erhalt man unter Anwendung des angendherten Clausius-Mosotti-
Faktors (Gleichung 2.26). FUr die reale Leitfahigkeit des im Experiment verwendeten Kultur-
Mediums LB Broth kann man 220 pS/mm annehmen [65], und die Leitfahigkeit des
Rm1021(pHC60), durch diejenige des E.coli-Bakteriums abschdtzen, da dieses ebenfalls
gramnegativ ist und die gleiche GréBe von ca. 1pym x 3um hat. Die Leitfahigkeit betrdagt hier
1-10* pS/mm fiir die Membran einer lebenden E.coli-Zelle [61]. In diesem Fall erhdlt man
einen negativen fcy—Faktor, und selbst wenn man davon ausgeht, dass das E-Feld in die Zel-
le eindringt bleibt dieser mit 41,2 pS/mm fir das Zytoplasma negativ. Demnach miusste auf
die Rm1021(pHC60)-Zellen bei Anliegen eines raumlich inhomogenen elektrischen Wechsel-
feldes eine negative dielektrophoretische Kraft wirken.
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2.3.4. Erzeugung raumlich inhomogener elektrischer Felder

Generell gibt es zwei verschiedene Varianten um réaumlich inhomogene elektrische Felder zu
erzeugen. Bei der direkten Version (internal electrodes, engl.) entsteht das E-Feld mittels
Mikroelektroden, die direkt in den Mikrofluidikkandlen integriert werden. An Elektrodenecken
bildet sich dabei der gréBte Feldgradient. Je nach Anwendung gibt es hinsichtlich der GréBe,
Form und Anordnung der Elektroden viele verschiedene Ansatze und Designs [54, 65]. In
Abbildung 2.8 a) ist eine Vierfach-Elektrode skizziert, die sowohl positive als auch negative
DEP-Fallen ausbildet [54].

Bei der indirekten Variante (external electrodes, engl.) werden die Gradientenfelder mit-
tels nichtleitender Hindernisse (Isolatoren) erzeugt, die sich im Mikrofluidikkanal befinden.
Deshalb wird dieses auch in der vorliegenden Arbeit verwendete Prinzip elektrodenlose Die-
lektrophorese genannt [66]. Bei den Ecken der rechteckigen Pfosten, bzw. denen der drei-
eckigen Hindernisse entstehen nun Bereichen mit einem starken Gradienten des E-Feldes
(siehe Abbildung 2.8 b) und c), so dass die elektrischen Feldlinien anschaulich zwischen den
Pfosten eingeengt, bzw. um ein dreieckiges Hindernis vorbeigefiihrt werden. An diesen Berei-
chen werden dann Partikel mittels positiver Dielektrophorese gefangen. In den Bereichen
vertikal vor den jeweiligen Hindernissen in b) und c) hingegen ist die Stérke des E-Feldes
wesentlich geringer. Deshalb agieren diese Bereiche als Fallen flir Objekte, die negative Die-
lektrophorese zeigen.

al B) E cl E

Elekt roden Hindemis Hindemis

Abbildung 2.8 Schema zur Entstehung der Feldgradienten: a) Beispiel einer Vierfach-Mikroelektrode. Die Polarita-
ten der gegeniberliegenden Elektroden ist dabei immer dieselbe, und die zum nachsten Nachbarn
unterschiedlich. So entsteht ein inhomogenes E-Feld mit positiven DEP-Fallen in den Bereichen mit
kleinstem Elektrodenabstand, und eine negative DEP-Falle in der Mitte der Elektrodenanordnung. In
b) und c) ist das elektrodenlose DEP-Prinzip skizziert. An den Hindernisecken entstehen Bereiche
mit einem starken Feldgradienten, weshalb dort eine positive DEP-Falle entsteht. In den Bereichen
flach vor den Hindernissen in b) und c) ist die Feldstarke am geringsten, weshalb dort eine negative
DEP-Falle erzeugt wird.

Vergleicht man die beiden Varianten hinsichtlich der in dieser Arbeit angestrebten Anwen-
dung, dann besitzt die elektrodenlose Dielektrophorese mehrere Vorteile. Zum einen ist die
Herstellung wesentlich einfacher und kostenglinstiger, da die nichtleitenden Pfosten aus
demselben Material (PDMS) sind wie der Chip selbst und somit in einem Produktionsschritt
hergestellt werden kénnen. Des Weiteren werden die zur Erzeugung des E-Feldes bendtigten
Elektroden in den Reservoirs am Anfang und am Ende eines Kanals platziert (vgl. Abbildung
3.4). Damit wird gewahrleistet, dass in den Bereichen in denen Partikel (Beads oder Zellen)
dielektrophoretisch gefangen werden sollen, die Probenlésung nur mit inertem Material
(PDMS) in Verbindung kommt, und somit die an den Elektroden auftretenden elektrochemi-

schen Reaktionen aus dem Kanalsystem in die Reservoirs verlagert wird. Ein anderer Vorteil
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liegt darin, dass der Feldgradient Uber die gesamte Kanalhéhe erhalten bleibt, wahrend bei
der direkten Variante ein starker Feldgradient nur im Bereich direkt tUber den Elektroden er-
zeugt wird.

Ein Nachteil des elektrodenlosen Ansatzes liegt allerdings in der viel gréBeren Spannung
die angelegt werden muss, um vergleichbare Feldstarken wie die der direkten Methode zu

erzeugen. Dir Ursache dafir liegt in dem viel gréBeren Elektrodenabstand.
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3. Materialen und Methoden

Dieses Kapitel beinhaltet eine Auflistung aller gebrauchten Chemikalien, Materialien und Ge-
rate. Des Weiteren wird ein Uberblick (iber den Produktionsprozess vom geplanten Layout,
Uber die Strukturierung des Masterwafers und die Herstellung der Mikrofluidik-Chips bis hin
zu deren Verwendung im Messaufbau gegeben. AbschlieBend werden noch (die strukturspe-

zifische Kontrolle der Chips und) die Handhabung der Mikroorganismen beschrieben.

3.1.

Die in dieser Arbeit verwendeten Materialien und Chemikalien sind in der nachfolgenden

Materialien und Chemikalien

Tabelle 3.1 aufgelistet.

| Name

Hersteller

Bemerkung

Aceton

Riedel-de-Haen, D

Beads 0,5um

Invitrogen, USA

FluoSpheres® ; CML; gelb-

grun fluoreszierend

Beads 1,9um

Interfacial Dynamics

Corporation, USA

CML; gelb-griin fluoreszierend

Beads 3,0pm

Interfacial Dynamics

Corporation, USA

CML; gelb-grin fluoreszierend

Ethanol p.A. Roth, D

Glutaraldehyd Lésung Sigma-Alderich, D 25% in H20
Isopropanol Merk, D

LB-Broth Sigma-Alderich, D Kultur-Medium

Mikroklemmen

Conrad Elektronik, D

MilliQ-Wasser Millipore, USA Biocel Anlage

Objekttrager Menzel Glaser, D

PBS (phoshat buffered saline) Fluka, D 10mM Phosphat, 8mM KCl,
137mM NaCl; pH 7,5

Platindraht VWR, D Durchmesser: 0,4mm

Pluronic F108 BASF, D Poly(ethylenglycol)132-

ploy(propylenglycol)52-
poly(ethylenglycol)132

Polydimethylsiloxane (PDMS) Dow Corning, D Sylgard 184
Schwefelsaure Merck, D
Silizium-Wafer CrysTec, D 5 Zoll
SU-8 (2) Photolack MicroChem, USA
SU-8 Entwickler: XP SU-8 und micro resist technology,
mr-Dev 600 Deutschland
SU-8 Verdinner GBL MicroChem, USA
Tridecafluor-1,1,2,2-tetra-hydrooctyl- ABCR, D
trichlorsolan (TDTS)
Wasserstoffperoxid Merck, D 30%

Tabelle 3.1:

Auflistung der verwendeten Chemikalien und Materialien
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3.2. Chip Design

Im Folgenden wird das geplante Design der verschiedenen in dieser Arbeit verwendeten
Strukturen vorgestellt. Die Skizzen und dazugehdérigen GroBenangaben beziehen sich dabei
auf den konkreten Maskenentwurf und wurden im Original mit einem CAD-Programm (CleWin
2.88, Delta Mask, Niederlande) gezeichnet.

Die von D. Greif [29] entwickelten Strukturen der Mikrofluidik-Chips lassen sich nach ihrer
intendierten Art der Verwendung in zwei Typen aufteilen. Zum einen gibt es den Typ fir das
hydrodynamische Fangen von Zellen oder Beads an schmalen Ubergdngen (Hydrodynamik-
Struktur), und zum anderen den flir das dielektrophoretische Fangen an Hindernissen (Die-
lektrophorese-Struktur). Zu beiden Klassen gibt es jeweils mehrere Untervarianten, die sich
zwar im konkreten Chipdesign unterscheiden, aber nicht im wesentlichen Funktionsprinzip.
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Abbildung 3.1: a) Schematische Ubersichtsdarstellung der Hydrodynamik-Strukturen 1A und 1B. b) Beide Struktu-
ren verfligen Uber die gleichen Eingangsstruktur mit drei voneinander getrennten Injektionskanélen
(Breite: d=20pm), die zusammen in den Hauptkanal (Gesamtlange: a=2cm) lbergehen. Die Breite
dieses Hauptkanals verjingt sich auf einer Strecke von 1cm kontinuierlich von e=450um auf
h=10um, und verlduft dann mit dieser konstanten Breite bis zu einem Reservoir (Durchmesser
c=2mm). c) Die orthogonal zum Hauptkanal angeordneten Mikro-Ubergénge (Breite: g=1um) ver-
binden den Hauptkanal mit den seitlich davon abgehenden Seitenkanédlen (Breite: f=10pm). Samtli-
che Strukturen haben eine Héhe von 3pm.

In Abbildung 3.1 a) sind die Hydrodynamik-Strukturen 1A und 1B skizziert. Jede Struktur
hat drei Injektionskanale mit einer Breite von 20um, die jeweils von einem Reservoir ausge-
hen. Diese Kanale enden in dem eigentlichen Hauptkanal, der sich von anfangs 450um auf
10pm verjungt und dann mit dieser konstanten Breite bis zu einem Reservoir mit einem
Durchmesser von 2mm fihrt (Abbildung 3.1 b). Die Seitenkandle, die entweder orthogonal

(Struktur 1A), bzw. strahlenférmig (Struktur 1B) vom Hauptkanal abgehen, haben jeweils
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eine Breite von 10um. An der Stelle ihres Ubergangs zum Hauptkanal (Mikro-Ubergang) sieht
das Chip-Design eine Breite von 1um vor (Abbildung 3.1 c). Die vertikalen' Abstédnde der
Mikro-Ubergénge zueinander variieren von 10pum bis 200um, wobei diese Distanz immer
kleiner ist, als die Abstande zu den benachbarten Mikro-Ubergangen in der Horizontalen'.
Wadhrend diese Seitenkandle in der Struktur 1A auf der jeweiligen Seite des Hauptkanals zu-
sammengefihrt werden und somit in einem gemeinsamen Reservoir enden, besteht bei der
Struktur 1B die Méglichkeit jeden einzelnen Seitenkanal in einem eigenen Reservoir enden zu

lassen.

Die Dielektrophorese-Strukturen unterscheiden sich untereinander in der Form, GréBe
und der Anordnung der Pfosten im Hauptkanal. Zum einen gibt es Strukturen mit 2um x
6um, bzw. 2um x 8um groBen rechteckférmigen Hindernissen. Die horizontalen Abstande
dieser zueinander variieren von 40um bis 390um und die Vertikalen von 8um bis 130um
(Abbildung 3.2). Dabei ist der vertikale Abstand zwischen zwei Hindernissen immer kleiner
als der horizontale Abstand zum benachbarten Hindernis, wobei ein Fang- und Untersu-
chungs-Paar durch den kleineren Abstand definiert ist. Die Entfernung zwischen zwei Pfos-
ten-Paaren ist somit groB gewahlt, um im spdteren Experiment eine unbeabsichtigte Indukti-

on durch den daraus resultierenden gréBeren Diffusionsweg zu vermeiden.
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Abbildung 3.2: Skizze der Dielektrophorese-Struktur 5A. Die Eingangsstruktur besitzt drei Injektionskanale (Breite:
d=20pm) die zusammen in den Hauptkanal (Breite: e=150um, L&nge: a=1cm) Ubergehen. An Letz-
teren schlieBt sich der Abflusskanal an (Breite d=20um). Die in der VergroBerung dargestellten
Hindernisse sind 2um x 6um groB. Die vertikalen Abstande dieser Hindernisse zueinander variieren
von 8um bis 130pum und die Horizontalen von 40pm bis 390um.

i vertikal: entspricht der Ordinate (y-Achse) im zweidimensionalen kartesischen Koordinatensystem

T horizontal: entspricht der Abzisse (x-Achse) im zweidimensionalen kartesischen Koordinatensystem
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Die Eingangsstruktur gleicht derjenigen der Hydrodynamik-Strukturen, allerdings hat der
Hauptkanal hier eine Breite von 150um und die drei Injektionskanale, bzw. der Abflusskanal

eine Breite von 20um.

Des Weiteren gibt es DEP-Strukturen mit dreieckigen Hindernissen als Grundform (ge-
nauer Entwurf siehe Abbildung 4.2) die eine GroBe von 6um x 8um haben, bzw. 7um x 7um
groB sind (Abbildung 3.3). Hier bilden jeweils zwei gleichschenklige Dreiecke ein Paar und
zeigen mit ihren Grundseiten zueinander. Der Abstand zwischen den Grundseiten eines Paa-
res variiert von 10pm bis 200um und ist immer kleiner als der Abstand zu den nachstliegen-
den Hindernissen, wodurch eine ungewollte Induktion vermieden werden soll. Die Dreieck-
form bietet gegeniber den rechteckférmigen Strukturen den Vorteil, dass die Grundseiten im
Experiment eine Vorzugsposition beim Fangen von Zellen mittels negativer DEP darstellen.
AuBerdem besteht bei der in Abbildung 3.3 gezeigten Struktur 3C die Mdglichkeit von beiden
Seiten aus zu injizieren, da es an beiden Enden des Hauptkanals einen dreifachen Injektions-
Eingangsbereich gibt.
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Abbildung 3.3: Skizze der Dielektrophorese-Struktur 3C. Sowohl die rechte als auch die linke Eingangsstruktur wei-

sen drei voneinander getrennte Injektionskanale (Breite: d=20um) auf, die dann jeweils zusammen
in dem Hauptkanal (Breite: e=150um, L&nge: a=1cm) enden. Die Hindernisse haben hier die Form
von gleichschenkligen Dreiecken, und eine GréBe von 6um x 8um. Zwei mit den Grundseiten auf-
einander zeigende Dreiecke bilden zusammen ein Paar. Die horizontalen Abstédnde eines Dreiecke-
paares variieren von 10um bis 200pum, und die Vertikalen von 40pum bis 60um.

Sowohl die Hydrodynamik- als auch die bis hierhin gezeigten Dielektrophorese-Kanale ha-

ben alle eine einheitliche Hohe von 3um.

Neben diesen beiden Dielektrophorese-Strukturen wurden zudem Strukturen verwendet,
die urspriinglich fir ein dielektrophoretisches Auftrennen von DNA-Molekililen konzipiert wa-
ren [19, 20]. In Abbildung 3.4 wird ein Uberblick iber die wichtigsten Parameter des von
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Regtmeier et al. entwickelten Chiplayouts [47] gegeben. Im Gegensatz zu den beiden voran-
gegangenen Dielektrophorese-Strukturen besitzt diese Struktur ein viel gréBeres Pfosten-
Feld. Die Abstande zu den vertikal benachbarten Pfosten betragt immer 1um und die zu den
horizontalen benachbarten immer 20um. Die Hindernisse selbst haben eine GréBe von 3um x
10um. Die Kanalhdhe betragt 6um.

Hintergrund der Verwendung dieser DNA-Dielektrophorese-Struktur ist die Durchfiihrung
der ersten proof-of-principle (engl.) Versuche, um geeignete Parameter zu ermitteln, die ein

anschlieBendes Experimentieren mit den neuen Strukturen erleichtern.
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Abbildung 3.4 Skizze der DNA-Dielektrophorese-Struktur mit einem Kreuzungsinjektor. Der Hauptkanal (Breite:

110pym, Lénge: 5mm) ist mit Pfosten der GroBe: 3um x 10pum ausgestattet. Diese sind in 180 Rei-
hen mit jeweils 10 Hindernissen angeordnet. Der horizontale Abstand zwischen den Reihen betragt
m=20um und der vertikale Abstand zwischen den Pfosten I=1pym. Samtliche Kanéle haben eine H6-
he von 6um, und die Reservoire einen Durchmesser von 2mm.

3.3. Herstellung des Masterwafers

Die Herstellung eines Masterwafers ist die Grundlage fiir eine erfolgreiche Produktion der
PDMS-Chips. Dazu wird im Reinraum mittels Kontakt-Photolithographie das negative Relief
der gewiinschten Strukturen hergestellt.

Zunachst wird ein 5-Zoll-Wafer fir zweimal 5min in einem Bad aus Caro’scher Saure
(Schwefelsdure und Wasserstoffperoxid in einem Verhaltnis von 3:1) gereinigt, anschlieBend
zwei Mal grindlich mit Wasser abgespllt und wieder flr jeweils 5min in ein Wasserbad gege-
ben, um Reste der Caro’schen Saure zu entfernen. In einer Zentrifuge (Delta 10, BLE-
Laboratory Equipment, Deutschland) wird der Wafer dann flir zunachst 15sec bei 500rpm
und anschlieBend fiir 30sec bei 3000rpm trocken geschleudert. Die nun noch vorhandene
Restfeuchtigkeit wird dem Wafer auf einer Heizplatte (HT-303D, AVT-Technologie, Deutsch-
land) fir 20min bei mindestens 200°C entzogen.

Nachdem der Wafer auf unter 100°C abgeklhlt ist, wird er auf einer Halterung in der
Spincoating-Anlage (ST147, Convac, Deutschland) zentriert und 2-3ml des Photolacks mittig
auf ihn gegeben. Ein kurzes Andrehen von 500rpm fiir 5sec bewirkt eine gleichmaBige Ver-
teilung des Lackes auf der Waferoberflache. Die gewlinschte Schichtdickeneinstellung erfolgt
direkt nach dem Andrehen mit einer héheren Umdrehungszahl pro Minute (siehe Tabelle
3.1).
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Nach dem Spincoating wird der Lack auf einer programmierbaren Heizplatte vorgehartet
(Soft-Bake, engl.). Dazu wird der Wafer erst in 5min auf 40°C, dann in 10min auf 60°C und
abschlieBend in 15min auf 90°C hochgeheizt. Nach Erreichen der jeweiligen Temperatur wird
diese fiir 5min gehalten. AnschlieBend wird eine Chrommaske' (Delta Mask, Niederlande) mit
den herzustellenden Strukturen Uber den beschichteten Wafer mit direktem Kontakt zu die-
sem eingespannt. In einem Parallelbelichter (Modell 8011, Oriel Corporation, USA) wird der
Lack flir wenige Sekunden mit der i-Linie der Quecksilberdampflampe belichtet (siehe
Abbildung 3.5 a). Je nach dem welche Strukturen hergestellt werden sollen, variieren die
verwendeten Belichtungszeiten von 8sec bis 14sec (siehe Tabelle 3.2).

Um die belichteten Strukturen im Lack zu vernetzen und auszuharten erfolgt ein Post-
Exposure-Bake (engl.) mit denselben Erhitzungs-Phasen wie bei dem Soft-Bake.

Nach dem Ausharten erfolgt die Entwicklung des Photolackes in einem Entwicklerbad fir
bis zu 120sec (siehe Tabelle 3.2), wobei die nicht belichteten Lackbereiche von der Wafero-
berflache geldst werden. AnschlieBend werden die noch vorhandenen Lackreste mit Aceton
und Isopropanol entfernt. Nachdem die Fliissigkeitsreste mit reinem Stickstoff abgeblasen
wurden, erfolgt eine letzte Erhitzungsphase (Hard-Bake) bei mindestens 200°C fir 20min,
wodurch die teilweise noch vorhandenen Mikrorisse in den SU-8-Stegen ausheilen kdnnen.
AnschlieBend lasst man den Wafer langsam auf Raumtemperatur abgekdihlen.

Die erreichte Hohe der SU-8-Strukturen kann mit einem Profilometer (DEKTAK 3030 ST,
Sloan, USA) Uberpriift werden.

Um im spateren Fabrikationsprozess ein leichteres Abldsen des ausgeharteten PDMS zu
garantieren, wird der Masterwafer mit TDTS silanisiert. Dazu wird der Wafer zusammen mit
einem mit wenigen Tropfen benetzten Uhrglas in einen Exsikkator gestellt und dieser fir
mindestens 30min evakuiert. Dabei verdampft das TDTS und es lagert sich eine wenige nm
dicke Silanschicht auf dem Wafer ab (siehe Abbildung 3.5 b). Nach dem Abschalten der Va-

kuumpumpe wird der Wafer fir weitere 30min im Exsikkator stehen gelassen und dann ent-

nommen.
Wafer Spincoating ‘ Belichtungszeit | Entwicklungszeit | Relief-Héhe
w1 SU-8 (2): 5sec bei 500rpm + 12sec 30sec 3,2um
30sec bei 1250rpm
W2 SU-8 (2): 5sec bei 500rpm + 12sec 20sec 3,4um
30sec bei 1250rpm
W3 SU-8 (2): 5sec bei 500rpm + 14sec 20sec 3,2um
30sec bei 1250rpm
w4 SU-8 (5): 5sec bei 500rpm + 8sec 120sec 3,2um
10sec bei 3000rpm +
30sec bei 4500rpm
Tabelle 3.2 Auflistung der genauen Parameter der verwendeten Wafer

" auf der mit Chrom beschichteten Seite der Glasmaske sind die gewiinschten Strukturen eingeschrieben
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3.4. Produktion und Praparation der PDMS-Chips

Nach dem Silanisieren ist der Masterwafer insoweit vorbereitet, dass man die gewlinschten
Kanalstrukturen viele Male mittels sog. Soft-Lithographie [16] abformen kann. In dieser Ar-
beit wird fiir das Abformen Poly(dimethylsiloxan) verwendet, welches im Verhaltnis von 10:1
des Basispolymers und des Vernetzers angemischt wird. Um einen kompletten Wafer mit ei-
ner ca. 1mm dicken PDMS-Schicht zu bedecken, werden 20g des Polymers mit 2g des Ver-
netzers fir 5min verrihrt. AnschlieBend wird das PDMS Uber den Wafer gegossen. Nach ei-
ner Wartezeit von weiteren 30min werden die restlichen noch vorhandenen Luftbldschen mit
Hilfe eines LuftstoBes aus einer Pasteurpipette beseitigt. Nach 4,5h Backzeit bei 85°C ist das
PDMS ausgehartet (siehe Abbildung 3.5 c).

Nach dem Abkihlen kann das PDMS vom Masterwafer abgezogen und mit einem Skalpell
die gewlinschten Strukturen herausgeschnitten werden. In diesen strukturierten PDMS-Chip
werden dann die Reservoire mit einem Durchmesser von 2mm gestanzt. Die Stanzapparatur
ist dabei in ein Mikroskop integriert, die eine Genauigkeit der Reservoir-Positionierung von
100pm ermdglicht. Die PDMS-Sticke und die fir den spateren Zusammenbau bendétigten
Deckglaser werden zuerst in Aceton, dann in Ethanol und abschlieBend in Wasser im Ultra-

schallbad gereinigt. Danach erfolgt die Trocknung durch Abpusten mit Stickstoff.
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Abbildung 3.5 Produktion der PDMS-Chips: a) Erst wird die gewiinschte Struktur auf dem Photolack durch eine
Chrommaske belichtet. Nach Aushdrtung und Entwicklung des Lacks bleibt die negative Kanalstruk-
tur auf der Waferoberflache brig. b) AnschlieBend wird der Wafer einmalig mit einer wenige nm di-
cken TDTS-Schicht bedampft (silanisiert). ¢) Um die PDMS-Chips herzustellen wird der Wafer nun
mit PDMS, im Verhaltnis von 10:1 von Polymer zu Vernetzer, (ibergossen und nachfolgend 4,5h bei
85°C ausgebacken. d) SchlieBlich wird das PDMS abgezogen, die zu untersuchenden Strukturen
ausgeschnitten und am jeweiligen Kanalende ein Reservoir gestanzt. Nach einer Sauerstoff-
Plasmabehandlung des Chips und eines Deckglases werden diese aufeinander gelegt.

Sowohl die strukturierte Seite des PDMS-Chips als auch die spater dem Chip zugewandte
Seite des Deckglases werden vor dem Zusammenbau noch in einer selbstgebauten Plasma-
Oxidationsanlage [67], die mit der in [68] beschriebenen Apparatur vergleichbar ist, behan-
delt. Dabei werden beide Oberflachen flir 20sec in einer Kammer mit einem Sauerstoffdruck
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von 0,1mbar einem Sauerstoffplasma ausgesetzt (bei angelegter Spannung von 50kV,
500kHz und einem Elektrodenabstand von 6,15cm). AnschlieBend werden die so behandelten
Seiten in Kontakt gebracht (siehe Abbildung 3.5 d).

Um eine kovalente Verbindung von PDMS und Glas sicherzustellen, werden die Chips nach
einer weiteren Wartezeit von mindestens 30min mit einer 3uM F108-L6sung in PBS befiillt.
Dies flhrt zu einer Beschichtung der Kanalwande, um unspezifische Adsorption und den EOF
zu vermindern [69, 70]. Da zuerst nur ein Reservoir der Injektionskandle beflllt wird, wird
die F108-L6sung durch hydrodynamische Druckdifferenzen zwischen diesem und den restli-
chen Reservoirs vollstandig durch alle Kanale gespult. AnschlieBend werden auch die anderen
Reservoirs mit derselben Menge an Lésung befiillt. Nach einer erneuten Einwirkzeit von 20h
kann die F108-Lésung gegen den PBS-Puffer (bei Experimenten mit Beads), bzw. gegen LB-
Medium (Experimente mit Rm1021(pHC60)) ausgetauscht werden. Damit die nun gefillten
Kandle bei zeitlich nicht direkt anschlieBender Verwendung nicht austrocknen und damit un-
brauchbar werden, werden die Chips in einer Petrischale dber Wasser gelagert.

Um die Sensibilitat der spater im Experiment nétigen Flussgeschwindigkeits-Steuerung zu
erhéhen, kénnen noch PDMS-Stlicke mit gestanzten Léchern auf dem Chip aufgebracht wer-
den. Diese dienen der Erweiterung der schon vorhandenen Reservoire und garantieren eine
hdéhere mdgliche Fullhdhe.

Vor dem Plasma-Oxidations-Schritt besteht des Weiteren die Mdglichkeit die Qualitat der
bis dahin produzierten PDMS-Chips zu kontrollieren. Dazu wird die strukturierte Seite des
Chips mit einer 20nm dicken Goldschicht besputtert (MCS 010, Bal-Tec, Liechtenstein) und
dann in einem Rasterelektronenmikroskop (JSM-880, Joel, GroBbritannien) untersucht. Die
charakteristischen GroBen kénnen nun mittels einer dazugehdrigen Software (WinDISS, point
electronic GmbH, Deutschland) vermessen werden.

3.5. Experimenteller Aufbau

Der experimentelle Aufbau, der in dieser Arbeit verwendet wurde, ist schematisch in Abbil-
dung 3.6 skizziert. Als Grundlage dient ein Inversions-Fluoreszenzmikroskop (Axiovert 200,
Zeiss, Deutschland) mit einer Quecksilber-Kurzbogenlampe (HBO, Zeiss) als Lichtquelle und
einer motorisierten x/y-Stage (995008, Ludl Electronics, USA) die Uber einen Joystick steu-
erbar ist. Die CCD-Kamera (Imager 3LS mit SensiCam CCD-Chip, LaVision, Deutschland) ist
Uber den Kameraport des Mikroskops angeschlossen. Des Weiteren ist das Mikroskop mit ei-
nem Anregungsfilter (BP 450-490, Zeiss), einem Sperrfilter (BP 515-565, Zeiss) und einem
Dichroitspiegel (FT-510. Zeiss) ausgestattet. Neben dem 20fach Objektiv (LD ACHRO PLAN
20x/0,40Korr, Zeiss) wurde auBerdem ein 100fach Olimmersionsobjektiv (Plan Neofluar NA
1.3, Zeiss) verwendet.

Die Kameraaufnahmen werden (ber die im ersten Computer installierte Video-Grabber-
Karte (SensiCam PCI Interface-Board, PCO, Deutschland) in Kombination mit der LaVision-

Software Davis 6.2 aufgezeichnet und gespeichert. Die spatere Auswertung der aufgenom-
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menen Bilder wird mit Hilfe des Programms Image] 1.40f (National Institute of Health, USA)
vorgenommen, und diese zur besseren Visualisierung mit Falschfarben dargestellt.

Die flr die dielektrischen Messungen erforderlichen elektrischen Felder werden Uber ein
auf dem zweiten Computer installierten LabView-Programm gesteuert. An den Kontakt am
Injektions-Reservoir (siehe Abbildung 3.2 oder Abbildung 3.3) wird eine sinusférmige Wech-
selspannung Uxc angelegt. Ein Funktionsgenerator (DS345, Stanford Research, USA) steuert
dabei den Spannungsverlauf, und der zusatzlich angeschlossene Hochspannungsverstarker
(AMS-1B30, Matsusa Precision, Japan) verstarkt die Spannung einhundertfach bis zu einem
Maximalspannungswert von 1.000V. Der Kontakt am Abfluss-Reservoir wird immer an die

Masse angeschlossen.
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Abbildung 3.6 Schematische Skizze der optischen Komponenten des experimentellen Versuchsaufbaus.

3.6. Praparation der Mikroorganismen

Die in dieser Arbeit verwendeten Rm1021(pHC60)-Bakterien werden freundlicherweise auf
einer Agarplatte von der Gruppe Proteom- und Metabolomforschung der Universitat Bielefeld
zur Verfligung gestellt und bei 4°C gelagert [21].

Um eine frische Bakterienlésung fiir einen Versuch herzustellen, wird eine Suspensions-
kultur (1ml) mit Kolonien von der Agarplatte in vorgewarmtem LB-Medium angelegt. An-
schlieBend wird diese Lésung fiir 10min bei 5000rpm zentrifugiert, der Uberstand verworfen

und das Pellet in frischem LB-Medium resuspendiert.
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Mit dem Fluoreszenz-Mikroskop wird ein Tropfen der Suspensionskultur auf Beweglichkeit
und Konzentration der Bakterien untersucht. Bei zu hoher Konzentration wird die Lésung
weiter mit Medium verdinnt.

Die Injektionsreservoirs des Mikrofluidikchips werden immer erst unmittelbar direkt vor

der jeweiligen Messung mit der Bakterien-Lésung befillt.
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4. Ergebnisse und Diskussion

In diesem Kapitel werden die erzielten Ergebnisse beschrieben und diskutiert. Zunachst wird
dabei auf die Qualitat der produzierten Mikrofluidik-Chips und auf Ursachen von mdglichen
Abweichungen eingegangen. AnschlieBend folgt eine Analyse und Auswertung der experi-
mentell aufgenommenen Daten. Diese Daten beinhalten sowohl Aufnahmen zu dem hydro-
dynamischen Fangen von Beads und Bakterienzellen, als auch zu dem dielektrophoretischen
Fangen der Rm1021(pHC60)-Bakterien.

4.1. Charakterisierung der hergestellten Mikrofluidik-Chips

Die Qualitatskontrolle der in Kapitel 3.2 vorgestellten und wie in Kapitel 3.3 und 3.4 herge-
stellten Strukturen wird mit einem Rasterelektronenmikroskop (REM) durchgefiihrt. Damit
werden fur die jeweilige Struktur funktional wichtige und charakteristische Merkmale unter-
sucht. Da es im gesamten Herstellungsprozess viele mdgliche voneinander unabhangige Feh-
lerquellen gibt, sind diese hier in einem kurzen Uberblick noch einmal zusammengefasst:

Produktionsschritt

= genaues Layout der Struktur (mit dem
CAD-Programm) [29]

= Herstellung der Chrommaske — Abweichung 1. Art
= SU-8-Relief per Photolithographie — Abweichung 2. Art
= Abformung per Soft-Lithographie — Abweichung 3. Art

= Praparation zur rasterelektronenmikro-

skopischen Untersuchung — Abweichung 4. Art

Die von Delta Mask produzierte Chrommaske spiegelt nicht in allen Bereichen die genauen
Abmessungen und GroBenverhaltnisse der in Kapitel 3.2 vorgestellten Struktur-Layouts wie-
der. Nach einer Untersuchung mittels eines Auflichtmikroskops mit einer 100fachen Vergr6-
Berung wurde ersichtlich, dass auf der einen Seite die Mikro-Ubergénge zwar sehr gut aus-
gebildet sind und den vorgegebenen MaBen entsprechen, auf der anderen Seite aber die
Hindernisse der beiden Dielektrophorese-Strukturen bereits Abweichungen von 0,5um bis
1pm aufzeigen (Abweichung 1. Art).

Ein weiterer Fehler, der nicht die im Experiment verwendeten Chips betrifft, sondern nur
die mit dem REM aufgenommenen Bilder, liegt in der Probenpraparation mittels Sputtern und

der Befestigung der untersuchten Chips auf dem Probenteller (Abweichung 4. Art).

In Abbildung 4.1 a) ist ein Teil der Hydrodynamik-Struktur 1B zu sehen (vgl. Abbildung
3.1). Vergleicht man die Breite der abgebildeten Seitenkanale (10,9um) und des Hauptkanals
(10,4pm) mit den entsprechenden Vorgaben (vgl. Kapitel 3.2), so ist eine Abweichung von
9%, bzw. 4% zu erkennen. Allerdings sind diese GréBen und somit auch ihre Abweichungen

nicht von wesentlicher Bedeutung fiir die Funktionalitat dieser Struktur. In Abbildung 4.1 b)
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hingegen erkennt man einen Mikro-Ubergang der eine reale Breite von 3,1um hat, und somit
um einen Faktor von 3,1 groBer als die Vorgabe ist. Ein mdglicher Grund fiir diese Abwei-
chungen kénnte im Photolithographieschritt liegen (Abweichung 2. Art). Dabei besteht die
Méglichkeit, dass durch Beugungs- und Reflexionseffekte zwischen belacktem Wafer und
Maske Fehler entstehen, die durch nicht perfekten Kontakt dieser beiden Medien, bzw. durch
eine zu lange Belichtung noch verstarkt werden kénnen.

Des Weiteren sind in den Abbildung 4.1 c¢) und d) Artefakte zu erkennen, die die Ecken
des Mikro-Ubergangs, bzw. den Kanalboden betreffen. Der Ubergang in Abbildung 4.1c) ist
mit einer Breite von 2,1um (Abweichungsfaktor von 2,1) zwar schmaler als derjenige aus
Abbildung 4.1 b), hat allerdings durch das Fehlen der Ecke, bzw. durch die zusatzliche Ein-
buchtung an der Seite zum Hauptkanal einen vergroBerten Eingang mit einer Breite von

3,2pm.

10,4pum

| R-Rtrakiir x50 o MR fil} i (] —Spum—

Abbildung 4.1 Bilder der Hydrodynamik-Struktur 1B auf dem Wafer W1 aufgenommen mit dem Rasterelektronen-
mikroskop: a) 500fach vergroBerter Bildausschnitt mit Hauptkanal und vier davon abgehenden Sei-
tenkanalen. b) 5000fache VergréBerung eines Mikro-Ubergangs mit einer realen Breite von 3,1um.
c) 9000fache VergréBerung eines Mikro-Ubergangs mit einem typischen Artefakt an den Ecken des
Eingangs und einer Breite von 2,1uym. d) 14000fache VergréBerung mit am Kanalboden zu erken-
nenden Artefakten im Mikro-Ubergang mit einer Breite von 3,1um.

Die Ursache des Eckkanten-Artefaktes ist vermutlich wie zuvor einer Abweichung 2. Art
zuzuschreiben. Das Auftreten des Artefaktes am Kanalboden direkt im 1um-Ubergang aller-

dings hangt anscheinend mit dem Sputtervorgang zusammen (Abweichung 4. Art), da es un-
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ter einem Lichtmikroskop weder im unbehandelten PDMS noch auf der Chrommaske oder im
SU-8-Relief zu erkennen war. Durch die beim Sputtern entstehende Hitze kénnten Spannun-
gen, die schon im PDMS vorliegen, zu Verformungen der Oberflachenstruktur am Kanalboden
gefuhrt haben.

Das Layout der anvisierten Dielektrophorese-Strukturen ist im Detail in Abbildung 4.2 c)
gezeigt. Vergleicht man diese dreieckféormigen Hindernisse mit den dazugehdrigen mit dem
Rasterelektronenmikroskop aufgenommenen und experimentell hergestellten Strukturen fallt
auf, dass die GroBe Letzterer deutlich von den vorgegebenen MaBen abweicht. Wahrend die
horizontale Breite um ca. 30% abnimmt, verringert sich die vertikale Héhe um ca. 50%. Der
Grund liegt zum einen in der eingangs erwahnten Abweichung 1. Art und zum anderen wahr-
scheinlich wie bei den Hydrodynamik-Strukturen in einer Abweichung 2. Art mit den bereits

diskutierten Argumenten.
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Abbildung 4.2 a) und b) sind Rasterelektronenmikroskopaufnahmen der Dielektrophorese-Struktur 3C auf dem
Wafer W3. a) 700fach vergroBerter Bildausschnitt der ersten beiden Hindernis-Reihen. b) Jeweils
15000fache VergréBerung der unteren drei Dreieck-Strukturen. c) Detaillierte Zeichnungen [29] der
geplanten dreieckférmigen Hindernisse (jeweils zugehérig zu der darlber liegenden rasterelektro-
nenmikroskopischen Aufnahme unter b)).
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Trotz offensichtlicher Verkleinerung der Strukturen ist die spezielle Formgebung der ein-
zelnen dreieckférmigen Hindernisse allerdings erhalten geblieben ist. Die in Abbildung 4.2 c)
dargestellten zusatzlichen Kanten und Ecken (Ho6rner) der Vorlage sind in ihrer Charakteristik
auch in den mit PDMS abgeformten Strukturen gut zu erkennen. Diese Abanderung der ein-
fachen Dreieckform sollte zum einen dazu dienen, dass die Bakterienzellen wenn sie einmal
dielektrophoretisch an den Pfosten gefangen sind, diese Falle nicht so schnell wieder verlas-
sen kénnen. Zum anderen diente sie der Uberpriifung inwieweit sich solch filigrane Konturen
noch akzeptabel mittels Photo- und Soft-Lithographie produzieren lassen kénnen. Dass die
Horner bei dem mittleren (2) und dem rechten (3) Pfosten leicht verschoben sind (siehe
Abbildung 4.2 b), kédnnte zum einen an der letzten Ausheizphase (vgl. Kapitel 3.3), und ei-
nem damit verbundenen leichten Verlaufen des SU-8-Lackes liegen, oder wieder ein Belich-
tungs-Artefakt sein (Abweichung 2. Art).

Die in den Abbildung 4.1 und Abbildung 4.2 gezeigten Strukturen gehéren zu den besse-
ren bis dahin produzierten Strukturen die auf den Wafern W1 und W3 sind. Von den recht-
eckférmigen Strukturen wurden keine Aufnahmen mit dem Rasterelektronenmikroskop ge-
macht, da diese Hindernisse im PDMS weder klare Konturen besaBen, noch komplett vom
Boden bis zur Decke des Kanals gingen und somit unbrauchbar fir eine experimentelle Ver-
wendung waren. Bei diesen Artefakten handelt es sich wahrscheinlich um eine Kombination
von Abweichungen 1. und 2. Art.

Als letzter experimenteller Teil fir diese Arbeit wurde noch einmal eine Testreihe zur Op-
timierung der Masterwaferherstellung unternommen, um die Hindernisse der Dielektrophore-
se-Strukturen hinsichtlich der GréBe und der Konturscharfe zu verbessern. Es konnte dabei
eine erhebliche Verbesserung erzielt werden (sieche W4 in Tabelle 3.2). Die Mikro-Ubergénge
zeigten unter dem Lichtmikroskop sowohl im negativen SU-8-Relief als auch in den davon
abgeformten PDMS-Stlicken die gleichen Abmessungen wie die Strukturen auf der Chrom-
Maske. Auch beim GréBenverhaltnis der Dielektrophorese-Pfosten auf diesem Wafer W4 (so-
wohl dreieck- als auch rechteckférmige) zeigten sich groBe Fortschritte. So konnten noch
PDMS-Chips produziert werden, die StrukturgroBen aufweisen wie diejenigen auf der
Chrommaske.

4.2. Hydrodynamisches Fangen von Beads

Um die Funktionalitdt und Verwendbarkeit der Hydrodynamik-Strukturen zu priifen, werden
diese zuerst mit Beads getestet. Da die spater zu untersuchenden Bakterien-Zellen eine
durchschnittliche GréBe von ca. 3um x 0,5um aufweisen, finden Beads mit einem Durchmes-
ser von 0,5um, 1,9um und 3,0um Verwendung. Das Flussverhalten der Partikel und der vor-
herige Injektionsvorgang dieser in den Hauptkanal werden nur Uber den Fullhdhenunter-
schied der einzelnen Reservoirs (mindestens sechs) gesteuert (vgl. Abbildung 3.1). Dabei ist
der Fluss immer von den mehr befiillten zu den weniger beflillten Reservoirs gerichtet. Ein
Ausgleich bedeutet in diesem Zusammenhang, dass alle Reservoirs mit derselben Menge an
Flissigkeit befillt sind, und diese in den Kanalen optimalerweise ruht.
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Versuche mit 0,5um-Beads

Als erstes werden die 0,5um-Beads verwendet, um sicherzustellen, dass das hydrodyna-
mische Fallenprinzip in sofern funktioniert, dass die Partikel eine Kraft in Richtung der Sei-
tenkanale verspiiren. Andererseits, falls Letzteres zutrifft und die Beads die Mikro-Ubergange
passieren und in den Seitenkanal flieBen, I&sst sich damit verifizieren, dass diese Ubergénge
zumindest groB3 genug und nicht verstopft sind. In der Bilderreihe in Abbildung 4.3 ist dieses
Verhalten dokumentiert. Wahrend sich der im jeweiligen Bild untere 0,5um-Bead erst immer
mehr in Richtung Kanalwand und dem dortigen Seitenkanal bewegt a) bis c), hat er bei d)

schon den 1pm-Ubergang durchquert und flieBt dann im Seitenkanal weiter.

Abbildung 4.3 Bilderreihe Uber das Passieren eines Mikro-Ubergangs von einem 0,5um-Bead in der Struktur 1A
vom Wafer W3: In a) bis c) nahert sich der Bead immer mehr der Kanalwand des Hauptkanals wo
der Seitenkanal lokalisiert ist. In d) hat er den Mikro-Ubergang bereits durchquert und befindet sich
im Seitenkanal.

Ein Fangen und Festhalten an den hydrodynamischen Fallen ist mit den 0,5um-Beads
nicht beobachtet worden. Teilweise kommt es bei ldngeren Versuchszeiten zur Adsorption
der Partikel am Kanalboden.

Versuche mit 1,9um-Beads

Als ndchstes werden die Strukturen 1A und 1B mit den 1,9um-Beads getestet. Bei diesen
Versuchen sind erfolgreich und mehrfach einzelne 1,9um-Beads an den Mikro-Ubergéngen
festgehalten worden. Bei genauer Beobachtung dieser Fangvorgange in den Abbildung 4.4
und Abbildung 4.5 kann man sogar ein qualitatives Unterscheidungsmerkmal unter den funk-

tionierenden hydrodynamischen Fallen ausmachen.

Abbildung 4.4 Bildfolge vom Fangen eines 1,9um-Beads am unteren Mikro-Ubergang eines Seitenkanals der
Struktur 1A vom Wafer W1: In a) bis ¢) kommt der Partikel dem aktiv Eingang immer ndher, und
wird in c) schlieBlich dort sicher festgehalten.

Bei den besonders guten Fallen kdnnen die Beads selbst dann noch gefangen werden,
wenn die Flusslinie auf der sie sich bewegen bis zu 10um in der Vertikalen von der Kanal-

wand mit den Mikro-Ubergéngen entfernt ist. Ein Beispiel fiir ein solches Verhalten ist in
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Abbildung 4.4 zu sehen. Hier ist die Falle sogar so stark, dass der Partikel selbst dann noch
angesaugt wird, wenn er schon am Seitenkanal vorbei ist (vgl. Abbildung 4.4 c).

Bei den anderen funktionierenden Fallen missen sich die Beads bei gleicher Strdmungs-
Geschwindigkeit wie vorher schon direkt an der Hauptkanalwand entlang bewegen, um auch
sicher gefangen zu werden (vgl. Abbildung 4.5). Sind sie auch nur leicht davon entfernt,
werden sie an dem betrachteten Seitenkanal nicht festgehalten, sondern verspuren lediglich
eine Kraft, die sie naher an diesen heranbringt. Dieser Ndherungsprozess wiederholt sich nun
solange, bis der Bead direkt an der Wand entlanglauft, und dann am nachstméglichen Sei-

tenkanal gefangen wird.

Abbildung 4.5 Bildfolge wie ein 1,9um-Bead am Mikro-Ubergang der Struktur 1B vom Wafer W1 gefangen wird:
Hier bewegt sich der Partikel schon in a) bis c) direkt an der Wand des Hauptkanals entlang, bis er
in der hydrodynamischen Falle fest gehalten wird.

Das gerade beschriebene Fangen von einzelnen Beads funktioniert sowohl bei der Struk-
tur 1A, bei der alle Seitenkanal-Eingange potentielle hydrodynamische Fallen bilden, als auch
bei der Struktur 1B, bei der nur die mit einem Reservoir ausgestatteten Seitenkanale effektiv
als Fallen auftreten sollten. Im Laufe der Versuche kommt es aber auch vor, dass die Beads
auf die nicht mit einem Reservoir versehenen Seitenkanadle reagiert haben. Die Ursache daflr
kdnnte darin liegen, dass die Flissigkeit in den Seitenkandlen aufgrund der Permeabilitat von
PDMS [16] verdunstet und somit ein nicht erwlinschter Unterdruck in diesen entsteht. Dass
die Seitenkandle ohne Reservoir an ihrem Ende Uberhaupt mit FlUssigkeit beflllt sind, liegt
wahrscheinlich an der Oberflachenbehandlung
mit einem Sauerstoff-Plasma, wodurch die Ka-
nalwande besonders hydrophil sind. Vor Beginn
einer Messung ist dieser Beflllungszustand auch

kontrolliert worden.

Da sich das Injektionsverhalten der Partikel
von Chip zu Chip unterschiedlich gestaltet,
kommt es aber auch vor, dass bei manchen
Experimenten zu viele 1,9um-Beads auf einmal
vom Reservoir Uber den Injektionskanal in den

Hauptkanal geschleust werden. Dies resultiert

dann in teilweise verstopften Mikro-Ubergangen. Abbildung 4.6

Aufnahme eines mit 1,9pm-Beads
verstopften Mikro-Ubergangs mit
100facher VergréBerung.

In Abbildung 4.6 ist so ein Seitenkanal-Eingang,

mit ca. 20 davor angelagerten Beads zu sehen.
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Die Aufnahme einer solchen Ansammlung von Beads mit 100facher VergréBerung darf dabei
nur mit dem Auflicht gemacht werden, da ansonsten das von diesen abgegebene Fluores-
zenzlicht zu einer Uberblendung fiihrt (vgl. Abbildung 4.8). Wie man erkennt ist in dem
Ubergang auch nur ein 1,9um-Bead, und die Ubrigen haben sich davor auf der Seite des

Hauptkanals aufgestaut.

In den bis hier beschriebenen Féllen wurde darauf geachtet, dass die 1,9um-Beads immer
fest gefangen werden. Des Weiteren wurde nun getestet, ob die Beads, wenn sie einmal ge-
fangen sind auch wieder von den Seitenkanal-Eingangen gelést werden kdnnen. Dies wird
erreicht, indem der Flllhdhenunterschied zwischen den Reservoiren in sofern variiert wird,
dass das Reservoir in dem der Seitenkanal mit dem gefangenen Bead endet, etwas mehr (ca.
1uL) Flussigkeitsvolumen enthélt, als die Ubrigen. In Abbildung 4.7 ist sichtbar, wie sich der

Partikel von dem Mikro-Ubergang I8st.

Abbildung 4.7 Bilderreihe von einer Ablésung des zuvor gefangenen 1,9um-Bead von dem Mikro-Ubergang der
Struktur 1A vom Wafer W1: In a) wird der Partikel noch am Seitenkanal-Eingang festgehalten. In
b) bis d) bewegt er sich nach einer Variation der Fillhdhe des Reservoirs immer weiter vom Uber-
gang weg

Bei einem bloBen Flllhdhenausgleich ist dies nicht geschehen, obwohl damit die hydrody-
namische Falle nicht mehr aktiv sein sollte. Dies kdénnte daran liegen, dass der Fluss im
Hauptkanal zwar idealerweise ruht und somit der Bead im Puffer frei diffundieren kdnnte,
aber die Adsorption des Partikels an der Kanaloberfliche des Mikro-Ubergangs zu stark ist,
um sich davon loszulésen. Dazu wird eine zusatzliche Kraft bendétigt, die dann von dem er-
hohten Fllssigkeitsvolumen aufgebracht werden muss.

Von den Seitenkanalen losldsen lassen sich aber nicht nur einzelne Beads, sondern auch

groBe Ansammlungen wie sie in Abbildung 4.6 gezeigt worden sind.

-

a)

Abbildung 4.8 Bildsequenz einer Gruppen-Abldsung eines mit 1,9um-Beads verstopften Mikro-Ubergangs der
Struktur 1B vom Wafer W1: In a) werden noch alle Beads am Ubergang gefangen. Nach Manipula-
tion der Flllhéhe im Reservoir wird der GroBteil der Beads in b) bis d) weggespult. Nur ein oder
zwei Beads verbleiben am Ubergang.
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Der dazugehdrige Abldsevorgang ist in einer Bildsequenz in Abbildung 4.8 zu sehen. Was
dabei auffillt, ist, dass sich ein oder zwei Beads in dem Mikro-Ubergang nicht ablésen. Dies
kdnnte an der im vorigen Absatz diskutierten Adsorption des Beads an der Kanaloberflache
liegen, die in diesem Fall durch den Druck der zusatzlichen Beads noch starker ausgepragt
ist. Eine andere Ursache kénnte ein einfaches Feststecken des Beads im Ubergang sein.

Wie in der Bildsequenz in Abbildung 4.9 zu sehen ist, kommt es aber auch vor, dass die
1,9um-Beads nicht an den hydrodynamischen Fallen gefangen werden, sondern wie schon
zuvor bei den 0,5um-Beads, in die Seitenkanile gelangen. Dies liegt daran, dass die Uber-
gange von Haupt- zu Seitenkanal nicht die geplante Durchlassbreite von 1pm aufweisen
(vergleiche Kapitel 4.1), sondern teilweise deutlich breiter sind. Ein weiterer Grund ist, dass
auch die Beads leichte Abweichungen in ihrer GréBe, bzw. ihrem Durchmesser zeigen, und
somit an manchen Mikro-Ubergéngen einige Beads diese passieren, aber andere, mit eigent-

lich der gleichen GréBe, an ihnen festgehalten werden kénnen.

Abbildung 4.9 Bildsequenz wie ein 1,9um-Bead den Mikro-Ubergangs durchquert; aufgenommen in der Struktur
1B vom Wafer W1: In a) bewegt sich der Partikel schon nah an der Kanalwand des Hauptkanals
entlang, bis er bei b) direkt im Ubergang ist, und anschlieBend in c) und d) immer weiter in den
Seitenkanal flieBt.

Versuche mit 3,0um-Beads

Bei den Versuchen mit den 3um-Beads sind diese meist gar nicht erst vom Reservoir in
den Injektionskanal gelangt, und falls doch, sehr schnell am Kanalboden, bzw. an der Kanal-
decke adsorbiert und haben diesen dann verstopft.

Dies liegt wahrscheinlich daran, dass die Beads, auch wenn sie mit dem Fluss mitgespdlt
werden, leicht Richtung Boden oder Decke diffundieren. Und da der zur Verfligung stehende
Spielraum zur ungehinderten Bewegen, bei einer Kanalhéhe von 3,2um bis 3,4um, auf der
jeweiligen Seite nur 0,1um bis 0,2um betragt, kommen sie mit der Kanaloberflache haufig in
Kontakt, und adsorbieren somit dort schneller als kleinere Beads.

Ein weiterer genereller Grund fir eine schnelle Adsorption kdnnte auch eine nicht kom-
plette und nicht die gesamte Kanaloberflache bedeckende F-108-Beschichtung sein. Das
heiBt, an den Stellen wo die Beschichtung nicht, oder nicht mehr vorhanden ware, wiirden

die Beads bei einem Kontakt mit der Kanalwand dort sofort adsorbieren.
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4.3. Hydrodynamisches Fangen von Rm1021(pHC60)

Nachdem die Funktionalitat der Hydrodynamik-Strukturen mit den Beads erfolgreich nach-
gewiesen wurde, wird nun versucht dieses Ergebnis auf die Rm1021(pHC60)-Bakterienzellen
zu Ubertragen. Der experimentelle Ablauf und die Steuerung des Flusses in den Kandlen sind
aquivalent zu den Versuchen mit den Beads.

Es werden mehrfach einzelne Zellen gezielt an den Mikro-Ubergéngen gefangen. Dies ge-
lingt vorwiegend mit den gréBeren in den Hauptkanal injizierten stabchenférmigen Bakterien,
die anhand der Aufnahmen abgeschatzte 0,5um bis 1um breit und 4um bis 5um lang sind.
Das in Kapitel 4.2 beschriebene Qualitatskriterium bzgl. der Effektivitat und Starke der hyd-
rodynamischen Fallen wird auch bei den Versuchen mit den Rm1021(pHC60) bestatigt. In
einigen Fallen reicht es aus, dass die Zelle in einem Abstand von ca. 5um bis 10um von der
Hauptkanalwand entfernt entlang flieBt, um am nachstmdglichen Seitenkanal gefangen zu
werden. In anderen Fallen wiederum muss das Bakterium direkt an der Kanalwand sein, um
festgehalten zu werden. Zusatzlich dazu kommt es auch noch darauf an inwiefern die Zelle
auf ihrer Flussbahn um sich selbst rotiert, und sich somit quer vor dem 1um-Ubergang, oder
langs in Richtung des Seitenkanals zeigend, auf den Eingang zu bewegt. In ersterem Fall
kommt es vorwiegend zu einem Fangen (vgl. Abbildung 4.10), und im letzteren wird die Zel-
le meistens in den Seitenkanal gesplilt. Trotzdem ist es auch gelungen ein Rm1021(pHC60)-
Bakterium mit dieser Ausrichtung zu fangen (Abbildung 4.11).

Abbildung 4.10 Bildsequenz wie ein Rm1021(pHC60)-Bakterium am Mikro-Ubergang der Struktur 1A vom Wafer
W3 gefangen wird: In a) bis c) kommt die Zelle dem Seitenkanal-Eingang immer naher, und wird in
d) langs davor festgehalten.

-

Abbildung 4.11 Bildsequenz vom Fangen einer Zelle am Mikro-Ubergang der Struktur 1B vom Wafer W3: Das Bak-
terium kommt in a) bis c) dem Ubergang bei gleichzeitiger Rotation immer naher, und wird dann in
d) gefangen, obwohl es mit seiner langeren Seite in Richtung des Seitenkanals zeigt.

Das Fangen war jeweils von Dauer. Ein Abldsen der bereits festgehaltenen Bakterien von
den Seitenkanal-Eingangen wie bei den Beads konnte nicht beobachtet werden; weder nach
einem reinen Flllhéhenausgleich, noch nach einer zusatzlichen Beflillung des flr die entspre-

chende Falle zustandigen Reservoirs. Dies kdnnte daran liegen, dass die Zellen, nachdem sie
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gefangen wurden, an diesen Stellen an der Kanalwandoberflache adsorbiert sind, oder dass
sie den Seitenkanal bei einer Ausrichtung wie in Abbildung 4.11 insoweit verstopft haben und

darin feststeckten, dass der Ausgleich keine Wirkung zeigen konnte.

Wie in den bisherigen Abbildungen zu sehen, ist es wiederholt gelungen nur einzelne
Rm1021(pHC60)-Bakterien-Zellen in den Hauptkanal zu schleusen. Dies ist keine Selbstver-
standlichkeit, wie man in Abbildung 4.12
erkennen kann. Dort ist ein Einspllvorgang
von Bakterien-Zellen vom Injektions-Reservoir
in den Injektionskanal zu sehen. In der
abgebildeten Darstellung ist die Konzentration
an Bakterien im Reservoir zum Beispiel ein
wenig zu hoch fir eine kontrollierte Einsplilung
von einzelnen Zellen. Somit werden zu viele
Rm1021(pHC60)-Bakterien in den Hauptkanal
injiziert. Dies kann in vielen Fallen direkt durch
ein angepasstes Verhaltnis der Reservoir-

Fullhéhen zueinander ausgeglichen werden.

Falls dieser Ausgleich allerdings zu spat oder Abbildung 4.12 GroB:

Aufnahme eines beflllten
Injektions-Reservoirs. Klein: Bild
eines verstopften Injektionskanals.

gar nicht erfolgt, hat dies zur Folge, dass der
Injektionskanal teilweise verstopft (siehe
Kasten in Abbildung 4.12), und somit ein weiteres Einsplilen von Zellen nicht mehr realisiert
werden kann. Mit einer geeigneten Konzentration (ca. 100-1000 Bakterien pro 1uL) von Zel-
len im Medium und einem angepassten Flllhéhenverhaltnis ist jedoch ein erfolgreiches Inji-

zieren einzelner Bakterien realisiert worden.

Beim Versuch die Rm1021(pHC60)-Bakterien zu fangen ist es allerdings in mehreren Fal-
len geschehen, dass die Zellen, wie schon bei den Versuchen mit den Beads, nicht am Mikro-
Ubergang festgehalten werden konnten. In Abbildung 4.13 kann man erkennen, dass selbst
gréBere Bakterien an den Mikro-Ubergéngen vorbei in den Seitenkanal gelangen kénnen. Die

Ursache hierfiir liegt anscheinend wieder in den zu breiten Ubergéngen.

Abbildung 4.13 Bilderreihe wie eine léngliche Zelle am Mikro-Ubergang vorbei in den Seitenkanal gelangt; aufge-
nommen in der Struktur 1B vom Wafer W3: In a) ist das Bakterium noch im Hauptkanal, in b)
schon im Ubergang und in c) und d) bewegt es sich weiter in den Seitenkanal.
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4.4. Dielektrophoretisches Fangen von Rm1021(pHC60)

Eine weitere Mdglichkeit Bakterienzellen zu fangen bietet die Dielektrophorese. Zunachst
werden mit den DNA-Dielektrophorese-Strukturen (siehe Kapitel 3.2, Abbildung 3.4) erste
Tests durchgefihrt, inwiefern diese Methode fur ein effektives Fangen geeignet ist. Danach
schlieBen sich die Experimente mit den neuartigen Dielektrophorese-Strukturen an (siehe
Kapitel 3.2, Abbildung 3.2 und Abbildung 3.3). Diese sind aufgrund der Dimensionierung und
Pfostenanordnung speziell fir ein Fangen von Bakterien-Zellen entwickelt worden.

Das experimentelle Vorgehen ist bei den unterschiedlichen Dielektrophorese-Strukturen
immer das Gleiche. Erst wird das Injektions-Reservoir wieder mit der Bakterien-L&sung be-
fillt und die Ubrigen mit der gleichen Menge an Medium. Durch diesen Fillhéhenausgleich zu
Beginn einer Messung soll der hydrodynamisch verursachte Fluss in den Kanalen verhindert
werden. AnschlieBend werden das Injektions-Reservoir und das diesem gegeniberliegende
Abflussreservoir mit den Platinelektroden kontaktiert. Diese Elektroden haben bei den DNA-
Dielektrophorese-Strukturen einen Abstand von 7mm und bei den dreieckférmigen, bzw.
rechteckformigen Dielektrophorese-Strukturen einen Abstand von 3cm.

Uber das LabView-Programm kénnen die zwischen diesen beiden Kontakten anliegende
Gleichspannung (Upc) und gleichzeitig die Wechselspannung (Uac) mit der dazugehdrigen
Frequenz (fac) kontrolliert werden. Mit einer Gleichspannung die bei allen Experimenten zwi-
schen 10V und 50V liegt, werden die Rm1021(pHC60)-Bakterien mittels des EOF in den
Hauptkanal gespilt. Damit wird ein langsames gleichmaBiges und bei Bedarf schnell variier-

bares FlieBverhalten garantiert.

DNA-Dielektrophorese-Strukturen

Die Versuche mit diesen Strukturen zeigen, dass es maoglich ist, Bakterien-Zellen mittels
negativer Dielektrophorese zu fangen. Dieser Fangprozess erfolgt kontrolliert, und nur bei
Anliegen eines inhomogenen elektrischen Wechselfeldes in einem bestimmten Amplituden-
und Frequenzbereich. Sobald einer dieser Parameter (Uac oder fac) nicht mehr in diesem Be-
reich liegt, zeigen die Zellen keine, bzw. eine zu schwache Reaktion auf das Feld und werden
somit nicht mehr erfolgreich gefangen, bzw. festgehalten. In Abbildung 4.14 ist zu sehen,

wie ein einzelnes Rm1021(pHC60)-Bakterium zweimal hintereinander gezielt gefangen wird.

-.

Abbildung 4.14 Bildsequenz Uber das Fangen eines Bakteriums mittels negativer DEP bei einer Wechselspannung
von 500V und einer Frequenz von 300Hz: In a) ist das Bakterium quer vor einem Hindernis gefan-
gen. Nach Anderung der Frequenz des inhomogenen elektrischen Wechselfeldes auf fac<270Hz be-
wegt sich das Bakterium in b) und c) wieder mit dem EOF. Mit einer Frequenz von wieder
fac=300Hz wird es in d) nochmals quer und mittig vor einem Pfosten festgehalten.
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Dabei legt es sich in den Bildern a) und d) bei einem anliegenden Feld von Uac=500V mit
fac=300Hz quer vor den jeweiligen Pfosten, bzw. den Bereich mit einer niedrigen elektrischen
Feldstarke, und zeigt somit eindeutig negative Dielektrophorese. Sobald die Frequenz auf
kleiner 200Hz eingestellt wird, wird die Zelle wieder mit dem EOF mitgespult (b, c).

Des Weiteren sind auch kleinere Gruppen der Rm1021(pHC60)-Bakterien mittels negati-
ver Dielektrophorese manipuliert worden. Wie in Abbildung 4.15 zu erkennen, reagieren alle
Zellen auf das Wechselfeld (Upc=500V, fac=300Hz) gleich, und legen sich so lange vor die
Hindernisse (a), bis dieses wieder ausgeschaltet wird (b, c). Bei erneutem Einschalten bei
vorheriger Frequenz werden dann wieder alle Bakterien vor dem jeweils nachsten Pfosten
festgehalten (d). Dass an diesem grundlegenden Verhalten auch eine sehr groBe Anzahl von
Bakterien nichts éndert, ist in Abbildung 4.16 gezeigt. In a) sind die Zellen bei Uxc=500V und
fac=300Hz gefangen worden, und in c) auch bei f\c=60kHz. Der GroBteil der Zellen, die sich
sowohl in a) als auch in c¢) noch zwischen den Hindernisreihen befinden und sich nicht an die

Pfosten anlagern, zeigen keine Reaktion auf das Wechselfeld, bzw. den EOF, weil sie an der

Kanaloberflache adsorbiert sind.

Abbildung 4.15 Bilderreihe wie mehrerer Rm1021(pHC60)-Bakterien mittels negativer DEP bei einer Wechselspan-
nung von Uac=500V und fac=300Hz festgehalten werden: In a) und d) sind die Zellen an den Hin-
dernissen gefangen. Bei keiner anliegenden Wechselspannung (Uaxc=0V) werden sie in b) und c)
ungehindert weitergespiilt.

Abbildung 4.16 Bildsequenz wie eine sehr groBe Gruppe von Bakterien durch negative DEP bei Uxc=500V gefangen
wird: In b) und d) liegt jeweils kein Wechselfeld vor, und die Zellen werden im Hauptkanal weiter-
gesplilt. In a) bei fac=300Hz und in c) bei 60kHz hingegen legen sie sich vor die Pfosten und wer-
den dort gefangen.

Da bei der Dielektrophorese das Verhaltnis der Permittivitat, bzw. Leitféhigkeit von Medi-
um und Zelle zueinander entscheidend ist, dient der zuletzt erwahnte Test dazu, herauszu-
finden, inwiefern eine hohe Konzentration von Bakterien die Reaktion auf ein duBeres inho-
mogenes elektrisches Wechselfeld beeinflussen kann. Dies kdnnte moglich sein, da ein
standiger Stoffaustausch zwischen Bakterium und Medium stattfindet, d.h. die Zelle aus dem
Medium Nahrstoffe aufnimmt, und Stoffwechselprodukte wieder ausscheidet. Bei einer gro-

Ben Anzahl von Bakterien kdnnte sich dieser Austausch bzgl. des Permittivitats- oder Leitfa-



higkeitsverhaltnisses bemerkbar machen. Allerdings ist kein Anzeichen flir eine Veranderung
der Reaktionen im Vergleich zu den Versuchen mit einzelnen Zellen gefunden worden.

In allen drei gezeigten Fallen von negativer Dielektrophorese werden die Zellen nicht nur
bei Upc=500V sondern auch bei 400V gefangen. Bei 300V reagiert noch etwa die Halfte der

Bakterien, vorzugsweise die GroBeren, wohingegen bei 200V keine Zelle mehr gehalten wird.

Neben diesen sehr erfolgreichen Experimenten mittels der negativen Dielektrophorese flr
die Rm1021(pHC60)-Bakterienzellen, ist aber auch beobachtet worden, dass einige Bakterien
entgegen der Erwartung auch positive Dielektrophorese zeigen. Ein solches Verhalten ist in
Abbildung 4.17 zu sehen. Hier bewegen sich zwei Bakterien-Zellen bei einem angelegten Feld
von Upxc=500V bei fac=30Hz nicht auf die Bereiche mit geringer elektrischer Feldstdarke zu,
sondern auf diejenigen Orte mit einer besonders hohen Feldliniendichte. Diese befinden sich
jeweils zwischen zwei Hindernisse in derselben Reihe. Wieder zeigen beide Bakterien das

gleiche Verhalten und dies mehrfach wiederholt, sodass ein Zufall ausgeschlossen werden

kann.

a)

Abbildung 4.17 Bilderserie vom Fangen zweier Rm1021(pHC60)-Bakterien mittels positiver DEP bei Uac=500V und
fac=30Hz: In a) und d) werden sie jeweils zwischen zwei Pfosten in derselben Reihe gefangen, und
in b) und c) bei keinem angelegtem Feld mit dem EOF mitgespiilt.

Des Weiteren kann man erkennen, dass sich
die Zellen im Gegensatz zu der negativen
Dielektrophorese  parallel zum Hauptkanal
ausrichten. Dazu kommt, dass die Lange der Bak-
terien im gefangenen Zustand (a, d) langer
erscheint als im nicht-gefangenen Zustand (b, c).
Dies liegt vermutlich daran, dass die gefangenen
Zellen nicht in der Licke zwischen den Pfosten
ruhen, sondern mit der angelegten Frequenz von
fac=30Hz hin und her schwingen, wie es in
Abbildung 4.18 angedeutet ist. Da die
Belichtungszeit in der Regel 200ms betrug, sind

somit auf einem Bild sechs Schwingungen

festgehalten. Dies resultiert dann in einer

Abbildung 4.18 Schemaskizze, wie die Zellen
scheinbaren Verlangerung der Bakterien. der angelegten Frequenz folgen.
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Aber es gibt neben diesen bisher gezeigten Messungen mit entweder negativer oder posi-
tiver Dielektrophorese auch mehrere Falle bei denen im gleichen Versuch ein Wechsel von
negativer auf positive Dielektrophorese, bzw. umgekehrt beobachtet werden konnte. Eine
solche Verhaltensweise ist in Abbildung 4.19 zu erkennen. Zuerst wird das Bakterium mittels
positiver Dielektrophorese zwischen zwei Pfosten festgehalten (a, b). Aber direkt nachdem
die Frequenz auf fac=300Hz eingestellt wird, dndert sich dessen Ausrichtung (c), und es la-
gert sich quer vor das Hindernis (d) und zeigt somit negative Dielektrophorese.

Dieses Wechselspiel von positiver nach negativer Dielektrophorese als direkte Folge der
Frequenzanderung konnte anschlieBend noch mehrfach mit anderen Rm1021(pHC60)-
Bakterien beobachtet werden. Ein Beispiel daflir ist in Abbildung 4.20 zu sehen. Hier reagie-
ren gleich sechs Zellen gleichzeitig auf das Andern der Frequenz von 300Hz auf 30Hz. Damit
ist bestatigt, dass nicht nur die Starke der dielektrophoretischen Kraft frequenzabhangig ist,
sondern auch der Typ der Dielektrophorese (positiv oder negativ). Dies ist kein unbekanntes
Ph@anomen in der Mikrofluidik, und wurde unter anderem bereits bei der menschlichen HL-60
Krebszell-Linie [71] und dem Virus HSV-1 [54] beobachtet.

a)

Abbildung 4.19 Bilderreihe Uber das Fangen eines einzelnen Rm1021(pHC60)-Bakteriums mittels positiver DEP und
einen anschlieBenden Wechsel zu negativer DEP: In a) wird die Zelle bei Upc=500V und fac=30Hz
gefangen. Nach Aus- und wieder Einschalten des elektrischen Wechselfeldes wird sie in b) wieder
per positiver DEP zwischen zwei Pfosten gehalten. Nach einer Frequenzénderung auf fAC=300Hz in
c) lagert sie sich in d) quer vor einem Hindernis an, und wird dort mittels negativer DEP festgehal-
ten.

a)

Abbildung 4.20 Bilderserie Uber den Wechsel mehrerer Bakterien von positiver nach negativer DEP bei einer Fre-
quenzanderung bei unveranderten U,c=500V: In a) und c) werden die Zellen bei fac=300Hz mit po-
sitiver DEP gefangen, und in b) und d) bei fac=30Hz mit negativer DEP.

Ein Uberblick iber alle Versuchsdaten ergibt Folgendes: Die Frequenz bei den Experimen-
ten, wo ein Wechsel des DEP-Typs beobachtet werden konnte, liegt bei ca. 30Hz (positive
DEP) und ca 300Hz (negative DEP). Des Weiteren zeigte sich, dass positive DEP vorwiegend
in einem Frequenzbereich von 20Hz bis 250Hz auftritt, und negative meist bei 300Hz bis
60kHz (Normalfall). Allerdings fallen einzelne Messungen aus diesem Schema heraus; so

zeigte sich vereinzelt auch bei 25Hz negative DEP und bei 60kHz positive DEP. Diese Aus-
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nahmen sind vereinzelt aufgetreten, und nicht zeitgleich zu den normalen Reaktionen, so
dass negative und positive DEP nicht bei derselben Frequenz beobachtet worden ist. Leichte
Unterschiede im Medium (z.B. Temperatur), oder in der Zellpraparation kénnten daftr ver-
antwortlich sein. Der Zellzyklus und die Vitalitdt der Zellen wahrend des Experiments sind
weitere mdgliche Faktoren flr unterschiedliche Reaktionen.

Die Wechselspannung betragt bei fast allen Messungen 500V. Damit sind die
Rm1021(pHC60)-Bakterien gut und auf Dauer gefangen worden. Je niedriger diese allerdings
gewesen ist, desto schlechter haben die Fallen beim Einfangen und Festhalten funktioniert.
Bei 200V ist meist keine Reaktion mehr hinsichtlich des Fangens beobachtet worden, bzw.
die Zellen haben sich dann von den Hindernissen geldst.

Bei den meisten Versuchen ist es auch vorgekommen, dass vereinzelte Bakterien sowohl
bei positiver als auch bei negativer DEP gar nicht, oder schwéacher festgehalten werden konn-
ten. Eine moégliche Ursache fiir dieses Verhalten liegt in der bereist gut charakterisierten Un-
terscheidung in der Leitfahigkeit von lebenden und toten Zellen. So zeigen zum Beispiel le-

bende E.coli-Bakterien starkere negative DEP als tote E.coli-Zellen [61].

Dreieckformige Dielektrophorese-Struktur

Nachdem die Versuche mit den DNA-Dielektrophorese-Strukturen gut funktioniert haben,
sind auch die neuartigen Strukturen getestet worden.

Auch mit diesen Strukturen sind die Rm1021(pHC60)-Bakterien mittels negativer Die-
lektrophorese gefangen worden. In Abbildung 4.21 sieht man, wie eine kleine Bakterien-Zelle
(markiert durch den roten Pfeil) erst an einem dreieckformigen Pfosten gefangen wird (b)
und dann solange festgehalten wird (c), bis sie bei Anderung der Frequenz wieder weiterge-
spult wird (d). Der griine Pfeil zeigt auf ein anderes Bakterium das nicht gefangen wird, und

dient zur Orientierung um die Starke des EOF abzuschatzen. Das elektrische Wechselfeld bei

diesem Fangvorgang betragt U,c=500V und die dazugehérige Frequenz fac=15kHz.

Abbildung 4.21 Bildsequenz (iber das Fangen eines einzelnes Rm1021(pHC60)-Bakteriums mittels negativer DEP in
der Struktur 3A auf dem Wafer W1: Der rote Pfeil markiert das festgehaltene Bakterium und der
grine Pfeil eine Referenz-Zelle. In a) wird das Bakterium noch mit dem EOF mitgespdult. In b) und
c) ist es bei Uac=500V und fac=15kHz an der Grundseite des dreieckigen Pfostens gefangen. Und
wird bei Abschalten des Wechselfeldes wieder weitergesplilt.

Dadurch, dass die dreieckigen Pfosten schlecht ausgebildet und deutlich zu klein gewesen
sind (vgl. Kapitel 4.1), war dies lange die einzige aufgezeichnete Reaktion von den
Rm1021(pHC60)-Bakterien auf diese Hindernis-Form. Und obwohl die Pfosten nicht die ge-
winschten Abmessungen aufgewiesen haben, ist es nochmals gelungen, ein einzelnes Bakte-
rium einzufangen. Die dazugehérigen Bilder sind in Abbildung 4.22 zu sehen. Wieder wird es

eindeutig mittels negativer Dielektrophorese festgehalten, da es sich quer vor die Grundseite
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des betrachteten Pfostens legt. Des Weiteren bestatigt eine genaue Betrachtung dieser Auf-
nahme die Vermutung, dass nur die Bakterien eine Chance haben gefangen zu werden, de-
ren Strémungslinie, auf der sie sich bewegen, genau mittig auf den Pfosten zulduft. Ansons-

ten ist bei dieser HindernisgréBe der elektrische Feldgradient zu gering, um die Zellen

dennoch festzuhalten.

Abbildung 4.22 Bilderreihe wie ein einzelnes Bakterium mittels negativer DEP in der Struktur 3A auf dem Wafer W3
bei Upc=500V und fac=10kHz gefangen wird: Erst kommt die Zelle dem Pfosten in a) bis c) immer
naher, und wird dort in d) schlieBlich gefangen und festgehalten.

Die Rm1021(pHC60)-Bakterien haben in diesen Strukturen auch nicht genau in demsel-
ben Frequenzbereich auf das inhomogene elektrische Wechselfeld reagiert, wie in den DNA-
Dielektrophorese-Strukturen. Dies ist zwar aufgrund der kleineren Form der Pfosten, der ge-
ringeren Anzahl und dem daraus resultierenden gréBeren Abstand zwischen ihnen, erwartet
worden, aber dass nur bei 10kHz und 15kHz und nicht auch unter 1kHz eine Reaktion zu be-
obachten gewesen ist, ist Uberraschend. Daher liegt es nahe, dass diese Struktur mit dieser
PfostengroBe fir ein Fangen der Rm1021(pHC60)-Bakterien noch zu optimieren ist.

Bakterien die positive Dielektrophorese zeigen, oder ein frequenzabhangiger Wechsel zwi-
schen negativer und positiver Dielektrophorese konnte mit diesen Strukturen nicht beobach-

tet werden.

Rechteckférmige Dielektrophorese-Struktur

Mit der Struktur 5A sind auch Rm1021(pHC60)-Bakterien mit den rechteckférmigen Hin-
dernissen mittels negativer Dielektrophorese gefangen worden. Zwei dieser Fangvorgdnge
sind in Abbildung 4.23 zu sehen. Sie sind in den 5B-Strukturen auf dem zuletzt produzierten
Wafer W4 aufgenommen worden. Das jeweils betrachtete Bakterium ist zur eindeutigen
Identifizierung jeweils wieder mit einem roten Pfeil markiert worden. Die Pfosten sind auf
den Bildern nicht so gut zu erkennen, weswegen ihre Position mit einem grauen Pfeil ge-
kennzeichnet sind. Zu-erst sieht man in a) und e) wie sie mit dem EOF mitgespilt werden,
und dann am oberen (b), bzw. unteren (f) Hindernis bei einer Wechselspannung von 500V
und 60Hz gefangen werden. Nach kurzzeitigem Ausschalten der Spannung flieBen sie in c)
und g) weiter mit dem Hauptstrom, und werden dann in d) und h) direkt am nachsten Pfos-
ten bei wieder eingeschalteter Spannung erneut festgehalten.

Die in Abbildung 4.23 zu erkennenden Hindernisse von dem Wafer W4 sind deutlich gro-
Ber als diejenigen von den Wafern W1, W2 und W3 (vgl. Kapitel 4.1). Da die dielektrophore-
tischen Fallen von den letztgenannten Wafern nicht funktioniert haben, bzw. keine Reaktion
der Rm1021(pHC60)-Bakterien auf das Anliegen eines inhomogenes elektrisches Feld zu be-

obachten gewesen ist, lasst sich daraus ableiten, dass die GroBe der Pfosten zumindest einer
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der entscheidenden Faktoren gewesen ist, ob ein Fangversuch gelingt oder nicht. Ein weite-
rer Faktor ist mit Sicherheit wieder das gerichtete FlieBverhalten der Zellen auf die Mitte des

jeweiligen Pfostens.

Abbildung 4.23 Zwei Bildsequenzen Uber das Fangen eines Bakteriums (roter Pfeil) mittels negativer DEP in der
Struktur 5B vom Wafer W4: In a) und c), bzw. e) und g) wird die jeweilige Zelle mit dem EOF mit-
gesplilt, da Uac=0V. In b) und d), bzw. f) und h) allerdings liegt ein elektrisches Wechselfeld mit
Uac=500V und fac=50Hz vor, wodurch die Bakterien jeweils gefangen werden. Die grauen Pfeile
markieren aus Sichtbarkeitsgriinden die Positionen, wo die Pfosten stehen.

Auch mit diesen rechteckférmigen Strukturen haben die Rm1021(pHC60)-Bakterien keine
positive Dielektrophorese, sondern nur die zu erwartende negative DEP gezeigt.
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5. Zusammenfassung und Ausblick

Das in der Einleitung beschriebene Ziel dieser Arbeit war es Mikrofluidik-Chips herzustellen,
und mit diesen Chips auf zwei verschiedene Arten einzelne Bakterien zu fangen, bzw. rdum-
lich zu lokalisieren.

Die Fabrikation der Mikrofluidik-Strukturen Uber die Photokontakt- bzw. Soft-Lithographie
ist erfolgreich verlaufen und hat zu funktionsfahigen Chips geflihrt, die daflir geeignet sind
Experimente auf Einzelzellniveau durchzufiihren, und somit einzelne Bakterien gezielt an fest
definierten Positionen reversibel zu fangen. So konnten mit den Hydrodynamik-Chips zu-
nachst mehrfach einzelne 1,9um-Beads an den Mikro-Ubergéngen hydrodynamisch gefangen
und festgehalten werden. Auch ein Wiederablésen nach einem Fangvorgang konnte realisiert
werden. Diese viel versprechenden Ergebnisse konnten anschlieBend durch Experimente mit
den Rm1021(pHC60)-Bakterien bestatigt werden, denn auch hier ist es wiederholt gelungen
einzelne Bakterien an den hydrodynamischen Fallen festzuhalten. AnschlieBend konnte ge-
zeigt werden, dass mittels der bereits vorhandenen DNA-Dielektrophorese-Strukturen, die
Uber ein dichtes Pfostenfeld verfligen, sowohl groBe und kleine Bakterien-Gruppen, als auch
einzelne Zellen an den energetischen Fallen gefangen werden kénnen. Sie haben dabei
Uberwiegend die theoretisch erwartete negative DEP gezeigt, wenn ein elektrisches Wechsel-
feld mit Uac=300V-500V und einer Frequenz von f,c=300Hz angelegt wurde. Falls die Fre-
quenz jedoch in einem Bereich von fycx20-250Hz lag, wurde bei den Bakterien ebenso posi-
tive DEP beobachtet. Dieses (iberraschende Phanomen, dass in dem hier verwendeten
Versuchssystem (ein Zusammenspiel der jeweiligen Eigenschaften des Mediums und der
Rm1021(pHC60)-Bakterien) nicht nur die Starke sondern auch der Typ der Dielektrophorese
frequenzabhangig ist, konnte durch wiederholte Messungen bestdtigt werden. An diese, auf-
grund des dichten Hindernisfeldes nicht gezielten dielektrophoretischen Fangvorgange haben
sich dann weitere Experimente mit einzeln platzierten rechteck- und dreieckférmigen Struk-
turen angeschlossen. Diese stellen mit ihrer auf die Bakterien angepassten Dimensionierung
und den mit deutlichem rdumlichen Abstand voneinander positionierten Pfosten eine wesent-
liche Optimierung im Vergleich zu den DNA-DEP-Chips dar. Die dreieckférmigen Strukturen
besitzen zudem den Vorteil, dass es mit der vertikalen Grundseite des Dreiecks (vgl.
Abbildung 3.3) eine Vorzugsposition fiir das Fangen mittels negativer DEP gibt. Auch mit die-
sen Strukturen ist es gelungen einzelne Rm1021(pHC60)-Bakterien mittels negativer DEP re-
versibel zu fangen. Der Frequenz-abhdngige Wechsel des DEP-Typs konnte mit diesen Struk-
turen nicht beobachtet werden.

Mit diesen Ergebnissen sind die eingangs gestellten Vorgaben erfillt worden. Darauf lasst
sich nun aufbauen, um das erkldrte Fernziel zu erreichen, das Quorum Sensing bei Bakterien
auf Einzelzellniveau zu untersuchen. Um diesen Weg erfolgreich und effizient zu gestalten,
sollten mehrere Aspekte beachtet werden.

Es bieten sich in der Herstellung der Chips und hinsichtlich des experimentellen Setups
mehrere Optimierungsmaoglichkeiten an. Bei den Hydrodynamik-Strukturen kénnen die feinen
Mikro-Ubergénge beziiglich ihrer Durchlassbreite noch verkleinert werden. Zusatzlich besteht
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die Mdoglichkeit die Effizienz und die Handhabung dieser Strukturen zu verbessern, bzw. zu
vereinfachen, wenn zum einen an den Enden der Seitenkanale nicht einfach ,offene’ Reser-
voire vorliegen, sondern mittels einer Pumpe aktiv ein Unterdruck daran angelegt wird. Zum
anderen kénnte man die gesamte Fluss-Steuerung mittels eines pneumatischen Prazisions-
pumpensystems realisieren. Wahrend die Produktion der PDMS-Chips von den bereits fir die
DNA-Trennung verwendeten DNA-Dielektrophorese-Strukturen gut funktioniert hat, hat es
bei der Herstellung der rechteck- und dreieckférmigen Strukturen zundachst deutliche Abwei-
chungen der Pfostenform und -gréBe verglichen zu dem geplanten Layout gegeben. Die
Grinde dafiir konnten jedoch im Herstellungsprozess des Masterwafers ausfindig gemacht
werden, so dass kurz vor Abschluss der experimentellen Arbeit, nach Anpassung der Belich-
tungsparameter, noch eine entscheidende Verbesserung der HindernisgroBe (sowie auch der
Mikro-Ubergange) erreicht werden konnte. Die so auf dem Wafer W4 hergestellten Struktu-
ren besitzen aber weiterhin noch Optimierungspotential, bezogen auf ihre GréBe und Form,
um starkere und noch effektivere energetische Fallen auszubilden.

Auch sollte erprobt werden, in welcher Hinsicht eine Verbesserung der Kanaloberflachen-
beschichtung, bisher F108, erreicht werden kann. Dazu kénnten sogenannte dynamische Be-
schichtungen hilfreich sein, wie DDM-MC (Dodecyl Maltosid und Methyl Cellulose), die direkt
in dem wahrend der Messung verwendeten Medium vorliegen und somit eine stabilere und
reproduzierbarere Beschichtung ermdglichen wirde [72]. Allerdings muss hierbei getestet
werden, in wiefern sich DDM-MC toxisch oder Permittivitdts-verdandernd auf die
Rm1021(pHC60)-Bakterien auswirkt.

Ein weiterer Gesichtspunkt besteht in einer genaueren theoretischen Untersuchung und
Charakterisierung des dielektrophoretischen Verhaltens der Rm1021(pHC60)-Bakterien in
dem hier realisierten Versuchssystem und der chemischen Umgebung. Zum einen sollte ver-
sucht werden mdgliche Ursachen fir den Dielektrophorese-Typ-Wechsel von positiv hach ne-
gativ bei verschiedenen Frequenzen zu finden, bzw. in welchem Bereich diese Wechselfre-
quenz liegt. Dies kdénnte wiederum zu einem verbesserten Versuchsablauf und neuen
Anwendungsmadglichkeiten fihren.

Neben diesen beiden genannten Aspekten gilt es die Experimente in der Hinsicht weiter-
zufiihren, dass in kommenden Versuchen nicht mehr die Rm1021(pHC60)-Bakterien zum
Einsatz kommen, sondern die in Kapitel 2.1 schon vorgestellten Sender- und Empfanger-
Bakterien. Eine weitere Mdglichkeit die Handhabung und Beobachtung dieser Zellen in den
Mikrofluidikkandlen zu erleichtern, ware, wenn diese beiden Bakterien unterschiedliche Fluo-

reszenzproteine expremieren wirden.
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