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1 Einleitung

Der steigende Trend in der Medizin bzw. Bioanalytik, Krankheiten möglichst früh
zu erkennen und zu behandeln, setzt voraus, die entsprechenden Biomarker schon in
sehr geringen Konzentrationen in vitro nachzuweisen. Sofern keine sehr empfindlichen
Nachweisverfahren vorhanden sind, muss zwangsweise der Analyt aufkonzentriert
werden, was mit einem zusätzlichen Arbeitsaufwand, Kosten und ggf. höheren
Unsicherheiten verbunden ist. Die elegantere Lösung ist es, die entsprechenden
Nachweisverfahren sensitiver zu gestalten, so dass schon geringe Mengen des zu
untersuchenden Analyten mit einem einzigen Schritt nachweisbar sind. Des Weiteren
benötigen viele Nachweisverfahren Zeit, nicht zuletzt dadurch, dass die verwendeten
Proben zur Analyse meist in Labore eingeschickt werden müssen. Eine geringe zeitliche
Verzögerung von der Diagnose bis zum Befund und zur geeigneten Behandlung kann
bei vielen Erkrankungen maßgeblich für den Erfolg der Heilung sein. Hierbei stellen
Point-of-care-Tests (POCT), welche direkt am Krankenbett durchgeführt werden
können, eine vielversprechende Alternative dar [1–3]. Dementsprechend hoch ist das
Bemühen, neue Tests und Nachweisverfahren zu entwickeln, welche sensitiv und schnell
durchzuführen sind. Die Detektion in Fluoreszenz kann helfen, die Sensitivität der
Tests zu erhöhen [4, 5]. Ein Parameter ist hierbei die Fluoreszenzintensität, welche
direkt korreliert mit der Anzahl an signalerzeugenden Einheiten je Analyt. Klassische
Enzymimmunoassays [6] haben den Vorteil, dass sie durch die Verwendung eines
Enzymlabels innerhalb von wenigen Minuten hohe Mengen eines farblosen Substrates
in ein farbiges oder fluoreszierendes Produkt umwandeln und so je Analyt hunderte
bis tausende signalerzeugende Moleküle generieren. Nachteilig beim signalerzeugenden
Schritt ist jedoch die Temperatur- und Zeitabhängigkeit von Enzymreaktionen, weshalb
der gleiche Immunoassay bei geringer Variation dieser Parameter nicht unmittelbar
miteinander vergleichbar ist, und dass solche Enzyme nicht für alle POCT-Produkte
eingesetzt werden können.
Durch Verwendung von fluoreszenten Farbstofflabeln kann dieses Problem umgangen
werden. Durch die Wahl eines geeigneten Farbstoffes können die Signalintensität
erhöht und Störeffekte, z.B. durch die biologische Matrix, minimiert werden [4]. Dies
umfasst spektroskopische Farbstoffeigenschaften wie die Lage der Absorptions-
und Emissionsbanden, die Photolumineszenzquantenausbeute, den molaren
Extinktionskoeffizienten und die Lumineszenzabklingzeiten. Aber auch andere
physikochemische Eigenschaften wie die Stabilität gegenüber Licht und Temperatur
sind bei der Auswahl entscheidend. POCT-Tests, speziell Lateral-Flow-Tests [7, 8] wie
z.B. kommerziell erhältliche Schwangerschaftstests [9], verwenden jedoch statt reinen
Farbstoffen oftmals farbige Nanopartikel (NP) als Label (Abbildung 1.1 links).
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1. Einleitung 2

Aufgrund ihrer Größe besitzen NP je nach Material physikochemische Eigenschaften,
welche die makroskopischen oder molekularen Strukturen desselben Materials nicht
aufweisen [10]. Durch ihr sehr großes Oberflächen-zu-Volumen-Verhältnis besitzen sie
zumeist eine gesteigerte chemische Reaktivität und höhere Oberflächenladung [11].
Zudem können sie veränderte, teils größenabhängige optische und magnetische [11, 12]
Eigenschaften besitzen und verschiedene quantenmechanische Effekte zeigen.
Beispiele sind hierfür die partikelgrößen- und formabhängige spektrale Lage der
Plasmonenbande von Gold-NP oder die Absorptions- und Lumineszenzeigenschaften
von Halbleiter-Quantenpunkten [10,13,14].
Durch ihre besonderen Eigenschaften werden NP z.B. als Pigmente in Kosmetika,
Arzneimitteln, Farben und Lacken, als Putzhilfe in Zahnpasta, als Absorber
für ultraviolette (UV) Strahlung in Sonnencremes, als Kontrastverstärkung im
Magnetresonanzimaging, als Verdickungsmittel in Tomatenketchup, als Katalysatoren
zur Erzeugung von selbstreinigenden Beschichtungen, als Zusatz bzw. Füllstoff
in Kunststoffen und Gummiartikeln, als Schmiermittel, als optische Sensoren in
Immunoassay- oder Imaginganwendungen und als Wirkstoffträgermittel eingesetzt.
[11,12,15–17].

NP können in vielen verschiedenen Größen und Formen aus diversen Materialien und mit
unterschiedlichen Eigenschaften produziert werden. Durch geeignete Oberflächengruppen
lassen sich die Nanomaterialien einfach weiter funktionalisieren und somit unter anderem
an Antikörper bzw. Proteine binden [18], wodurch sie z.B. für POCT-Anwendungen als
geeignete Label zur Verfügung stehen [9]. Um NP-Label in Immunoassays verwenden
zu können, kommen vorrangig zwei Methoden infrage: einerseits die direkte Kopplung
an den Detektionsantikörper und andererseits die Kopplung an Streptavidin (SAv),
welches anschließend an einen Biotin-tragenden Detektionsantikörper gebunden wird.
Die SAv-Biotin-Bindung [19] wird vielfach verwendet, da die Kopplung aufgrund der
Stärke und der Spezifität der Bindung sehr stabil ist, die Reaktion während des Assays
durchgeführt werden kann und der Einsatz des Labels bei der Verwendung verschiedener
biotinylierter Antikörper variabel gestaltbar ist.
Die Biofunktionalisierung setzt eine einfache Methode voraus, Mengen an gebundenem
Proteinen zuverlässig nachweisen und bestimmen zu können. Nur so können vergleichbare
und reproduzierbare Ergebnisse erhalten werden. Mittels Bicinchoninsäure- (BCA) und
Biotin-Fluoresceinisothiocyanat-(FITC)-Assay können die quantitative Kopplung
bzw. die SAv-Aktivität analysiert werden. Viele Methoden sind jedoch nur für
reine Proteinlösungen frei von potentiellen Störfaktoren wie z.B. Farbstoffen oder
Nanopartikeln geeignet [20]. BCA-Assays werden z.B. durch (Sulfo)-NHS-Ester
beeinflusst [21, 22], welche gerne für das Koppeln von Proteinen an carboxylierte
Oberflächen verwendet werden. Zudem können nanopartikelbedingte Streueffekte das
Ergebnis spektroskopischer Proteinquantifizierungsmethoden beeinträchtigen. Daher ist
es wichtig, die verwendeten Methoden unter diesen Bedingungen so zu gestalten, dass
sie auch belastbare Ergebnisse liefern.
Die Verwendung von farbigen NP-Labeln in Immunoassays hat einen besonderen
Vorteil. Aufgrund ihrer Größe können NP sehr hohe Mengen an Farbstoffen tragen,
weshalb bei der Detektion auch eine höhere Fluoreszenzintensität erwartet werden kann.



1. Einleitung 3

In der Literatur gibt es eine Vielzahl an Methoden, Farbstoffe zu verkapseln, in NP
einzuquellen oder chemisch/ physikalisch an NP zu binden. Eine Möglichkeit ist es,
Farbstoff-NP durch Vermahlen von Farbstoffen im „Top-Down“-Verfahren herzustellen
und sie anschließend mit alternierend geladenen Polymerschichten zu verkapseln [23,24].
Eine andere Möglichkeit besteht darin, Farbstoffe in Polymerpartikel einzuquellen [25].
Hierbei sind weitere physikochemische Farbstoffeigenschaften wie die Hydrophobizität
und die Löslichkeit der Farbstoffe für die Verkapselung bzw. das Einquellen entscheidend.
Nach der Verkapselung von Farbstoffkristalliten oder Beladung von Polymerpartikeln
befinden sich die einzelnen Farbstoffe in sehr enger räumlicher Nähe, was unter anderem
die Bildung von gering- oder nicht-fluoreszenten dimeren Spezies zur Folge haben
kann [26]. Durch gezielte Farbstofffreisetzung, wie z.B. durch Auflösen der Partikel oder
durch Extraktion des Farbstoffes mit einem organischen Lösungsmittel, und die dabei
erfolgende Erhöhung der Fluoreszenzquantenausbeute der freigesetzten, nicht mehr
miteinander wechselwirkenden Farbstoffmoleküle kann die Signalintensität gesteigert
werden (Supernovaeffekt [27], siehe Abbildung 1.1 rechts). Jedoch werden gefärbte
Nanopartikel fast ausschließlich ohne Extraktion in biologischen Assays verwendet [28].

Abbildung 1.1: Schematische Abbildung der Farbstoffextraktion beim Immunoassay

Ziel der Arbeit war es, einen Immunoassay aufzubauen, welcher möglichst sensitiv
ist. Zur Signalgebung sollten Methoden und Farbstoff-NP entwickelt werden, welche
eine sehr hohe Menge an Farbstoffen tragen können und die eine gezielte
Freisetzung von Farbstoffmolekülen ermöglichen. Zudem sollten SAv-Funktionalisierungs-
und SAv-Quantifizierungsstrategien für solche Farbstoff-NP gefunden werden. Als
NP-Trägermaterial wurden dafür repräsentativ Polystyrol-NP gewählt.



2 Grundlagen

2.1 Immunoassays

Immunoassays [29] sind in der heutigen Zeit ein nicht mehr wegzudenkender
Bestandteil in der Bioanalytik und medizinischen Diagnostik. Sie werden unter anderem
zur Kontrolle von umweltgefährdenden Substanzen im Oberflächenwasser [30], zur
Überwachung der Lebensmittelqualität [31] und zur Bestimmung krankheitsspezifischer
Biomarker eingesetzt [32]. Seit der Einführung eines einfach anzuwendenden
Schwangerschaftsschnelltests in den 1970er Jahren [33] wurden bis heute eine
Vielzahl solcher Tests für verschiedene Biomarker entwickelt. Bei Betrachtung der
in Marburg ansässigen Firma NanoRepro AG (Gründung 2006), die auf dem
Gebiet von Schnelldiagnostika (Schnelltests, POCT [3], Lateral-Flow-Tests [8], z.B.
Schwangerschaftstest [9], Scheidenpilztest) agiert, sind die Umsatzzahlen für den Verkauf
von Schnelltests seit 2008 bis 2013 von 67.000 Euro auf 1.050.000 Euro rasant gestiegen.
Im Jahr 2015 wurde mittlerweile die Markteinführung für einen HIV-Schnelltest bekannt
gegeben [34]. Dies zeigt, was für einen stetig wachsenden Stellenwert Immunoassays
besitzen.

2.1.1 Definition und Funktionsweise

Bei einem Immunoassay wird ein Analyt durch die spezifische Bindung an ein
Antigen oder einen Antikörper nachgewiesen bzw. quantifiziert [35, 36]. Antikörper
sind Proteine aus der Klasse der Globuline, die in Wirbeltieren als Reaktion auf
körperfremde Stoffe (Antigene) gebildet werden, und diese unter Bildung eines
Antikörper-Antigen-Komplexes (Immunkomplex) binden (Immunreaktion). Dabei wird
zwischen polyklonalen und monoklonalen Antikörpern unterschieden. Binden die
Antikörper an verschiedene Bindungsstellen (Epitope) eines Antigens, handelt es sich
um polyklonale Antikörper, eine Mischung monoklonaler Antikörper. Monoklonale
Antikörper binden nur an ein Epitop eines Antigens [6]. Der Analyt als solches kann
entweder ein Antigen oder ein Antikörper sein. Im Folgenden wird ausschließlich der zu
untersuchende Analyt das Antigen sein.
Die einfachste Form eines Immunoassays ist der direkte, nicht-kompetitive, heterogene
Immunoassay (Abbildung 2.1 oben) [6]. Hierbei wird in einem ersten Schritt der sich
in einer flüssigen Phase befindliche Analyt an einer festen Phase immobilisiert, an den
in einem zweiten Schritt ein Detektionsantikörper bindet. Um das Antigen bzw. die
Antigen-Antikörper-Bindung nachweisen zu können, muss der Antikörper mit einem
Label markiert werden, mit dessen Hilfe je nach Detektionsmethode (Abschnitt 2.1.2.5)
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2. Grundlagen 5

ein Signal erzeugt werden kann [37]. In Abbildung 2.1 wurde das Label über einen
zweiten Antikörper (Sekundärantikörper) an den Detektionsantikörper gebunden. Durch
die Verwendung von zwei Phasen können vor der Detektion ungebundene Antikörper und
Analyten separiert werden.
Beim indirekten, nicht-kompetitiven, heterogenen Immunoassay (Abbildung 2.1 unten)
wird das Antigen sandwichartig an zwei für das Antigen spezifische Antikörper gebunden
(Sandwichimmunoassay) [6]. In Sandwichimmunoassays werden vorwiegend monoklonale
Antikörper verwendet. In einem ersten Schritt wird ein Fängerantikörper auf einer
festen Phase immobilisiert und anschließend der Analyt an den Fängerantikörper
gebunden. Im dritten Schritt wird ein Detektionsantikörper an ein anderes Epitop
des Antigens gebunden, an den das detektierbare Label gekoppelt wird (Abbildung
2.1). Bei dieser Methode muss das Antigen mindestens zwei unterscheidbare Epitope
auf verschiedenen Seiten besitzen und groß genug sein, um zwei Antikörper binden
zu können, um eine sterische Hinderung des Fänger- und Detektionsantikörpers zu
verhindern [6]. Die Auswahl der sich nicht sterisch behindernden Antikörper ist ein
entscheidender Faktor für die erfolgreiche Durchführung des Immunoassays. Der Vorteil
dieser Methode gegenüber dem direkten Immunoassay liegt in seiner höheren Spezifität
gegenüber dem Antigen, da anstelle eines Antikörpers zwei verwendet werden, was
das Aufreinigen des Analyten vor der Analyse nicht unbedingt erforderlich macht und
somit ebenfalls das Signal-Rausch-Verhältnis durch die Reduktion von unspezifischen
Wechselwirkungen verbessert. Dadurch ist der Sandwichimmunoassay sensitiver, liefert
eine höhere Signalintensität und wird aufgrund dessen häufig bevorzugt angewandt [6].
Anders als bei nicht-kompetitiven Assays konkurriert bei einem kompetitiven Assay
der Analyt unbekannter Konzentration mit dem zugegebenen markierten Analyten
bekannter Konzentration. Bei den homogenen Assays, die vollständig in Lösung ohne
Adsorptionsschritte ablaufen, entfallen die Separationsschritte, da der markierte Analyt
nur nach der Bindung an den Antikörper ein Signal erzeugt [36] bzw. das auf den
Detektor fallende Licht von dem gebundenen Label anders polarisiert ist als das vom
ungebundenem Label (Polarisationsassay) [38].
Generell gehören Immunoassays zu den Relativmethoden, was die Aufnahme einer
Kalibrierkurve von Proben mit verschiedenen bekannten Analytkonzentrationen
(Standards) und eine anschließende Kurvenanpassung zur Konzentrationsbestimmung
der unbekannten Analysenprobe erfordert. Bei konventionellen nicht-kompetitiven
Assays ist die Stärke des Detektionssignals direkt proportional zur Analytkonzentration
der unbekannten Probe und bei kompetitiven Assays indirekt proportional. Die
Durchführung erfolgt vorwiegend in Kunststoff-Multititerplatten (MTP), da Proteine
hieran besonders gut adsorbieren, und wegen der möglichen Verwendung kleiner
Probenmengen sowie der hohen, parallel messbaren Proben- und Standardanzahl.

2.1.2 Detektionsmethoden und Signalverstärkungsstrategien

Die Quantifizierung des Analyten in Immunoassays kann auf verschiedenen Wegen
erfolgen. Eine Vielzahl an Immunoassays erfordert die Präsenz eines gebundenen Labels,
das das detektierte Signal erzeugt. Bei vielen Immunoassays wird ein optisches Signal
erzeugt, das in Absorption oder Fluoreszenz ausgelesen werden kann. Als Label werden
hierfür Enzyme, Fluoreszenzfarbstoffe oder farbige/ fluoreszierende NP verwendet.
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Abbildung 2.1: Schematische Abbildung eines direkten und indirekten,
nicht-kompetitiven, heterogenen Immunoassays mit einem über einen sekundären
Antikörper gekoppeltes Enzymlabel zur Signalerzeugung.

Enzyme (Abbildungen 2.1 und 2.2 (b)) wie die Meerrettichperoxidase (HRP) wandeln ein
farbloses Substrat zu einem farbigen oder fluoreszenten Produkt um, das in Absorption
bzw. Fluoreszenz detektiert werden kann (siehe Abschnitt 2.1.2.3). Immunoassays,
welche Enzyme als Label verwenden, werden Enzymimmunoassays (EIA) genannt
[39]. Fluoreszenzfarbstoffe (Abbildung 2.2 (a)) [6], welche nach Anregung mit Licht
fluoreszieren, werden auch als Label in Immunoassays eingesetzt. Immunoassays,
welche fluoreszierende Farbstoffe als Label verwenden, werden Fluoreszenzimmunoassays
(FIA) genannt. Als Partikellabel [17] werden unter anderem Quantenpunkte [40],
kolloidales Gold und Silber [8, 9, 41] oder farbstoffgefüllte Polymerpartikel [25, 42]
eingesetzt (Abbildung 2.2 (c)). Bei Partikeln, wie z.B. Halbleiterquantenpunkten oder
farbstoffgefüllten Partikeln, wird ebenfalls ein Fluoreszenzsignal detektiert, weshalb
Immunoassays, welche diese Partikellabel verwenden, auch zu den FIA gezählt werden.

2.1.2.1 Die Grundlagen der optischen Spektroskopie

Moleküle sind in der Lage, elektromagnetische Strahlung mit der Energie Eh zu
absorbieren (Gleichung 2.1), wobei h das Planck’sche Wirkungsquantum, ν die Frequenz
der Strahlung und c0 die Lichtgeschwindigkeit sind. Dabei wird das Molekül aus seinem
elektronischen und vibronischen Grundzustand (Singulett-Zustand, S0, v0 statistisch
besetzt [43]), in dem es sich bei Raumtemperatur (RT) befindet, in ein vibronisches
Energieniveau (v0 bis vn) eines höheren, elektronisch angeregten Zustandes (S1,
S2, Sn) angeregt, was schematisch in der Abbildung 2.3, dem Jablonski-Diagramm,
dargestellt ist. Dieser Prozess wird Absorption genannt (rote Pfeile). Es können
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Abbildung 2.2: Schematische Abbildung verschiedener Label in Immunoassays:
Fluoreszenzfarbstoffe (a), HRP (b) und NP (c).

hierbei nur bestimmte Wellenlängen λ absorbiert werden (Gleichung 2.1), da nur
diskrete Energieniveaus besetzt werden können (schwarze Balken). Liegt die eingestrahlte
Wellenlänge im ultravioletten, sichtbaren oder nahen infraroten Bereich, wird im
Allgemeinen von UV/Vis-Spektroskopie oder Absorptionsspektroskopie gesprochen. Bei
der Messung einer Wellenlänge wird im Allgemeinen von Photometrie gesprochen.

Eh = h · ν =
h · c0

λ
(2.1)

Anschließend wird das Molekül in einen vibronischen Grundzustand v0 des elektronisch
angeregten Zustandes, z.B. durch Zusammenstöße mit Umgebungsmolekülen unter
Energieabgabe in Form von Wärme, abgesenkt, was innere Relaxation (IR) genannt
wird. Durch energetisch gleiche Energieniveaus kann das Molekül von einem höheren
Energieniveau in ein tiefer gelegenes Energieniveau übergehen (S2 → S1, S1 → S0, T 2 →

T 1, Innere Konversion, IC). Aus dem v0 des ersten elektronisch angeregten Zustandes S1

kann der Übergang in den Grundzustand neben IC auch durch Emission von Licht,
Fluoreszenz genannt (grüne Pfeile), erfolgen. Bei der Anregung und der Detektion der
Emission im UV/Vis/NIR-Bereich wird im Allgemeinen von Fluoreszenzspektroskopie
bzw. Fluorometrie, analog zur Absorption, gesprochen. Im Allgemeinen ist die Energie der
Emission kleiner als die der Absorption (Abbildung 2.3), wodurch es bei der Aufnahme
von Spektren zu einer Verschiebung des Absorptions- und Emissionsmaximums kommt,
was Stokes Shift genannt wird (Abbildung 2.4). Für fluoreszente Farbstoffe mit einem
kleinen Stokes Shift kann es zu Reabsorption des emittierten Lichtes kommen (innere
Filtereffekt), was zur Löschung der Fluoreszenz führen kann [44,45].
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Abbildung 2.3: Jablonski-Diagramm.

Die Wahrscheinlichkeit, mit der ein Übergang von S0/ v0 in einen der angeregten
Zustände Sn/ vn und vice versa stattfindet, hängt dabei vom Übergangsdipolmoment
ab.
Weiterhin kann das Molekül durch Intersystem Crossing (ISC) von dem S1,v0 in ein
vibronisches Energieniveau des tiefer gelegenen ersten angeregten Triplett-Zustandes
T 1 bei energetischer Überlappung beider Niveaus übergehen. Von dort aus kann das
Molekül entweder mittels ISC in das S0, vn übergehen und strahlungslos in ein tieferes
vibronisches Niveau relaxieren oder vom T 1 durch Emission von elektromagnetischer
Strahlung, Phosphoreszenz genannt, direkt in ein tiefer gelegenes vibronisches Niveau
S0 übergehen. Im Allgemeinen finden die Übergänge (vertikale, durchgezogene Pfeile)
innerhalb von 10-15 s statt, was zu keiner Änderung der Atomkernabstände innerhalb
der Moleküle führt (Frank-Condon-Prinzip). Der IR- und IC-Prozess dauert ca. 10-12 s.
Die Lebensdauer eines sich im S1-Niveau befindlichen Moleküls vor der Emission liegt
typischerweise bei 10-8 bis 10-9 s [43].
Je mehr Photonen N em nach der Anregung im Verhältnis zu den absorbierten
Photonen Nabs emittiert werden, desto stärker luminesziert die Probe. Dieses wird
in Form der dimensionslosen Photolumineszenzquantenausbeute (Quantenausbeute) Φf

(Gleichung 2.2) [43,45] angegeben. Φf kann aus dem Verhältnis der Ratenkonstanten der
emittierenden Prozesse Γ und der Summe der emittierenden und strahlungslosen (knr)
Prozesse dargestellt werden und liegt zwischen 0 und 1.

Φf =
N em

Nabs
=

Γ

Γ + knr
(2.2)

Eine weitere substanzspezifische Messgröße ist die Fluoreszenzlebenszeit τ (Gleichung
2.3) [43]. Sie gibt die Zeit an, welche der Farbstoff in einem elektronisch angeregten
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Abbildung 2.4: Normierte Absorptions- (blau) und Emissionsspektren (rot) von
Biotin-4-Fluorescein (B4F, siehe Anhang, Abbildung 7.2). Die Differenz der beiden
Maxima entspricht dem Stokes Shift.

Zustand verweilt, bevor er durch Emission eines Photons in den elektronischen
Grundzustand zurückkehrt.

τ =
1

Γ + knr
(2.3)

Durch Multiplikation des Extinktionskoeffizienten ǫ(λ), der ein Maß für die Stärke
eines Moleküls ist, bei einer bestimmten Wellenlänge Licht zu absorbieren, und der
Quantenausbeute ergibt sich aus deren Produkt die Brillanz B (Gleichung 2.4) [46].

B = ǫ(λ)Φf (2.4)

Für farbstoffbeladene Polystyrolnanopartikel (PS NP) im Bereich von 10 nm kann
annähernd die Gleichung 2.5 unter folgender Voraussetzung verwendet werden [44,45]: Es
dürfen keine Wechselwirkungen zwischen den Farbstoffen auftreten [44,45]. Unter dieser
Voraussetzung kann der molare dekadische Extinktionskoeffizient ǫNP(λ) für Farbstoffe
im Partikel verwendet werden, multipliziert mit der Anzahl N der Farbstoffe im Partikel.

B = NǫNP(λ)Φf (2.5)

Für PS NP mit sehr hohen Farbstoffbeladungen können
Farbstoff-Farbstoff-Wechselwirkungen auftreten. Farbstoff-Farbstoff-Wechselwirkungen
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führen zumeist zur Bildung von wenig oder nichtfluoreszenten
Dimeren oder Aggregaten [26], die dann als Energiesenken für
homo-Förster-Resonanz-Energie-Transfer-(FRET)-Prozesse (homo-FRET: FRET
zwischen chemisch identischen, aber spektroskopisch unterscheidbaren Spezies, also
z.B. zwischen Molekülen in verschiedenen Mikroumgebungen) fungieren können [47].
Dies bedeutet auch, dass in diesem Fall kein linearer Zusammenhang zwischen der
Anzahl der Farbstoffmoleküle pro Partikel, ihrem molaren Extinktionskoeffizienten und
ihrer Fluoreszenzquantenausbeute besteht und dass diese beiden spektroskopischen
Farbstoffeigenschaften im Falle von Farbstoff-Farbstoff-Wechselwirkungen
konzentrationsabhängig werden können. Damit können die Signale von
Partikel-Reportern anhand der spektroskopischen Eigenschaften der Farbstoffe
und ihrer Beladungskonzentration pro Partikel im Gegensatz zu den Signalen von
freigesetzten oder enzymatisch erzeugten Farbstoffen nur abgeschätzt werden. Um
solche Farbstoff-Farbstoff-Wechselwirkungen und Einflüsse von Partikelgrößen zu
erfassen, müssen Absorptionswirkungsquerschnitte (statt N · ǫNP(λ), siehe Gleichung
2.5) und Fluoreszenzquantenausbeuten von Farbstoff-beladenen NP als Funktion der
Beladungskonzentration und Partikelgröße z.B. mittels Ulbrichtkugelspektroskopie
bestimmt werden [44,48].
Des Weiteren kann Fluoreszenzlöschung durch die Partikelmatrix sowie Partikelstreuung
einen Einfluss auf die Quantenausbeute besitzen.

2.1.2.2 Streulichtkorrektur und Bestimmung der NP-Konzentration

Bei der Bestimmung der Absorption von Farbstoffen im NP oder der Absorption
von Farbstoffen in einer NP-Suspension kommt es durch die NP zur Streuung des
eingestrahlten Lichtes. Daher kann die Absorption der Farbstoffe nicht direkt bestimmt
werden. Eine Methode, um den Streulichtbeitrag zu korrigieren, ist die Aufnahme
eines Extinktionsspektrums (Streulichtkurve) unbeladener NP (Referenzprobe). Dabei
müssen folgende Anforderungen an die Referenzprobe und die Messung gestellt werden:
Es müssen jeweils identische NP mit gleichen morphologischen und physikalischen
Eigenschaften und gleichem Streuverhalten im gleichen Medium vermessen werden. Die
Konzentration der NP-Suspension muss so gewählt werden, dass die Streulichtkurve
der Referenzprobe auf der Streulichtkurve der zu untersuchenden Probe liegt.
Unter der Annahme, dass das Streuverhalten der Probe nicht durch partikelbedinge
Wechselwirkungen mit den Farbstoffen beeinflusst wird, kann das Extinktionsspektrum
der Referenzprobe von der Probe abgezogen werden.
Bei Kenntnis der Konzentration der Referenzprobe kann so die Konzentration einer
unbekannten Probe ermittelt werden.

2.1.2.3 Signalerzeugung und -verstärkung

EIA. Die Signalerzeugung erfolgt beim EIA durch den Umsatz von farblosen
Substraten in Chromophore oder Luminophore (Abbildung 2.2 (b)). Die
Signalverstärkung basiert dabei auf dem enzymkatalysierten Schritt, bei dem von
einem Enzym pro Zeiteinheit eine definierte Anzahl von Substraten umgesetzt wird [37].
Häufig verwendete Enzyme sind die Meerrettichperoxidase (HRP), die alkalische
Phosphatase (AP) oder β-Galactosidase [43]. HRP wandelt in Gegenwart
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Abbildung 2.5: Oxidation von 3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidin zu
3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidindiimin (a) [49, 50] und von Luminol zu 3-Aminophthalat
(b) [52–54].

eines Wasserstoffdonors/Reduktionsmittels Wasserstoffperoxid in Wasser um.
3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidin (TMB) ist ein häufig genutzter Wasserstoffdonor, der nach
der katalysierten Reaktion zum blauen 3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidinsemiquinonimin
umgewandelt wird (ǫ650nm = 39.000 L·mol-1cm-1), das bei einer Wellenlänge von 650 nm
in Absorption detektiert werden kann (Abbildung 2.5 (a)) [49, 50]. Durch die Zugabe
von Schwefelsäure wird die Reaktion abgestoppt und es findet ein Farbumschlag
nach Gelb statt, was die Detektion des stabilen 3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidindiimins
(ǫ450nm = 59.000 L·mol-1cm-1) bei einer Wellenlänge von 450 nm in Absorption
ermöglicht [49, 50]. Ein weiteres Reduktionsmittel ist Luminol, das nach der Oxidation
unter Emission von Licht bei einer Wellenlänge von 428 nm (Chemilumineszenz)
zu 3-Aminophthalat umgewandelt wird (Abbildung 2.5 (b)), was die Detektion
eines Lumineszenzsignals ermöglicht. Ein Vorteil der Verwendung von Enzymen
ist die Generierung von tausenden Farbstoffmolekülen je Analyt in kurzer Zeit,
und durch die Variation der Reaktionszeit ist es möglich, die Signalintensität bei
geringer Analytkonzentration zu steuern. Je länger die Reaktionszeit ist, desto mehr
Farbstoffmoleküle werden erzeugt und desto größer ist das Signal. Durch die Verlängerung
der Reaktionszeit kann somit das Signal erhöht bzw. verstärkt werden. Jedoch ist die
Enzymaktivität und damit die Geschwindigkeit und Vergleichbarkeit der Assays stark
abhängig von Temperatur, Substratkonzentration, pH-Wert und Ionenstärke [51].

FIA. Das FIA nutzt ein Fluoreszenzsignal durch die Verwendung fluoreszenter
Label aus (Abbildung 2.2 (a)). Die Signalerzeugung beruht dabei auf der
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Anzahl der gebundenen Fluorophore, deren spektroskopischen Eigenschaften (z.B.
Extinktionskoeffizient, Quantenausbeute, Stokes Shift, Fluoreszenzlebensdauer). Zudem
bietet der Einsatz von Fluoreszenzfarbstoffen den Vorteil der Auswahl einer
großen Bibliothek an Fluorophoren mit verschiedenen Eigenschaften, die bei der
Immunoassayentwicklung individuell angepasst werden können. Jedoch ist die Anzahl
der gebundenen Fluorophore (Markierungsgrad) auf 2 bis 7 je Antikörper beschränkt,
da höhere Markierungsgrade zu Einbußen in der Antikörperaktivität und/ oder der
Photolumineszenzquantenausbeute [55] führen können.
Nanopartikel als Label (Abbildung 2.2 c)) können an dieser Stelle maßgeblich zur
Erhöhung der Fluoreszenzintensität und somit zur Signalverstärkung beitragen [17,
37]. Als Grundlage hierbei dient das Konzept von Mikrokapseln als Transporter für
pharmakologische Wirkstoffe [15] in der Medizin, bei dem in Abhängigkeit der Größe
der Kapsel viele Wirkstoffe transportiert werden können. Dieses System ist auf NP
übertragbar, welche große Mengen an Fluorophoren tragen (z.B. 100 bis 1000, einige sogar
10.000 bis 100.000 Farbstoffmoleküle je NP, abhängig von der Farbstoffkonzentration
und der Partikelgröße). Solche NP können u.a. durch Verkapselung des Farbstoffes
[23,24,56,57] oder Einlagern des Farbstoffes in eine Polymermatrix [25,37,58] hergestellt
werden. Die sehr große Anzahl an Fluorophoren pro NP pro Analyt führt zu einer
vielfachen Signalverstärkung gegenüber konventionellen FIA mit antikörpergebundenen
Fluorophoren.
Durch die hohe Anzahl an eng beieinander liegenden Farbstoffmolekülen kann es jedoch
zum Löschen durch Dimerisierung der Farbstoffmoleküle und Energietransfer kommen
[26]. Auflösen des NP (Supernovaeffekt [23, 24, 56, 57]) oder Extraktion der Farbstoffe
[58] mit einem geeigneten organischen Lösungsmittel kann dieses Problem jedoch
umgehen. Zugleich ist es möglich, durch die Freisetzung des Farbstoffes einen weiteren
Signalverstärkungseffekt zu generieren. Je nach Lösungsmittel kann die Quantenausbeute
des Farbstoffes variieren. Dabei kann die Quantenausbeute des freien Farbstoffes in
Lösung gegenüber dem in NP-gebundenen durchaus größer sein. Durch die Verwendung
von Farbstoffen, die weder zu Dimerbildung neigen noch Reabsorptionseffekte zeigen,
ein großer Stokes Shift reduziert oder unterbindet Reabsorptionseffekte, ist es allerdings
auch möglich, fluoreszente NP herzustellen, die konventionell detektiert werden können.
Bei konventionellen Detektionsmethoden werden die Farbstoffe direkt im NP detektiert
[28,59].

2.1.2.4 Labelvergleich & Signalverstärkungsfaktoren

Die Sensitivität eines Immunoassays ist neben der Bindung des Labels (ein entscheidender
Parameter ist hier die Bindungskonstante) unter anderem abhängig von der Größe des
Messsignals. Dabei ist die Signalintensität unter anderem abhängig von der Anzahl der
detektierbaren Reportermoleküle je gebundenem Analyten. Bei einem EIA entspricht
dieser dem detektierbaren farbigen bzw. fluoreszenten Produkt nach der enzymatischen
Umwandlung. In Abhängigkeit der Temperatur und der Reaktionszeit können dabei sehr
hohe Mengen produziert werden, was demnach auch zu einem hohen Signal führt. Die
Signalintensität ist zudem abhängig von molaren dekadischen Extinktionskoeffizienten
ǫ(λ) des Produktes. Dabei kann die Menge (Konzentration c) an Produkt durch die
Messung der Extinktion E über das Lambert-Beer’sche-Gesetz (Gleichung 2.6) bestimmt
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werden. d entspricht hierbei der Schichtdicke.

E = ǫ(λ) · c · d (2.6)

Beim FIA ist die gemessene Signalintensität auch abhängig von der Anzahl
der gemessenen Fluorophore je Analyt und von weiteren spektroskopischen
Eigenschaften des Farbstoffes wie z.B. dem Extinktionskoeffizienten ǫ(λ) und der
Quantenausbeute Φf. Durch das Anbinden von weiteren Fluorophoren an Detektions-
oder Sekundärantikörpern bzw. das Koppeln von weiteren Sekundärantikörpern an den
Detektionsantikörper können demnach auch höhere Signalintensitäten erreicht werden.
Wobei das Ankoppeln von mehr Fluorophoren je Antikörper durch die Wechselwirkung
der Farbstoffe untereinander und ggf. das Blockieren der Bindungsstellen bzw. die
Kopplung von mehreren Sekundärantikörpern durch die vorhandenen Epitope und
den Platzbedarf limitiert ist. Im Falle von NP können höhere Signalintensitäten
durch das Einbringen von noch mehr Farbstoffen je NP erreicht werden. Von
Signalverstärkung kann demnach gesprochen werden, wenn die Anzahl an detektierbaren
Reportermolekülen je Analyt, ǫ(λ) oder Φf erhöht wird, woraus sich entsprechende
Signalverstärkungsfaktoren ableiten lassen.

2.1.2.5 Anbindung des Detektionslabels

Im Allgemeinen kann das Label über drei verschiedene Methoden an den
Detektionsantikörper angebunden werden (Abbildung 2.6): über (a) die direkte
Anbindung an den Detektionsantikörper, (b) die indirekte Anbindung eines markierten
Sekundärantikörpers (Anti-Antikörper) oder (c) markiertes Streptavidin (SAv) an den
biotinylierten Detektionsantikörper (Abschnitt 2.1.2.6) [39].
Das direkte Anbinden (a) besitzt den Vorteil, dass ein Kopplungschritt weniger im
Laufe der Immobilisierung der Biomoleküle durchgeführt werden muss, was den Zeit-
und Arbeitsaufwand durch einen weiteren zu kontrollierenden Reaktionsschritt inkl.
zusätzlicher unspezifischer Wechselwirkungen reduziert. Nachteilig ist dabei, dass nur
wenige Farbstoffmoleküle (FIA) an einen Antikörper gebunden werden können, da ein zu
hoher Markierungsgrad zu einer Herabsetzung der Aktivität des Antikörpers oder im Falle
von Farbstoffen zu einer Herabsetzung der Quantenausbeute durch Selbstlöschung führen
kann [55, 57]. Zudem sind die markierten Primärantikörper nur für ein Assay/Analyt
einsetzbar.
Durch die Verwendung von sekundären Antikörpern beim indirekten Immunoassayformat
(b) können diese Probleme teilweise umgangen werden. Ein sekundärer Antikörper kann
einerseits an mehrere verschiedene primäre Detektionsantikörper binden und andererseits
können, sofern es genug Platz und Bindungsstellen gibt, mehrere Sekundärantikörper
an einen Primärantikörper binden, was zur Erhöhung des Detektionssignals je Analyt
beiträgt. Jedoch lassen sich auch Sekundärantikörper nur mit einer kleinen Anzahl an
Fluorophoren labeln [55].
Methode (c) besitzt den Vorteil des einfachen Austausches der SAv-markierten
Label untereinander. Dadurch muss nicht jeder spezifische Detektionsantikörper an
verschiedene Label gebunden werden, sondern kann durch die Biotinanbindung an
SAv-tragende Label gekoppelt werden. Dieses modulare Baukastensystem kann somit
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Abbildung 2.6: Schematische Abbildung verschiedener Möglichkeiten der Labelanbindung
in Immunoassays mit HRP als Label: über die direkte Kopplung an den
Detektionsantikörper (a), über die Anbindung eines Sekundärantikörpers (b)
und über die Verknüpfung des biotinylierten Detektionsantikörpers an ein
Streptavidin-HRP-Konjugat (c).

hinsichtlich des Labels an die Bedürfnisse des Immunoassays bzw. des Anwenders
angepasst werden.

2.1.2.6 Das Biotin-Streptavidin-System

Seit der Entdeckung des Glycoproteins Avidin (Av) sowie des sehr stark verwandten
kohlenhydratfreien Proteins SAv und deren starker Wechselwirkung mit Biotin werden
beide Proteine zum Koppeln von Labeln und Sonden an Moleküle genutzt [19]. Wie
in Abschnitt 2.1.2.5 beschrieben, kann das labelgebundene SAv an den biotinylierten
Detektionsantikörper binden. Av (M = 66 kDa) [60] und SAv (M = 66 kDa) [19] bestehen
aus jeweils vier identischen Monomereinheiten (Tetramer), die paarweise angeordnet sind
(Abbildung 2.7 a) [61], wobei jede Einheit jeweils ein Molekül Biotin an sich binden kann.
SAv ist gegenüber Av leichter kultivierbar und kann dadurch hochrein hergestellt werden.
Der isoelektrische Punkt (pI) von SAv ist ins Saure verschoben und liegt bei einem
pH-Wert von 5 bis 6, was zu geringerer unspezifischer Adsorption in z.B. Immunoassays
führt (pIAvidin liegt bei pH = 10 ) [19, 62]. Jedes Streptavidinmonomer (Abbildung 7.1)
besitzt 159 Aminosäuren und ist somit um 30 Aminosäuren länger als Avidin. Beim
sogenannten Core-SAv ist der N- und C-Terminus jeweils auf 125 - 127 Aminosäuren
verkürzt (M = 52,8 kDa), wodurch die Löslichkeit in wässrigen Lösungsmitteln und
die Stärke der Biotin-SAv-Bindung erhöht wurde. Die Assoziationskonstante für die
Bindung von core-SAv und Biotin beträgt Ka = 2,5·1013 L· mol-1, wodurch sie zu einer
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Abbildung 2.7: Wechselwirkung von Biotin und Streptavidin. Tetrameres Streptavidin
(a), Wechselwirkung von Biotin und Streptavidin über Wasserstoffbrückenbindungen (b),
über VDW-Wechselwirkungen (c) und durch Falten einer Proteinbindungsschleife (d)
[64].

der stärksten, nicht-kovalenten Bindungen zählt [19]. Daher wurde in den folgenden
Forschungsarbeiten ausschließlich Core-SAv eingesetzt. Core-SAv entspricht zu 33 % dem
Aufbau von Av [19] und besitzt eine molekulare Größe von 45·45·50 Å [63].
Die Stärke der Bindung beruht vorwiegend auf drei verschiedenen Mechanismen und
Wechselwirkungen [65–72]. Einerseits tragen Wasserstoffbrückenbindungen zwischen
verschiedenen Resten der Aminosäureuntereinheiten des SAv und den Heteroatomen
des Biotins dazu bei (Abbildung 2.7 b) und andererseits haben hydrophobe
Van-der-Waals-Wechselwirkungen (VDW-Wechselwirkungen) zwischen Biotin und
Tryptophan (Trp) einen entscheidenden Anteil daran. Dabei wechselwirkt ein Molekül
Biotin pro SAv-Monomer mit dem sich intramolekular befindlichen Trp79, Trp92, Trp108
und intermolekular mit Trp120 eines benachbarten Monomers (Abbildung 2.7 c). Das
erklärt unter anderem die stärkere Bindung Biotins an tetrameres SAv (Multivalenz)
gegenüber monomerem SAv (Ka ≈ 1·108 L·mol-1) [73]. Weiterhin faltet sich eine
ungeordnete Proteinbindungschleife (offene Konformation, rot) nach der Anbindung von
Biotin so (geschlossene Konformation, schwarz), dass es das Biotinmolekül einschließt
und den Biotin-SAv-Komplex stabilisiert (Abbildung 2.7 d). Hierbei spielen ebenfalls
VDW-Wechselwirkungen zwischen Biotin und Trp120 und ionischen Wechselwirkungen
zwischen von Glu51 und Arg84 von jeweils benachbarten SAv-Monomeren [70,74,75] eine
Rolle.

2.1.3 Assayformate

Zum Austesten von NP-Labeln ist es sinnvoll, einen Immunoassay als Modellassay
zu verwenden. Hier eignet sich vor allem ein (modifiziertes) indirektes Enzym-linked
Immunosorbent Assay (ELISA) im Sandwichformat. Hierfür wurde ein Assay für den
quantitativen Nachweis von c-reaktivem Protein (CRP) verwendet.

2.1.3.1 ELISA

Der EIA und der ELISA wurden in den 1960er Jahren zeitgleich erfunden und sind
fast miteinander identisch [76]. Der EIA umfasst, wie in Abschnitt 2.1.1 beschrieben,
die heterogenen und homogenen Immunoassayformate, während, wie sich aus dem
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Namen Enzym-linked Immunosorbent Assay ableiten lässt, beim ELISA die Antikörper
adsorbiert werden (heterogener Assay).

2.1.3.2 C-reaktives Protein

Für die Entwicklung und Testung von neuartigen Labeln und Detektionstechniken
werden oftmals standardisierte und gut charakterisierte Modellassays verwendet. Der
Nachweis von C-reaktivem Protein (CRP) ist ein etablierter Immunoassay, welcher
als Modellassay verwendet werden kann [32, 77–80]. CRP ist ein homopentameres
Plasmaprotein aus der Familie der Pentraxine [81], welches 1930 zum ersten Mal von
Tillet et al. beschrieben wurde [81, 82]. Es wird in der Leber produziert, kommt beim
Menschen in wenigen mg/L im Blut vor und wird vom Körper bei Entzündungen
wie einer Organerkrankung bis zu 10.000fach vermehrt ausgeschüttet [81]. CRP gilt
somit als unspezifischer Entzündungsmarker [32]. Durch die Quantifizierung von CRP
lassen sich Rückschlüsse auf den Schweregrad einer entzündlichen Krankheit ziehen.
Aber auch bei sonst vermeintlich gesunden Menschen dient CRP z.B. als Marker zur
Erkennung von Herz-Kreislauf-Erkrankungen [81, 83, 84], dem Metabolischen Syndrom
[83], Autoimmunkrankheiten [79], Arteriosklerose [85], koronare Herzkrankheit [85] oder
bösartigen Tumoren [79] und dient der Überwachung von chronischen Entzündungen [79].
Die Konzentration von CRP im Blut bei gesunden Menschen liegt im Durchschnitt bei
0,8 mg/L [80,81]. Auch Werte um einen Faktor 10 kleiner wurden gemessen. Bei solchen
geringen Konzentrationen ist es wichtig, genaue, zuverlässige und reproduzierbare Werte
mit Hilfe eines Immunoassays bestimmen zu können und die Nachweisgrenzen so klein
wie möglich zu gestalten [78,85].

2.1.3.3 Kurvenanpassung und Qualitätskriterien

Zur qualitativen Auswertung und zum Vergleich von Immunoassays können vier
Parameter verwendet werden [31], welche aus dem 5-PL-Fit (Gleichung 2.7) der
Dosis-Wirkungs-Kurven (aufgetragene relative Fluoreszenzintensitäten bzw. Absorption
gegen die verwendeten Antigenkonzentrationen) erhalten werden können (siehe
Abbildung 2.8).

y = Amin +
Amax − Amin

[1 + (x0
x

)h]s
(2.7)

Sensitivität. Der EC50-Wert (mittlere effektive Konzentration) kann für den Vergleich
der Assaysensivitäten verwendet werden. Er entspricht dem Umkehrpunkt der Kurve.

LOD. Die untere Nachweisgrenze (LOD) wird ermittelt über den Mittelwert der
Signalintensitäten der Blindwertmessungen yB und deren Standardabweichung σ

(Gleichung 2.8). Die zum Signal yLOD gehörige Konzentration c(yLOD) entspricht dem
LOD.

yLOD = yB + 3 · σ (2.8)
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Abbildung 2.8: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit und Parametern der
Kurvenanpassung.

Dynamischer und relativer dynamischer Bereich. Der dynamische Bereich (DR)
wird aus der Differenz der Signalintensitäten an der maximalen (Amax) und minimalen
Antigenkonzentration (Amin) berechnet (siehe Gleichung 2.9). Zum Vergleich von
Absorptions- und Fluoreszenzmessungen kann die Berechnung des relativen dynamischen
Bereichs (RDR) verwendet werden. Dabei wird DR durch Amax geteilt (Gleichung 2.10).

DR = Amax − Amin (2.9)

RDR =
Amax − Amin

Amax
(2.10)

Güte des Fits. Die Güte des Fits beschreibt die Korrelation der gemessenen Daten mit
der Fitfunktion. Zur Auswertung kann das Bestimmtheitsmaß (R2) verwendet werden.
Es kann Werte zwischen 0 und 1 annehmen, wobei 0 einer Übereinstimmung von 0 %
und 1 einer Übereinstimmung von 100 % entspricht.

2.2 Nanopartikel

Nanomaterialien bieten aufgrund ihrer verschiedenen Größen, Formen und Eigenschaften
vielfältige Einsatzmöglichkeiten in den Bereichen der Natur-, Lebenswissenschaften und
Medizin [11,12,17,40,86–91].
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Abbildung 2.9: Herstellung von NP nach dem „Top-down“- und „bottom-up“-Verfahren.

2.2.1 Herstellung und Eigenschaften von Nanopartikeln

2.2.1.1 Herstellung

Die Herstellung von Nanomaterialien kann in zwei Prozesse unterteilt werden
(Abbildungen 2.9) [11]: den Aufbau („Bottom-up“) von atomarer Ebene bis hin zu
nanoskaligen Kompositen und den Abbau („Top-down“) von makroskopischen Systemen
zu nanoskaligen Kompositen [23, 24, 56, 92–96]. Je nach Methode ist es das Ziel,
möglichst reproduzierbar definierte Nanomaterialien mit definierter Größe, d.h. enger
bzw. monodisperser Größenverteilung (siehe Abschnitt 2.2.3), und Struktur zu erhalten.

2.2.1.2 Stabilität von Nanopartikeln

Die Stabilität einer NP-Suspension hängt von den abstoßenden (repulsiv) und
anziehenden (attraktiv) Kräften zwischen benachbarten NP ab. Je nachdem welche
Kräfte überwiegen, ist eine Suspension entweder stabil oder die NP neigen zur
Aggregation bzw. Koagulation. So ist es oft erforderlich, die Nanomaterialien nach oder
während des Herstellungsprozesses zu stabilisieren. Attraktive Wechselwirkungen
beruhen primär auf Van-der-Waals-Kräften (VDW-Kräfte) und repulsive
Wechselwirkungen auf elektrostatischer Abstoßung (Coulomb-Wechselwirkungen)
z.B. durch die Bildung einer elektrochemischen Doppelschicht. Beide Kräfte sind
abhängig vom Abstand rx der wechselwirkenden Teilchen. Werden die Potentiale beider
Kräfte summiert, ergibt sich je nach Abstand der Teilchen zueinander, welche Art von
Wechselwirkung dominiert.
Die Stabilisierung einer Suspension kann hauptsächlich auf zwei verschiedenen
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(a) Elektrochemische Doppelschicht (b) Potentialkurve

Abbildung 2.10: Aufbau der elektrochemischen Doppelschicht (a) und Potentialverlauf
der elektrochemischen Doppelschicht (b) nach dem Modell von Otto Stern.

Wegen erreicht werden: durch Erhöhung der elektrostatischen Abstoßung oder durch
sterische Hinderung (Erhöhung des Abstandes über die Reichweite der VDW-Kräfte
hinaus) [97]. Um eine Dominanz der Abstoßungskräfte zu realisieren, muss die Dicke der
elektrochemischen Doppelschicht groß genug sein.

Elektrostatische Stabilisierung. Im Fall der elektrostatischen Abstoßung wird
der Partikel positiv oder negativ durch das Einbringen, Anbinden oder Adsorbieren
geladener Teilchen, Ionen oder funktioneller Gruppen geladen. Durch die entgegengesetzt
geladenen Ionen an der NP-Oberfläche kommt es infolgedessen zur Ausbildung
einer elektrochemischen Doppelschicht (Abbildung 2.10 (a)). Die Dicke der
Doppelschicht kann in nächster Näherung als κ−1 definiert werden, was dem
Debye-Hückel-Parameter entspricht (Gleichung 2.11), und hängt unter anderem von
der Ionenstärke IS (Gleichung 2.12) ab, wobei NA die Avogadro-Konstante, e0 die
Elementarladung, ǫ0 die Dielektrizitätskonstante im Vakuum, ǫr die stoffspezifische
relative Dielektrizitätskonstante, kB die Boltzmann-Konstante, T die Temperatur, zi die
Anzahl der Ladungsträger und ci die Volumenkonzentration der Elektrolyse sind.

κ =
(

2 · NA · e0
2 · IS

ǫ0 · ǫr · kB · T

)
1

2

(2.11)

IS =
1
2

∑

i

zi
2 · ci (2.12)

Die meistverwendete Modellvorstellung zur Erklärung und Berechnung der
elektrochemischen Doppelschicht beruht auf dem Molekularkondensator von Stern,
der die Modellvorstellungen von Helmholtz, der von einer starren Doppelschicht ausging,
und Gouy-Chapman, die beide eine diffuse Doppelschicht zu Grunde legten, kombinierte
(Abbildung 2.10 (a)). Das Potential an der NP-Oberfläche wird Nernstpotential Φ0
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genannt (Abbildung 2.10 (b)). Die an die Oberfläche angrenzenden, entgegengesetzt
geladenen Ionen bilden den starren Teil der Doppelschicht (starre Helmholtz-Schicht),
wobei das Potential nach dem Helmholtz-Modell über den Bereich δ linear abnimmt. Das
dazugehörige Potential wird Stern-Potential Φδ genannt (Abbildung 2.10 (b)). An die
Helmholtz-Schicht schließt sich der diffuse Teil der Doppelschicht mit der Ausdehnung
κ−1 an, die die wechselwirkenden Ionen als bewegte Raumladungswolke in Richtung
der Elektrolytvolumenphase betrachtet und bei der das Potential (Abbildung 2.10 (b))
exponentiell gegen 0 abnimmt (Gleichung 2.13). Das Potential am Rand der diffusen
Schicht ist gleich Φκ.

Φ = Φδ · e−κrx (2.13)

Im Fall von hohen Elektrolytkonzentrationen wird die Doppelschicht (κ−1 ∝ IS)
stark komprimiert, wodurch der diffuse Teil in den starren Teil übergeht und es zur
Destabilisierung des kolloidalen Systems bis hin zur Koagulation kommt. Für verdünnte
Suspensionen ist die Doppelschicht um das kolloidale Teilchen sehr ausgedehnt [98], wobei
die Dicke der Doppelschicht einen wichtigen Einflussfaktor hinsichtlich der Stabilität einer
NP-Suspension darstellt.
Eine Aussage über die Stabilität eines kolloidalen Systems trifft das Zetapotential Φζ.
Oberhalb des kritischen Zetapotentials tritt keine Koagulation auf. Das Zetapotential
(Abbildung 2.10 (b)) entspricht dem Potential an der Abscherschicht eines bewegten
Partikels innerhalb der diffusen Doppelschicht (Abbildung 2.10 (a)). Je größer der Betrag
von Φζ ist, desto höher sind die repulsiven Wechselwirkungen und um so stabiler ist
der Partikel. Das Zetapotential kann bei Kenntnis der elektrophoretischen Mobilität U e

experimentell bestimmt werden (Gleichung 2.14), wobei ǫ0·ǫr die Dielektrizitätskonstante
der Probe, ν die Viskosität der Flüssigkeit und f(ka) die Henryfunktion ist, die für ein
wässriges Medium in der Regel 1,5 beträgt [99].

Φζ =
3U eν

2ǫ0 · ǫrf(ka)
(2.14)

U e kann durch das Anlegen eines elektrischen Feldes EF an die Probe und Messung
der Wanderungsgeschwindigkeit v der NP mit der Ladung qNP bestimmt werden. Unter
Einbeziehung des Stokeschen Gesetzes ist v in idealisierter Form (gilt nur für unendlich
verdünnte, ladungsträgerfreie Lösungen) abhängig vom Partikelradius rNP (Gleichung
2.15).

U e =
v

EF
=

qNP

6πνrNP
(2.15)

Sterische und elektrosterische Stabilisierung. Eine sterische Stabilisierung der
NP wird meist durch die kovalente Anbindung oder Adsorption von Polymeren mit
einer sehr großen Masse von M ≤ = 10.000 g/mol an die NP-Oberfläche erreicht.
Bei Annäherung der beiden NP kommt es entropisch bedingt zu einer repulsiven
Wechselwirkung [100].
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Abbildung 2.11: Strukturformeln der in Publikationen oft beschriebenen schwachen,
starken, negativen und positiven Polyelektrolyten.

Werden die Strategien der elektrostatischen und der sterischen Stabilisierung miteinander
vereint, wird allgemein von elektrosterischer Stabilisierung gesprochen. Dabei werden
an der Oberfläche des Partikels sogenannte Polyelektrolyte (PE), Polymere mit vielen
geladenen Gruppen, kovalent angebunden oder adsorbiert.

2.2.1.3 Das Layer-by-Layer Verfahren

Um eine ausreichende Stabilisierung durch Adsorption zu erreichen, werden PE
meist in mehreren Lagen mittels Layer-by-Layer (LbL) Technik aufgetragen [101].
Beim Layer-by-Layer Verfahren werden nacheinander mehrere alternierende Schichten
entgegengesetzt geladener PE aufgetragen, wobei die Adsorption durch einzelne
Reinigungsschritte separiert werden muss, da es ohne diese zur Koagulation der
PE und der Partikel führt. Mit dem Auftragen jeder Schicht kommt es zu einer
Ladungsinversion der Oberfläche. Zum Einsatz kommen hierbei verschiedene Typen von
PE mit unterschiedlichen Molmassen, welche in starke und schwache (pH-Wert-abhängig)
unterteilt werden können (Abbildung 2.11). Prinzipiell kann jede Art Polyelektrolyt
unabhängig von Substrat, Substratgröße und -form verwendet werden [101–103]. Einige
der häufig verwendeten PE sind Polydiallyldimethylammoniumchlorid (PDADMAC),
Polystyrolsulfonat (PSS), Polyallylaminhydrochlorid (PAH) und Natrium-Alginat (ALG)
(Abbildung 2.11).
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2.2.1.4 Auswahl der Farbstoffe

Die Auswahl der fluoreszenten Farbstoffe hängt von verschiedenen Faktoren ab, die unter
anderem durch die Partikelpräparation und durch die Detektionsmethode bestimmt
werden: Die Farbstoffe sollen in wasserunlösliche Partikel eingequollen werden (siehe
Abschnitt 2.2.2), da die Durchführung der Immunoassays im wässrigen Milieu stattfindet.
Gleichzeitig sollen sie aufgrund der Signalverstärkungsstrategie (Supernovaeffekt, siehe
Abschnitt 2.1.2.3) in organischen Lösungsmitteln löslich sein. Daher beschränkt sich
die Auswahl auf hydrophobe/lipophile Farbstoffe, wobei der log D-Wert eine Aussage
darüber trifft, wie hydrophob ein Farbstoff ist [104] (siehe Anhang). Um eine möglichst
hohe Signalverstärkung in Fluoreszenz zu erreichen, muss der Fluoreszenzfarbstoff einen
hohen Extinktionskoeffizienten bei λex und eine hohe Quantenausbeute besitzen (siehe
Abschnitt 2.1.2.3 und 2.1.2.4).
Anwendungsrelevante Eigenschaften beinhalten thermisch, photo- und langzeitstabile
Farbstoffe, die mit konventionellen MTP-Readern auslesbar sind, wobei sich
die Detektion an der enzymkatalysierten Umsetzung von TMB oder Luminol
orientiert. Andere physikochemische Eigenschaften resultieren aus technischen und
assayspezifischen Anforderungen. Um eine Reduktion von Selbst-Löscheffekten, von
proteinmediierter Autofluoreszenz und gerätespezifischen Reflektionen (z.B. durch die
MTP) zu erreichen, können Farbstoffe mit einem großen Stokes Shift eingesetzt werden,
wie z.B. Farbstoffe, die im nahen Infrarot (NIR-Farbstoffe) emittieren .

2.2.1.5 Auswahl der Nanopartikel

Die Auswahl und Herstellung der Partikel werden durch die Farbstoffe, die Ankopplung
von Proteinen an die NP-Oberfläche und durch die Durchführung des Immunoassays
bestimmt. Da die Ankopplung und der Assay im wässrigen Milieu stattfinden, müssen
die NP in diesem unlöslich, suspendier- und stabilisierbar sein und an ihrer Oberfläche
funktionelle Gruppen [18] für die Proteinkopplung tragen. In einem organischen
Lösungsmittel muss der NP auflösbar oder extrahierbar sein, um den Farbstoff
freizusetzen. Das organische Lösungsmittel muss ebenfalls so gewählt werden, dass die
Kunststoff-MTP nicht beschädigt wird.

2.2.2 Herstellung fluoreszenter Nanopartikel

Farbstoffnanopartikel können nach verschiedenen Synthesestrategien hergestellt werden.
Für den Einsatz in Immunoassays bieten sich z.B. zwei verschiedene Partikellabel
besonders an, Farbstoffnanopartikel (Farbstoff-NP) nach Brümmel et al. (Abschnitt
2.2.2.1) und farbstoffbeladene PS NP nach Behnke et al. (Abschnitt 2.2.2.2), die nach
der Herstellung mit Proteinen funktionalisiert werden können.

2.2.2.1 Farbstoffnanopartikel durch Nassmahlung

Gemäß der Arbeiten von Brümmel et al. [23, 24, 56, 57] ist es möglich,
im „Top-down“-Verfahren Farbstoff-NP durch Nassmahlung der reinen Farbstoffe
herzustellen (Abbildung 2.12). Dabei werden die Partikel während und nach der Synthese
durch die Zugabe von anionischen Tensiden stabilisiert. Durch die negative Ladung der
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Abbildung 2.12: Schematische Abbildung der Herstellung von Farbstoff-NP durch
Vermahlung nach Brümmel et al.

NP können weitere stabilisierende PE-Schichten mittels LbL-Technik (Abschnitt 2.2.1.3)
aufgetragen werden. Gleichzeitig dienen die anionischen Gruppen der letzten PE-Schicht
der Biofunktionalisierung der Partikel. Der Vorteil dieser Synthesestrategie liegt in der
hohen Farbstoffdichte. Durch Zugabe von Ethanol (EtOH) können die Partikel aufgelöst,
die Farbstoffe freigesetzt und damit die Signalintensität gesteigert werden.

2.2.2.2 Farbstoffbeladung von Polystyrolnanopartikeln durch Quellen der
Polymermatrix

Farbstoff-NP auf der Basis von Polymerpartikeln, wie z.B. Polystyrolnanopartikeln (PS
NP), können nach der Quellmethode (Abbildung 2.13) von Behnke et al. hergestellt
werden [25]. Dabei wird der hydrophobe Farbstoff in einem organischen Lösungsmittel
gelöst und in die wässrige NP-Suspension gegeben. Der NP wird durch das Lösungsmittel
aufgequollen und der hydrophobe Farbstoff kann in den hydrophoben NP eindringen.
Durch das Abtrennen des Lösungsmittelgemisches und Redispergieren der NP in Wasser
schrumpft der NP und der Farbstoff wird fest in der Polymermatrix eingelagert. Durch die
Zugabe von Tetrahydrofuran (THF) lassen sich die Partikel auflösen und der Farbstoff
freisetzen bzw. lässt sich der Farbstoff durch die Zugabe von EtOH extrahieren [58].
Diese Methode ist besonders geeignet, da immer die gleichen NP verwendet und je
nach Anwendung definierte Mengen an unterschiedlichen Farbstoffen eingelagert werden
können.
Viele dieser definierten Polymer-NP sind mittlerweile preisgünstig mit derivatisierbaren
Carboxy- und Aminogruppen an der Oberfläche zu erhalten, welche während der Synthese
(Emulsionspolymerisation) durch eine Copolymerisation eingebracht werden, wobei im
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Abbildung 2.13: Schematische Abbildung der Quellprozedur zum Färben von PS NP
nach Behnke et al.

Wesentlichen nur die sich an der Oberfläche befindlichen Gruppen für weitere chemische
Modifikationen zur Verfügung stehen. Dabei spielt die Größe der zu verwendenden NP
für die angedachte Anwendung als Partikellabel eine entscheidende Rolle. Je größer
der NP ist, um so mehr Farbstoff kann dieser aufnehmen, wobei es bei NP größer
als 1000 nm zu ungleichmäßigen Farbstoffbeladungen innerhalb der Matrix kommen
kann. Je kleiner der NP ist, um so geringer ist die Neigung zu sedimentieren, was
neben dem Volumen ebenfalls von seiner Masse und damit von seiner Dichte abhängig
ist. Weiterhin kann es bei der Bindung der nachfolgend biofunktionalisierten NP an
die biotinylierten Antikörper des Immunkomplexes zu sterischen Hinderungen durch die
Größe des Partikellabels kommen.

2.2.3 Charakterisierung fluoreszenter Nanopartikel

Für die Charakterisierung von NP steht eine Vielfalt von Methoden zur Verfügung, mit
denen verschiedenste physikalische, chemische und optische Eigenschaften untersucht
werden können [10,12,105,106].

2.2.3.1 Mikroskopische Techniken

Zur Bestimmung von Größe und Gestalt von Nanomaterialien eignen sich besonders
mikroskopische Methoden [105, 106]. Normale Durchlicht- bzw. Auflichtmikroskope
können jedoch aufgrund von Beugungsgrenzen keine Strukturen auf der Nanometerskala
auflösen. Mittels Elektronenstrahlung lassen sich Proben im Vakuum untersuchen [106].
Dabei werden unter anderem das Transmissions- (TEM, engl. transmission electron
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microscope) und Rasterelektronenmikroskop (SEM, engl. scanning electron microscope)
verwendet.

2.2.3.2 Dynamische Lichtstreuung

Mittels dynamischer Lichtstreuung (DLS) [105], auch Photonenkorrelationsspektroskopie
(PCS) genannt, lassen sich Partikelgrößen im Bereich von 1 bis 10.000 nm messen [107].
Durch die Brownsche Molekularbewegung der NP entstehen Intensitätsfluktuationen
des eingestrahlten, sich an der Probe streuenden Lichtes. Wird die Intensität
I zeitabhängig mit sich selbst korreliert (Autokorrelation), führt dies zu einer
Intensitäts-Zeit- bzw. Feld-Zeit-Autokorrelationsfunktion g1, welche anschließend als
Exponentialfunktion dargestellt wird. Mittels Kumulantenanalyse folgt aus dem
Koeffizienten b der Reihenentwicklung von g1 (Gleichung 2.16, gilt nur für
geringe Polydispersitäten) der Diffusionskoeffizient D der NP [106–109]. Dieser steht
durch die Stokes-Einstein-Beziehung (Gleichung 2.17) direkt in Relation mit dem
hydrodynamischen Radius rh, welcher als Z-Average-Wert angegeben wird. Analog
dem Modell der elektrochemischen Doppelschicht in Abbildung 2.10 (a) umgeben
den NP Teilchen wie z.B. Ionen und Solvatmoleküle, die aufgrund von attraktiven
Wechselwirkungen an dem Partikel haften, somit das Volumen des NP vergrößern und
mit durch das Lösungsmittel mit der Viskosität η geführt werden müssen. Der gemessene
Radius entspricht dem hydrodynamischen Radius rh, wobei rh größer als der gemessene
Radius r mittels TEM oder REM ist.

ln(g1) = a + bt + ct2 + dt3 + et4 + ... (2.16)

a, b, c, d, e: Koeffizienten t: Zeit

D =
b

q2
=

kBT

6πηrh
(2.17)

q: Streufaktor

q =
4πn0

λL
sin

(

θ

2

)

(2.18)

n0: Brechungsindex der Probe θ: Streuwinkel λL: Laserwellenlänge

Der Polydispersitätsindex (PDI) gibt an, ob eine Probe monodispers oder polydispers
ist, und wird aus den Koeffizienten b und c der Kumulantenanalyse gewonnen (Gleichung
2.19) [107,110].

PDI =
2c

b2
(2.19)
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0 < PDI < 0, 05 monodispers
0, 1 < PDI < 0, 2 enge Verteilung
0, 2 < PDI < 0, 5 breite Verteilung
0, 5 < PDI < 0, 7 sehr breite Verteilung
0, 7 < PDI < 1 Ergebnisse nicht auswertbar

Innerhalb einer synthetisierten Partikelprobe liegt jedoch meist ein Ensemble an
verschieden großen NP statt einheitlicher Partikel vor. Statt der Kumulantenanalyse
kann hier die Verteilungsanalyse angewandt werden, mit der nicht exakt ein Wert
bzw. eine Größe erhalten wird, sondern durch Anpassen von g1 mit mehrfachen
Exponentialfunktionen eine Größenverteilung. Dafür wird ein Satz an definierten
NP-Größen vorgegeben und nach der Methode der kleinsten Quadrate (NNLS, engl.
non-negative least square) die Exponentialfunktion (Gleichung 2.16) je NP-Größe
angepasst [109, 111]. Einige NP-Größen ergeben hierfür bessere Ergebnisse, was anhand
der Größenverteilung sichtbar wird.
Partikel, die innerhalb des Ensembles einen größeren Durchmesser ∅ besitzen,
werden nach der Rayleigh-Approximation (I ≈ ∅

6) stärker gestreut und deshalb
bei der Größenverteilung stärker gewichtet (intensitätsgewichtete Größenverteilung).
Eine volumengewichtete oder (partikel)anzahlgewichtete Verteilung kann aus der
intensitätsgewichteten Größenverteilung berechnet werden. Hierbei werden die
NP-Größen bzw. ihre Intensitätsfluktuationen stärker berücksichtigt [107].
Durch das Anlegen eines elektrischen Feldes kann über die Bestimmung der
Wanderungsgeschwindigkeit der NP auch das Zetapotential (Abschnitt 2.2.1.2)
bestimmt werden, das Aufschluss darüber gibt, wie stabil eine NP-Suspension ist.

2.3 Nanopartikel in bioanalytischen
Lebenswissenschaften

In den letzten Jahrzehnten wurde mit steigendem Interesse an dem Einsatz von
Nanopartikeln als Label in Immunoassays geforscht [17, 40, 89, 90, 105]. Durch das
Verkapseln vieler Farbstoffe ist es möglich, sehr hohe Signale je Analyt zu generieren
(Abschnitt 2.1.2.3). Weiterhin können viele Proteine an den meist deutlich größeren
Partikel angebunden werden, wodurch die Wahrscheinlichkeit, dass ein Partikel
an einen Antikörper bindet, ansteigt. Nichtsdestotrotz ist die Signalverstärkung
durch farbstoffbeladene NP, durch die Vielzahl an Antikörper-Antigen-Paaren, an
NP mit unterschiedlichen Eigenschaften (Größe, Material, Funktionalisierung und
spektroskopische Eigenschaften) und an Assayformaten schwierig zu quantifizieren. Der
Einfluss von Partikelparametern ist ebenfalls schwer hervorzusagen. Hierzu finden sich
kaum Studien.

2.3.1 Biokonjugation von Nanopartikeln

Die Anbindung von Antikörpern an NP kann auf verschiedenen Wegen erfolgen. Da bei
dem Aufbau eines modularen Systems die Label substituierbar sein sollen, eignet sich
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die Bindung der Antikörper an das Label über das SAv-Biotin-System (siehe Abschnitt
2.1.2.5). Die Anbindung von SAv an NP kann auf verschiedene Arten realisiert werden,
je nachdem welche chemischen (funktionalisierbaren) Gruppen auf der Oberfläche der
Nanopartikel vorhanden sind, wie z.B. Thiolgruppen (-SH), Carboxylgruppen (-COOH),
Aminogruppen (-NH2) oder Hydroxylgruppen (-OH), und welche freizugänglichen
chemischen Gruppen das Protein trägt [18,86]. Sollte der NP bzw. das verwendete Protein
nicht die nötigen koppelbaren Gruppen tragen, müssen diese zuvor chemisch induziert
werden.

2.3.1.1 Kopplung von Proteinen an Nanopartikel mittels EDC/
NHS-Ester-Chemie

Die wohl am weitesten verbreitete Methode zur Kopplung von Proteinen ist die Kopplung
des NP über an der Oberfläche sitzende Carboxylgruppen an Aminogruppen des Proteins.
Koppelbare Aminogruppen finden sich beim N-Terminus und bei der Aminosäure Lysin
[112], welche bei vielen Proteinen in der Aminosäurensequenz vorhanden ist. Als Tetramer
besitzt SAv 16 Lysine (Abbildung 7.1) und 4 N-terminale Gruppen, was zusammen
20 Aminogruppen ergibt. Die kovalente Anbindung kann in einem Schritt (Abbildung
2.14 (a)) im wässrigen Milieu mittels N -(3-Dimethylaminopropyl)-N ’-ethylcarbodiimid
Hydrochlorid (EDC) bzw. in zwei Schritten (Abbildung 2.14 (b)) mittels EDC und
N -Hydroxysulfosuccinimid Natriumsalz (sulfo-NHS) erfolgen. Trotz des geringeren Zeit-
und Arbeitsaufwandes der Einstufensynthese wird bevorzugt die Zweistufensynthese
angewandt, da sie eine Polymerisierung des Proteins (Quervernetzung des Proteins
untereinander) unterbindet und ein stabiles Intermediat gebildet wird (siehe Abbildung
2.14 (b)), welches nicht wie das instabile Intermediat mit dem im Überschuss vorliegenden
Wasser reagieren kann. Dieses Intermediat ist für mehrere Stunden nach der Synthese
unterhalb von pH = 8 stabil und hydrolysiert nur langsam. Im leicht Basischen (7<pH<9)
ist der Aktivester sehr reaktiv gegenüber (NH2)-Gruppen. Meist wird aus dem Grund
der erste Syntheseschritt bei pH = 5 und der zweite bei pH = 7,4 durchgeführt [18].
Zudem wird keine, wie bei der Einstufensynthese in Abbildung 2.14 gezeigt, positive
Ladung am NP bei der Bildung des EDC-Esters eingeführt, sondern eine negative Ladung
an der sulfo-NHS-Gruppe. Dadurch wird die negative Ladung des NP unterstützt und
NP-Aggregation minimiert [18].
In einem ersten Schritt wird die Carboxylgruppe durch die Bildung eines
sulfo-NHS-Esters aktiviert und in einem zweiten Schritt, nach der Reinigung der
aktivierten NP, reagiert der Ester mit SAv. Die Herausforderung bei der Methode ist
das Vermeiden von NP-Quervernetzung durch das Protein. Diese kann durch die Menge
an aktivierten Estergruppen und Proteinen sowie durch die Oberflächenladung des NP
sehr gut eingestellt werden.

2.3.1.2 Kopplung von Proteinen an NP mittels Maleimid-Thiol-Kopplung

Eine weitere Methode ist die Ankopplung von SAv via Maleimid-Thiol-Kopplung
(Maleimid = MAL). Gleichzeitig können so auch Abstandshalter eingeführt werden.
Häufig werden dafür heterobifunktionelle Polyethylenglycol-Linker (PEG-Linker)
eingesetzt, welche einerseits eine N -Hydroxysuccinimid-(NHS)-Esterfunktionalität und
andererseits eine MAL-Gruppe besitzen. In einem ersten Schritt wird der PEG-Linker
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Abbildung 2.14: Kovalente Anbindung von Proteinen mittels der einstufigen EDC- a)
und der zweistufigen EDC/ sulfo-NHS-Kopplung b).

Abbildung 2.15: Kovalente Anbindung von Proteinen mittels PEG-Linkers.

über den aktivierten NHS-Ester an die NH2-funktionalisierten NP gekoppelt (Abbildung
2.15) und in einem zweiten Schritt die MAL-Gruppe an die SH-Gruppen des Proteins
gebunden [18].

Einfluss eines PEG-Abstandshalters. PEG-Linker besitzen verschiedene
Eigenschaften, welche aus der Länge des verwendeten PEG [113–115] und der
gekoppelten Menge resultieren [116]. Je mehr PEG an der Oberfläche eines NP gebunden
ist, um so mehr ändert sich die PEG-Konformation von einer pilz- in eine bürstenartige
Konformation [117]. Einerseits wird dadurch die Oberfläche besser abgeschirmt und
NP-Aggregation vermindert und andererseits sind die im NP befindlichen Moleküle
gegenüber äußeren Einflüssen besser geschützt. Gleichzeitig wird die unspezifische
Adsorption an Oberflächen bzw. die von Proteinen an den NP reduziert [114]. Zudem
kann es durch den PEG-Linker aufgrund des größeren Abstandes zwischen dem Protein
und der NP-Oberfläche zu einer besseren Zugänglichkeit für Rezeptoren führen, was im
Falle von gebundenem SAv einer verbesserten Zugänglichkeit für Antikörper gebundenes
Biotin entspricht.

2.3.1.3 Thiolisierung von Proteinen

Um Proteine mittels Maleimid-funktionalisierten Linkern an Oberflächen zu binden,
muss das verwendete Protein frei zugängliche Thiolgruppen tragen. In der Regel
werden dafür die Thiolgruppen der Aminosäure Cystein, die in vielen Proteinen in
der Aminosäuresequenz vorhanden ist, ausgenutzt. Bei Proteinen wie SAv, in denen
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Abbildung 2.16: Thiolisierung von Aminofunktionalitäten an Proteinen mit
2-Iminothiolanhydrochlorid.

keine Cysteine bzw. Thiolgruppen existieren, müssen diese erst synthetisch erzeugt
werden, was z.B. durch die Anbindung von 2-Iminothiolanhydrochlorid (Traut’s Reagenz)
im wässrig-basischen Milieu an Aminofunktionalitäten (Abbildung 2.16) geschieht [18].
Anzumerken ist, dass das Reaktionsprodukt keine lange Stabilität aufweist und nach
der Synthese zügig an die Maleimidfunktion des Linkers gekoppelt werden muss, da es
sonst, wie in Abbildung 2.16 gezeigt, zur Rezyklisierung des Thiols kommt und somit
kein aktives Thiol zur Verfügung steht. Der Vorteil der Kopplung von SAv mittels
MAL-PEG-NHS in Kombination mit der gezielten Thiolysierung von einer Thiolgruppe
pro SAv ist die Unterdrückung von Quervernetzung und eine erhöhte Zugänglichkeit
des SAv durch den PEG-Abstandshalter (Spacer) für den biotinylierten Antikörper zur
Ankopplung des NP-Labels.

2.3.1.4 Bestimmung des Thiolisierungsgrades von Proteinen mittels
Ellman’s Test

Zur Bestimmung der Anzahl von induzierten Thiolgruppen dient der Ellman’s Test
[118–124]. Die dabei zu Grunde liegende chemische Reaktion ist in Abbildung
2.17 dargestellt. Bei der Reaktion von einem Thiol im basischen Milieu mit
5,5’-Dithiobis(2-nitrobenzoesäure) (DTNB, Ellman’s Reagenz) entstehen dabei jeweils
ein freies und ein proteingebundenes Äquivalent 2-Nitro-5-thiobenzoesäure (TNB),
welches als Dianion (TNB2-) vorliegt.
Die Bestimmung des Thiolisierungsgrades (TG) erfolgt nach Formel 2.20, wobei A280 nm

die Extinktion E des Proteins bei 280 nm mit dem zugehörigen molaren dekadischen
Extinktionskoeffizienten ǫ280 nm bzw. A412 nm, die Extinktion E von TNB2- bei 412 nm
mit dem molaren dekadischen Extinktionskoeffizienten ǫ412 nm ist.



2. Grundlagen 30

Abbildung 2.17: Reaktion von 5,5’-Dithiobis(2-nitrobenzoesäure) mit Thiolen.

TG =
A412 nm · ǫ280 nm

A280 nm · ǫ412 nm
(2.20)

In Abbildung 2.18 ist das Absorptionsspektrum von thiolysiertem SAv vor und nach dem
Ellman’s Test zu sehen, wobei das Absorptionsmaximum bei 412 nm TNB2- und bei ca.
330 nm DTNB nach vollständiger Reaktion mit dem Protein entspricht.

2.3.2 SAv-Quantifizierung

Für die Quantifizierung von Proteinen gibt es verschiedene Methoden, z.B. die
Bestimmung der Absorption bei 280 nm, den Lowry-Assay, den Bradford-Assay und
den BCA-Assay [125, 126]. Diese zählen zu den photometrischen Methoden. Meist
müssen hierfür reine Proteinlösungen verwendet werden, da ggf. Störfaktoren, wie z.B.
Puffer, das Ergebnis beeinflussen können. Weiterhin existieren proteinspezifische Assays.
Ein SAv-spezifischer Assay ist der Biotin-FITC-Assay, welcher die Affinität von Biotin
gegenüber SAv ausnutzt (Abschnitt 2.1.2.6).

2.3.2.1 BCA-Assay für die Quantifizierung von Proteinen

Um die insgesamt vorhandene Menge von Proteinen zu bestimmen, kann der BCA-Assay
[126–128] verwendet werden. Er wurde für die Quantifizierung von Proteinen in
wässrigen Proben entwickelt. Dem Assay liegt die Biuretreaktion zu Grunde, bei der ein
Kupfer(II)-Ion im basischen Milieu von mindestens zwei Peptidbindungen innerhalb des
Proteins komplexiert wird (siehe Abbildung 2.19 links). Anschließend wird das Kupfer(II)
unter Anwesenheit des Proteins zu Kupfer(I) reduziert (siehe Abbildung 2.19 Mitte), das
nach Komplexierung mit der Bicinchoninsäure (siehe Abbildung 2.19 rechts) zu einem
intensiv violetten Komplex führt [127] und bei 562 nm in Absorption spektroskopisch
detektiert werden kann.
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Abbildung 2.18: Absorptionsspektrum von thiolysiertem SAv vor und nach dem Ellman’s
Test.

Abbildung 2.19: Schematische Darstellung des BCA-Assays: links, Biuretreaktion
(R = Aminosäurereste); Mitte, Reduktion von Kupfer(II) zu Kupfer(I) in Anwesenheit
von Proteinen; rechts, Kupfer(I)-BCA-Komplex.
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Abbildung 2.20: Zeitabhängige Absorptionsspektren eines BCA-Assays bei drei
verschiedenen SAv-Konzentrationen.

Der BCA-Assay ist zeit- und temperaturabhängig und ist keine Endpunktreaktion. Zur
Quantifizierung einer Probe unbekannter Proteinkonzentration muss eine Kalibrierkurve
von Proben bekannter Konzentration aufgenommen werden, wobei die Quantifizierung
und die Kalibrierung unter vergleichbaren Bedingungen durchgeführt werden müssen. In
Abbildung 2.20 ist die Zeitabhängigkeit der Absorptionsspektren eines BCA-Assays von
SAv bei Raumtemperatur (RT) dargestellt. Durch die Korrelation der Absorption mit
der Zeit können in vertikaler Ausrichtung die Konzentrationsreihen und in horizontaler
Ausrichtung die zeitabhängige Verschiebung der Absorptionsmaxima bei 562 nm
abgelesen werden.

2.3.2.2 Biotin-FITC-Titration für die Quantifizierung von Streptavidin

Die Biotin-FITC-Titration [61, 129–134] ist ein fluorimetrischer Assay, mit dessen Hilfe
SAv im wässrig-alkalischen Milieu quantifiziert werden kann. Grundlage dafür bildet
die wie in Abschnitt 2.1.2.6 beschriebenen Wechselwirkungen von Biotin mit Av oder
SAv und die Fluoreszenzlöschung des an Biotin-gebundenen Fluoresceins durch die
Wechselwirkung mit Av bzw. SAv. Nach Barbarakis et al. und Kada et al. eignen sich
Fluorescein, Fluoresceinisothiocyanat (FITC) und Biotin-4-Fluorescein (B4F, Abbildung
7.2) am besten [61, 135]. In Gegenwart von B4F bindet das fluoresceintragende Biotin
in eine der vier Bindungstaschen des SAv, wobei die Fluoreszenz nach der Kopplung
gelöscht wird (Abbildung 2.21). Erst nach der Sättigung aller vier Bindungstaschen
des SAv steigt die Fluoreszenzintensität durch ungebundenes B4F (Überschuss) an
(weiße Kreise) [130]. Am Knickpunkt des Graphen (weiße Kreise) kann die Menge
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Abbildung 2.21: Oben: Schematische Darstellung der Biotin-FITC-Titration. Unten:
Biotin-FITC-Titrationskurven mit (weiße Kreise) und ohne (schwarze Kreise) SAv.

an verbrauchten B4F ermittelt werden, mit der auf die Menge an vorliegendem SAv
rückgeschlossen werden kann. Wenn alle vier Bindungstaschen zugänglich sind, entspricht
das einem Bindungsverhältnis von vier Liganden pro SAv, was dem Stöchiometriefaktor
entspricht. Gleichzeitig kann bei Stöchiometriefaktor kleiner als vier, bspw. durch die
Blockade einer Bindungstasche, partielle Proteindenaturierung oder durch die sterisch
gehinderte Zugänglichkeit von B4F auf die Funktionalität rückgeschlossen werden,
weswegen die Biotin-FITC-Titration die funktionelle Menge an SAv angibt. Solange alle
Bindungstaschen für B4F zugänglich sind, entspricht die funktionelle der totalen Menge
an SAv, welche auch aus dem BCA-Assay erhalten werden kann.



3 Experimentelles

3.1 Materialien und Methoden

3.1.1 Verwendete Chemikalien

Tabelle 3.1: Verwendete Chemikalien

Name Kurzbezeichnung Bezugsquelle

Alginat ALG Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

BCA Protein Assay Kit Thermo Scientific Inc.
(USA)

Biotin-4-Fluorescein B4F Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Bovine Serum Albumin BSA Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

BSA-Biotin-Konjugat Thermo Scientific Inc.
(USA)

C-reaktives Protein (30-AC05S) CRP, Fitzgerald Industries
International (USA)

CRP Detektionsantikörper
biotinyliert (1B-484-C100)

Exbio Praha, a.s.

CRP Fängerantikörper
(10-C189B)

Fitzgerald Industries
International (USA)

Cumarin 7 C7 Radiant Dyes Laser
& Accessoires GmbH
(Deutschland)

Cumarin 153 C153 Radiant Dyes Laser
& Accessoires GmbH
(Deutschland)

34
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N -(3-Dimethylaminopropyl)-N ’-
ethylcarbodiimid Hydrochlorid

EDC Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Di-Natriumhydrogenphosphat
Dihydrat

Carl Roth GmbH &
Co. KG (Deutschland)

5,5’-Dithiobis(2-nitrobenzoesäure) Ellman’s Reagenz Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Dimethylsulfoxid DMSO Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Ethanol EtOH Merck KGaA
(Deutschland)

N -Hydroxysulfosuccinimid
Natriumsalz

Sulfo-NHS Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA

2-Iminothiolanhydrochlorid Traut’s Reagenz Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Itrybe Otava Ltd.
(Ukraine/USA)

Lumogen R© F305 Kremer Pigmente
GmbH & Co. KG
(Deutschland)

O-[N -(3-Maleimidopropionyl)
aminoethyl]-O-
heptacosaethylenglycol

MAL-PEG-NHS
(n = 27)

Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

2-(N -Morpholino)
ethansulfonsäure

MES Merck KGaA
(Deutschland)

Natriumcarbonat Carl Roth GmbH &
Co. KG (Deutschland)

Natriumhydrogencarbonat Carl Roth GmbH &
Co. KG (Deutschland)

Natriumchlorid Carl Roth GmbH &
Co. KG (Deutschland)
und Sigma-Aldrich
Co. LLC (USA)

Natriumdihydrogenphosphat
Dihydrat

Carl Roth GmbH &
Co. KG (Deutschland)

Natriumhydroxid Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Nilrot NR Fluka Chemie GmbH
(Deutschland)
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PD 10 Chromatographiesäulen
(Sephadex G25)

GE Healthcare
(Großbritanien)

(1,10-Phenanthrolin)tris[4,4,4-
trifluoro-1-(2-thienyl)-
1,3-butandionato]europium(III)

Eu(TTFA)3(phen) Prof. Dr. U Kynast,
FH Münster
(Deutschland)

Polyallylamin PAH Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

aminierte PS NP (100 nm) Kisker Biotech
GmbH & Co. KG
(Deutschland)

carboxylierte PS NP
(100/500/1000 nm)

Kisker Biotech
GmbH & Co. KG
(Deutschland)

Streptavidin Thermo Scientific Inc.
(USA)

Streptavidin-Horseradish-
Peroxidase-Konjugat

SAv-HRP Thermo Scientific Inc.
(USA)

Tetrahydrofuran THF Merck KGaA
(Deutschland) und
Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Tris(1,3-diphenyl-1,3-
propandionato)(1,10-
phenanthrolin)europium(III)

Eu(dbm)3(phen) Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Turbo TMB-ELISA Substrate
Solution

Thermo Scientific Inc.
(USA)

meso-Tetraphenylporphyrin TPP Sigma-Aldrich Co.
LLC (USA)

Tween 20 R© AppliChem GmbH
(Deutschland)

Alle Chemikalien und Lösungsmittel wurden ohne weitere Aufreinigung eingesetzt. Das
verwendete Wasser wurde vor Verwendung an einer Reinstwasseraufbereitungsanlage
((Milli-Q R© Merck) gereinigt. Die verwendeten Mikro- und Nanopartikel wurden vor jeder
Verwendung im Ultraschallbad behandelt.

3.1.2 Allgemeine Angaben

pH-Wertmessungen. pH-Werte wurden an einem 780 pH Meter von METROHM
gemessen.
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Zentrifugation. Die Zentrifugationen wurden an einer Zentrifuge des Typs 5415D
sowie 5424R von Eppendorf durchgeführt.

3.1.3 Programme

Berechnung der log D-Werte. Die Berechnung der log D-Werte erfolgte mit
Marvin Sketch aus dem Softwarepack Marvin Beans (Version 15.9.14.0) von ChemAxon
(https://www.chemaxon.com). Die Ionenkonzentrationen wurden dabei auf 100 mM
gesetzt.

Datenauswertung. Die Auswertung aller gemessenen Parameter erfolgte mit
Microsoft Excel 2010 bzw. OriginLab OriginPro 9.0G.

Grafiken. Sofern nicht durch eine Referenz ausgewiesen, wurden die verwendeten
Grafiken mit OriginPro 9.0G, ChemDraw Prime 15.0 und Adobe Photoshop CC erstellt.

3.2 Herstellung fluoreszenter Nanopartikel

3.2.1 Farbstoffnanopartikel mittels „Top-down“- und
LbL-Verfahren

3.2.1.1 „Top-down“-Verfahren zur Synthese von Farbstoffnanopartikeln

Es wurden 1 mg SDS, 20 mg Farbstoff (C7 und C153) und 1 g Glaskugeln (∅ = 3 mm)
eingewogen und mit 2 mL Wasser vermengt. Anschließend wurde das Gemisch 15 min bei
RT im Vortexer geschüttelt (Prozedur A) und danach 15 min bei RT im Ultraschallbad
behandelt (Prozedur B). Beide Prozeduren wurden in abwechselnder Reihenfolge viermal
durchgeführt (insgesamt 2 h). Dann wurden die Glaskugeln abfiltriert und die Suspension
mit Wasser auf 10 mL aufgefüllt.

3.2.1.2 LbL-Verfahren

10 mL der Partikelsuspension wurde mit 10 mL der Polyelektrolytlösung (5 bis 20 mg/mL
PAH in 100 mM Boratpuffer (Schicht A) bzw. 5 bis 20 mg/mL ALG in 0,5 NaCl-Lösung
(Schicht B)) versetzt und 2 h bei RT geschüttelt. Anschließend wurde die Suspension
abzentrifugiert und die Partikel dreimal mit Wasser gewaschen. Die Prozedur wurde
insgesamt viermal durchgeführt, so dass die NP 4 alternierende Schichten A/B/A/B
trugen.

Zentrifugationsbedingungen. Als Zentrifugationsbedingungen wurden für die
zermahlenen NP ein relativer Zentrifugalkraft-Wert (engl. rel. centrifugal force, rcf) von
5.000 g, 60 min, bei RT gewählt.
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3.2.2 Farbstoffbeladung von Polymerpartikeln

3.2.2.1 Farbstoffbeladung

Die Farbstoffbeladung von COOH- bzw. NH2-funktionalisierten PS NP verschiedener
Größen erfolgte nach der Methode von Behnke et. al [25]. Zu 1 mL einer PS NP
Suspension (5 mg/mL) wurden 167 µL einer Farbstofflösung (0,5 - 20 mM in THF)
gegeben und für 30 min geschüttelt. Anschließend wurden 800 µL Milli-Q-Wasser
zugegeben und die Partikel abzentrifugiert, danach der Überstand abgenommen
und die Partikel in Puffer resuspendiert (Waschprozedur). Die Partikelsuspension
wurde insgesamt dreimal mit Puffer gewaschen (COOH-Funktionalisierung: 50 mM
MES-Puffer, pH 5; NH2-Funktionalisierung: 100 mM Phosphatpuffer, pH 8) und auf
eine Konzentration von 50 mg/mL aufkonzentriert.

Zentrifugationsbedingungen. Die NP wurden nach den Angaben in Tabelle 3.2 bei
20◦C bzw. RT abzentrifugiert.

Tabelle 3.2: Zentrifugationsbedingungen für PS NP bei der Beladungs- und
SAv-Kopplungsprozedur.

Material ∅NP [nm] rcf-Wert [g] Zeit [min]

PS NP 100 15.000 45 bis 60

PS NP 500 6.000 15

PS NP 1000 3.000 15

3.3 Charakterisierung der Nanopartikel

3.3.1 Physikalische Charakterisierung

3.3.1.1 Größenbestimmung und Zetapotentialmessung mittels dynamischer
Lichtstreuung

DLS- und Zetapotentialmessungen erfolgten an einem Zetasizer Nano ZS (ZEN 3600)
von Malvern. NP-Größenverteilungen und Zetapotentiale wurden mittels DLS in PS
und PMMA Makro- und Halbmikro-Küvetten in Wasser bzw. DTS1060, DTS1061 und
DTS1070 Kapillarezellen von Malvern in 10 mM Phosphatpuffer (pH = 7,4) gemessen.
Für alle verwendeten NP wurde ein Brechungsindex (Rf) von 1,59 angenommen. Die
Viskosität von Wasser wurde auf η = 0,8872 mPa·s und ein Rf von 1,33 bei 25◦C
voreingestellt. Die Equilibriumszeit wurde auf 300 s gesetzt. Der Messwinkel betrug 173◦.
Das Analysenmodell wurde auf „General porpuse“ bzw. „Auto mode“ eingestellt. Für
Zetapotentialmessungen wurde die Smoluchowski-Methode gewählt.
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3.3.1.2 REM und TEM

Elektronenmikroskopische Aufnahmen wurden unter der Leitung von Iryna Driehorst
und Sören Selve an der Technischen Universität Berlin an einem Hitachi S-2700 bzw.
S-520 und einem FEI Tecnai G2 20 S-TWIN durchgeführt.

3.3.2 Chemische Charakterisierung

3.3.2.1 Oberflächenfunktionalisierungsdichte der PS NP

Die konduktometrischen Messungen wurden an einem Microprocessor Conductivity
Meter LF 537 der Wissenschaftlich-Technische Werkstätten Weilheim durchgeführt.
Laut Herstellerangaben entsprach die Anzahl an derivatisierbaren COOH- und
NH2-Gruppen für die 100 nm PS NP (-COOH, -NH2) 4 nmol/mg und für 500 und
1000 nm PS NP (-COOH) 2 nmol/mg.
Zusätzlich wurden die totalen Mengen an funktionellen COOH- bzw. NH2-Gruppen der
verwendeten NP (10 mL, 0,5 mg/mL) in einer Dreifachbestimmung konduktometrisch
[136, 137] durch Zugabe von Natronlauge bzw. Salzsäure (10 mM) mittels zweifacher
Hin- und Rücktitration bestimmt.

3.3.3 Optische Charakterisierung

3.3.3.1 Absorptions-, Fluoreszenz- und Quantenausbeutemessungen.

Extinktionen und Absorptionsspektren wurden an einem Spekord 210 Plus von
Analytik Jena und Cary 5000 von Varian und Fluoreszenzspektren an einem
FSP 920 von Edinburgh Instruments Ltd. in 111-QS Quarzglasküvetten von
Hellma bei RT aufgenommen. Die Quantenausbeuten wurden absolut an einem
Quantaurus-QY-C11347-11 von Hamamatsu Photonics in Quarzglasküvetten mit langem
Hals bestimmt.

3.3.3.2 Bestimmung der Extinktionskoeffizienten der Farbstoffe

Zur Bestimmung der Extinktionskoeffizienten ǫ(λ) wurden drei Farbstoffkonzentrationen
(1, 5 und 10 µM) je Farbstoff in EtOH hergestellt und die Extinktionen bei definierten
Wellenlängen in 1x1 cm Quarzglasküvetten gemessen. Als Referenz wurde EtOH
verwendet. ǫ(λ) ergibt sich demnach aus dem Lambert-Beer’schen Gesetz (Gleichung
2.6).

3.3.3.3 Bestimmung der Quantenausbeuten der Farbstoffe

Zur Bestimmung der absoluten Quantenausbeute der Farbstoffe in EtOH wurden
Farbstofflösungen mit Extinktionen von 0,1 im Absorptionsmaximum gewählt. Als
Referenz wurde EtOH verwendet.
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3.3.3.4 Bestimmung der Quantenausbeuten der in PS NP eingequollenen
Farbstoffe

Zur Bestimmung der absoluten Quantenausbeute der in PS NP eingequollenen
Farbstoffe wurden zuvor die Konzentrationen der NP-Suspensionen in Wasser so
eingestellt, dass die sich in Absorption ergebenden Extinktionsspektren und dem
darin enthaltenen Streulichtbeitrag mit dem Extinktionsspektrum der verwendeten
Referenzprobe überdecken. Die gemessenen Extinktionen der Farbstoffpartikel lagen im
Maximum bei 0,1. Als Referenzprobe wurden unbeladene PS NP gleicher Größe und
Funktionalität in Wasser verwendet.

3.3.3.5 Streukurvenkorrektur und Bestimmung der NP-Konzentration

Durch die Probenpräparation kann es durch die Verdünnungs-, Aufkonzentrations- und
Waschschritte zu Partikelverlust, d.h. zu einer Veränderung der Ausgangskonzentration
(50 mg/mL), kommen. Zur Bestimmung der NP-Konzentrationen wurde eine
Streukurve (Absorptionsspektrum) von unbeladenen PS NP bekannter Konzentration
in Wasser aufgenommen. Als Referenzprobe wurde Wasser verwendet. Anschließend
wurden die beladenen NP-Proben so verdünnt, dass die gemessenen Streukurven
mit der der unbeladenen NP-Probe übereinstimmen. Durch die Kenntnis der
Ausgangskonzentrationen und der zugegebenen Volumina aller Proben kann
unter der Annahme identischer Partikel und identischem Streuverhalten auf die
Partikelkonzentrationen der beladenen Partikel rückgeschlossen werden.

3.3.3.6 Bestimmung der Farbstoffbeladungsmenge der PS NP

Die Bestimmung der Farbstoffbeladungsmenge wurde nach zwei vergleichbaren Methoden
von Laux et. al [58] durchgeführt. Methode A: Hierbei wurden 1 - 10 µL der gefärbten
PS NP mit bis zu 2000 µL EtOH verdünnt und nach 30 min die Partikel bei RT
bei höchstmöglichem rcf-Wert abzentrifugiert. Methode B: Hierbei wurden 1 - 10 µL
der gefärbten PS NP mit bis zu 2000 µL THF aufgelöst. Anschließend wurden bei
beiden Methoden die Absorptionsspektren der Farbstoffe aufgenommen und nach dem
Lambert-Beer’schen-Gesetz unter Kenntnis des Extinktionskoeffizienten die Menge an
Farbstoff pro mg PS errechnet.

3.4 Herstellung und Charakterisierung der
Nanopartikel-SAv-Konjugate

3.4.1 Streptavidin-Konjugation

3.4.1.1 Kovalente Anbindung von Streptavidin an carboxy-funktionalisierte
PS NP mittels EDC

Die direkte kovalente Anbindung von SAv an NP mittels EDC erfolgte nach einer
modifizierten Vorschrift von Hermanson et. al [18]. Es wurden dabei jeweils ein Edukt
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(EDC oder SAv) variiert und das zweite (EDC oder SAv) konstant gehalten, um den
Einfluss auf die SAv-Kopplung zu testen (siehe auch Anhang, Tabelle 7.3.
Variante A - Variation der EDC-Menge: 0; 1; 3; 6; 9; 12; 15; 18; 21; 24; 27 und 30 µL
einer EDC-Lösung (15 mM in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) und jeweils 12 µL einer
SAv-Lösung (2,5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) wurden zu jeweils 200 µL
einer Suspension von COOH-funktionalisierten NP (5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer,
pH = 7,4) gegeben.
Variante B - Variation der SAv-Menge: 15; 18; 21; 24; 27 und 30 µL einer SAv-Lösung
(2,5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4), jeweils 12 µL einer EDC-Lösung
(15 mM in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) wurden zu jeweils 200 µL einer Suspension
von COOH-funktionalisierten NP (5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4)
gegeben.
Variante C - Variation der EDC und SAv-Menge: 24 bzw. 30 µL einer EDC-Lösung
(15 mM in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) und jeweils 24 bzw. 30 µL einer
SAv-Lösung (2,5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) wurden zu jeweils 200 µL
einer Suspension von COOH-funktionalisierten NP (5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer,
pH = 7,4) gegeben.
Die Reaktionsmischungen schüttelten 5 h bei RT und anschließend wurden die Partikel
zweimal mit MilliQ-Wasser gewaschen und die Suspension auf 200 µL (5 mg/mL PS NP)
eingestellt.

3.4.1.2 Kovalente Anbindung von Streptavidin an carboxy-funktionalisierte
PS NP mittels EDC und sulfo-NHS

Optimierungsexperimente. Die direkte kovalente Anbindung von SAv an NP mittels
EDC/sulfo-NHS erfolgte nach einer modifizierten Vorschrift von Hermanson et. al [18].
Es wurden dabei jeweils entweder EDC/ sulfo-NHS oder SAv variiert, um den Einfluss
auf die SAv-Kopplung zu testen (siehe auch Anhang, Tabelle 7.4).
Variante A: Jeweils 4, 8, 16 und 32 µL einer EDC-Lösung (150 mM in 50 mM MES-Puffer,
pH = 5) und 2, 4, 8 und 16 µL einer sulfo-NHS-Lösung (300 mM in 50 mM MES-Puffer,
pH 5) wurden zu 200 µL einer Suspension von COOH-funktionalisierten NP (50 mg/mL
in 50 mM MES-Puffer, pH = 5) gegeben und 1 h bei RT geschüttelt. Anschließend wurden
die Partikel einmal gewaschen, umgepuffert (100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) und auf
200 µL Volumen eingestellt. Nach dem Waschen wurden jeweils 80 µL einer SAv-Lösung
(11,7 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) gegeben und das Reaktionsgemisch
für mindestens 3 h (bzw. über Nacht) geschüttelt.
Variante B: Jeweils 8 µL einer EDC-Lösung (150 mM in 50 mM MES-Puffer, pH = 5) und
4 µL einer sulfo-NHS-Lösung (300 mM in 50 mM MES-Puffer, pH 5) wurden zu 200 µL
einer Suspension von COOH-funktionalisierten NP (50 mg/mL in 50 mM MES-Puffer,
pH = 5) gegeben und 1 h bei RT geschüttelt. Anschließend wurden die Partikel einmal
gewaschen, umgepuffert (100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) und auf 200 µL Volumen
eingestellt. Nach dem Waschen wurden jeweils 5, 10, 20, 40 und 80 µL einer SAv-Lösung
(11,7 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) gegeben und das Reaktionsgemisch
für mindestens 3 h (bzw. über Nacht) geschüttelt.
Im Anschluss wurden die Partikel aus Variante A bzw. B dreimal mit Milli-Q-Wasser
gewaschen, der Überstand des Reaktionsgemisches aufbewahrt und die Suspension auf
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200 µL (50 mg/mL PS NP) eingestellt.

SAv-Anbindung via EDC/ sulfo-NHS-Kopplung. Die SAv-Anbindung erfolgte
nach der Vorschrift der Optimierungsexperimente. Es wurden dafür 32 µL der
EDC-Lösung, 16 µL einer sulfo-NHS-Lösung, 80 µL einer SAv-Lösung und 800 µL einer
Suspension von COOH-funktionalisierten NP verwendet. Die Konzentration und der
pH-Wert des Puffers entsprach ebenfalls der vorherigen Vorschrift. Die NP-Suspension
wurde nach dem Waschen und Umpuffern jeweils auf 800 µL eingestellt.

3.4.1.3 Kovalente Anbindung von Streptavidin an amino-funktionalisierte
PS NP

Die SAv-Funktionalisierung erfolgte nach einer Methode von Steinhauser et. al [138–
140]. 200 µL einer NHS-PEG-MAL-Lösung (80 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer,
pH = 8) wurden zu 800 µL einer Suspension von NH2-funktionalisierten PS NP
(25 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 8) gegeben. Anschließend wurde das
Reaktionsgemisch für 4 h bei RT geschüttelt und danach zweimal mit Phosphatpuffer
(100 mM, ph = 8) gewaschen. Für die Thiolysierung von SAv wurden 320 µL
einer 2-Iminothiolanhydrochloridlösung (1,25 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer,
pH = 8) und 400 µL des Phosphatpuffers (pH = 8) zu 80 µL einer SAv-Lösung
(11,7 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) gegeben, das Gemisch für 2 h
bei RT geschüttelt und danach säulenchromatographisch (PD-10-Chromatographiesäule,
100 mM Phosphatpuffer, pH = 8) gereinigt. Die Bestimmung der Konzentration
erfolgte über ein BCA-Assay und die Bestimmung des Thiolysierungsgrades über den
Ellman’s Test. 1 mL des thiolisierten SAv (0,87 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer,
pH = 8) wurden zu 800 µL der PEG-MAL-funktionalisierten NP (25 mg/mL in
100 mM Phosphatpuffer, pH = 8) gegeben und über Nacht bei RT geschüttelt. Im
Anschluss wurden die Partikel dreimal mit Milli-Q-Wasser gewaschen, der Überstand
des Reaktionsgemisches für die Bestimmung der Massenbilanz aufbewahrt und die
Suspension auf 800 µL (25 mg/mL PS NP) eingestellt.

Thiolysierung von SAv. Zur Optimierung des Thiolysierungsgrades wurden 320,
620 und 920 µL einer 2-Iminothiolanhydrochloridlösung (1,25 mg/mL in 100 mM
Phosphatpuffer, pH = 8) und 400 µL des Phosphatpuffers (pH = 8) zu 80 µL
einer SAv-Lösung (11,7 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) gegeben.
Das Gemisch wurde für 2 h bei RT geschüttelt und danach säulenchromatographisch
(PD-10-Chromatographiesäule) gereinigt. Die Bestimmung des Thiolysierungsgrades
erfolgte über den Ellman’s Test.

Bestimmung des Extinktionskoeffizienten von SAv. Die Bestimmung des
Extinktionskoeffizienten von SAv erfolgte über Absorptionsmessungen von SAv
verschiedener Konzentrationen in Wasser bei einer Wellenlänge von 280 nm und der
Anwendung des Lambert-Beer’schen-Gesetzes.

Ellman’s Test. Der Ellman’s Test wurde nach Literaturmethoden [118–123]
für die Bestimmung von kovalent gebundenen Thiol-Gruppen an SAv in
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einer Küvette an einem UV/Vis-Spektrometer bzw. in einer transparenten
Glas-MTP an einem MTP-Auslesegerät durchgeführt. Hierzu wird eine
5,5’-Dithiobis(2-nitrobenzoesäure)-Lösung (10,1 mM portionsweise, 0,8 µL/Portion)
zu einer Lösung thiolisierten SAv (in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 8) bekannter
Konzentration (ermittelt über den BCA-Assay) gegeben und ein Absorptionsspektrum
vor der ersten und nach der portionsweisen Zugabe mit jeweils 15 min Wartezeit
aufgenommen, bis die Absorptionsbande bei 412 nm nicht weiter anstieg. Anschließend
wurde der Thiolisierungsgrad aus der Absorption des vollständig entstandenen
p-Nitrothiophenols bei 412 nm (ǫ = 13.600 L mol-1cm-1) und der Absorption der
Absorptionsbande des SAv bei 280 nm (ǫ = 187.000 L mol-1cm-1) aus der ersten
Absorptionsmessung nach Formel 2.20 aus Abschnitt 2.3.1.4 berechnet.

3.4.2 BCA-Assay und Biotin-FITC-Titration

3.4.2.1 Absorptions- und Fluoreszenzmessungen

Absorptions- und Fluoreszenzmessungen der BCA- und Biotin-FITC-Assays wurden
an einem Infinite M200Pro von Tecan in 96 Well-Mikrotiterplatten (schwarz mit
transparentem Boden bzw. transparent aus Polystyrol) von Greiner (Best.-Nr.: 655801,
655087) durchgeführt.

3.4.2.2 BCA-Assay

Der BCA-Assay wurde für die Bestimmung der SAv-Konzentration nach der
Vorschrift mit dem BCA-Assay Kit von Thermo Scientific Inc. in einer transparenten
96-Well MTP bei RT durchgeführt. Hierbei wurden in einer Dreifachbestimmung
jeweils 25 µL der unverdünnten Probe bzw. des Standards (9 Standards
von 0 bis 2.000 µg/mL SAv) pro Well pipettiert, anschließend 200 µL der
Reaktionslösung (50:1, BCA-Reagenz:Kupfer(II)-Reagenz) zugegeben, die MTP für
4 h auf einem Probenschüttler geschüttelt und danach an einem MTP-Auslesegerät
das Absorptionssignal in einem Wellenlängenbereich von 552 bis 572 nm gemessen.
Anschließend wurden die Absorptionen gegen die bekannten Konzentrationen der
Standards grafisch aufgetragen und die Kurve gefittet. Daraus wurden die unbekannten
SAv-Konzentration der Proben ermittelt.
Für die Bestimmung der NP-gebundenen SAv-Mengen wurde die Vorschrift in einer
abgewandelten Form angewandt. In einer Dreifachbestimmung wurden 40 bzw. 50 µL
der unverdünnten Suspension in ein Probenröhrchen gegeben und mit 320 bzw. 400 µL
der Reaktionslösung versetzt. Die Reaktionszeit der Proben im Schüttler betrug für die
100 nm PS NP 3,5 h und für die 500 nm PS NP NP 4 h. Im Anschluss wurden die
Proben bei 21.500 g (45 min) für die 100 nm PS NP bzw. bei 16.000 g (7 min) für die
500 nm PS NP bei RT abzentrifugiert, jeweils 225 µL des Überstandes in jeweils ein Well
einer transparenten 96-Well MTP überführt und in Absorption UV/Vis-spektroskopisch
vermessen. Zur Bestimmung der Konzentration der SAv-Stammlösung, hergestellt nach
der Arbeitsanweisung von Thermo Scientific Inc., wurde der Stamm im Verhältnis 1:10
mit Phosphatpuffer (100 mM, pH = 7,4) verdünnt und nach der zuvor genannten
Prozedur analysiert.
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3.4.2.3 Biotin-FITC-Titration

Die Biotin-FITC-Titration wurde nach bekannten Literaturmethoden [61, 129–134] für
die Bestimmung von SAv an NP und in Überständen optimiert. Die Probenvorbereitung
und Durchführung erfolgte in einer schwarzen 96-Well MTP mit transparentem Boden
bei RT. In 12 verschiedene Wells wurden jeweils 100 µL der verdünnten Probe (1:28 in
100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4) gegeben und anschließend erfolgte die Zugabe von
0; 0,15; 0,3; 0,45; 0,6; 0,9; 1,2; 1,5; 1,8; 2,4; 3,0 und 3,6 µL der B4F-Lösung (160 µM
in 100 mM Phosphatpuffer, pH = 7,4). Während der Reaktion wurde die MTP bei
RT für 30 min geschüttelt und anschließend das Fluoreszenzsignal (λex = 485 nm;
λem = 525 nm) an einem MTP-Auslesegerät detektiert. Nach der Auftragung der
gemessenen Fluoreszenzsignale gegen die zugegeben B4F-Stoffmengen konnte nach der
linearen Regression (RGP-Funktion; Excel) im Schnittpunkt der beiden Geraden die
Menge an SAv-gebundenem B4F ermittelt werden.
Zur Bestimmung der SAv-Konzentration der SAv-Stocklösung, hergestellt nach der
Arbeitsanweisung von Thermo Scientific Inc., wurde der Stock im Verhältnis 1:10 mit
Phosphatpuffer (100 mM, pH = 7,4) verdünnt und nach der zuvor genannten Prozedur
analysiert.
Zur Bestimmung der SAv Menge von den Stammlösungen und den Überständen wurde
ein Stöchiometriefaktor von 4 Biotinmolekülen pro SAv angenommen.

Test zum Einfluss der Farbstoffe auf die SAv-Funktionalität.
SAv-funktionalisierte, unbeladene 100 nm PS NP (carboxyliert) wurden nach der
Vorschrift aus Abschnitt 3.2.2.1 mit den Farbstoffen C153 (10 mM), TPP (2 mM),
Nilrot (2 mM) und F305 (10 mM) beladen bzw. mit THF (gleiches Mischungsverhältnis)
behandelt und anschließend mit Wasser gewaschen.

3.4.2.4 Berechnung der totalen und aktiven gebundenen Streptavidinmenge
pro PS NP

Die Anzahl von gebundenen SAv-Molekülen pro NP wurde als Quotient der bestimmten
totalen und aktiven SAv-Menge, hervorgehend aus den Daten vom BCA-Assay und der
Biotin-FITC-Titration, und der eingesetzten Menge an NP ermittelt. Für die Berechnung
wurden die NP als sphärische Partikel mit einer Dichte ρ = 1050 kg/m3 für PS
angenommen. Für die Berechnung des maximalen Bedeckungsgrades von SAv pro 100 nm
und 500 nm PS NP wurde eine monomolekulare Bedeckung von SAv mit einer sphärischen
Gestalt mit einem Durchmesser ∅SAv = 4,7 nm angenommen.

3.4.2.5 Berechnung der Massenbilanz

Die Berechnung der Massenbilanz (MB) erfolgte durch die Summe von
partikelgebundener SAv Menge (nSAvNP) und ungebundener Menge an SAv im
Überstand (nSAvÜberstand). Bei der Übereinstimmung mit der eingesetzten Menge SAv
(nSAvZugabe.) ergibt sie sich zu 100%.

MB =
nSAvNP + nSAvÜberstand

nSAvZugabe
(3.1)
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3.5 Durchführung der CRP-Immunoassays

Absorptions- und Fluoreszenzmessungen. Absorptions- und
Fluoreszenzmessungen der Immunoassays wurden an einem Infinite M200Pro von
Tecan in 96 Well-Mikrotiterplatten (schwarz mit transparentem Boden bzw. transparent
aus Polystyrol, hochbindend) von Greiner (Best.-Nr.: 655081, 655097) durchgeführt.

Waschschritte. Das Waschen der Mikrotiterplatten erfolgte an einem
HydroFlex-Mikrotiterplattenwascher von Tecan.

Antikörper und Antigen. Zum Aufbau eines CRP Sandwichimmunoassays als
Standardmodellassay wurden ein monoklonaler (Maus) Anti-CRP Fängerantikörper
(10-C189B), ein biotinylierter monoklonaler (Maus) Anti-CRP Detektionsantikörper
(1B-484-C100) und Humanes CRP (30-AC05S) kommerziell erworben, aliquotiert und
bei -20◦C gekühlt gelagert.

Allgemeine Parameter und Bedingungen. Alle Immunoassays und alle Messungen
wurden in hochbindenden 96-Well-MTP bei RT durchgeführt. Die Zugabe erfolgte mit
einer 8- bzw. 12-Kanal-Pipette. Der Inkubationsschritt erfolgte auf einem Schütteltisch
und die MTP-Waschprozedur in einem MTP-Wascher mit Wasch-Puffer mit 4
Wiederholungen je Waschschritt.
Für den Aufbau und die Durchführung des CRP Sandwichimmunoassays wurden
verschiedene Puffer- und Reaktionslösungen hergestellt:

Pufferlösungen

• Coating-Puffer: (50 mmol/L NaCO3; pH 9,6)

• Waschpuffer: (80 mmol/L PBS-Puffer, Na2HPO3/NaH2PO3/NaCl; 0,05 v/v%
Tween 20 R©; pH 7,6)

• Blocking-Puffer: (Waschpuffer; 1 w/v% BSA)

Reaktionslösungen

• Fängerantikörperlösung (A): (1 µg/mL 10-C189B in Coating-Puffer)

• CRP Proteinstandards (B): (0 bis 1.000.000 pg/mL 30-AC05S) in
Blocking-Puffer)

• Detektionsantikörperlösung (C): (0,5 µg/mL 1B-484-C100 in Blocking-Puffer)

• SAv-HRP-lösung (D): (0,1 µg/mL in Blocking-Puffer)

• PS NP-SAv-Konjugat-Suspension (E): (0,1 mg/mL PS NP in Blocking-Puffer)
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3.5.1 CRP-ELISA

Die Durchführung des CRP-ELISA erfolgte nach abgewandelten Vorschriften von
Fitzgerald Industries Int. und Thermo Scientific Inc.

Durchführung

1. Schritt:

(a) Zugabe von 50 µL der Fängerantikörperlösung (A) pro Well
(b) Inkubationszeit: 2 h
(c) 4x Waschen

2. Schritt:

(a) Zugabe von 300 µL des Blocking-Puffers pro Well
(b) Inkubationszeit: 30 min
(c) 4x Waschen

3. Schritt:

(a) Zugabe von 50 µL der Standards (B) pro Well
(b) Inkubationszeit: 1 h
(c) 4x Waschen

4. Schritt:

(a) Zugabe von 50 µL der Detektionsantikörperlösung (C) pro Well
(b) Inkubationszeit: 1 h
(c) 4x Waschen

5. Schritt:

(a) Zugabe von 50 µL der SAv-HRP-lösung (D) pro Well
(b) Inkubationszeit: 1 h
(c) 4x Waschen

6. Schritt:

(a) Zugabe von 100 µL der TMB-Substrat-Lösung pro Well
(b) Inkubationszeit: 30 min
(c) Zugabe von 100 µL 2 mol/L Schwefelsäure
(d) Auslesen des Absorptionssignals bei λ = 450 nm am MTP-auslesegerät

Parameter und Auswertung. Die gemessenen Absorptionen aus drei Assays wurden
gemittelt und die Standardabweichung errechnet. Im Anschluss wurden die Mittelwerte
gegen die verwendeten CRP-Konzentrationen grafisch aufgetragen und die Kurve
mittels 5PL-Fit (siehe Abschnitt 2.1.3.3) angepasst. Dabei wurde der Fitbereich auf
CRP-Konzentrationen von 1 bis 1.000.000 pg/mL festgelegt und keine Gewichtung
eingestellt. Das Detektionslimit (LOD) wurde aus den mindestens 3 Messungen von
Proben ohne CRP-Zugabe (nur Zugabe von Blocking-Puffer) nach Gleichung 2.8
berechnet.
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3.5.2 Partikelbasierte CRP-Immunoassays

Die Durchführung des partikelbasierten CRP-FIA erfolgte nach dem abgewandelten
Protokoll des CRP-ELISA aus Abschnitt 3.5.1, wobei die Schritte 1 bis 4 identisch sind.

Durchführung

5. Schritt:

(a) Zugabe von 50 µL der PS NP-SAv-Konjugat-Suspension (E) pro Well
(b) Inkubationszeit: 1 h
(c) 4x Waschen

6. Schritt:

(a) Zugabe von 200 µL Wasch-Puffer pro Well
(b) Auslesen der Fluoreszenzintensität im wässrigen Milieu
(c) Waschpuffer mit Pipette entfernen
(d) Zugabe von 200 µL EtOH: pro Well
(e) Inkubationszeit: 5-30 min
(f) Auslesen der Fluoreszenzintensität im EtOH

3.5.2.1 Parameter und Auswertung

Mittels MTP-Auslesegerät wurden in Fluoreszenz die Signale je Well in einer
Dreifachmessung ausgelesen. Die Anregungs- und Emissionswellenlängen sind in Tabelle
3.3 angegeben. Sofern nicht anders angegeben lag tLag bei 0 µs. Für Eu(TTFA)3(phen)
wurde zudem bei tLag = 40 µs gemessen. ZPos wurde auf 16048 µm, tInt auf 20 µs und #Blitz

auf 10 eingestellt. Der Gain der Detektorspannung wurde für die einzelnen Label auf
die höchste CRP Proteinstandardkonzentration hin optimiert oder zur Vergleichbarkeit
verschiedener Label angepasst. Die gemessenen relativen Fluoreszenzintensitäten
aus drei Messungen wurden gemittelt und die Standardabweichung errechnet. Im
Anschluss wurden die Mittelwerte gegen die verwendeten CRP-Konzentrationen grafisch
aufgetragen und die Kurve mittels 5PL-Fit (siehe Abschnitt 2.1.3.3) angepasst. Dabei
wurde der Fitbereich auf CRP-Konzentrationen von 1 bis 1.000.000 mg/mL festgelegt
und keine Gewichtung eingestellt. Das Detektionslimit (LOD) wurde aus den mindestens
3 Messungen von Proben ohne CRP-Zugabe (nur Zugabe von Blocking-Puffer) nach
Gleichung 2.8 berechnet.

3.5.3 Test unspezifischer und spezifischer Wechselwirkungen
SAv-funktionalisierter 100 und 500 nm PS NP

In verschiedene Kavitäten einer MTP wurden jeweils 350 µL eines Phosphatpuffers
(100 mM, pH 7,4) (A), einer BSA-Lösung (0,5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer, pH
7,4) (B) und einer BSA-Biotin-Konjugat-Lösung (0,5 mg/mL in 100 mM Phosphatpuffer,
pH 7,4) (C) gegeben Die MTP wurde über Nacht bei RT geschüttelt und anschließend
zweimal mit Phosphatpuffer (100 mM, pH 7,4) gewaschen. Anschließend wurden in die
jeweiligen Kavitäten A, B und C 350 µL SAv-funktionaliserte, C153-beladene (10 mM)
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Tabelle 3.3: Anregungs- und Emissionswellenlängen der verwendeten Farbstoffe im NP
und nach Extraktion.

Farbstoff λex λem

Farbstoff [nm] [nm]

C153 423 533

NR 550 640

Lumogen R© F305 540 620

Itrybe 615 780

Eu(TTFA)3(phen) 345 613

100 nm PS NP mit und PEG und 500 nm PS NP ohne PEG (1,4 mg/mL in 100 mM
Phosphatpuffer, pH 7,4) gegeben, die MTP für 1 h bei RT geschüttelt und dann
zweimal mit Phosphatpuffer (100 mM, pH 7,4) gewaschen. Im Anschluss wurde 350 µL
EtOH zugegeben und das Fluoreszenzsignal nach den Bedingungen aus Abschnitt 3.5.2.1
gemessen.



4 Ergebnisse und Diskussion

Durch den Einsatz von farbstoffbeladenen NP als Label in Immunoassays soll eine
möglichst hohe Signalintensität erreicht werden, um die Sensitivität des Assays zu
steigern. Hierbei wurden systematisch verschiedene Parameter wie Farbstoff, NP,
SAv-Funktionalisierung und Messmethode variiert und zum Abschluss mit einem
herkömmlichen ELISA verglichen.

4.1 Herstellung und Charakterisierung der
fluoreszenten Nanopartikel

4.1.1 Auswahl der Farbstoffe und Nanopartikel

4.1.1.1 Farbstoffauswahlkriterien

Als Grundlage des Aufbaus eines sehr empfindlichen und modularen
Sandwichimmunoassays dienen SAv-funktionalisierte Farbstoff-NP. Auf dieser Basis
sollten die ausgewählten Farbstoffe folgende Kriterien erfüllen: Der Farbstoff sollte
(a) nicht in Wasser löslich und somit hydrophob sein, da sich sonst die Partikel
entweder während der Assaydurchführung auflösen oder der Farbstoff extrahiert wird,
(b) fluoreszent sein, da Fluoreszenz empfindlicher als Absorption ist, (c) eine sehr hohe
Brillanz, d.h. einen hohen Extinktionskoeffizienten und eine hohe Quantenausbeute
aufweisen, (d) einen großen Stokes Shift besitzen, um Reabsorption zu vermeiden, (e)
thermisch stabil und (f) photostabil sein, um ein mögliches Ausbleichen der Partikel zu
verhindern, (g) preiswert sein, (h) ggf. eine Absorptionsbande bei 400 nm bzw. 450 nm
aufweisen, da bei diesen Wellenlängen typische Auslesegeräte in der Medizin arbeiten,
und (i) in organischen, nicht-toxischen Lösungsmitteln wie EtOH, die eine MTP nicht
angreifen können, löslich sein.
Als geeignete Kandidaten wurden Cumarin 7 (C7), Cumarin 153 (C153) aus der Klasse
der Cumarin-Farbstoffe und meso-Tetraphenylporphyrin (TPP) aus der Klasse der
Porphyrine aufgrund ihrer Absorptionsbanden im Wellenlängenbereich von 400 bis
450 nm und ihres hohen molaren dekadischen Extinktionskoeffizienten identifiziert
(Abbildung 4.1 (a)-(c)). Cumarin-Farbstoffe werden auf Grund ihrer spektroskopischen
Eigenschaften häufig als Laserfarbstoffe eingesetzt [141, 142] und zeigen in organischen
Lösungsmitteln eine sehr hohe Quantenausbeute. TPP ist in Ethanol nur mäßig löslich
und zeigt nur eine geringe Quantenausbeute, zeichnet sich aber durch einen sehr hohen
molaren Extinktionskoeffizienten im Spektralbereich 400 - 450 nm aus. Aufgrund seiner
schmalen und stark ausgeprägten Absorptionsbande im UV-Bereich (Soret-Bande) [143]

49
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Tabelle 4.1: Spektroskopische Eigenschaften der verschiedenen Farbstoffe: Absorptions-
λabs und Emissionsmaximum λem, Extinktionskoeffizient ǫ(λabs) und Quantenausbeute
Φf. a [150]

Farbstoff λabs ǫ(λabs) λem Φf Lsm.

[nm] [mol-1cm-1L] [nm] [ %]

C153 423 17900 525 57 EtOH

C7 436 50800 492 93 EtOH

Eu(TTFA)3phen 352 57200 612 24 THF

Eu(dbm)3phen 342 57200 614 1 THF

F305 577 41100 614 63 EtOH

Itrybe 608 55800 766 22a EtOH

NR 548 36200 628 72 EtOH

TPP 417 479000 653 7 THF

ist TPP jedoch besonders gut geeignet, Signale in Absorption in Immunoassays zu
detektieren. Unabhängig von ihrer Anregungs- bzw. Emissionswellenlänge wurden auch
weitere Farbstoffe ausgewählt wie bspw. der Laserfarbstoff Nilrot (Abbildung 4.1 (d)).
Aufgrund seines solvatochromen Verhaltens findet dieser Phenoxazin-Farbstoff häufig
Anwendung beim Anfärben von Zellen oder als Polaritätssonde [144–149]. Zudem
besitzt Nilrot einen sehr großen Stokes Shift. Der kationische Heptamethin-Farbstoff
Itrybe [140,150] ist ebenfalls geeignet. Er besitzt eine sehr breite Absorptionsbande und
emittiert im NIR-Bereich (Abbildung 4.1 (e)) innerhalb des diagnostischen Fensters, in
dem die Absorption, Streuung und Autofluoreszenz von Wasser und Blutbestandteilen
auf ein Minimum reduziert ist [140, 151]. Des Weiteren besitzt Itrybe in polaren
und protischen Lösungmitteln gegenüber anderen NIR-Farbstoffen eine sehr hohe
Quantenausbeute. Auch der photostabile Lumogen R©-Farbstoff F305 [152–155] zeichnet
sich als potentieller Kandidat aus. Er gehört zu der Klasse der Perylenbisimide, die
im Allgemeinen für ihre hohe Brillanz, thermische und chemische Stabilität und ihre
Löslichkeit in organischen Lösungsmitteln (Abbildung 4.1 (f)) bekannt sind [156].
Lanthanoid-Komplexverbindungen werden ebenfalls in Immunoassays, unter anderem
in Multiparameterassays [157], beim Bau von organischen Leuchtdioden (OLED) oder
als Laserfarbstoffe [158] eingesetzt. Als vielversprechend gelten Eu(TTFA)3phen und
Eu(dbm)3phen (Abbildungen 4.1 (g) und (h)) [159–161]. Solche Eu-Komplexe mit
β-Diketonato-Liganden absorbieren im UV-Bereich und emittieren bei 612 nm, wobei
die Emissionsbanden sehr schmal sind. Sie besitzen eine hohe Quantenausbeute, eine
lange Lebensdauer und sind für zeitverzögerte Fluoreszenzmessungen gut geeignet [162].
Die spektralen Eigenschaften der Farbstoffe (a)-(h) sind in Tabelle 4.1 zusammengefasst.
Die Strukturformeln sind in Abbildung 7.2 im Anhang gezeigt.
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(a) Cumarin 7 (b) Cumarin 153

(c) meso-Tetraphenylporphyrin (d) Nilrot

(e) Itrybe (f) Lumogen R© F305

(g) Eu(TTFA)3phen (h) Eu(dbm)3phen

Abbildung 4.1: Normierte Absorptions- (blau) und Emissionsspektren (rot) der
verschiedenen Farbstoffe.
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Abbildung 4.2: Log D-Werte verwendeter Farbstoffe.

4.1.1.2 Log D-Werte

Zum Abschätzen der Hydrophobizität der Farbstoffe kann der log D-Wert herangezogen
werden, welcher theoretisch berechnet werden (siehe Anhang, Gleichung 7.1) und
pH-Wert-abhängig sein kann. Werte von > 0 entsprechen dabei hydrophoben Farbstoffen.
Wie aus Abbildung 4.2 hervorgeht, liegen die Werte aller Farbstoffe bei einem pH-Wert
von 7 bei einem log D-Wert von über 3,5. Bei der Herstellung der NP kann der pH-Wert
durch die Zugabe von Zusatzstoffen und organischen Lösungsmitteln variieren, jedoch
können auch über weite pH-Wertbereiche die log D-Werte als konstant angenommen
werden (siehe Abbildung 4.2). Als besonders hydrophob erweist sich dabei F305,
gefolgt von den Lanthanoidkomplexen und TPP. Im Allgemeinen besitzen polyzyklische,
aromatische Stoffe höhere log D-Werte.

4.1.1.3 Nanopartikelauswahlkriterien

Neben den Anforderungskriterien an die Farbstoffe stellen sich auch Anforderungen
an die partikulären Label, die sich unter anderem vom Ziel ableiten, möglichst
hohe Signalintensitäten durch Verkapseln großer Farbstoffmengen zu erreichen,
definierte Mengen an Farbstoff je NP einzubauen, um reproduzierbare Immunoassays
durchzuführen, und ausreichende Mengen an zugänglichen funktionellen Gruppen zur
Anbindung von SAv zur Verfügung zu haben. Dabei ist es von besonderem Interesse,
dass die NP (a) sich in einem wässrigen Medium nicht auflösen lassen, jedoch
in einem organischen Lösungsmittel auflösbar sind oder sich der Farbstoff aus der
Partikelmatrix extrahieren lässt. Am geeignetsten ist ein nicht-toxisches Lösungsmittel
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wie EtOH. Zudem müssen die NP (b) im wässrigen Milieu bei verschiedenen
pH-Werten suspendierbar sein, und nicht zur Aggregation neigen, und sich (c) definiert
und reproduzierbar mit einer engen Größenverteilung (d) kostengünstig und einfach
herstellen lassen. (e) An ihrer Oberfläche müssen die NP funktionelle Gruppen zur
kovalenten Anbindung von Biomolekülen tragen. Zudem sollen die biofunktionalisierten
NP (f) spezifisch an die Detektionsantikörper binden und (g) geringe unspezifische
Wechselwirkungen mit der MTP sowie der biologischen Matrix aufweisen.
Für die Herstellung der NP-Label wurden entsprechend der beschriebenen Kriterien zwei
partikuläre Systeme, Farbstoff-NP mittels „Top-down“-Verfahren (Abschnitt 4.1.2.1) und
PS NP, welche mit Farbstoffen beladen werden (Abschnitt 4.1.3.1), ausgewählt.

4.1.2 Farbstoffnanopartikel mittels „Top-down“-Verfahren

4.1.2.1 Herstellung durch Nassmahlung

Nach Brümmel et al. [23, 24, 56, 57] lassen sich solche Systeme durch Nassmahlung von
Farbstoffen und zeitgleicher Tensidstabilisierung herstellen. Zudem dienen die geladenen
Tenside dazu, die Partikel im Anschluss zu funktionalisieren, was durch das Beschichten
mit verschiedenen, alternierend geladenen PE geschieht (LbL-Technik). Die letzte
PE-Schicht trägt funktionelle Gruppen, an denen Streptavidin kovalent angebunden
werden kann. Zur Herstellung der Partikel wurden die Farbstoffe C7 und C153 als
Testsubstanzen mit SDS in Wasser durch abwechselndes Schütteln im Vortexer und
Behandeln im Ultraschallbad durch den Zusatz von Glasperlen vermahlen. In Tabelle
4.2 sind die Ergebnisse der DLS sowie die Zetapotentiale der NP angegeben.

Tabelle 4.2: NP-Größen ∅Z-Average, PDI und Zetapotentiale Φζ ausgewählter C7- und
C153-Farbstoff-NP.

Farbstoff ∅Z-Average [nm] PDI Φζ [mV]

C7 287±12 0,4 -26±1

C153 370±11 0,4 -43±1

Aus den PDI-Werten folgt, dass es sich um polydisperse Proben mit einer breiten
Größenverteilung handelt, wobei die durchschnittlichen Partikelgrößen zwischen 200
bis 400 nm liegen. Da jedoch die Analyse polydisperser Partikelproben mittels DLS
wie in Abschnitt 2.2.3.2 beschrieben durch die Kumulantenanalyse nicht geeignet
ist, können die so gewonnenen Daten nur einen Hinweis auf die Größenverteilung
geben. Im Vergleich dazu wurden intensitätsgewichtete Größenverteilungen mittels
DLS aufgenommen (Abbildung 4.3). Hier ist zu erkennen, dass in der polydispersen
Probe Partikelgrößen zwischen 50 bis 1.000 nm sowie größere Aggregate erhalten
wurden. Jedoch verschiebt sich die intensitätsgewichtete Verteilung zu Gunsten größerer
Partikel. Daher wurden zusätzlich REM-Messungen durchgeführt (Abbildung 4.4). Wie
zu erkennen ist, wurden nach der Synthese amorphe, polydisperse NP mit einer
breiten Größenverteilung mit Partikelgrößen von ca. 50 bis ca. 5.000 nm erhalten.
Folglich war die nach Brümmel et al. angewandte Methode hinsichtlich der Homogenität
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Abbildung 4.3: Intensitätsgewichtete Größenverteilungen von C7- (blau) und
C153-Farbstoff-NP (rot) nach der Synthese. Standardabweichungen entstanden aus 6
unabhängigen Messungen.

der Probe nicht erfolgreich. Ferner wurde versucht, durch Zentrifugation und den
Einsatz von Spritzenfiltern die Partikel in einzelne Größenfraktionen zu separieren,
was nicht erfolgreich war, da es durch die wirkenden Scherkräfte zu Aggregation der
NP kam. Die Erhöhung der Mahldauer führte zu keinen kleineren NP bzw. engeren
Größenverteilungen.
Hinsichtlich ihrer Stabilität besitzen die Partikel in Wasser suspendiert Zetapotentiale
von -25 bis -65 mV. Trotz des ausreichenden Zetapotentials und der Lagerung bei 4
bis 8◦C sind die Partikel nicht lange stabil und es bildeten sich nach mehreren Tagen
sichtbar große Farbstoffaggregate, die sich als Bodensatz ablagerten, was eine Folge
des Ostwald-Reifungsprozesses und der geringen Wechselwirkung des Tensids mit der
Oberfläche der Farbstoffpartikel sein kann. In Abbildung 4.5 sind C7-Farbstoff-NP nach
der Synthese (Tag 0) nach mehreren Tagen mittels DLS wiederholt vermessen worden.
Es ist deutlich erkennbar, dass die Größenverteilung breiter geworden ist und sich zu
größeren NP verschoben hat. Analog verhält es sich mit C153-Farbstoff-NP. Daher ist es
notwendig, die Partikel zeitnah nach der Synthese durch Beschichtung mit PE weiter zu
stabilisieren.

4.1.2.2 Stabilisierung mittels Layer-by-Layer-Verfahren

Durch das Aufbringen alternierender, entgegengesetzt geladener PE-Schichten lassen
sich die Farbstoff-NP stabilisieren und funktionalisieren. Zum Beschichten der
synthetisierten Farbstoff-NP wurden PAH und ALG (Abbildung 2.11) verwendet. Das
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(a) C7 NP 3000fache Vergrößerung (b) C7 NP 10000fache Vergrößerung

(c) C153 NP 3000fache Vergrößerung (d) C153 NP 10000fache Vergrößerung

Abbildung 4.4: REM-Aufnahmen von SDS-stabilisierten C7- und C153-Farbstoff-NP.
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Abbildung 4.5: Intensitätsgewichtete Größenverteilungen von C7-Farbstoff-NP nach der
Synthese und nach 15 Tagen. Standardabweichungen entstanden aus 6 unabhängigen
Messungen.

Aufbringen der PE-Schichten erfolgte durch Suspendieren der NP in einer PE-Lösung
definierter Konzentration in Puffer oder Wasser mit oder ohne Salzzusatz. Typische
PE-Konzentrationen liegen in der Größenordnung von mehreren Milligramm pro Milliliter
[101], wobei häufig 1 bis 5 mg/mL verwendet werden. Der pH-Wert beeinflusst neben
dem Protonierungsgrad von schwachen PE auch deren Ladungsdichte und damit
ihre Konformation und Interaktion untereinander. Durch die Wahl eines geeigneten
pH-Wertes kann die Schichtdicke der PE-Schichten [163, 164] eingestellt werden. Durch
den Zusatz von Salzen wie Natriumchlorid kann ebenfalls die Konformation und somit
die Schichtdicke variiert werden [101,165].
Um die optimalen Bedingungen des LbL-Verfahrens nach Brümmel et al. für
die Beschichtung der synthetisierten Cumarin-NP zu finden, wurden verschiedene
PE-Konzentrationen in einer NaCl-Lösung zum Beschichten verwendet. Aus den
Abbildungen 4.6 (a) und (b) folgt anhand des positiv und negativ alternierenden
Zetapotentials nach jedem Beschichtungsschritt, dass sich die Partikel mit jeweils
zwei alternierenden Schichten PAH und ALG beschichten lassen. Es ist ebenfalls zu
erkennen, dass die PAH-Menge einen Einfluss auf die Höhe des Zetapotentials hat.
Für die C7-Farbstoff-NP gilt, je größer die eingesetzte Menge an PE, desto höher das
Zetapotential. Die Ladung bei geringeren PE-Mengen liegt hier bei ca. 15 mV und bei
großen PAH-Mengen bei 25 - 45 mV nach der 1. bzw. 2. Beschichtung mit PAH. Bei
C153-Farbstoff-NP variiert das Zetapotential ebenfalls mit verschiedenen PAH-Mengen.
Jedoch verhält sich das Zetapotential entgegengesetzt zur ansteigenden PAH-Menge. Je



4. Ergebnisse und Diskussion 57

(a) C7-Farbstoff-NP (b) C153-Farbstoff-NP

Abbildung 4.6: Zetapotentiale Φζ von (a) C7- und (b) C153-Farbstoff-NP vor und
nach dem Beschichten mit jeweils zwei alternierenden Schichten PAH und ALG mit
verschiedenen PE-Konzentrationen jeweils (5, 10 und 20 mg/mL). Die Mittelwerte der
Zetapotentiale entstanden aus 6 unabhängigen Messungen. Standardabweichungen liegen
je Messwert unter 4 mV.

höher die PAH-Menge, desto kleiner das Zetapotential. Die ALG-Menge wiederum besitzt
nur einen geringen Einfluss auf die Höhe des Zetapotentials, welches bei ca. -45 mV
konstant bleibt. Obwohl ALG wie PAH ein schwacher PE ist, ist die Ladungsinversion
vollständig bzw. größer. Ein Grund für die unvollständige Ladungsinversion nach der
ersten Beschichtung mit PAH könnte sein, dass PAH einige Tensidmoleküle abreißt und
dadurch weniger Ladungen auf der Oberfläche vorhanden sind [166]. Zudem hat die
Konzentration von Leitsalzen und pH-Wertänderungen einen empfindlichen Einfluss auf
die Zetapotentialmessung, weshalb das gemessene Zetapotential trotz Puffer variieren
kann.
Zur weiteren Optimierung der Beschichtungsprozedur wurden die PE-Konzentrationen
angepasst. Die Konzentration des PAH wurde auf 20 mg/mL gesetzt, während die
Konzentration des ALG auf 5 mg/mL reduziert wurde. In Abbildung 4.7 (a) ist zu
erkennen, dass die Zetapotentiale nach der Beschichtung des PAH über 25 mV liegen
und die Partikel stärker stabilisiert sind.
Bei Betrachtung der Größenverteilung der beschichteten NP, hier am Beispiel von
einer repräsentativen Probe C153-Farbstoff-NP mit vier alternierenden PE-Schichten
(Abbildung 4.7 (b)), ist zu erkennen, dass die Größe der NP zunimmt und diese nach
DLS im Mittel 1.000 nm groß sind. Bei Betrachtung von REM-Aufnahmen (Abbildung
4.8) der gleichen Probe wird ersichtlich, dass die Partikel partiell aggregiert sind und
Größen von 1.000 nm besitzen. Eventuell aggregieren die NP während der Aufreinigung
bei der Zentrifugation. Es kann zudem eine Folge von LbL-bedingter Quervernetzung
mehrerer NP sein. Des Weiteren können auch einzelne PE-Schichten im folgenden
Beschichtungsschritt abgerissen worden und aggregiert sein. Für die letzten beiden
Varianten spricht Abbildung 4.8 links oben, da hier nicht-farbstoffgefüllte Netzstrukturen
zu sehen sind.
Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass das Verkapseln und Stabilisieren von C7



4. Ergebnisse und Diskussion 58

(a) Zetapotentiale von C7- und C153-Farbstoff-NP (b) Intensitätsgewichtete Größenverteilung von
C153-Farbstoff-NP

Abbildung 4.7: (a) Zetapotentiale Φζ von C7- (blau) und C153-Farbstoff-NP
(rot) vor und nach dem Beschichten mit jeweils zwei alternierenden Schichten
PAH und ALG mit unterschiedlichen PE-Konzentrationen (20 mg/mL PAH;
5 mg/mL ALG). Die Standardabweichungen liegen pro Messwert unter 4 mV.
(b) Repräsentative intensitätsgewichtete Größenverteilung von C153-Farbstoff-NP vor
(rot) und nach (schwarz) der Beschichtung mit vier alternierenden PE-Schichten
(PAH/ALG/PAH/ALG). Die Mittelwerte und Standardabweichungen entstanden aus
6 unabhängigen Messungen.

und C153 als Testsubstanzen realisiert werden konnte. Jedoch sind die hergestellten
Farbstoff-NP nur über wenige Tage stabil. Ebenso weisen die NP eine sehr breite
Größenverteilung auf, was zu unterschiedlich großen Farbstoffmengen je NP führt und die
NP für spätere Anwendungen als NP-Label einschränkt. Um genaue und reproduzierbare
Messwerte zu erhalten, ist die definierte Menge an Farbstoffen je Antigen ein wichtiger
Parameter.
Durch das Beschichten der NP mit PE lassen sich die NP weiter stabilisieren, jedoch
kommt es infolgedessen zu noch breiten Größenverteilungen durch Quervernetzung. Ggf.
sind die gebildeten NP zu groß für Anwendungen in Immunoassays. Gleichzeitig können
auch PE NP entstehen, die keinen Farbstoff in sich tragen, was den Einsatz als Label
noch weiter einschränkt, da diese NP kein Signal erzeugen können.

4.1.3 Farbstoffbeladene Polystyrolnanopartikel

4.1.3.1 Farbstoffbeladung

Als zweites System wurden PS NP, die nach einer Methode von Behnke et al. mit
Farbstoffen beladen wurden, getestet. Nach dieser Methode lassen sich hydrophobe
Farbstoffe mit log D-Werten (Tabelle 4.3), die größer 1 sind, in PS NP einquellen [25]. Der
Vorteil von Polymerpartikeln ist, dass sie sich reproduzierbar mit einer monodispersen
Größenverteilung in definierten Größen herstellen lassen (Abbildung 4.9 (a)) oder
kostengünstig, kommerziell, mit verschiedenen Oberflächenfunktionalitäten verfügbar
sind.
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Abbildung 4.8: TEM-Aufnahmen von SDS-stabilisierten C153-Farbstoff-NP nach vier
alternierenden PE-Schichten (PAH/ALG/PAH/ALG). Maßstab 0,1 (linke Seite) bis
0,2 µm (rechte Seite).
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(a) 100 und 500 nm PS NP (b) 100 nm PS NP mit und ohne C153

Abbildung 4.9: Mittels DLS gemessene intensitätsgewichtete, monodisperse
Größenverteilungen von (a) 100 nm PS NP mit einer carboxy- (schwarz) und
aminofunktionalisierten (rot) Oberfläche und 500 nm (blau) PS NP mit einer
carboxyfunktionalisierten Oberfläche und von (b) 100 nm PS NP mit einer
carboxyfunktionalisierten Oberfläche vor (schwarz) und nach (rot) der Beladung
mit C153 (10 mM). Die Messwerte und Standardabweichungen ergaben sich aus 5
unabhängigen Messungen. Die PDI lagen unterhalb von 0,05.

Die Farbstoffmenge, die NP-Größe und die SAv-Anbindung können für die spätere
Anwendung der NP als Label in Immunoassays einen Einfluss auf den Assay haben.
Die Größen verwendeter NP, wie z.B. Halbleiterquantenpunkte, Gold- und Silber-NP,
Latexpartikel sowie magnetische Partikel, in Immunoassays reichen von wenigen nm bis
mehreren µm [59,167–176]. Deshalb wurden zwei verschiedene NP-Größen (∅NP = 100,
500 nm) und PS NP mit zwei verschiedenen Oberflächenfunktionalitäten (carboxylierte
und aminierte 100 nm PS NP) mit verschiedenen Farbstoffkonzentrationen (0,5 bis 10 mM
Farbstoff in THF, Beladungskonzentration der Farbstofflösung vor dem Einquellen)
beladen (Tabelle 4.3). Durch die Beladungsprozedur wurde der Partikeldurchmesser nicht
wesentlich beeinflusst. In Abbildung 4.9 ist der Größenzuwachs von carboxylierten 100 nm
PS NP nach dem Einquellen mit C153 dargestellt. Einige Farbstoffe führten beim Beladen
mit höheren Farbstoffkonzentrationen zum Ausflocken der Partikel (Tabelle 4.3). Die
Farbstoffe C7 und Eu(dbm)3phen wurden aufgrund ihrer ähnlichen spektroskopischen
Eigenschaften gegenüber C153 und Eu(TTFA)3phen und wegen ihres Ausflockens bei
vergleichsweise geringen Beladungskonzentration für weitere Versuche ausgeschlossen.
Zudem ist die Quantenausbeute des Eu(dbm)3phen-Komplexes um das 24-fache kleiner
als die des Eu(TTFA)3phen-Komplexes.

4.1.3.2 Bestimmung des Farbstoffgehaltes

Um die Menge an eingequollenem Farbstoff zu bestimmen, können die gefärbten
PS NP entweder in THF aufgelöst oder der Farbstoff mit EtOH extrahiert werden.
Beide Methoden liefern vergleichbare Ergebnisse. Im zweiten Fall müssen die Partikel
abgetrennt werden, um die Partikelstreuung, welche zur Absorption beiträgt, zu
unterdrücken [58].
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Tabelle 4.3: Berechnete log D-Werte bei einem pH-Wert von 5,5 (pH-Wert des
Quelllösungsmittelgemisches [177]) von verschiedenen Farbstoffen, eingequollen in
aminierte und carboxylierte 100 und 500 nm PS NP.

Farbstoff ∅NP COOH/ log D cBeladung Ausflocken

[nm] NH2 [mM]

C153 100 COOH 3,5 0,5; 1; 2; 5; 10 nein

C153 100 NH2 3,5 10 nein

C153 500 COOH 3,5 10 nein

C7 100 COOH 3,9 0,5; 1; 2 ja

Eu(dbm)3phen 100 COOH 13,2 1 ja

Eu(TTFA)3phen 100 COOH 10,2 1 ja

F305 100 COOH 19,8 0,5; 1; 2; 10 nein

Itrybe 100 COOH 7,5 0,5 ja

NR 100 COOH 3,8 0,5; 1; 2 nein

TPP 100 COOH 11,1 0,5; 1; 2 nein

Einflussfaktoren auf Farbstoffbeladung. Die Fähigkeit eines Farbstoffes in die
Polymermatrix eingequollen zu werden, hängt neben dem log D-Wert von noch weiteren
Faktoren ab, wie z.B. von seiner Löslichkeit im Quelllösungsmittelgemisch, von seiner
Ladung und der Wechselwirkung mit den NP.

Beladungseffizienzen. In Tabelle 4.4 sind die Beladungseffizienzen δ (Verhältnis
von eingequollener Farbstoffmenge zu eingesetzter Beladungsmenge) und die Anzahl
eingequollener Farbstoffe je NP der ausgewählten Farbstoffe (siehe Abschnitt 4.1.1.1)
C153, TPP, Nilrot, Itrybe, Lumogen R© F305 und Eu(TTFA)3phen für aminierte
und carboxylierte 100 und 500 nm PS NP angegeben. Zu erkennen ist, dass
die Beladungseffizienz der nicht-ionischen Farbstoffe C153, F305, Nilrot und TPP
mit ansteigendem log D-Wert (Tabelle 4.3) ebenfalls ansteigt (Abbildung 4.10).
Lumogen R© F305 wurde zu fast 100 % in den 100 nm PS NP eingequollen, was an
seinem hohen log D-Wert liegt. Da TPP auch einen hohen log D-Wert mit 11 besitzt,
wird auch dieser Farbstoff bis zu 80 % in die Polymermatrix eingebaut. Die Farbstoffe mit
den geringsten log D-Werten NR und C153 werden zu 60 bzw. 50 % eingequollen. Itrybe
und Eu(TTFA)3phen fallen bereits bei geringen Beladungskonzentrationen (> 0,5 bzw.
> 1 mM) aufgrund der hohen Polarität des THF-Wasser-Gemisches aus. Dies könnte
die Ursache dafür sein, dass die Beladungseffizienzen von ca. 20 % trotz der hohen log
D-Werte gering ist.
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Tabelle 4.4: Beladungseffizienzen δ, mittlere Anzahl an Farbstoffen je NP und
Quantenausbeuten Φf von verschiedenen Farbstoffen eingequollen in aminierte und
carboxylierte 100 und 500 nm PS NP.

Farbstoff ∅NP COOH/ cBeladung δ Anzahl an Farbstoffen je NP Φf

[nm] NH2 [mM] [%] [%]

C153 100 COOH 10 51 56·103 22

C153 100 NH2 10 41 45·103 20

C153 500 COOH 10 79 10.850·103 20

Eu(TTFA)3phen 100 COOH 1 21 2·103 39

F305 100 COOH 10 100 110·103 14

Itrybe 100 COOH 0,5 20 1·103 6

NR 100 COOH 2 64 14·103 13

TTP 100 COOH 2 76 17·103 4

Abbildung 4.10: Korrelation des log D-Wertes und der Beladungseffizienz von
carboxylierten, 100 nm PS NP mit verschiedenen neutralen, organischen Farbstoffen.
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4.1.3.3 Vergleich der Beladungseffizienzen und spektroskopischen
Eigenschaften

Um die spektroskopischen Eigenschaften und die Beladungseffizienzen von
carboxylierten, 100 nm PS NP zu vergleichen, wurden diese mit C153 in verschiedenen
Farbstoffkonzentrationen beladen. Anschließend wurde die Menge an eingequollenem
Farbstoff durch Auflösen der Partikel in THF bestimmt. Zudem wurden die
Quantenausbeuten (absolut) und die Absorption von C153 im NP gemessen.
Wie aus Abbildung 4.11 (a) hervorgeht, steigt die Menge an eingequollenem C153
mit steigender Konzentration der Beladungslösung an, bis es zu einer Sättigung
kommt und die Beladungseffizienz abnimmt. Bei höheren Beladungskonzentrationen
beginnt C153 auszufallen. Die höchste Beladungseffizienz von ca. 70 % wurde für eine
Ausgangskonzentration von 2 bis 5 mM erreicht.
Die absolute Quantenausbeute von freiem C153 in Styrol (Monomer) beträgt
87 % wohingegen die gemessene Quantenausbeute von C153 im NP mit
steigendem Farbstoffgehalt je NP, wie in Abbildung 4.11 (b) gezeigt, sinkt. Eine
Erklärung hierfür sind vermutlich die Bildung nicht-fluoreszenter Dimere oder
Fluoreszenzlöscheffekte durch die Polymermatrix, Unterschiede im lokalen elektrischen
Feld und Reabsorptionseffekte (siehe Abschnitt 2.1.2.1) [44, 45]. Zudem kann sich
die Polarität und die Dielektrizitätskonstante der Farbstoffe bei steigender Beladung
ändern.
Anschließend wurde die Absorption von C153 im Partikel bestimmt (siehe auch
Anhang, Tabelle 7.2). Aufgrund der Partikelstreuung kann jedoch nicht die reine
C153-Absorption direkt gemessen werden (Abbildung 4.11 (c)). Für eine Korrektur
des Streulichtbetrags (siehe Abschnitt 2.1.2.2) der PS NP wurde die Extinktion
einer Suspension von unbeladenen Partikeln gleicher Konzentration aufgenommen
(durchgängige schwarze Kurve). Durch Subtraktion der Extinktion der unbeladenen NP
von denen der C153-beladenen NP können die Absorptionen von C153 im NP ermittelt
werden.
In Abbildung 4.11 (d) ist die streulichtkorrigierte Absorption von C153 im NP
bei λ = 423 nm gegenüber der bestimmten Konzentration an C153 nach dem
Auflösen der PS NP mit THF dargestellt. Der lineare Zusammenhang zwischen
der Absorption und der C153-Konzentration deutet darauf hin, dass sich der
mittlere molare Extinktionskoeffizient für C153 im NP in Abhängigkeit der
Beladungsmenge kaum ändert. Aus dem linearen Fit in Abbildung 4.11 (d) ergibt
sich ein Extinktionskoeffizienten ǫNP,423 nm von C153 im PS NP von 22.150 L·mol-1cm-1

(siehe auch Tabelle 7.2).
Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass große Mengen an Farbstoffen in PS
NP eingequollen werden können, wobei die einquellbare Farbstoffmenge mit dem log
D-Wert des Farbstoffes korreliert. Allerdings ist dies von weiteren Faktoren abhängig,
so dass sich nicht zwangsweise alle Farbstoffe mit großem log D-Wert in hohen
Mengen und großen Beladungseffizienzen einquellen lassen. Limitierend hierbei ist z.B.
die Löslichkeit des Farbstoffes in der Quelllösung bzw. die Neigung der PS NP bei
Beladung einiger Farbstoffe zu aggregieren. Bei hohen Beladungsmengen nimmt die
Quantenausbeute der eingequollenen Farbstoffmoleküle im Allgemeinen ab. Diese Effekte
bzw. die Konzentration, bei denen sie auftreten, sind farbstoffspezifisch.
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(a) Beladungsmengen (b) Quantenausbeuten

(c) Extinktionsspektren von C153-beladenen und
unbeladenen PS NP

(d) Extinktionskoeffizient von C153 im NP

Abbildung 4.11: (a) Beladungsmenge (schwarze Linie entspricht vollständigem Einbau
von C153 in die PS NP), (b) Quantenausbeute Φf (schwarze, gestrichelte Linie
entspricht der Quantenausbeute von C153 in monomeren Styrol), (c) Extinktionen von
C153-beladenen, 100 nm PS NP. (d) Extinktionskoeffizient von C153 im NP, bestimmt
unter Berücksichtigung der Partikelstreuung.

Für die Verwendung der NP als Label in Immunoassays ist wichtig, sehr hohe
Signalintensitäten zu erreichen. Entscheidend dabei ist einerseits die Brillanz des
Farbstoffes, das Produkt aus Quantenausbeute und Extinktionskoeffizient bzw. aus
Quantenausbeute und Absorptionswirkungsquerschnitt, und andererseits die Anzahl der
detektierbaren Farbstoffe. Durch die Abnahme der Quantenausbeute mit steigender
Farbstoffbeladung ist die Steigerung der Signalintensität bei der Detektion im NP
limitiert. Es kann nicht unbegrenzt Farbstoff eingelagert werden, um noch höhere
Signale zu erzeugen. Durch Extraktion des Farbstoffes aus dem NP sollte die
Steigerung der Fluoreszenzintensität nicht mehr von der Quantenausbeute bzw. dem
Extinktionskoeffizienten abhängen, sondern fast ausschließlich von der Menge an
eingequollenem Farbstoff. Je mehr Farbstoff eingelagert und auch wieder extrahiert
werden kann, desto höher sollte das Signal sein. Ein entscheidender Faktor ist somit
die Extraktionseffizienz. Beim Bestimmen der Farbstoffmenge im NP durch Auflösen
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mit THF oder Extraktion mit EtOH konnten vergleichbare Ergebnisse erzielt werden,
woraus geschlossen werden kann, dass die Extraktion von C153 mit EtOH fast vollständig
abläuft [58].

4.1.4 Vergleich der Nanopartikel-Label

Beim Vergleich der beiden entwickelten NP-Systeme, Farbstoff-NP mittels
„Top-down“-Verfahren und Farbstoff-NP durch Einquellen von Farbstoffen in PS
NP, ist zu erkennen, dass die Größenverteilung vermahlener Farbstoff-NP sehr breit
ist und nach der Beschichtung mit PE noch größer wird. Es konnten nicht die
für die Reproduzierbarkeit eines Immunoassays notwendigen einheitlichen NP mit
definierter Größe hergestellt werden. Dahingegen besitzen die PS NP vor und nach der
Farbstoffbeladung eine monodisperse Größenverteilung und es kann durch die Variation
der Farbstoffkonzentration die mittlere Farbstoffmenge im NP kontrolliert eingestellt
werden. Die Menge des eingequollenen Farbstoffs ist dabei unter anderem abhängig von
dem log D-Wert des Farbstoffs [25], aber auch von weiteren Faktoren wie z.B. seiner
Löslichkeit im Quelllösungsmittelgemisch. Zudem zeichnet sich die Herstellung durch
einen geringen Arbeits- und Zeitaufwand aus. Weiterhin sind die PS NP mit vielen
verschiedenen Oberflächengruppen erhältlich, um sie für spätere Anwendungen wie
z.B. als Label in Immunoassays weiter zu funktionalisieren. Daher wurde sich für die
folgende SAv-Funktionalisierung und den Einsatz in einem Immunoassay ausschließlich
auf kommerzielle PS NP beschränkt.

4.2 Streptavidinfunktionalisierung

Um die NP als Label in Immunoassays verwenden zu können, müssen die PS
NP direkt an die Detektions- oder Sekundärantikörper oder an SAv gebunden
werden (siehe Abschnitt 2.1.2.5). Aufgrund der Vorzüge des SAv-Biotin-Systems,
bei der eine weitere Funktionalisierung der SAv-markierten NP universell mit
biotinmarkierten Antikörpern erfolgt (siehe Abschnitt 2.1.2.6), wurden die PS NP
über die an der Oberfläche befindlichen Carboxy- und Aminogruppen mittels
EDC-, EDC/ sulfo-NHS-Ester-Kopplung (siehe Abschnitt 2.3.1.1) und der Kopplung
mit heterobifunktionellen PEG-Linkern (siehe Abschnitt 2.3.1.2) ausschließlich an
SAv angebunden, mit dem Ziel, den Einfluss der Anbindung des NP an
den Detektionsantikörper auf das Immunoassays zu untersuchen. Die Art der
SAv-NP-Anbindung kann ggf. einen Einfluss auf die Anbindung von SAv an den
biotinmarkierten Antikörper besitzen (spezifische Wechselwirkung) aufgrund von
unterschiedlicher sterischer Hinderung. Zudem kann es auch zu unterschiedlichen
unspezifischen Wechselwirkungen kommen, da durch das Auftragen einer PEG-Schicht
der NP andere Oberflächeneigenschaften bekommt.
Die Menge an gebundenem SAv kann mittels BCA- und Biotin-FITC-Assay bestimmt
werden, welche im Abschnitt 4.2.3 genauer untersucht werden.
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4.2.1 Biokonjugationsstrategien und potentielle Störeinflüsse

An die Konjugation von SAv an unterschiedlich große PS NP wurden daher
folgende Anforderungen gestellt: keine NP-Aggregation bzw. kaum Anwachsen der
Größenverteilung durch die SAv-Funktionalisierung, die Funktionalität von SAv sollte
erhalten bleiben bzw. muss SAv zugänglich für den biotinylierten Antikörper sein und
die NP sollten nach der Funktionalisierung kaum unspezifische Wechselwirkungen mit der
biologischen Matrix oder dem MTP-Material aufweisen. Im folgenden Abschnitt wurden
die NP daher mit SAv funktionalisiert und im Anschluss systematisch untersucht.
Da die PS NP für die Verwendung als Label in Immunoassays mit Farbstoffen beladen
werden müssen, kann ggf. auch der Farbstoff einen Einfluss auf die SAv-Anbindung bzw.
die SAv-Funktionalität besitzen, welcher im Abschnitt 4.2.3.4 untersucht wird.

4.2.1.1 Kovalente Kopplung von SAv an carboxyfunktionalisierte NP

Als Erstes wurde die SAv-Anbindung mittels EDC-Kopplung und anschließend mittels
EDC/ sulfo-NHS-Kopplung durchgeführt und der Einfluss der EDC bzw. EDC/
sulfo-NHS-Menge und SAv auf Kopplungseffizienz, die Anzahl gebundenen SAv je NP
und die NP-Aggregation untersucht mit dem Ziel, große Mengen an SAv bei geringer
NP-Aggregation zu binden.

Kovalente Anbindung von SAv an 100 nm PS NP-COOH via EDC. Bei
der EDC-Kopplung wurden verschiedene Mengen an EDC und an SAv bei konstanter
NP-Menge umgesetzt (siehe Abschnitt 3.4.1.1 und im Anhang Tabelle 7.3). Die
Abbildung 4.12 zeigt die Kopplungseffizienz in Prozent und die mittlere Anzahl an
gebundenen SAv je NP in Abhängigkeit von der SAv- und EDC-Konzentration. Hierbei
wurden die gebundenen SAv-Mengen mittels BCA-Assay ohne Abtrennung der NP vor
der Absorptionsmessung bestimmt. Das kann zu Abweichungen des Messwertes vom
Realwert durch die Partikelstreuung führen (siehe Abschnitt 4.2.3.1). Um Beiträge
von Streulicht zu erfassen, wurde die Extinktion um den Streuuntergrund der PS NP
korrigiert (siehe Abschnitt 2.1.2.2).

Kopplungseffizienz. Wie aus Abbildung 4.12 hervorgeht, werden hohe
Kopplungseffizienzen (50 %) bei hohen EDC- und geringen SAv-Mengen erhalten,
während bei hohen SAv- und kleinen EDC-Mengen die Kopplungseffizienz abnimmt.
Bei kleineren EDC-Mengen sind Nebenreaktionen des instabilen Harnstoffintermediates
mit Wasser als Reaktionspartner wahrscheinlicher, da Wasser gegenüber SAv ebenfalls
in großem Überschuss vorliegt. Optimal wären dementsprechend hohe Mengen an EDC
und viel höhere Mengen an SAv. Bei noch höheren Mengen an EDC und SAv kam es
zum Ausflocken der NP. Dieses ist vermutlich auf die in Abschnitt 2.3.1.1 beschriebene
Proteinquervernetzung der NP zurückzuführen. Bei geringen Mengen an SAv wurde
kaum SAv gebunden. Bei hohen SAv-Mengen und dem Verzicht von EDC wird SAv
dennoch adsorptiv an die Oberfläche gebunden.

Anzahl gebundener SAv je NP. Eine hohe Anzahl gebundener SAv je NP wird
hingegen bei hohen SAv- und mittleren EDC-Mengen erreicht. Je mehr SAv als



4. Ergebnisse und Diskussion 67

(a) Kopplungseffizienz (b) Anzahl an gebundenen SAv je NP

Abbildung 4.12: Mittels BCA-Assay bestimmte (a) Kopplungseffizienzen [%] und
(b) mittlere Anzahl gekoppelter SAv je NP [SAv/NP] von NP-gebundenem SAv an
nicht-gefärbte, carboxyfunktionalisierte 100 nm PS NP via EDC-Kopplung.

Reaktionspartner vorhanden ist, desto mehr kann auch am NP, unabhängig wie effizient
die Reaktion abläuft, gebunden werden.

Kovalente Anbindung von SAv an 100 nm PS NP-COOH via EDC/
sulfo-NHS. Wie bereits in Abschnitt 2.3.1.1 erläutert, besitzt die kovalente Anbindung
von SAv über ein sulfo-NHS-Esterintermediat Vorteile gegenüber der Anbindung via
EDC-Kupplung. Zur Optimierung der Reaktionsbedingungen (Abbildung 4.13) wurden
die Mengen an SAv (schwarze Symbole) oder EDC/ Sulfo-NHS (weiße Symbole) variiert
und der jeweilige Reaktionspartner konstant gelassen (siehe Abschnitt 3.4.1.2 und im
Anhang Tabelle 7.4). Die SAv-Quantifizierung zur Bestimmung der Kopplungseffizienz
und der Bedeckungsdichte wurde mittels BCA-Assay (Kreise) und Biotin-FITC-Titration
(Dreiecke) durchgeführt. Beide Methoden wurden für die folgenden Versuche auf
verschiedene Störeinflüsse untersucht und mittels Massenbilanzkalkulation verglichen
(siehe Abschnitt 4.2.3).
Wie aus Abbildung 4.13 (a) und (c) ersichtlich ist, steigt auch hier mit zunehmender
EDC/ sulfo-NHS-Menge und abnehmender SAv-Menge die Kopplungseffizienz sowie die
Anzahl an gebundenem SAv je NP mit zunehmender SAv- und EDC/ sulfo-NHS-Menge
(Abbildung 4.13) an. Jedoch besitzen die Mengen an eingesetztem EDC und sulfo-NHS
keinen ausgeprägten Einfluss auf die Kopplung des SAv im Vergleich zur reinen
Anbindung von SAv via EDC-Kopplung, da wie in Abschnitt 2.3.1.1 beschrieben, ein
gegen Hydrolyse stabiles Intermediat gebildet wird.
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die Anbindung über EDC/ sulfo-NHS
besser geeignet ist, da die Proteinquervernetzung und die NP-Aggregation geringer
war und gleichzeitig hohe Mengen an SAv gebunden werden konnten. Das BCA-Assay
und die Biotin-FITC-Titration lieferten vergleichbare Ergebnisse (siehe auch Abschnitt
4.2.3.3), so dass daraus geschlossen werden kann, dass nach der Konjugation das
partikelgebundene SAv fast vollständig funktional war.
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(a) Kopplungseffizienz/ SAv-Einfluss (b) Anzahl SAv je NP/ SAv-Einfluss

(c) Kopplungseffizienz/ EDC/ sulfo-NHS-Einfluss (d) Anzahl SAv je NP/ EDC/ sulfo-NHS-Einfluss

Abbildung 4.13: Die mittels BCA-Assay (Kreise) und Biotin-FITC-Titration (Dreiecke)
bestimmte (a,c) Kopplungseffizienz und (b,d) Anzahl von SAv je NP von
NP-gebundenem SAv an nicht-gefärbte, carboxyfunktionalisierte 100 nm PS NP via
EDC/ sulfo-NHS-Kopplung bei Variation (a,b) der SAv- (schwarze Symbole) und (c,d)
der EDC/ Sulfo-NHS-Menge (weiße Symbole). Die gestrichelten Linien/Pfeile zeigen den
Anstieg des PDI auf über 0,05 [20].

4.2.1.2 Größenverteilung von SAv-funktionalisierten PS NP

Um eine möglichst hohe Signalintensität in Immunoassays zu erreichen, muss
möglichst viel Farbstoff in NP eingequollen werden. Prinzipiell können dabei größere
NP mehr Farbstoff einlagern. Zugleich kann die NP-Größe einen Einfluss auf die
Biotin-SAv-Wechselwirkung sowie unspezifische Wechselwirkung haben. Wie bereits
erwähnt wurde, variiert je nach Material die NP-Größe verwendeter Partikellabel in der
Literatur von wenigen nm bis hin zu einigen µm.
Im Folgenden wurde daher der Einfluss der Proteinkonjugation auf die NP-Größe,
Größenverteilung und NP-Aggregation untersucht. Dafür wurden unbeladene und
C153-beladene 100, 500 und 1000 nm PS NP mittels EDC/ sulfo-NHS-Kopplung mit
SAv konjugiert und anschließend mittels DLS untersucht.
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Größenverteilung von ungefärbten, 100 nm PS NP. Bei Betrachtung des
hydrodynamischen Durchmessers und des PDI (siehe im Anhang Abbildung 7.3) kann ein
Anstieg beider Größen bei zunehmender SAv- und EDC/ sulfo-NHS-Menge beobachtet
werden. Einerseits ist der Größenzuwachs der SAv-NP-Konjugate auf die kovalente
Anbindung von SAv zurückzuführen, andererseits ist es nicht auszuschließen, dass
ebenfalls SAv-quervernetzte Partikelaggregate gebildet wurden. Der PDI als Maß für die
Monodispersität (siehe Abschnitt 2.2.3.2) übersteigt den Wert von 0,05 ab einer gewissen
SAv- bzw. EDC/ sulfo-NHS-Konzentration (Abbildung 4.13, gestrichelte Linie/Pfeile).
Eine mögliche Ursache hierfür ist das Einsetzen von Quervernetzung mehrerer NP durch
SAv.
Ausgehend von den vorliegenden Ergebnissen wurden folglich EDC/ sulfo-NHS- und
SAv-Mengen ausgewählt, bei denen eine ausreichend hohe Anzahl an SAv je NP
und Kopplungseffizienz sowie minimale Partikelaggregation (PDI < 0,05) erreicht
wurden (siehe Abschnitt 3.4.1.2). Der Größenzuwachs von dH unter den optimierten
Kopplungsbedingungen betrug dabei 20 bis 30 nm (Abbildung 4.14 (a)). Da es auch bei
sehr hohen SAv-Mengen nicht zur NP-Aggregation kam und die erreichte Anzahl an SAv
je NP und die Kopplungseffizienzen, mit denen der EDC-Kopplung aus Abschnitt 4.2.1.1
vergleichbar sind (siehe Tabelle 7.3 und 7.4), wurden weitere carboxylierte PS NP nur
noch via EDC/ sulfo-NHS-Kopplung mit SAv funktionalisiert.

Größenverteilung von SAv-funktionalisierten, 500 und 1000 nm PS NP.
Da größere NP mit größeren Farbstoffmengen beladen werden können, was bei der
Verwendung als NP-Label potentiell zu einer höheren Signalintensität im Immunoassay
führen kann, wurden 500 und 1000 nm PS NP mit SAv funktionalisiert und der
Größenzuwachs mittels DLS untersucht, um NP-Aggregation auszuschließen. Hinsichtlich
der carboxylierten 500 nm PS NP liegt der Zuwachs im gleichen Bereich wie bei den
100 nm PS NP (Abbildung 4.14 (b)), wobei auch hier der PDI nach der Kopplung
nur geringfügig ansteigt, jedoch unterhalb von 0,05 liegt. In Abbildung 4.14 (c) ist die
intensitätsgewichtete Größenverteilung von carboxylierten 1000 nm PS NP vor und nach
SAv-Anbindung zu sehen. Obwohl die Größenverteilung kaum breiter wird, wächst dH um
200 nm an, was einerseits an der SAv-Kopplung und andererseits an einer veränderten
Doppelschicht liegen kann. Der PDI lag vor und nach der Synthese bei 0,39, weshalb
davon ausgegangen werden kann, dass sich keine NP-Aggregate bildeten.

Größenverteilung von SAv-funktionalisierten, C153-beladenen, 100 und
500 nm PS NP. Da die NP, die als Label in Immunoassays getestet werden, mit
Farbstoffen beladen sind, wurden folglich mit C153-beladene 100 und 500 nm PS NP mit
SAv funktionalisiert und mittels DLS untersucht. Aufgrund der C153-Beladung kommt
es neben der SAv-Funktionalisierung durch die Färbung mit C153 zusätzlich zu einem
geringen Größenzuwachs (Abbildung 4.14 (b) und (d)). Auch hier zeigt sich, dass dH

für die C153-beladenen und SAv-funktionalisierten 100 nm PS NP lediglich um 20 bis
30 nm anwuchs. Der PDI lag unter 0,05, was für das Ausbleiben von NP-Aggregaten
spricht. Für die 500 nm PS NP kam es zu einem Zuwachs von 50 bis 100 nm und die
Größenverteilung wurde breiter. Der PDI betrug 0,1. Dies könnte ein Anzeichen dafür
sein, dass sich partiell NP-Aggregate bildeten.
Es kann daraus geschlossen werden, dass die SAv-Funktionalisierung nach optimierten
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(a) 100 nm PS NP (b) 500 nm PS NP

(c) 1000 nm PS NP (d) C153-beladene, 100 nm PS NP

Abbildung 4.14: Intensitätsgewichtete Größenverteilungen von unbeladenen (a) 100, (b)
500 und (c) 1000 nm PS NP und (d) von C153-beladenen, 100 nm PS NP mit und ohne
SAv-Funktionalisierung. Die Messwerte und Standardabweichungen ergaben sich aus 5
unabhängigen Messungen.

Bedingungen für unbeladene und beladene PS NP verschiedener Größen gleichermaßen
geeignet ist, sich kaum NP-Aggregate bilden und homogene Proben hergestellt wurden.
Zudem scheint C153 die Partikelfunktionalisierung nicht zu beeinflussen.

4.2.1.3 Kovalente Kopplung von SAv an aminofunktionalisierten NP

Eine andere Methode, um SAv an NP zu binden, mögliche NP-Aggregation
auszuschließen, die Anzahl des zu bindenden SAv besser kontrollieren zu können und
ggf. die Zugänglichkeit von biotinylierten Antikörpern durch lange Linker zu erhöhen,
ist die Maleimid-Thiol-Kopplung (Abschnitt 2.3.1.2) mit einem heterobifunktionellen
PEG-Linker. In einem ersten Schritt müssen dafür die Aminogruppen an der Oberfläche
des NP in Maleimid (MAL)-Gruppen umfunktionalisiert werden. Anschließend reagieren
diese mit Thiolgruppen des Proteins, welche bspw. als funktionelle Gruppe in der
Aminosäure Cystein vorkommen. Da SAv kein Cystein besitzt, müssen Thiolgruppen
durch Reaktion von Aminogruppen des Proteins mit 2-Iminothiolan eingeführt werden
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Abbildung 4.15: Mittlerer Thiolysierungsgrad (TG) von SAv nach Umsatz mit
verschiedenen Mengen an 2-Iminothiolanhydrochlorid bei pH = 8 direkt nach der
Reaktion (schwarz) und nach 12 Tagen (rot).

(Abbildung 2.15). Durch diese Strategie lässt sich genau die Anzahl der einzuführenden
Thiolgruppen kontrollieren. Die Optimierung der Reaktionsbedingungen der Kopplung
von SAv an die NP erfolgte nach Moser et al. [138–140], welcher zur Umfunktionalisierung
einen heterobifunktionellen PEG-Linker mit jeweils einer endständigen MAL- und
NHS-Gruppe verwendete. Diese Bedingungen wurden für die MAL-Thiol-Kopplung
übernommen, so dass nur die Thiolysierung von SAv optimiert wurde.

4.2.1.4 Optimierung der Thiolysierung von SAv

Um die Quervernetzung von NP durch SAv zu unterbinden, sollte bei der Thiolysierung
im Mittel nur eine Thiolgruppe je SAv eingeführt werden. Daher wurden Tests
durchgeführt, um Reaktionsbedingungen zu ermitteln, mit denen ein mittlerer
Thiolysierungsgrad (TG; mittlere Anzahl der Thiolgruppen je SAv) von 1 erreicht
wird. In Abbildung 4.15 ist der TG von SAv nach Umsatz mit verschiedenen Mengen
an 2-Iminothiolanhydrochlorid nach der Reaktion und nach 12 Tagen dargestellt.
Wie zu erkennen ist, wird ein TG von 1 bei der kleinsten eingesetzten Menge an
2-Iminothiolanhydrochlorid erhalten. Nach weiteren 12 Tagen wurde die Aktivität der
Thiolgruppen nochmals getestet, wobei diese auf 50 bis 60% zurückging, was auf
Rezyklisierung der Thiolgruppen zurückzuführen ist [18].
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4.2.2 Einfluss der SAv-Funktionalisierung und der NP-Größe
auf spezifische und unspezifische Wechselwirkungen

4.2.2.1 Einfluss der Kopplungsmethoden auf spezifische und unspezifische
Wechselwirkungen

Mit dem Ziel, spezifische und unspezifische Wechselwirkungen der direkt
SAv-funktionalisierten und der SAv-PEG-funktionalisierten NP im Immunoassay
abzuschätzen, erfolgten Untersuchungen an Modellsystemen. Dazu wurden BSA sowie
ein BSA-Biotin-Konjugat in PBS-Puffer an eine MTP adsorbiert. BSA wird beim
heterogenen (Sandwich-)Immunoassay zum Absättigen freier Bindungsstellen nach
der Adsorption des Fängerantikörpers zugegeben. Nach einem Waschschritt, um
ungebundenes BSA sowie BSA-Biotin zu entfernen, wurden C153-gefärbte, 100 nm PS
NP, welche mit SAv einerseits mittels EDC/ sulfo-NHS- (direkte SAv-Funktionalisierung)
und andererseits mittels MAL-Thiol-Kopplung mit einem heterobifunktionellen
PEG-Linker (PEG-Funktionalisierung) funktionalisiert waren, zugegeben. Zur weiteren
Kontrolle wurden beide NP-Sorten in unbehandelte Kavitäten (Kontrollkavitäten),
welche weder BSA noch BSA-Biotin enthielten, gegeben. Im Anschluss wurden nach
einem weiteren Waschschritt, um ungebundene Partikel zu entfernen, der Farbstoff mit
EtOH extrahiert und die resultierende Fluoreszenz gemessen.
Die Signalintensitäten der direkt SAv-funktionalisierten NP aus den Reaktionen
mit den Kontrollkavitäten und den BSA- und BSA-Biotin-behandelten Kavitäten
wurden auf den Wert der direkt SAv-funktionalisierten NP aus der Reaktion mit
der Kontrollkavität normiert (normierte relative Fluoreszenzintensität = 1). Die
Signalintensitäten der SAv-PEG-funktionalisierten NP aus den Reaktionen mit den
Kontrollkavitäten und den BSA- und BSA-Biotin-behandelten Kavitäten wurden auf
den Wert der SAv-PEG-funktionalisierten NP aus der Reaktion mit der Kontrollkavität
normiert (normierte relative Fluoreszenzintensität = 1).
Spezifische Wechselwirkungen der NP sind nur mit den BSA-Biotin behandelten
Kavitäten zu erwarten, da die beiden unterschiedlich SAv-funktionalisierten NP nur
spezifisch an biotinmarkiertes BSA binden können. Bei der Zugabe beider NP-Sorten
in die Kontrollkavitäten bzw. die BSA-behandelten Kavitäten sind demnach keine oder
nur unspezifische Wechselwirkungen zu erwarten.
Wie in Abbildung 4.16 zu erkennen ist, steigt das Signal bei der Wechselwirkung
der direkt SAv-funktionalisierten NP mit BSA gegenüber den Kontrollkavitäten an,
was stärkeren unspezifischen Wechselwirkungen der direkt SAv-funktionalisierten NP
mit adsorbiertem BSA zuzuschreiben ist. Im Vergleich dazu sinkt das Signal der
SAv-PEG-funktionalisierten NP fast auf 0 ab, was auf eine starke Reduktion der
unspezifischen Wechselwirkungen SAv-PEG-funktionalisierter NP durch Adsorption von
BSA zurückzuführen ist. Dies kann den Eigenschaften der PEG-Schicht zugeschrieben
werden (Abschnitt 2.3.1.2), d.h. die Oberfläche der NP wird durch PEG hydrophiler,
was die Adsorption an BSA vermutlich reduziert [178]. Nach der Wechselwirkung
beider NP-Sorten mit BSA-Biotin steigt das Signal wieder an. Dies ist auf die
spezifische Bindung der NP an BSA-Biotin zurückzuführen. Nach der Differenz der
Signale der spezifischen Wechselwirkungen (NP/BSA-Biotin) und der unspezifischen
Wechselwirkungen (NP/BSA) ist das Signal der direkt SAv-funktionalisierten NP
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Abbildung 4.16: Normierte (norm.) relative (rel.) Fluoreszenzintensität (Fluor.-Int.) von
SAv-funktionalisierten, 100 nm PS NP mit (weiße Balken) und ohne PEG (graue Balken)
nach der Wechselwirkung mit unbehandelten, BSA- und BSA-Biotin-behandelten
Kavitäten einer MTP. Die Messwerte der NP mit und ohne PEG aus den Reaktionen
mit den unbehandelten, BSA- und BSA-Biotin-behandelten Kavitäten wurden auf die
jeweiligen Werte der NP mit und ohne PEG aus den Reaktionen mit den unbehandelten
Kavitäten normiert. Die angegebenen Fehlerbalken (Standardabweichungen) wurden aus
drei unabhängigen Messungen berechnet.

doppelt so hoch wie das der SAv-PEG-funktionalisierten NP, was auf eine bessere
Anbindung der direkt SAv-funktionalisierten NP an BSA-Biotin schließen lässt. Ggf.
ist das Signal auch etwas höher, da trotz identischer Beladungsprozedur die direkt
SAv-funktionalisierten NP ca. 10 % mehr Farbstoffmoleküle tragen (Tabelle 4.4).
Zugleich ist für die PEGylierten NP das Signal-zu-Hintergrund-Verhältnis besser, was
auch ein nicht zu vernachlässigender Parameter für die Sensitivität eines Immunoassays
ist.
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass bei der Verwendung direkt
SAv-funktionalisierter NP im Modellassay das Untergrundsignal durch unspezifische
Wechselwirkungen höher ist und PEGylierte NP ein geringeres Untergrundsignal
aufgrund geringerer unspezifischer Wechselwirkungen erzeugen. Gleichzeitig könnte
jedoch die Signalintensität der direkt funktionalisierten NP durch eine bessere
Anbindung der NP an biotinylierte Detektionsantikörper höher sein.
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4.2.2.2 Einfluss der NP-Größe auf spezifische und unspezifische
Wechselwirkungen

Mit dem Ziel, den Einfluss der NP-Größe auf spezifische und unspezifische
Wechselwirkungen im Immunoassay abzuschätzen, erfolgten weitere Untersuchungen
an dem aus Abschnitt 4.2.2.1 verwendeten Modellsystemen (Abbildung 4.17). Dazu
wurde BSA sowie BSA-Biotin in PBS-Puffer an eine MTP adsorbiert. Nach einem
Waschgang, um nicht adsorbiertes BSA sowie BSA-Biotin zu entfernen, wurden
einerseits direkt SAv-funktionalisierte, C153-beladene (cBeladung = 10 mM), 100 (weiß
schraffierte Balken) und 500 nm (grau schraffierte Balken) PS NP und andererseits zur
Kontrolle (Kontrollproben) C153-beladene (cBeladung = 10 mM), 100 (weiße Balken)
und 500 nm (graue Balken) PS NP, welche nicht mit SAv funktionalisiert waren,
zugegeben. Zur weiteren Kontrolle wurden alle vier NP-Sorten in unbehandelte
Kavitäten (Kontrollkavitäten), welche weder BSA noch BSA-Biotin enthielten, gegeben.
Im Anschluss wurden nach einem weiteren Waschschritt, um ungebundene Partikel
zu entfernen, der Farbstoff mit EtOH extrahiert und die resultierende Fluoreszenz
gemessen.
Die Signalintensitäten der unfunktionalisierten und SAv-funktionalisierten
100 nm NP aus den Reaktionen mit den Kontrollkavitäten und den BSA- und
BSA-Biotin-behandelten Kavitäten wurden auf den Wert der unfunktionalisierten
100 nm NP aus der Reaktion mit der Kontrollkavität normiert (normierte relative
Fluoreszenzintensität = 1). Die Signalintensitäten der unfunktionalisierten und
SAv-funktionalisierten 500 nm NP aus den Reaktionen mit den Kontrollkavitäten
und den BSA- und BSA-Biotin-behandelten Kavitäten wurden auf den Wert der
unfunktionalisierten 500 nm NP aus der Reaktion mit der Kontrollkavität normiert
(normierte relative Fluoreszenzintensität = 1).
Spezifische Wechselwirkungen sind nur für die SAv-funktionalisierten 100 und
500 nm NP mit den BSA-Biotin behandelten Kavitäten zu erwarten, da die
SAv-funktionalisierten NP nur spezifisch an biotinmarkiertes BSA binden können.
Bei der Zugabe der SAv-funktionalisierten 100 und 500 nm NP in die Kontrollkavitäten
bzw. die BSA-behandelten Kavitäten sind demnach keine oder nur unspezifische
Wechselwirkungen zu erwarten. Für die unfunktionalisierten 100 und 500 nm NP sind
für alle Kavitäten keine oder nur unspezifische Wechselwirkungen zu erwarten.
Das Signal für die 100 und 500 nm NP ohne SAv (Abbildung 4.17, weiß und graue
unschraffierte Balken) in Abwesenheit und Gegenwart von BSA bzw. BSA-Biotin ist
gleich hoch. Daraus lässt sich ableiten, dass BSA keinen Einfluss auf unspezifische
Adsorption der nicht-SAv-funktionalisierten PS NP mit der MTP hat. Durch das
Anbinden von SAv an 100 oder 500 nm PS NP (weiß bzw. graue schraffierte Balken)
kommt es im Vergleich zu den Kontrollproben zu einer Abnahme der Signalintensität in
den Kontrollkavitäten, was einer Abnahme unspezifischer Wechselwirkungen entspricht.
Die unspezifische Wechselwirkung von SAv-funktionalisierten 100 oder 500 nm NP mit
BSA-behandelten Kavitäten ist gegenüber den unspezifischen Wechselwirkungen der
Kontrollproben ohne SAv auch etwas geringer. Gleichzeitig steigen die unspezifischen
Wechselwirkungen der SAv-funktionalisierten NP im Vergleich zu den gleichen Proben
in unbehandelten Kavitäten an, was auch bereits in Abschnitt 4.2.2.1 zu beobachten
war. Scheinbar sind die Wechselwirkungen zwischen SAv und BSA stärker als zwischen
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Abbildung 4.17: Normierte (norm.) relative (rel.) Fluoreszenzintensität (Fluor.-Int.)
von unfunktionalisierten (unschraffierte Balken)und direkt SAv-funktionalisierten
(schraffierte Balken), C153-beladenen (10 mM), 100 (weiße Balken) und 500 nm
(graue Balken) PS NP nach der Wechselwirkung mit unbehandelten, BSA- und
BSA-Biotin-behandelten Kavitäten einer MTP. Die Messwerte beider 100 nm NP-Sorten
wurden auf den Messwert der unfunktionalisierten 100 nm NP in der Kontrollkavität
und die Messwerte beider 500 nm NP-Sorten wurden auf den Messwert der
unfunktionalisierten 100 nm NP in der Kontrollkavität normiert. Die angegebenen
Fehlerbalken (Standardabweichungen) wurden aus drei unabhängigen Messungen
berechnet.

SAv und der MTP.
Beim Vergleich der SAv-funktionalisierten 100 oder 500 nm NP ist das Signal der
500 nm NP geringer als das der 100 nm NP, was auf eine geringere unspezifische
Wechselwirkung der 500 nm NP hinweist. Die 500 nm NP sind zu ca. 40 % mit SAv
bedeckt, während die 100 nm NP nur zu ca. 4 % mit SAv bedeckt sind (Tabelle 4.5
und im Anhang Tabelle 7.6). Anscheinend reduziert ein hoher SAv-Bedeckungsgrad
unspezifische Wechselwirkungen.
Die Signalintensitäten der SAv-funktionalisierten, 100 nm PS NP mit
BSA-Biotin-behandelten Kavitäten ist fast dreimal stärker gegenüber den
Signalintensitäten der nur mit BSA-behandelten Kavitäten. Die höhere Signalintensität
resultiert demnach zu ca. 60 % aus der spezifischen Wechselwirkung von SAv mit Biotin,
während 40 % des Signals von unspezifischen Wechselwirkungen herrührt. Die Signale
der 500 nm, SAv-funktionalisierten PS NP in BSA-Biotin-behandelten Kavitäten ist fast
identisch mit denen der gleichen Partikel in BSA-behandelten Kavitäten, was auf keine
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bzw. sehr geringe spezifische Wechselwirkungen schließen lässt. Die geringe spezifische
Bindung der SAv-funktionalisierten 500 nm NP an biotinmarkiertes BSA ist vermutlich
auf eine sterische Hinderung zurückzuführen.
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die Größe der verwendeten NP einen
Einfluss auf die spezifische Anbindung der NP an biotinmarkiertes BSA besitzt.
Demnach binden die kleineren SAv-funktionalisierten 100 nm NP besser, wohingegen
die großen SAv-funktionalisierten 500 nm NP nur unspezifisch an die MTP adsorbieren.

4.2.3 Streptavidin-Quantifizierung

Die Menge an partikelgebundenem SAv kann mittels BCA- und Biotin-FITC-Assay
untersucht werden. Dabei gibt der BCA-Assay die Gesamtmenge an Protein an
(Abschnitt 2.3.2.1), ohne eine Aussage über die Funktionalität von SAv zu treffen,
während die Biotin-FITC-Titration eine Aussage darüber trifft, ob und wie viel SAv
funktional ist (Abschnitt 2.3.2.2). Voraussetzung für diese Aussage ist die Bindung eines
Moleküls in die Bindungstasche eines Proteins. Durch die Biotin-SAv-Wechselwirkung
ist das für SAv möglich, bei anderen Proteinen ist es jedoch eher schwierig, einen
Funktionalitätstest durchzuführen. Sofern alle Bindungstaschen funktional sind, kann
SAv 4 Biotinmoleküle binden.
Oftmals wird in vielen Publikationen nur das ungebundene SAv im Überstand
quantifiziert und die Differenz zur eingesetzten Menge als gebundenes SAv angenommen.
Diese Methode hat den Nachteil, dass sie keine Aussage darüber trifft, ob das
gebundene SAv noch funktional ist bzw. kann sie nur angewandt werden, solange der
Überstand vermessen werden kann. Im folgenden Abschnitt sollen beide Methoden zur
Quantifizierung von partikelgebundenem SAv durch die Bestimmung der Massenbilanz
überprüft und miteinander verglichen werden.
Da beide Assays ursprünglich für SAv-Lösungen entwickelt wurden, wurden die Assays
auf mögliche Störeinflüsse durch die Partikelmatrix, Partikelstreuung und weitere
Additive wie z.B. Farbstoffe untersucht.

4.2.3.1 BCA-Assay

Einfluss der Partikelstreuung auf die photometrische SAv-Quantifizierung
im BCA-Assay. Nach Empfehlungen des Herstellers ist der BCA-Assay am besten
geeignet für reine Proteinlösungen. Beim Quantifizieren von partikelgebundenem
SAv, kommt es bei der Absorptionsmessung zu einem hohen Untergrundsignal durch
die Partikelstreuung (Abbildung 4.18 (a), schwarze gestrichelte Linie). Gerade bei
NP-Proben mit geringen Mengen an gebundenem SAv überdeckt die NP-Streuung das
durch das Protein hervorgerufene Messsignal und führt zu hohen Messunsicherheiten.
Daher ist es erforderlich, entweder das Signal um den Streuuntergrund zu korrigieren,
was durch eine Absorptionsmessung derselben Probe bei gleichen Messbedingungen in
Wasser oder die Messung der Probe zu Reaktionsbeginn (t = 0) bedingt geschehen
kann. Nachteilig hierbei ist die Notwendigkeit des Voraussetzens einer Referenzprobe
mit der exakt gleichen Konzentration in Wasser, außerdem trägt der nicht reduzierte
Kupfer(II)-BCA-Komplex ebenfalls zur Absorption bei (4.18 (a), schwarze durchgezogene
Linie).
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Ein anderer Ansatz ist das Abtrennen der NP vor der Absorptionsmessung durch
Zentrifugation und anschließendem Messen des Absorptionsspektrums des Überstandes.
Da jedoch der BCA-Assay fortlaufend ist (keine Endpunktreaktion) und nicht vor
dem Abtrennen gestoppt werden kann, muss der zeitliche Einfluss der Zentrifugation
berücksichtigt werden. Eine kurze Zentrifugationszeit kann das Problem umgehen.
Große NP wie 500 nm PS NP können in 7 min bei hohen rcf-Werten (16.000 - 22.000 g)
abzentrifugiert werden. Bei kleineren 100 nm PS NP dauert die Zentrifugation 45 min
bis zur vollständigen Sedimentation. Um mögliche Einflüsse so gering wie möglich zu
halten, können die Partikel abgetrennt werden, nachdem das Absorptionssignal des
BCA-Assays nicht mehr signifikant ansteigt. In Abbildung 4.18 (b) wurden verschiedene
Konzentrationen an SAv im BCA-Assay vermessen und zu verschiedenen Zeitpunkten
das Absorptionssignal bei einer Wellenlänge von 562 nm detektiert. Die Absorption
steigt bei jeder Konzentration während der Reaktion innerhalb der ersten 75 min steil
an und flacht anschließend ab. Ab 150 min wird ein geringerer, gleichmäßiger Anstieg
des Absorptionssignals beobachtet, wobei das Absorptionssignal innerhalb von 15 min
um 3 % ansteigt. Generell wurde eine Reaktionszeit des BCA-Assays von 240 min nach
Herstellerempfehlung gewählt.
Der mögliche Zentrifugationseinfluss und die zeitliche Verzögerung der
Absorptionsmessung kann bei einer Zentrifugationszeit von 7 min für die 500 nm
PS NP vernachlässigt werden. Daher wurde der BCA-Assay 240 min lang für die 500 nm
PS NP durchgeführt und anschließend die NP abzentrifugiert. Die Zentrifugationsdauer
von 45 min für die 100 nm PS NP nach dem BCA-Assays mit einer Reaktionszeit
von 240 min führt zu einem Anstieg des Absorptionssignals von 9 %, was zu einer
Überbestimmung führt. Um die zeitliche Verzögerung und den möglichen Einfluss der
Zentrifugation zu verringern, wurde die Reaktionszeit auf 210 min verkürzt und die
Proben vor der Detektion für 45 min zentrifugiert (siehe Abbildung 4.23).

Einfluss der Partikelmatrix auf die SAv-Quantifizierung im BCA-Assay. Die
NP-Matrix kann ebenfalls mit dem Kupfer(II)-BCA-Komplex reagieren. Ggf. sind in
der NP-Matrix noch synthesebedingte Rückstände zu finden. In Abbildung 4.18 (a) ist
der Einfluss der Matrix der verwendeten carboxy- und aminofunktionalisierten, 100 nm
PS NP vor bzw. nach dem Waschen und Abzentrifugieren der NP dargestellt. Der
Zuwachs des Absorptionssignals der carboxyfunktionalisierten 100 nm und 500 nm PS NP
(siehe Anhang Abbildung 7.4) gegenüber der Absorption des Kupfer(II)-BCA-Komplexes
(Abbildung 4.18 (a), schwarze durchgezogene Linie) liegt bei 0,01 bis 0,06 und
ist somit vernachlässigbar. Dieses Absorptionssignal kann von der Reaktion der
NP-Matrix mit dem Kupfer(II)-BCA-Komplex herrühren. Allerdings reagiert der
Komplex nach Herstellerangaben ebenso mit der Umgebungsluft, was zu einem Anstieg
des Absorptionssignals führt. Der Zuwachs der gewaschenen, aminofunktionalisierten,
100 nm PS NP liegt bei 0,19 und ist auf die NP-Matrix zurückzuführen (Abbildung
4.18 (a)). Durch Herstellerinformationen ist bekannt, dass die Aminogruppen durch
Umfunktionalisierung vorheriger Carboxygruppen von carboxyfunktionalisierten PS NP
unter Bildung einer Amidbindung hergestellt wurden. Da Peptidbindungen partiell für
die Reaktivität von Proteinen im BCA-Assay verantwortlich sind, kann das erhöhte
Absorptionssignal dem Vorliegen von Amidbindungen zugeschrieben werden. Demnach
kann es zu einer Überbestimmung von SAv an aminofunktionalisierten PS NP beim
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(a) (b)

Abbildung 4.18: (a) Absorptionsspektren des Kupfer(II)- bzw.
Kupfer(I)-BCA-Komplexes nach der Reaktion mit ungewaschenen (rot) und gewaschenen
amino- (grün) und carboxyfunktionalisierter (blau), ungefärbten, 100 nm PS NP vor
(schwarze gestrichelte Linie; carboxylierte, 100 nm PS NP) und nach (durchgezogene
Linien) dem Zentrifugieren der NP. (b) Zeitabhängige Absorptionsmessung des
Kupfer(I)-BCA-Komplexes bei Reaktion mit SAv im BCA-Assay bei verschiedenen
SAv-Konzentrationen bei einer Wellenlänge von 562 nm.

BCA-Assay kommen, gerade wenn es sich um solche unfunktionalisierten NP handelt.

Kreuzreaktionen von Additiven bei der SAv-Quantifizierung. Weiterhin
können verschiedene Additive den Kupfer(II)-BCA-Komplex reduzieren, wodurch es zu
einer Überbestimmung von SAv kommen kann. Nach eigenen Untersuchungen sowie auch
nach den Herstellerangaben konnten keine Kreuzreaktionen mit dem eingesetzten MES-
und Phosphatpuffer, dem teilweise verwendeten Tween 20 und mit Maleimid (MAL)
nachgewiesen werden [179–181]. Dagegen zeigten NHS, sulfo-NHS und NHS-PEG-MAL
als einzelne Substanzen im BCA-Assay einen deutlichen Anstieg des Absorptionssignals
[21, 22]. Durch mehrmaliges Waschen während der Partikelpräparation können
additive und emulsionspolymerisationsbedingte Rückstände entfernt werden und eine
Überbestimmung ausgeschlossen werden. In Abbildung 4.18 (a) ist die Absorption nach
der Reaktion von aminofunktionalisierten 100 nm PS NP mit dem BCA-Assay und
anschließender Zentrifugation vor (rot) und nach (grün) dem Waschen dargestellt. Nach
dem Waschen ist die Absorption der NP um 60 % reduziert. Die Erhöhung der Absorption
durch ungewaschene, carboxyfunktionalisierte 100 nm PS NP liegt bei 0,05 und ist
vernachlässigbar.
Aus den vorliegenden Ergebnissen kann geschlossen werden, dass die im BCA-Assay
eingesetzten NP-Protein-Konjugate sehr gut aufgereinigt werden müssen, um
unerwünschte Kreuzreaktionen und eine daraus resultierende Überbestimmung von SAv
auszuschließen. Zudem sollte jede Substanz, welche im BCA-Assay neben dem Protein
eingesetzt wird, auf potentielle Kreuzreaktivitäten mit diesem Assay untersucht werden.
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Abbildung 4.19: Absorptionsspektren des Kupfer(I)-BCA-Komplexes nach der Reaktion
mit C153-, TPP- und Nilrot-gefärbten, carboxyfunktionalisierten, 100 nm PS NP im
BCA-Assay.

Einfluss von Farbstoffen auf die SAv-Quantifizierung. Um die Reaktivität der
Farbstoffe im BCA-Assay zu untersuchen, wurden carboxylierte, 100 nm PS NP, beladen
mit C153, TPP oder NR, im BCA-Assay eingesetzt und vor der Absorptionsmessung
abzentrifugiert. In Abbildung 4.18 ist deutlich das Anwachsen des Absorptionssignals
bei 562 nm um 0,66 für C153-gefärbte NP (rot) zu erkennen. TPP (blau) und NR
(grün) zeigen dagegen ein geringeres Anwachsen des Absorptionssignals um 0,13 bzw.
0,23. Möglicherweise stammt die Zunahme der Absorption von freigesetztem Farbstoff,
welcher nur an der Oberfläche der NP absorbiert war. Einen Hinweis darauf könnte
das Absorptionsspektrum des Kupfer(I)-BCA-Komplexes (Abbildung 4.19) geben. Für
die NR-beladenen NP ist das Absorptionsspektrum etwas ins Blaue verschoben und für
die TPP-beladenen NP ist eine strukturelle Veränderung des Absorptionsspektrums zu
erkennen. Hierbei könnte es sich um einen zusätzlichen Absorptionsbeitrag der Farbstoffe
handeln.
Um die Überbestimmung von SAv an C153-gefärbten PS NP weiter zu untersuchen,
wurden carboxylierte, 100 nm PS NP mit verschiedenen Mengen C153 (0,5;1;2;10 mM)
beladen und mit SAv funktionalisiert. Wie in Abbildung 4.20 gezeigt ist, steigt die Summe
des im Überstand und am NP gefundenen SAv mit steigender C153-Menge über 100 % an.
Bei Beladungskonzentrationen von 2 sowie 10 mM wurde ca. 10 % mehr SAv gefunden.
Aus diesen Ergebnissen kann demnach geschlossen werden, dass einige Farbstoffe zu einer
Überbestimmung von SAv beim BCA-Assay führen können. Im Fall des verwendeten
C153 liegt die Überbestimmung an SAv bei ca. 10 %.
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Abbildung 4.20: Massenbilanzen und Kopplungseffizienzen von SAv gebunden
an unbeladene und C153-gefärbte (Konzentrationsangabe der Beladungslösung),
carboxylierte, 100 nm PS NP, die mittels BCA-Assay gemessen wurden. Die angegebenen
Fehlerbalken (Standardabweichungen) wurden aus drei unabhängigen Messungen
berechnet.

4.2.3.2 Biotin-FITC-Titration

Einfluss von NP und Farbstoffen auf die SAv-Quantifizierung in
der Biotin-FITC-Titration. Die Biotin-FITC-Titration reagiert selektiv auf
biotinbindende Proteine wie SAv. Auch hier werden mögliche Störeinflüsse durch die
Partikelmatrix und Farbstoffe untersucht. In Abbildung 4.21 (a) sind verschiedene
Biotin-FITC-Titrationen dargestellt, in denen Biotin-4-Fluorescein (B4F) mit und ohne
SAv, jeweils in Abwesenheit und Gegenwart von carboxylierten, C153-gefärbten, 100 nm
PS NP titriert wurde. Durch die Zugabe von SAv wird die Emission von B4F bis zur
Sättigung aller SAv-Bindungstaschen gelöscht. Anschließend steigt das Fluoreszenzsignal
linear an, was dem Anstieg von frei in Lösung befindlichem B4F entspricht. Anhand des
Knickpunktes kann die Menge an verbrauchtem B4F bestimmt werden und daraus die
Menge an eingesetztem SAv.
Die Fluoreszenzintensität steigt ohne SAv in Abhängigkeit der zugegebenen B4F-Menge
linear in Abwesenheit und Gegenwart der NP jeweils gleich an, d.h. dass weder die
NP noch der Farbstoff einen Einfluss auf den linearen Anstieg besitzen. Der erhöhte
Untergrund ist auf die spektrale Überlagerung der Absorptions- und Emissionsbanden
von B4F und C153 (Abbildung 4.22 (a)) zurückzuführen. Beide Farbstoffe lassen
sich im Absorptionsmaximum von B4F bei λ = 485 nm anregen und emittieren im
Spektralbereich der B4F-Emission.
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(a) Partikeleinfluss (b) Farbstoffeinfluss

Abbildung 4.21: (a) Biotin-FITC-Titration mit (Quadrate) und ohne SAv (Kreise)
in jeweils Abwesenheit (schwarze Symbole) und Gegenwart (weiße Symbole) von
carboxylierten, C153-gefärbten, 100 nm PS NP in Phosphatpuffer (100 mM).
Die Menge an zugegebenen SAv war jeweils gleich. (b) Biotin-FITC-Titration
von SAv-funktionalisierten, gefärbten, 100 nm PS NP (carboxyfunktionalisiert). Als
Farbstoffe wurden C153 (schwarze Quadrate), TPP (weiße Quadrate), Nilrot (schwarze
Kreise) und F305 (weiße Kreise) verwendet.

Nach Zugabe von SAv ist zu sehen, dass die zugegebenen Partikel sowie C153 keinen
Einfluss auf die Lage des Knickpunktes besitzen und in den Versuchen ohne und mit
C153-beladene NP identische Mengen an SAv bestimmt werden konnten.
Neben C153-beladenen Partikeln wurden weitere Farbstoffe, unter anderem Nilrot,
Lumogen R© F305 und TPP, untersucht. Die Absorptionsbanden dieser Farbstoffe
überlagern sich spektral mit der Emissionsbande von B4F (Abbildung 4.22 (b)-(c)),
wodurch es zu Reabsorption des von B4F emittierten Lichtes bei λ = 525 nm kommen
kann. Dadurch kann es zu einem flacheren linearen Anstieg des Fluoreszenzsignals von
ungebundenem B4F kommen. In Abbildung 4.21 (b) sind die Titrationskurven von
partikelgebundenem-SAv an NR-, F305- und TPP-beladenen 100 nm PS NP (EDC/
sulfo-NHS-Kopplung) gezeigt, bei denen eine kleinerer linearer Anstieg zu sehen ist.
Durch den flacheren Anstieg kann es ggf. zur Unterbestimmung von SAv kommen. Die
C153-beladenen NP dagegen zeigen dagegen nur einen höheren Signaluntergrund, jedoch
kein Abflachen des Anstiegs. Jedoch ist dieser Fehler trotz der unterschiedlichen Anstiege
vernachlässigbar, da der Knickpunkt durch den Reabsorptionseffekt nur geringfügig
verschoben wird.
Die Biotin-FITC-Titration wird durch Partikelstreuung oder spektrale Interferenzen mit
Kodierungsfarbstoffen nicht beeinträchtigt und ist daher gut für die Quantifizierung von
SAv verwendbar.

4.2.3.3 Methodenvergleich und Massenbilanz

Zum Vergleich des BCA- und Biotin-FITC-Assays wurden ungefärbte, carboxylierte,
100 nm PS NP via EDC/ sulfo-NHS-Ester-Kopplung und ungefärbte, aminierte 100 nm
PS NP via MAL-Thiol-Kopplung mit SAv funktionalisiert und im Anschluss mit
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(a) B4F - C153 (b) B4F - F305

(c) B4F - NR (d) B4F - TPP

Abbildung 4.22: Normierte Absorptions- und Emissionsspektren von B4F und der
Farbstoffe (a) C153, (b) Lumogen R© F305, (c) Nilrot und (d) TPP.

dem BCA-Assay und der Biotin-FITC-Titration die Menge an partikelgebundenem
und ungebundenem SAv im Überstand bestimmt. Aus dem Vergleich der bekannten
eingesetzten Menge an SAv mit der Summe des gebundenen und ungebundenen
SAv (Massenbilanz) lassen sich Rückschlüsse auf die Richtigkeit der Ergebnisse und
Anwendbarkeit des Nachweises ziehen.
Während der BCA-Assay die totale Menge an SAv ermittelt (Abschnitt 2.3.2.1), gibt
die Biotin-FITC-Titration die Menge an funktionellem SAv an (Abschnitt 2.3.2.2).
Soweit keine Biotin-Bindungstaschen von SAv durch partielle Proteindenaturierung oder
durch sterische Hinderung unzugänglich sind, kann über die Menge an verbrauchtem
Biotin-FITC mit Hilfe des Stöchiometriefaktors von 4 die insgesamt vorhandene
Menge an funktionalem SAv berechnet werden. Kann eine Bindungstasche kein
Biotin aufnehmen, reduziert sich folglich der Stöchiometriefaktor, was zu einer
Unterbestimmung der gesamten Menge an SAv führt. Nach Herstellerangaben sind
alle Bindungstaschen des eingesetzten SAv aktiv. Zudem wurde das SAv vor der
Biokonjugation mittels BCA-Assay und Biotin-FITC-Titration quantifiziert, was zu
identischen Mengen an SAv führte. Daher soll davon ausgegangen werden, dass
nicht-reagiertes SAv im Überstand nach der SAv-Funktionalisierung zu 100 % funktional
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Abbildung 4.23: Kopplungseffizienzen von SAv gebunden an ungefärbte 100 nm
PS NP mittels EDC/ sulfo-NHS-Ester-Chemie (direkt gebunden) und mittels
PEG-Linker (PEGylieret) und die zugehörigen Massenbilanzen. Die SAv-Quantifizierung
von partikelgebundenem und ungebundenem SAv im Überstand wurde mit
Hilfe des BCA- Biotin-FITC-Assay durchgeführt. Die angegebenen Fehlerbalken
(Standardabweichungen) wurden aus drei unabhängigen Messungen berechnet.

ist, d.h. alle Bindungstaschen sind für Biotin-FITC zugänglich, und somit wird die
Berechnung der totalen Menge des nicht gebundenen SAv mit dem Stöchiometriefaktor
4 durchgeführt.
In Abbildung 4.23 ist zu erkennen, dass der BCA- und Biotin-FITC-Assay vergleichbare
Werte liefern. Das bedeutet, dass fast alles NP-gebundene SAv auch funktional ist.
Für die direkte Kopplung von SAv entspricht die Menge an wiedergefundenem SAv
(dunkelgraue Balken) im Rahmen der Messunsicherheiten der eingesetzten Menge an
SAv (Massenbilanz = 100 %). Für die Kopplung über den PEG-Linker wurde ca 10 %
weniger SAv mit beiden Methoden gefunden.
Aus den vorliegenden Ergebnissen kann trotz einer Abweichung von 10 %
für PEG-gekoppeltes SAv geschlossen werden, dass beide Methoden für die
SAv-Quantifizierung an NP geeignet sind.

4.2.3.4 Einfluss der Farbstoffe auf die SAv-Kopplung und die
SAv-Funktionalität

Für die Anwendung in photo- und fluometrischen Immunoassays müssen die NP mit
Farbstoffen beladen werden. Farbstoffe können einen Einfluss auf die Kopplungseffizienz
und die SAv-Funktionalität besitzen, die im Folgenden untersucht wurden.
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Einfluss von Farbstoffen auf die SAv-Kopplung. Um den Einfluss der
Farbstoffe auf die SAv-Kopplung zu untersuchen, wurden unbeladene, C153-
(10 mM) und TPP-gefärbte (2 mM), 100 nm PS NP mit SAv via EDC/
sulfo-NHS- und MAL-PEG-Thiol-Kopplung funktionalisiert und anschließend SAv
mittels BCA- und Biotin-FITC-Assay quantifiziert. In Tabelle 4.5 sind die bestimmten
Kopplungseffizienzen, die mittlere Anzahl an gebundenen SAv je NP sowie die
zugehörigen Messunsicherheiten gezeigt, welche im Anhang in Abbildung 7.6 noch einmal
grafisch dargestellt sind.

Tabelle 4.5: Mittels BCA- und Biotin-FITC-Titration gemessene Kopplungseffizienzen
(KE) und mittlere Anzahl gebundener SAv je NP (SAv/NP). Die angegebenen Fehler
(Standardabweichungen) wurden aus drei unabhängigen Messungen berechnet.

Farbstoff- PEG KE [%] KE [%] SAv/NP SAv/NP

beladung BCA Biotin-FITC BCA Biotin-FITC

unbeladen nein 33±3 26±2 48±4 39±3

TPP (2 mM) nein 45±4 3±1 66±5 4±2

C153 (10 mM) nein 57±5 48±6 84±8 71±8

unbeladen PEG 33±3 35±5 89±7 96±15

TPP (2 mM) PEG 37±3 21±3 100±8 57±9

C153 (10 mM) PEG 40±3 30±4 109±9 81±11

Wie aus Tabelle 4.5 folgt, konnte die Kopplungseffizienz und die Menge an direkt
gebundenem SAv durch das Beladen der NP mit Farbstoffen gesteigert werden. Eine
mögliche Erklärung könnte die Zunahme der Hydrophobizität der PS NP durch
das Beladen mit hydrophoben Farbstoffen sein. Dadurch nehmen die attraktiven
Wechselwirkungen zwischen den NP und SAv zu [20, 178]. Wird dagegen die Oberfläche
der NP durch PEG abgeschirmt, ist die attraktive Wechselwirkung zwischen der
NP-Oberfläche und SAv geringer und der Effekt ist kleiner [20,117].
Beim Vergleich der Ergebnisse des BCA-Assays und der Biotin-FITC-Titration wird
bis zu 20 % weniger SAv mit der Biotin-FITC-Titration an der NP-Oberfläche
von unbeladenen und C153-beladenen, 100 nm PS NP gefunden, welche direkt
mit SAv- und mit SAv-PEG-funktionalisiert waren. Dies liegt ggf. an einer
eingeschränkten Zugänglichkeit bzw. Funktionalität von SAv. Für TPP-beladene
NP ist der Unterschied der gefundenen SAv Mengen weitaus größer. Hier wurden
gegenüber der Biotin-FITC-Titration mittels BCA-Assay ca. 90 % mehr SAv für
direkt SAv-funktionalisierte und 40 % mehr SAv für SAv-PEG-funktionalisierte NP
an der NP-Oberfläche gefunden. Dies lässt vermuten, dass die Zugänglichkeit bzw. die
Funktionalität von SAv an TPP-beladenen NP viel geringer ist. Da die Farbstoffe nach
der Beladung der NP auch an der Oberfläche der NP adsorbiert sein können, können die
adsorbierten Farbstoffe mit SAv wechselwirken.
Diese Kopplungsuntersuchungen zeigen, dass Kodierungsfarbstoffe prinzipiell die
Kopplungsreaktion und insbesondere die Proteinfunktionalität beeinflussen können.
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(a) THF-Einfluss (b) Farbstoffeinfluss

Abbildung 4.24: Biotin-FITC-Titration von 100 nm PS NP, welche mittels EDC/
sulfo-NHS-Kopplung mit SAv funktionalisiert und anschließend mit (a) THF behandelt
und (b) mit Farbstoff-THF-Lösungen verschiedener Farbstoffkonzentrationen gefärbt
wurden. Die gestrichelte Linie kennzeichnet die Menge an SAv-gebundenem B4F nach
der Zugabe von THF.

Generell sollten bei der Kopplung von Proteinen zwei unterschiedliche Methoden zur
Proteinquantifizierung, sofern vorhanden, angewandt werden.

Einfluss der Farbstoffe auf die SAv-Funktionalität. Der Einfluss von Farbstoffen
auf die Funktionalität von SAv wurde daraufhin genauer untersucht. Aufgrund der
sehr geringen Löslichkeit der Farbstoffe im wässrigen Medium konnten SAv in
Gegenwart der verwendeten Farbstoffe nicht mit B4F titriert und so eine mögliche
Wechselwirkung zwischen SAv und den Farbstoffen untersucht werden. Daher wurde SAv
an ungefärbte, carboxylierte, 100 nm PS NP gebunden und die Menge an SAv mittels
Biotin-FITC-Titration bestimmt. Anschließend wurden die SAv-funktionalisierten NP
mit Farbstoff beladen und die Menge an noch funktionalem SAv bestimmt. Zur Kontrolle,
um den Einfluss des Quelllösungsmittels zu bestimmen, wurde eine Probe nur mit dem
Quelllösungsmittelgemisch ohne Farbstoff behandelt.
In Abbildung 4.24 (a) ist die Biotin-FITC-Titration von SAv-funktionalisierten,
ungefärbten, 100 nm PS NP vor und nach der Zugabe des Quelllösungsmittels dargestellt.
Es ist deutlich zu erkennen, dass der Knickpunkt nach der Behandlung mit THF
zu kleineren B4F-Mengen verschoben ist und somit weniger B4F an SAv gebunden
hat. Durch den Einfluss des organischen Lösungsmittels (THF) kommt es partiell zu
Proteindenaturierung [182].
In Abbildung 4.24 (b) sind Biotin-FITC-Titrationen der SAv-funktionalisierten NP,
welche erst nach SAv-Funktionalisierung mit C153 (10 mM), TPP (2 mM), NR
(2 mM) und F305 (10 mM) beladen wurden, dargestellt. Der Farbstoffeinfluss auf die
SAv-Funktionalität kann bei C153, NR und F305 vernachlässigt werden. Als einziger
Farbstoff beeinflusst TPP die Funktionalität von SAv stärker als THF. Dies könnte ggf.
an einer Wechselwirkung von TPP mit SAv liegen, die zur Denaturierung von SAv führt.
Untersuchungen an mit verschiedenen TPP-Mengen beladenen, direkt
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SAv-funktionalisierten, 100 nm PS NP zeigen, dass die Massenbilanz mit steigender
TPP-Menge (Abbildung 4.25) abnimmt. Dabei wird deutlich, dass gebundenes SAv
schon bei der kleinsten Beladungsmenge nicht mehr quantitativ nachgewiesen werden
kann. Dagegen konnte mittels BCA-Assay die SAv-Anbindung an der Oberfläche der
NP nachgewiesen werden (siehe Anhang Abbildung 7.5). Durch die Funktionalisierung
TPP-beladener NP mit PEG kann die Wechselwirkung zwischen TPP und gebundenem
SAv stark reduziert werden. Dies folgt aus der Bestimmung der Massenbilanzen und
Kopplungseffizienzen mittels Biotin-FITC- (Abbildung 4.25) und BCA-Assay (siehe
Anhang Abbildung 7.5) von SAv-PEG-funktionalisierten, TPP-beladenen, 100 nm PS
NP.

Abbildung 4.25: Massenbilanzen von SAv, gebunden an unbeladene und
TPP-gefärbte, carboxylierte und aminierte (PEG), 100 nm PS NP, die mittels
Bitoin-FITC-Titration bestimmt wurden. Die angegebenen Konzentrationen entsprechen
der Farbstoffkonzentration der Beladungslösungen. Die angegebenen Fehlerbalken
(Standardabweichungen) wurden aus drei unabhängigen Messungen berechnet.

Diese Ergebnisse zeigen, dass farbstoffspezifische Einflüsse zu einem Verlust an
SAv-Funktionalität führen können. Dies kann insbesondere problematisch bei
farbstoffdotierten Partikeln sein, wo es keine Angaben zum verwendeten Farbstoff gibt.
Solche Farbstoff-Protein-Wechselwirkungen können, wie im Fall von TPP gezeigt, durch
eine PEG-Funktionalisierung abgeschirmt werden.
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4.3 CRP-Immunoassays mit Nanopartikel-Labeln

Anschließend werden die hergestellten NP in einem Sandwich-ELISA für den
Nachweis des Enzündungsmarkers C-reaktives Protein (CRP) eingesetzt und bezogen
auf ihre Leistung im Immunoassay verglichen. Dabei werden Einflussfaktoren
wie Detektionsmethode, NP-Größe, Farbstoffbeladung, SAv-Funktionalisierung und
verwendete Farbstoffe systematisch untersucht.

4.3.1 Aufbau des CRP-Immunoassays

In einem ersten Schritt wurde der Fängerantikörper auf der MTP immobilisiert,
anschließend wurden freie Bindungsstellen mit BSA bedeckt, danach CRP gebunden,
im Anschluss der biotinylierte Detektionsantikörper gebunden und im letzten Schritt
das HRP-SAv-Konjugat gekoppelt, bevor das Absorptionssignal nach TMB-Zugabe und
Abstoppen mit H2SO4 detektiert wurde (siehe Abschnitt 3.5). In Abbildung 4.26 ist die
Dosis-Wirkungs-Kurve mit einem 5-PL-Fit gezeigt (siehe auch Tabelle 4.8).

Abbildung 4.26: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-ELISA mit HRP
und TMB. Gezeigt sind die Mittelwerte aus drei Messungen inkl. Standardabweichung.



4. Ergebnisse und Diskussion 88

4.3.2 Einfluss der Partikelparameter auf den
CRP-Immunoassay

4.3.2.1 NP-Label und Qualitätskriterien

Zum Testen der fluoreszenten NP-Label wurde das HRP-SAv-Konjugat durch die
SAv-funktionalisierten NP ersetzt. Alle weiteren Assay-Bedingungen wurden gleich
gelassen. Nach der Detektion des Fluoreszenzsignals wurden die Messwerte mittels
5-PL-Fit angepasst und die Qualitätsparameter EC50, DR, RDR, LOD und R2 ermittelt
(siehe 2.1.3.3). Anhand dieser Parameter wurden die NP- mit dem HRP-Label verglichen
und so eine Aussage zur Sensitivität getroffen. Die Sensitivität hängt unter anderem
von der Höhe des Untergrundsignals und von der Höhe des Detektionssignals pro
Antigen ab. Zudem hängt sie auch von der Bindung des Labels an den biotinmarkierten
Detektionsantikörper ab.

4.3.2.2 Signalverstärkung und Einflüsse verschiedener
(Nanopartikel)parameter auf das Immunoassay

Bei einem optisch ausgelesenen Assay wird die Signalgröße bestimmt durch
die Zahl N der absorbierenden und/oder fluoreszenten Moleküle, die vom
jeweiligen Messgerät angeregt und detektiert werden, sowie durch ihren molaren
Extinktionskoeffizienten ǫ(λ) bei der verwendeten Anregungswellenlänge und ihre
Fluoreszenzquantenausbeute Φf, die beide farbstoffspezifisch und umgebungsabhängig
sind. Dabei wird vorausgesetzt, dass die Farbstoffmoleküle nicht miteinander
wechselwirken und sich die Signalbeiträge pro Farbstoffmolekül additiv verhalten.
Weitere geräteseitige Einflussgrößen beinhalten bei Fluoreszenzmessungen die
gerätespezifische Anregungslichtintensität und die wellenlängenabhängige spektrale
Empfindlichkeit des Detektionssystems. Die Nachweisempfindlichkeit wird zudem durch
Signalbeiträge vom Hintergrund (Signal-zu-Hintergrund-Verhältnis) und damit auch
durch unspezifische Wechselwirkungen bestimmt.
Beim enzymkatalysierten Entwicklungsschritt basiert die Signalgenerierung darauf,
innerhalb weniger Minuten eine hohe Anzahl von Farbstoffen zu produzieren. Das
detektierte Absorptionssignal E ist direkt proportional zur Farbstoffkonzentration
c nach dem Gesetz von Lambert-Beer (Gleichung 2.6). Der Substratumsatz ist
dabei zeit-, temperatur- und pH-abhängig sowie abhängig von der Ionenstärke und
Substratkonzentration [51]. Je länger die Dauer des Entwicklungsschrittes gewählt wird,
desto mehr Farbstoffmoleküle tragen zum Detektionssignal bei und je höher ist das
Signal (Signalverstärkung). Mit Hilfe des Lambert-Beer’schen-Gesetzes kann durch
die Detektion des Absorptionssignals die Anzahl der produzierten Farbstoffmoleküle
berechnet werden, welche wiederum direkt proportional ist zur Antigenkonzentration.
Bezogen auf die optische Signalerzeugung mit Partikel-Reportern wie den hier
verwendeten Farbstoff-beladenen Polymerpartikeln sollte eine Signalverstärkung
durch höhere Beladungsmengen erreicht werden. Je mehr Farbstoffe pro NP
eingebaut werden können, desto höher sollte das detektierte Signal sein. Dabei muss
berücksichtigt werden, dass sich die optischen Eigenschaften der Farbstoffmoleküle
in der Polymermatrix in Abhängigkeit von der Farbstoffbeladung z.B. durch
Farbstoff-Farbstoff-Wechselwirkungen ändern können (siehe auch Abschnitt
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2.1.2.1) und für einige Farbstoffe sogar in Abhängigkeit von der Partikelgröße
(Oberflächen-zu-Volumen-Verhältnis) [25]. Werden die Farbstoffmoleküle aus den NP
freigesetzt, kann das Problem der Farbstoff-Farbstoff-Wechselwirkungen umgangen
werden und es gilt B = N · Φf · ǫ(λ).
Um die Signalintensität zu steigern, d.h. zu verstärken, muss einer der signalrelevanten
Parameter erhöht werden. Daraus lässt sich ein Signalverstärkungsfaktor (SF) als
Quotient aus dem gesteigerten Wert und dem geringeren Wert eines gleichen Parameters
ableiten (siehe Anhang Gleichung 7.2).
Um die signalrelevanten Parameter zu beeinflussen, können das Detektionsprinzip
(1) (Detektion im Partikel oder nach Farbstoffextraktion), die NP-Größe (2), die
Farbstoffbeladungsmenge (3) und der verwendete Farbstoff (5) geändert werden (siehe
Abschnitte 2.1.2.1, 4.1.1.1,4.1.3.2 und 4.1.3.3). Dabei muss auch berücksichtigt werden,
dass die durch den NP-definierten Parameter wie die NP-Größe (2), die Beladungsmenge
(3) undi die SAv-Anbindung (4) auch einen Einfluss auf den CRP-Immunoassay besitzen,
z.B. auf die Bindung an den Detektionsantikörper. Im Folgenden wurde der Einfluss der
Parameter 1 bis 4 mit C153-gefärbten PS NP auf das CRP-Immunoassays untersucht.

4.3.2.3 Einfluss des Detektionsschemas

Die meisten partikelbasierten Immunoassays lesen NP direkt aus, ohne den
Farbstoff zuvor zu extrahieren [28, 183, 184]. Nachteilig sind dabei farbstoff- und
beladungskonzentrationsabhängige Löscheffekte. Solche Löscheffekte können durch eine
Farbstoffextraktion, wie sie hier durchgeführt wurde, umgangen werden. So steigt z.B.
die absolut bestimmte Quantenausbeute von C153 durch die Extraktion von C153 aus
100 nm PS NP etwa um einen Faktor 3 von Φf = 20 % im Partikel (cBeladung 10 mM)
auf Φf = 60 % des freien Farbstoffs in EtOH an (siehe auch Tabelle 4.6).
Unter Berücksichtigung der Assay- und Detektionsbedingungen und der
Kavitätengeometrie (siehe Anhang Tabelle 7.7) können maximal 7,3·9 100 nm NP
während des Immobilisierungsschritts als Monolage in einer hexagonal dichtesten
Packung gebunden werden (siehe Anhang Tabelle 7.7). Bei der höchstmöglichen
C153-Beladung von 10 mM bei der Quellprozedur (siehe Abschnitt 4.1.3.2) befinden
sich durchschnittlich 56.000 C153-Moleküle in einem NP. Damit befinden sich maximal
4,1·1014 C153-Moleküle in der Kavität. Bei der Detektion des Farbstoffes im Partikel
können nur die Farbstoffe detektiert werden, die sich im Strahlengang in Partikeln auf
dem Boden der Kavität befinden, maximal 2,4·1012 C153-Moleküle. Da jedoch auch
Antikörper an der Kavitätenwand immobilisiert sind, werden die daran gebundenen
Partikellabel bei der Detektion nicht berücksichtigt. Durch Extraktion können jedoch
auch die Farbstoffe detektiert werden. Danach können sich bei Farbstoffextraktion
maximal 4,3·1012 C153-Moleküle im Volumen des Detektionsstrahls befinden, was bei
gleichen optischen Eigenschaften der Farbstoffe zu einem theoretischen SF von 1,78 führt
(siehe auch Tabelle 4.6). Durch beide Effekte kann somit durch die Extraktionsmethode
für den betrachteten Farbstoff C153 und die verwendete Beladungskonzentration
theoretisch ein SF von 1,78·2,57 = 4,57 erreicht werden (Tabelle 4.6).
In Abbildung 4.27 (a) sind die Dosis-Wirkungs-Kurven für den CRP-Immunoassay mit
C153-beladenen, direkt SAv-funktionalisierten, 100 nm NP des Farbstoffes im wässrigen
Medium (blau) und nach Extraktion in EtOH (rot) dargestellt. Die Signalintensitäten
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Tabelle 4.6: Gemessenea und theoretischeb SF. cSignalintensität am EC50-Wert korrigiert
um Amin. dC153-Moleküle im Detektionsstrahl (0,4 mm2). egemessen für eine Suspension
von C153-beladenen, ((cBeladung 10 mM)), direkt SAv-funktionalisierten, 100 nm PS-NP.
fC153 in EtOH.

Parameter Detektion im Partikel Detektion nach Extraktion SF

EC50 korr.
c 11.000 rel. Fluor.-Int. 15.000 rel. Fluor.-Int. 1,56a

DR 15.000 rel. Fluor.-Int. 24.000 rel. Fluor.-Int. 1,56a

Φf 22 %e 57 %f 2,57b

C153d 2,4·1012 C153 4,3·1012 C153 1,78b

bei Farbstoffextraktion steigen stärker mit ansteigender CRP-Konzentration an als bei
direkter Messung des Farbstoffes im Partikel. Beim Vergleich der Signalintensitäten
des um Amin korrigierten EC50-Wertes (EC50 korr. = EC50 − Amin, Korrektur des
Untergrundsignals) und DR (siehe Tabelle 4.8) ergibt sich somit ein experimentell
bestimmter SF von ca. 1.56 (siehe Tabelle 4.6), welcher deutlich unter dem theoretisch
abgeschätzten Wert von 4.57 liegt. Der geringere Effekt könnte auf Einflüsse des
MTP-Lesegeräts zurückzuführen sein, da die Messungen ebenfalls von spezifischen
Eigenschaften des MTP-Lesegeräts wie z.B. des Gains abhängig sind (siehe Anhang).
Zudem kann ebenfalls keine Aussage getroffen werden, ob die Ankopplung der Antikörper
bzw. der NP bestimmte Bereiche der Kavitäten, wie z.B. den Boden, bevorzugen. Des
Weiteren lässt sich nicht mit Bestimmtheit sagen, ob die Farbstoffe zu 100 % aus dem
Partikel extrahiert wurden. Weitere Versuche zeigten jedoch, dass die Signalintensität
nach 5 und 30 min Extraktionszeit gleich war. Zudem ergaben Versuche bei der
Bestimmung des Farbstoffgehalts (siehe Abschnitt 4.1.3.2), dass das Auflösen der NP
in THF, bei dem alle Farbstoffe freigesetzt werden müssen, und die Extraktion von C153
mit EtOH für 100 nm PS NP vergleichbare Ergebnisse liefern [58].

4.3.2.4 Einfluss der Nanopartikelgröße

Als zweiter Parameter wurde der Einfluss der NP-Größe auf die Signalverstärkung
sowie den CRP-Immunoassay untersucht. Die Farbstoffbeladungsmenge steigt mit dem
NP-Volumen. Somit können mit größeren NP gegebenenfalls höhere Signalintensitäten
je Antigen erzeugt werden, sofern sterische Effekte vernachlässigt werden können.
So wurden zum Vergleich mit den C153-gefärbten 100 nm PS NP, 500 nm PS NP
mit C153 (10 mM) beladen, direkt mit SAv funktionalisiert und anschließend im
CRP-Immunoassay getestet. Der Platzbedarf von 500 nm PS NP ist größer, weshalb
nur ca. 2,9·108 NP als Monolage in einer hexagonal dichtesten Packung je Kavität Platz
haben, was ca. 4 % an NP im Vergleich zu 100 nm PS NP entspricht. Es befinden sich
1.850.000 C153-Moleküle in jedem NP und damit maximal 3,2·1015 C153-Moleküle in
einer Kavität, 8 mal mehr als bei 100 nm NP.
In Abbildung 4.27 (b) sind die Dosis Wirkungs-Kurven inkl. 5-PL-Fit für C153-beladene,
500 nm PS NP gezeigt. Die Signalintensitäten von C153, gemessen im Partikel (Kreise),
weisen nur ein geringfügig höheres Untergrundsignal als die für 100 nm PS NP erhaltenen
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(a) 100 nm PS NP (b) 500 nm PS NP

Abbildung 4.27: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-Immunoassay mit
C153-beladenen, direkt SAv-funktionalisierten, (a) 100 und (b) 500 nm NP mit Detektion
von C153 im Partikel im wässrigen Medium (blau) oder nach Extraktion in EtOH (rot).
Gezeigt sind die Mittelwerte aus drei Messungen inkl. der Standardabweichungen.

Signale auf, wohingegen die Signale des extrahierten Farbstoffs einen um Faktor 6 höheres
Untergrundsignal besitzen, was zu einem schlechteren Signal-Rausch-Verhältnis führt.
Allgemein ist der DR mit 1000 rel. Fluoreszenzintensitäten für die Detektion im Partikel
bzw. 6000 relative Fluoreszenzintensitäten für die Messung nach Extraktion gering. Dies
kann eine Folge einer schlechteren Anbindung der 500 nm PS NP an die biotinmarkierten
Detektionsantikörper (geringere spezifische Wechselwirkung) gegenüber den 100 nm PS
NP sein aufgrund einer stärkeren sterischen Hinderung der größeren 500 nm NP (siehe
auch Abschnitt 4.2.2.2). Während 100 nm PS NP eine sehr gute spezifische Anbindung
(DR = 24000 rel. Fluoreszenzintensitäten) trotz geringer unspezifischer Adsorption
(Amin = 2700 rel. Fluoreszenzintensitäten) aufweisen (RDR = 0,90), ist die spezifische
Anbindung der 500 nm PS NP sehr gering und die unspezifische Adsorption sehr hoch
(RDR = 0,28). Zudem könnte C153 aus den größeren 500 nm NP nur unvollständig
extrahiert worden sein [58].
Das deutlich höhere Untergrundsignal der 500 nm PS NP, gemessen nach der
C153-Extraktion in EtOH, verglichen mit der Signalintensität der 100 nm PS NP
nach C153-Extraktion, kann eine Folge hoher unspezifischer Adsorption und der 33-fach
höheren Menge an Farbstoffen je NP sein. Die Quantenausbeute sollte in dem Fall kaum
einen Einfluss auf die Höhe des Untergrundsignals haben, da die absolut bestimmten
Quantenausbeuten von C153, gemessen in C153-beladenen (cBeladung 10 mM), direkt
SAv-funktionalisierten 100 und 500 nm NP sich nur geringfügig unterscheiden und für
beide NP-Sorten bei ca. bei 20 % liegen.
Aus den gefundenen Ergebnissen kann geschlossen werden, dass 500 nm PS NP
fast ausschließlich unspezifisch im CRP-Immunoassay binden und daher nicht für die
Quantifizierung von CRP geeignet sind.
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4.3.2.5 Einfluss der Farbstoffbeladungsmenge

Um den Einfluss der Beladungsmenge auf den CRP-Immunoassay zu untersuchen,
wurden 100 nm PS NP mit verschiedenen Mengen an C153 (cBeladung = 1; 2; 5; 10 mM)
beladen und im Immunoassay eingesetzt. Die effektiven eingebauten Mengen je NP und
die spektroskopischen Eigenschaften sind im Anhang in Tabelle 7.2 zusammengefasst. In
Abbildung 4.28 sind die Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-Immunoassay
für die C153-Detektion im Partikel und nach Extraktion dargestellt.
Bei der Detektion von C153 im NP (Abbildung 4.28 (a)) steigen die
gemessenen Fluoreszenzintensitäten mit steigender Farbstoffmenge je NP bis zur
Farbstoffbeladungskonzentration von 5 mM an (blaue Linie) und fallen anschließend
ab (rote Linie). Wie in Abbildung 4.28 (b) gezeigt, fällt der DR (schwarze Kreise)
sowie der korrigierte EC50-Wert (schwarze Quadrate) bei einer großen Anzahl an
eingequollenen C153-Molekülen je NP ab und die gemessenen Werte korrelieren
nicht mit der Menge an eingebautem Farbstoff. Wie bereits in Abschnitt 4.1.3.3
diskutiert, sinkt die Quantenausbeute mit steigender Partikelkonzentration. Je
mehr Farbstoffe eingequollen werden, desto mehr wird die Fluoreszenz gelöscht
und umso stärker sinkt die Brillanz (Gleichung 2.5, Abbildung 4.28 (b)) unter der
theoretischen Annahme, dass der ǫ423 nm von C153 im NP gleich groß ist wie der des
freien C153 und dass er sich in Abhängigkeit der eingequollenen Farbstoffmenge
nicht ändert. Jedoch sollte, wie in Abschnitt 2.1.2.1 beschrieben, bei hohen
Farbstoffbeladungen, bei denen Farbstoff-Farbstoff-Wechselwirkungen stattfinden
können, statt des Extinktionskoeffizienten der Absorptionswirkungsquerschnitt
zur Berechnung der Brillanz verwendet werden. Messungen zur Bestimmung des
Absorptionswirkungsquerschnittes von Farbstoffen im NP sind jedoch sehr aufwendig
und wurden daher nicht durchgeführt. In Abbildung 4.28 (e) ist die Brillanz mit dem
DR (schwarze Kreise) sowie dem korrigierten EC50-Wert (schwarze Quadrate) korreliert.
Die gute lineare Korrelation lässt vermuten, dass die gemessenen Signalintensitäten
neben der eingebauten Farbstoffmenge je NP hauptsächlich von der Quantenausbeute
abhängen bzw. sich der mittlere molare Extinktionskoeffizient von C153 nur geringfügig
mit der Menge an eingequollenem Farbstoff ändert (siehe auch Abschnitt 4.1.3.3).
Zur Berechnung der Brillanz nach Gleichung 2.5 wurde in nächster Näherung der
Extinktionskoeffizient von C153 in EtOH angenommen.
Bei der Detektion der Fluoreszenzintensitäten nach der Extraktionsmethode (Abbildung
4.28 (c)) steigen die gemessenen relativen Fluoreszenzintensitäten mit steigender
Farbstoffmenge je NP an. Da das Signal nach der Extraktion (Abbildung 4.28 (d)) für
DR (Kreise) oder den korrigierten EC50 korr.-Wert (Quadrate) linear mit der eingebauten
Farbstoffmenge ansteigt, kann daraus gefolgert werden, dass die Signalintensitäten nur
von der eingebauten Farbstoffmenge je NP abhängen.

4.3.2.6 Einfluss der SAv-Anbindung

Nachdem in Vorexperimenten gezeigt werden konnte, dass PEGylierte,
SAv-funktionalisierte NP kaum unspezifische Wechselwirkungen eingehen (Abschnitt
4.2.2.1), wurden C153-beladene (10 mM), 100 nm PS NP, welche einerseits direkt mit
SAv- und andererseits mit SAv-PEG-funktionalisiert waren, im CRP-Immunoassay
eingesetzt. Möglicherweise sorgt der PEG-Linker neben seiner Funktion, die
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(a) im Partikel (b) im Partikel

(c) nach Extraktion (d) nach Extraktion

(e) im Partikel

Abbildung 4.28: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-Immunoassay mit
C153-beladenen, direkt SAv-funktionalisierten, 100 nm NP (a) gemessen im NP und
(c) nach Farbstoffextraktion in EtOH. Gezeigt sind die Mittelwerte aus drei Messungen
inkl. der Standardabweichungen. Korrelation der eingebauten Menge an Farbstoff je NP
mit DR und EC50 korr. (b) im Partikel und (d) nach Farbstoffextraktion gemessen. (e)
Korrelation der Brillanz mit DR und EC50 korr. im Partikel.
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NP-Oberfläche abzuschirmen, zudem für eine bessere Zugänglichkeit für die Anbindung
des SAv an den biotinylierten Antikörper (siehe Abschnitt 2.3.1.2).

Abbildung 4.29: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-Immunoassay mit
C153-beladenen (10 mM), via EDC/ sulfo-NHS (schwarz) sowie MAL-PEG-Thiol (rot)
SAv-funktionalisierten, 100 nm PS NP mit Detektion nach Extraktion in EtOH. Gezeigt
sind die Mittelwerte aus drei Messungen inkl. der Standardabweichungen.

In Abbildung 4.29 sind die Dosis Wirkungs-Kurven inkl. 5-PL-Fit für C153-beladene,
100 nm PS NP, die direkt und über einen PEG-Linker mit SAv funktionalisiert wurden,
dargestellt. Die für die PEGylierten PS NP im Assay resultierenden Signalintensitäten
streuten trotz mehrmaliger Assaywiederholungen stark, so dass die Anpassung der
Messwerte mit dem 5-PL-Fit nicht möglich war. Die Ursache für die Schwankungen
und Reproduzierbarkeitsprobleme konnten bislang nicht geklärt werden. Möglicherweise
bindet SAv durch den flexiblen PEG-Linker besser an die biotinmarkierten Antikörper.
Es wäre auch denkbar, dass SAv durch den PEG-Linker an mehrere Immunkomplexe
binden kann. Eine Ursache für die Schwankungen der PEGylierten NP könnte das
Abreißen der NP mit oder ohne gebundene Immunkomplexe während der Waschschritte
durch veränderte NP-NP- oder NP-Immunokomplex-Wechselwirkungen oder eine
unvollständige C153-Extraktion sein. Eventuell würden PEG-Linker mit einer anderen
Linkerlänge als der verwendeten PEG-Länge (MPEG = 1,5 kDa, ca. 100 Å) bessere
Ergebnisse erzielen.
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4.3.3 Screening-Test: CRP-Immunoassays mit weiteren
farbstoffbeladenen Nanopartikeln zur Erhöhung der
Signalintensität

Wie im Abschnitten 4.3.2.2 beschrieben, lassen sich N , Φf, ǫ(λ) auch über die
Variation des Farbstoffes verändern. Hierzu wurden Screening-Tests mit den Farbstoffen
NR (cBeladung = 2 mM), Itrybe (0,5 mM), F305 (10 mM) und Eu(TTFA)3(phen)
(1 mM) durchgeführt, welche in carboxylierte, 100 nm PS NP eingequollen und
direkt mit SAv funktionalisiert wurden. Im Anhang in Abbildung 7.7 sind die
zugehörigen Massenbilanzen und Kopplungseffizienzen dargestellt. Anschließend wurden
diese NP-Label im CRP-Immunoassay eingesetzt. Die Screening-Tests sollten lediglich
dazu dienen, weitere Farbstoffe zu identifizieren, die noch höhere Signalintensitäten
liefern. Sie wurden nicht quantitativ in Bezug auf die vier Qualitätsparameter aus
Abschnitt 2.1.3.3 untersucht.
In Tabelle 4.7 sind die theoretischen SFΦf

angegeben, die sich durch die Erhöhung oder
Erniedrigung der Quantenausbeute der Farbstoffe im NP und in EtOH ergeben (siehe
auch Abbildung 7.10). Demnach sollte NR, Itrybe und F305 in Bezug auf Φf nach der
Extraktion höhere Signalintensitäten ergeben. Zudem sind in Tabelle 4.7 ǫ(λ) in EtOH
und die Anzahl der eingequollenen Farbstoffe N angegeben, woraus sich die Brillanz der
Farbstoffe nach Extraktion nach Gleichung 2.5 bestimmen lässt. Aus dem Vergleich der
Brillanzen von NR, Itrybe, F305 und Eu(TTFA)3(phen) mit der Brillanz von C153 lassen
sich die theoretischen SFB ermitteln, die sich ergeben, wenn statt C153 einer der vier
anderen Farbstoffe im Immunoassay verwendet wird. Demnach sollte F305 im Vergleich
zu C153 die Signalintensität steigern. Die SFB von NR, Itrybe, und Eu(TTFA)3(phen)
sind geringer.
In Abbildung 4.30 sind die Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für die vier
verschiedenen NP-Label gezeigt, welche bei identischen Messbedingungen, wie die für
die direkt SAv-funktionalisierten, C153-beladenen, 100 nm PS NP (Abbildung 4.27 (a))
eingesetzten, aufgenommen wurden (siehe auch Abbildungen 7.8 und 7.9 und Tabelle
7.8). Bei allen Farbstoffen konnten keine höheren Signalintensitäten im Vergleich zu
den C153-beladenen NP bei einem Gain von 120, weder im NP noch nach Extraktion
gemessen, erreicht werden (Tabelle 4.7). Die geringeren Signalintensitäten von Itrybe und
Eu(TTFA)3(phen) sind einerseits auf die geringe Farbstoffbeladung und die niedrigen
Quantenausbeuten zurückzuführen, andererseits kann auch bei allen NP-Labeln der
Farbstoff einen Einfluss auf die Anbindung der Label an den Immunkomplex haben,
da bis auf den Farbstoff alle Parameter wie z.B. NP-Größe, -material, SAv-Anbindung
(die Anzahl der SAv lag bei allen NP zwischen 40 und 70 SAv je NP) identisch waren.
Dies könnte sich auf die teils hohen Messunsicherheiten und Streuung der Messwerte
einiger NP-Label auswirken.
Zudem war das Untergrundsignal nach der Extraktion teilweise höher als bei der Messung
des Farbstoffes im NP im Vergleich zu den C153-beladenen NP. Durch den Einsatz
des Eu-Komplexes konnte jedoch das Untergrundsignal, welches möglicherweise von
Autofluoreszenz der Polymer- und Proteinmatrix herrührt [185], durch zeitverzögerte
Messungen (engl. time-gated) reduziert werden. Lanthanoid-Komplexe sind allgemein für
ihre langen Lumineszenzlebenszeiten bekannt und werden daher häufig in zeitverzögerten
Bioassays eingesetzt [185,186].
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(a) C153 (b) NR

(c) Itrybe (d) Lumogen R© F305

(e) Eu(TTFA)3(phen) im NP

Abbildung 4.30: Dosis-Wirkungs-Kurven für den CRP-Immunoassay mit (a) C153-
(10 mM), (b) Nilrot- (2 mM), (c) Itrybe- (0,5 mM), (d) F305- (10 mM) und (e)
Eu(TTFA)3(phen)-beladenen (1 mM), SAv-funktionalisierten, 100 nm PS NP mit
Detektion im Partikel und nach Extraktion in EtOH. Gezeigt sind die Mittelwerte aus
drei Messungen inkl. der Standardabweichungen.
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Tabelle 4.7: Theoretisch bestimmte SF von verschiedenen Farbstoffen, welche sich
durch die Veränderung der absolut bestimmten Quantenausbeute Φf von Farbstoffen
im NP oder nach Extraktion in EtOH ergeben, Anzahl der Farbstoffe je NP,
molarer dekadischer Extinktionskoeffizient bei λAbs. in EtOH und die maximalen
relativen Fluoreszenzintensitäten nach Farbstoffextraktion. a [150]. bin THF, da
Eu(TTFA)3(phen) nur bedingt in EtOH löslich ist. c SF für die Quantenausbeute der
Farbstoffe nach Extraktion in EtOH. dSF für die Brillanz der Farbstoffe NR, Itrybe,
F305 und Eu(TTFA)3(phen) gegenüber C153 nach Farbstoffextraktion in EtOH. efür
Eu(TTFA)3(phen) nach 40 µs Zeitverzögerung gemessen im NP.

Farbstoff C153 NR Itrybe F305 Eu(TTFA)3(phen)

cBeladung 10 mM 2 mM 0,5 mM 10 mM 1 mM

Φf im NP 22 13 6 14 39

Φf in EtOH 57 72 22a 63 24b

SFΦf

c 2,5 5,5 3,6 4,5 0,6

ǫ(λ) [mol-1cm-1L] 17900 36200 55800 41100 57200b

(λAbs. [nm]) (423) (548) (608) (577) (352)

Anzahl der Farbstoffe im NP 56·103 14·103 1·103 110·103 2·103

SFB
d - 0,64 0,02 4,98 0,05b

Max. rel. Fluor.-Int. 27.000 3.000 75 3.000 5.500e

Nach der Variation verschiedener Parameter kann geschlussfolgert werden, dass
innerhalb der getesteten Proben NP mit kleineren Durchmessern spezifischer an den
Immunkomplex binden. Zudem können mit sehr hohen Beladungskonzentrationen nach
der Farbstoffextraktion sehr hohe Signale erzielt werden, welche unter anderem höher
als die der gemessenen Signale der Farbstoffe im NP liegen. Sofern die Signalintensität
der Farbstoffe im NP gemessen werden soll, werden die höchsten Signalintensitäten nicht
zwangsweise bei den höchsten Beladungskonzentrationen erzielt, da die Signalintensitäten
auch von der Quantenausbeute abhängig sind, welche sich je nach Farbstoffkonzentration
ändern kann. Die direkte Anbindung von SAv an die NP führt zu reproduzierbaren
Ergebnissen beim Nachweis von CRP, während eine PEG-Schale die Bindung der
Label an den Immunkomplex stört. Ebenso können Farbstoffe einen Einfluss auf die
Bindung an den Immunkomplex haben. Zusammenfassend kann gesagt werden, dass
C153-beladene, direkt SAv-funktionalisierte, 100 nm PS NP die besten Ergebnisse nach
Farbstoffextraktion erzielten, um reproduzierbar CRP nachzuweisen.

4.3.4 Vergleich der Nachweisempfindlichkeiten

Nach der Untersuchung verschiedener NP- und Farbstoffparameter wurden direkt
SAv-funktionalisierte, C153-beladene (10 mM), 100 nm PS NP als am besten geeignetstes
Label ermittelt. Mit ihnen konnten beim Vergleich aller Assays (Tabelle 4.8) allgemein
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die besten Werte für EC50, DR, RDR, LOD, R2 und die höchsten Signalintensitäten nach
der Farbstoffextraktion mit EtOH erreicht werden. Der partikelbasierte Assay, mit direkt
SAv-funktionalisierten, maximal C153-beladenen, 100 nm PS NP, wurde daraufhin mit
einem ELISA (SAv-HRP als Label, TMB als Substrat) verglichen (siehe auch Tabelle
4.8).

Tabelle 4.8: Einfluss verschiedener NP- und Farbstoffparameter und der
Detektionsmethode auf EC50, DR, RDR, LOD und R2 für C153-beladene,
direkt-SAv-funktionalisierte, 100 und 500 nm PS NP im CRP-Immunoassay gemessen
im NP und nach Extraktion in EtOH.

Label ∅NP cC153 Det. EC50 DR RDR LOD R2

[nm] [mM] [pg/mL] [pg/mL]

PS NP 100

10

extrah.

36100 24000 0,90 4900 0,998

5 32700 18500 0,88 8700 0,994

2 27600 5900 0,73 5600 0,999

1 36000 3200 0,61 3600 0,997

PS NP 100

10

im NP

36400 15400 0,84 5100 0,995

5 30600 17100 0,86 1200 0,998

2 31600 14100 0,84 2000 1,000

1 33900 8200 0,75 2100 0,990

PS NP 100 10 extrah.
35700 13400 0,91 4400 0,998

41700 6700 0,90 4800 0,997

PS NP 500 10
extrah. 35900 6000 0,28 32500 0,839

im NP 25500 1000 0,22 11100 0,942

HRP 4800 0,80 0,94 40 0,996

In Abbildung 4.31 sind die auf Amax normierten Dosis Wirkungs-Kurven beider Assays
inkl. 5-PL-Fit dargestellt. Wie zu erkennen ist, können mit dem ELISA geringere Mengen
an CRP nachgewiesen werden. Der EC50-Wert liegt bei 4.800 pg/mL, wohingegen der um
einen Faktor von 10 höhere EC50-Wert des NP-Assays bei ca. 36.000 pg/mL liegt. Das
NP-Label bindet demnach erst bei größeren CRP-Mengen an den Immunkomplex. Das
lässt vermuten, dass die SAv-funktionalisierten NP schlechter an die biotinmarkierten
Detektionsantikörper binden und dass die Diffusion hier ein entscheidender Faktor ist
(Kd(SAv-NP/Immunkomplex)>Kd(SAv-HRP/Immunkomplex)) [36]. Weitere Ursachen
können eine sterische Hinderung von SAv für die Anbindung des biotinmarkierten
Detektionsantikörpers sein. Für große 500 nm NP konnte bereits gezeigt werden, dass
die spezifische Anbindung wesentlich geringer ist, als bei 100 nm NP (Abschnitt 4.3.2.4).
Der steilere Anstieg h des partikelbasierten Immunoassays (hNP = 3,6; hHRP = 1,6; siehe
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auch Abbildung 2.8) könnte auf den höheren Platzbedarfs der NP zurückzuführen sein.
Während HRP-SAv an jeden adsorbierten biotinylierten Antikörper binden kann, kann
im Falle eines größeren NP dieser weitere NP daran hindern, an weitere Antikörper
zu binden, die ggf. von ihm verdeckt werden, was zu einer schnelleren Sättigung des
Messsignals führen müsste. Wie in Abbildung 4.31 zu erkennen ist, erreichen beide
Label bei ca. 106 pg/mL die Sättigung des Detektionssignals. Nach dieser Annahme
detektiert ein NP nicht nur ein Analytmolekül, sondern mehrere, was die mittlere Menge
an detektierbaren Farbstoffen je Analyt drastisch reduzieren würde. Aufschluss darüber
würde bspw. die Menge an adsorbiertem Immunkomplex je Fläche geben, welche nicht
bekannt ist bzw. zu bestimmen war. Daraus ergibt sich, dass ggf. kleinere NP ein besseres
Ergebnis erzielen könnten.

Abbildung 4.31: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-Immunoassay
mit HRP/TMB in Absorption (blau) und C153-beladenen (10 mM) direkt
SAv-funktionalisierten, 100 nm PS NP mit Detektion nach Extraktion in EtOH (schwarz).
Gezeigt sind die Mittelwerte aus drei Messungen inkl. der Standardabweichungen.

Weiterhin ist zu erkennen, dass das Untergrundsignal bei den NP etwas höher liegt im
Vergleich zum ELISA. Zudem liegt der LOD des partikelbasierten Assays (4900 pg/mL)
um einen Faktor von 100 über dem ELISA (40 pg/mL). Dies kann ggf. auf eine größere
unspezifische Adsorption der NP zurückzuführen sein. Da der DR nicht direkt verglichen
werden kann, muss der RDR verwendet werden. Auch hier liefert der ELISA einen
größeren RDR im Vergleich zu den NP, auch wenn der Unterschied nur gering ist. R2,
welcher für die Anpassung der Fits an den Graphen steht, ist bei beiden Assays fast
identisch, auch wenn die Messunsicherheiten bei den NP etwas höher sind.
Beide Assays sollten gute Ergebnisse bei der Quantifizierung von unbekannten
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CRP-Proben ergeben, sie decken aber unterschiedliche Konzentrationsbereiche ab. Beide
Assays sind aber für die Detektion von CRP im medizinisch relevanten Bereich geeignet.
So liegt bei einem gesunden Menschen die CRP-Menge im Blut bei ca. 0,8 mg/L [81]
und bei einem erkrankten Menschen darüber. Diese CRP-Mengen lassen sich problemlos
mit Hilfe des NP-Assays nachweisen. Jedoch wurden für die Messungen ausschließlich
Pufferlösungen untersucht und keine menschlichen Proben in Körperflüssigkeit, bei denen
zusätzliche Matrixeffekte auftreten können.



5 Zusammenfassung und Ausblick

Ziel der vorliegenden Arbeit war die Entwicklung von fluoreszenten
Farbstoffnanopartikeln, welche als Label in einem Immunoassay eingesetzt werden
und die Signalintensität und Sensitivität des Assays steigern sollten. Dafür wurden
systematische Verkapselungsstrategien für verschiedene neutrale und ionische/ geladene
Farbstoffe untersucht und systematische Untersuchungen zu Einflussgrößen wie
Nanopartikelgröße, Biokonjugation und Farbstoffbeladungskonzentration durchgeführt.
Es wurden zwei unterschiedliche Partikelsysteme hergestellt und in Bezug auf ihre
reproduzierbare Herstellung und spätere Eignung für den Einsatz als Nanopartikellabel
in Immunoassays systematisch untersucht. Dabei stellten sich aufgrund ihrer Stabilität,
ihrer einfachen und reproduzierbaren Herstellung, ihrer engen und definierten
Größenverteilung, ihrer ausreichend funktionellen Oberflächengruppen und durch
die Möglichkeit die Farbstoffmenge im NP präzise einzustellen, farbstoffbeladene
Polystyrolpartikel als besonders geeignet heraus.
Für die Anbindung von SAv an amino- und carboxyfunktionalisierte
Polystyrolnanopartikel wurden zwei verschiedene Kopplungssmethoden, die Anbindung
über EDC/ sulfo-NHS und über einen heterobifunktionellen PEG-Linker, getestet. Beide
Kopplungsstrategien sind geeignet, um Streptavidin an die Partikeloberfläche zu binden
unter Vermeidung von NP-Aggregation.
Die Mengen an partikelgebundenem SAv wurden mit Hilfe des BCA- und
Biotin-FITC-Assays bestimmt. Da beide Assays vorrangig für die Quantifizierung
von Proteinen in Lösung entwickelt wurden, mussten beide Assays erst auf mögliche
Wechselwirkungen mit Farbstoffen und der Partikelmatrix sowie Störeinflüsse durch
die Partikelstreuung und spektrale Interferenzen mit den Kodierungsfarbstoffen
untersucht werden. Dabei konnte gezeigt werden, dass einige Farbstoffe den
Kupfer(II)-BCA-Komplex reduzieren und es folglich zu einer Überbestimmung von
Streptavidin kommt. Weiterhin konnten Farbstoffe wie meso-Tetraphenylporphyrin
identifiziert werden, die mit Streptavidin wechselwirken und dadurch die
Biotin-Anbindung stark beeinträchtigen, so dass es bei der Biotin-FITC-Titration
zu einer Unterbestimmung von funktionalem Streptavidin kommt.
Durch das Anbinden von SAv über einen PEG-Linker konnte die NP-Oberfläche
abgeschirmt werden, so dass die Wechselwirkungen von an der NP-Oberfläche
befindlichem meso-Tetraphenylporphyrin mit SAv reduziert und die Funktionalität von
Streptavidin erhalten werden konnte. Zudem wurde eine Methode entwickelt, um die
Partikelstreuung bei der Absorptionsmessung zu korrigieren.
Streptavidinfunktionalisierte, gefärbte Nanopartikel wurden anschließend in einem
Immunoassay zum Nachweis von CRP getestet. Dazu wurden vier Qualitätsparameter
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(EC50-Wert, Detektionslimit (LOD), dynamischer bzw. relativer dynamische Bereich,
Güte des Fits (R2)) aufgestellt, anhand derer die Assays in Bezug auf eine Steigerung
der Sensitivität und Signalintensität untersucht wurden. Zudem wurden vier weitere
Parameter wie Detektionsprinzip (Detektion von fluoreszenten Nanopartikeln
versus Farbstofffreisetzung), Nanopartikelgröße, Farbstoffbeladung und Art der
Streptavidinanbindung untersucht, welche einen Einfluss auf die Sensitivität und
Signalintensität besitzen. Diese mit Cumarin 153-beladenen PS NP zeigten, dass bei
der Verwendung hochbeladener Partikel höhere Fluoreszenzintensitäten durch die
Extraktion des Farbstoffes mit Ethanol erreicht werden können. Zudem konnte gezeigt
werden, dass die Größe des Nanopartikels einen Einfluss auf spezifische und unspezifische
Wechselwirkungen mit der Mikrotiterplatte sowie den daran adsorbierten Proteinen hat,
was bei 500 nm Partikeln zu einem ungewollt höheren Untergrundsignal führte und zu
einer geringen spezifischen Bindung.
Der Einsatz PEGylierter Nanopartikel im Immunoassy konnte keine reproduzierbaren
Ergebnisse liefern. Anhand verschiedener Beladungskonzentrationen konnte gezeigt
werden, dass die Größe des Fluoreszenzsignals der farbstoffbeladenen Partikel das Signal
hauptsächlich von der Quantenausbeute und der Anzahl der eingequollenen Farbstoffe
und speziell für Cumarin 153 kaum vom molaren dekadischen Extinktionskoeffizienten
abhängt und das Signal nicht bei der größten Beladungsmenge maximal wird. Wird
der Farbstoff aus den Partikeln extrahiert, hängt die Signalintensität nur noch von der
Anzahl der Farbstoffe ab.
Screening-Experimente mit den Farbstoffen Cumarin 153, Nilrot,
meso-Tetraphenylporphyrin, Lumogen R© F305, Itrybe und Eu(TTFA)3(phen) zeigten,
dass mit Cumarin 153 die besten Ergebnisse erzielt werden. Die anderen Farbstoffe
schienen partiell die Anbindung der NP an den Immunkomplex zu stören oder zeigten
verstärkte Lösch- und Aggregationseffekte.
Beim Vergleich des entwickelten partikelbasierten Immunoassays mit einem ELISA lagen
die EC50-Werte des Partikelassays um einen Faktor von 10 höher. Dies liegt eventuell
an der schlechteren Bindung der Partikel an den Immunkomplex.

Eine Steigerung der Nachweisstärke des partikelbasierten Immunoassays könnte
eventuell durch eine Optimierung der Partikelgröße erreicht werden. Der Einsatz
von kleineren Partikeln könnte die Sensitivität des partikelbasierten Immunoassays
weiter steigern. Eventuell ist die Anbindung kleinerer Nanopartikel besser. Zudem
ist ihr Platzbedarf kleiner, weshalb mehr Immunkomplexe je NP detektiert werden.
Obwohl sie wesentlich weniger Farbstoffe tragen, könnte es ein Optimum zwischen der
Anzahl der Farbstoffe und der NP-Größe sowie dem Platzbedarf geben, um möglichst
sensitiv mit einem hohen Signal Analyten nachweisen zu können. Zudem sind nach
den Untersuchungen zu unspezifischen und spezifischen Wechselwirkungen bei kleineren
Polystyrolnanopartikeln noch geringere unspezifische Wechselwirkungen zu erwarten.
Ein weiterer Ansatz könnte die Herstellung eines katalytischen Systems sein. Sofern ein
Katalysator in Polystyrolpartikel eingequollen werden kann und anschließend ebenfalls
ein Substrat umsetzt, könnte die Anzahl der detektierten Farbstoffe je Analyt noch
weitaus größer ausfallen und so schon sehr geringe Mengen an Analyt detektieren, was
ggf. die Sensitivität des Assays steigert.



6 Summary and Outlook

The aim of the present work was the development of fluorescent nanoparticles,
which could be used as label in an immunoassay to enhance the signal intensity and
sensitivity. Therefore, systematic encapsulation strategies with varying neutral and
ionic/ charged dyes were performed to identify influencing parameters like nanoparticle
size, bioconjugation, and dye loading concentration.

Two different types of particle systems were assessed in more detail in terms of
their reproducible production and their applicability as nanoparticle label. Due to
their stability, simple and reproducible production, narrow and defined particle size
distribution, and availability with different surface functional groups together with the
possibility to incorporate a precise amount of dyes, dye loaded polystyrene nanoparticles
were identified as a suitable particle system.

For the covalent coupling of streptavidin (SAv) on amino and carboxy functionalized
polystyrene nanoparticles, required for assay development and antibody conjugation,
two different conjugation strategies were tested, the coupling via EDC/ sulfo-NHS
chemisty and via heterobifunctional PEG linker. Both coupling strategies are suitable
to bind Streptavidin on the nanoparticle surface without nanoparticle aggregation.

The amount of particle-bound SAv was quantified using the BCA and Biotin-FITC
assay. The former assay provides the total amount of protein without information on
its function whereas the latter measures solely the amount of functional, biotin-binding
protein. As both assays are designed for quantification of SAv in solution, both assays
had to be tested for interactions with dyes and the particle matrix and for influences
from particle scattering and absorption as well as well fluorescence of the embedded
dyes. It was shown that some dyes like certain coumarins can reduce the BCA copper(II)
complex and as a result yield an overdetermination of SAv with the BCA assay.
Furthermore, dyes like meso-tetraphenylporphyrine were identified, that affect SAv
strongly, and as a result, lead to an underdetermination of SAv with the Biotin-FITC
assay. In this respect, also a method was developed to consider particle scattering in
absorption measurements.

Coupling of SAv via PEG linker leads to a shielding of the nanoparticle surface,
thereby reducing interactions between meso-tetraphenylporphyrine located close to or
at the nanoparticle surface with SAv and preserving the functionality of SAv.
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SAv-functionalized, dye loaded nanoparticles were subsequently used as labels in
a Sandwich immunoassay to determine c-reactive protein (CRP) and compared
to a classical ELISA using an enzyme-functionalized detection antibody and
the colorimetric substrate 3,3’,5,5’-tetramethylbenzidine. For the particle-based
immunoassay, the biotinylated detection antibody was functionalized with these
dye-stained, SAv-functionalized nanoparticles. Four quality parameters (average
effective concentration (EC50), limit of detection (LOD), dynamic range/ relative
dynamic range (DR/ RDR), and goodness of fit (R2)) were chosen that allowed to
evaluate the immunoassays in terms of signal intensity enhancement and sensitivity.
In this respect, also the influence of the principle of signal generation (detection of
fluorescent nanoparticles versus dye extraction and measurement of dissolved dye
molecules) as well as the influence of nanoparticle size, dye loading concentration, and
SAv conjugation chemistry were studied.

These studies showed an influence of nanoparticle size on the specific and unspecific
interactions of SAv with the microtiter plate and the adsorbed proteins, accounting
for the higher background signal and low specific binding observed for 500 nm-sized
nanoparticles. The use of PEGylated nanoparticles in immunoassays provided no
reproducible results. Initially performed screening tests with the different staining dyes
Coumarin 153, Nile Red, Lumogen R© F305, Itrybe and Eu(TTFA)3(phen) showed that
Coumarin 153 gives the best results. The other dyes seem to hinder partially the binding
of the nanoparticles on the immune complex or showed more fluorescence quenching
or aggregation effects. Subsequently performed systematic studies, focusing on mainly
on Coumarin 153-stained nanoparticles, revealed that the signal size clearly depended
on dye properties like the fluorescence quantum yield as well as on the amount of
incorporated dye molecules and a signal enhancement could be demonstrated for the
dye extraction approach.

A comparison of the developed particle-based immunoassay and an ELISA revealed a
10-fold higher EC50 value for the particle-based immunoassay. This could be due to a
less good binding of the particles on the immune complex.

Most likely, an increase of the signal intensity/ sensitivity of the particle-based
immunoassay could be achieved by further optimization of the particle size and it
is anticipated that the use of smaller particles could increase the sensitivity of the
particle-based immunoassay. Although smaller nanoparticles can incorporate only a
lower amount of dyes, there seem to be an optimum between the amount of incorporated
dyes, the nanoparticle size, and the required space (a big nanoparticle could hide more
unlabeled immune complexes, than a small nanoparticle) to quantify analytes sensitively
with a high signal. Furthermore, unspecific adsorption is expected to be lower for smaller
particles. An alternative approach to enhance the sensitivity of particle-based assays
could present the use of a catalytic system. In this case, a catalyst could be incorporated
into the nanoparticles, which then turns a substrate into a colored or fluorescent product
after extraction of the catalyst.
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7.2 Abkürzungsverzeichnis

Abs. Absorption
ALG Alginat
APTES 3-Aminpropyltriethoxysilan
appl. appliziert
Äquiv. Äquivalent
Av Avidin
B4F Biotin-4-f luorescein
BCA Bicinchoninsäure (engl. Bicichoninic acid)
BSA Rinderalbumin (engl. bovine serum albumin)
bspw. beispielsweise
bzw. beziehungsweise
C7 Cumarin 7
C153 Cumarin 153
CRP C-reaktives Protein
dbm Dibenzoylmethan
DLS Dynamische Lichtstreuung
DMSO Dimethylsulfoxid
DTNB 5,5’-Dithiobis(2-nitrobenzoesäure)
EDC N-Ethyl-N-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimidehydrochlorid
em Emission
EIA Enzym-Immunoassay (engl. enzyme immunoassay)
ELISA enzymgekoppelter Immunadsorptionstest (engl. enzyme linked immunosorbent sorben
EtOH Ethanol
FITC Fluoresceinisothiocyanat
Fluor. Fluoreszenz
FRET Förster-Resonanz-Energie-Transfer

i
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HRP Meerrettichperoxidase (engl. horseradish peroxidase)
IC Innere Konversion (engl. internal conversion)
i.d.R. in der Regel
Int. Intensität
IR Innere Relaxation (engl. internal relaxation)
ISC Interkombination (engl. inter system crossing)
k.A. keine Angabe
LbL Layer-by-layer
LYS Lysin
MAL Maleimid
max Maximum
MB Massenbilanz
MES 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure
MTP Mikrotiterplatte
NHS N-Hydroxysuccinimid
NNLS engl. Non-negativ least square
norm. normierte
NP Nanopartikel
NR Nilrot
OLED organische Leuchtdiode (engl. organic light emitting diode)
PAH Polyallylaminhydrochlorid
PCS Photonenkorrelationsspektroskopie (engl. photon correlation spectroscopy)
PDADMAC Poly(diallyldimethylammoniumchlorid)
PDI Polydispersitätsindex
PE Polyelektrolyt
PEG Polyethylenglycol
phen 1,10-Phenanthrolin
PI Polydispersitätsindex
POCT Point-of-care-Tests
PS Polystyrol
PSS Polystyrolsulfonat
QD Quantenpunkt (engl. quantum dot)
rel. relative
rcf relative Zentrifugalkraft (engl. relative centrifugal force)
REM Rasterelektronenmikroskopie
Rf Brechungsindex engl. refractive index
PMMA Polymethylmethacrylat
RT Raumtemperatur
SAv Streptavidin
SDS Natriumlaurylsulfat (engl. sodium dodecyl sulfate)
SEM Raterelektronenmikroskop (engl. scanning electron microscope)
SF Signalverstärkungsfaktor
Si Silica
sulfo-NHS N-Hydroxysulfosuccinimid Natriumsalz
TEM Transmissionselektronenmikroskop (engl. transmission electron microscope)
TG Thiolisierungsgrad
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THF Tetrahydrofuran
TMB 3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidin
TNB 2-Nitro-5-thiobenzoesäure)
TPP meso-Tetraphenylporphyrin
Tryptophan Tryptophan
TTFA Thenoyltrif luoroaceton
u.a. unter anderem
UV Ultraviolett
VDW Van-der-Waals
VF Verstärkungsfaktor
Vis sichtbar (engl. visible)
vs. versus
z.B. zum Beispiel

7.3 Verwendete Symbole

#Blitz Anzahl der Blitze
A Absorption
B Brillanz
c0 Lichtgeschwindigkeit
c Konzentration
d Schichtdicke
D Diffusionskoeffizient
δ Beladungseffizienz
dH Hydrodynamischer Durchmesser
E Extinktion
Eh Energie
EF Elektrisches Feld
η Viskosität
e0 Elementarladung
ǫ molarer dekadischer Extinktionskoeffizient
ǫ0 Dielektrizitätskonstante im Vakuum
ǫr stoffspezifische relative Dielektrizitätskonstante
EC50 Mittlere effektive Konzentration
f(ka) Henryfunktion
g G-Faktor, Vielfaches der Erdbeschleunigung
Γ Ratenkonstante
I Ionenstärke
h Plancksches Wirkungsquantum
I Intensität
IS Ionenstärke
k Ratenkonstante
κ Ausdehnung der diffusen Doppelschicht
Ka Assoziationskonstante
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kB Boltzmann-Konstante
Kd Dissoziationskonstante
λ Wellenlänge
λem Emissionswellenlänge
λex Anregungswellenlänge
m Masse
M Molare Masse
n Stoffmenge
N Anzahl
n0 Brechungsindex
NA Avogadro-Konstante
ν Frequenz
∅ Durchmesser
∅z-Averge Durchmesser (z-Average-Wert)
π Kreiszahl
pI Isoelektrischer Punkt
Φ Potential
Φf Quantenausbeute
Φζ Zetapotential
qNP Ladung eines NP
q Streufaktor
Rf Brechungsindex
rH Hydrodynamischer Radius
rNP Radius eines NP
rx Abstand
ρ Dichte
S0,1,2,n Singulettzustand
t Zeit
τ Fluoreszenzlebenszeit
tInt Integrationszeit
tLag Zeitverzögerung
T Temperatur
T 0,1,2,n Triplettzustand
θ Streuwinkel
U e Elektrophoretische Mobilität
v Geschwindigkeit
v0,1,2,n Vibronischer Zustand
V Volumen
z Anzahl der Ladungsträger
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Abbildung 7.1: Mono- (oben) und tetrameres SAv (unten) mit gekennzeichneten
Lysineinheiten und Biotin in den Bindungstaschen des SAv [187,188].



7. Anhang vi

Abbildung 7.2: Strukturformeln verwendeter Farbstoffe: a) Cumarin 7, b) Cumarin 153,
c) meso-Tetraphenylporphyrin, d) Nilrot, e) LumogenTM F305, f) Eu(TTFA)3phen, g)
Eu(dbm)3phen und h) Biotin-4-Fluorescein. Itrybe darf aufgrund der Geheimhaltung der
Strukturformel nicht dargestellt werden.
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logD =

n
∑

i=1
cn

O

n
∑

i=1
cn

W

(7.1)

Log D-Werte. Der log D-Wert repräsentiert die Verteilung einer Substanz in einem
Gemisch aus Octanol (O) und Wasser (W) (Gleichung 7.1) [25] und trifft eine Aussage
über die Hydrophilie bzw. Lipophilie des Stoffes. Die Vorlage verschiedener Spezies n des
gleichen Stoffes kann vom pH-Wert abhängig sein, weshalb der log D-Wert die Existenz
mehrerer Spezies i berücksichtigt und daher ebenfalls vom pH-Wert abhängt. Positive
log D-Werte entsprechen einer lipophilen und negative log D-Werte einer hydrophilen
Substanz. Je größer der Betrag des log D-Wertes ist, desto stärker ist die Tendenz des
Stoffes sich in Wasser bzw. Octanol oder einem hydrophoben Lösungsmittel zu lösen.
Zur Abschätzung des log D-Werte können computergestützte Berechnungen durchgeführt
werden.

Tabelle 7.1: Eingequollene Farbstoffmenge von verschiedenen Farbstoffen in aminierten
und carboxylierten 100 und 500 nm PS NP.

∅NP COOH/ Farbstoff cBeladung Menge an Farbstoff je 1 mg PS

[nm] NH2 [mM] [nmol/mg]

100 COOH C153 10 169

100 COOH C153 5 125

100 COOH C153 2 46

100 COOH C153 1 19

100 COOH TTP 2 51

100 COOH NR 2 47

100 COOH Itrybe 0,5 3

100 COOH F305 10 332

100 COOH Eu(TTFA)3phen 1 7

500 COOH C153 10 262

100 NH2 C153 10 136
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Tabelle 7.2: Farbstoffgehalt in nmol C153/mg PS bzw. in Anzahl C153-Moleküle
je NP, Beladungseffizienzen δ, Quantenausbeuten Φf und Extinktionskoeffizienten
ǫ423 nm von carboxylierten, C153-beladenen, 100 nm PS NP bei verschiedenen
Farbstoffkonzentrationen. Der Extinktionskoeffizient von C153 bei 423 nm wurde nach
dem Lambert-Beer’schen-Gesetz auf Basis der gemessenen Absorptionen von C153 im
NP nach Streukurvenkorrektur (Schichtdicke der Küvette d=1 cm, cNP=0,12 mg/mL)
und des Farbstoffgehaltes bestimmt.

cBeladung δ cBeladung] Φf ǫNP,423 nm

[mM] [%] [C153/NP] [%] [L·mol-1cm-1]

10 51 56·103 22 23.550

5 75 41·103 34 20.350

2 69 15·103 64 23.350

1 57 6·103 78 28.300
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Tabelle 7.3: Kopplungsbedingungen, Kopplungseffizienzen (KE) und Anzahl an SAv je NP (SAv/NP) gemessen mit dem BCA-Assay.

VEDC
a cEDC

a nEDC
a VSAv cSAv nSAv VNP cNP mNP KEBCA SAv/NPBCA

[µL] [mM] [nmol] [µL] [nM] [pmol] [µL] [mg/mL] [mg] [%] [SAv/NP]

0 15 0 12 47 568 200 5 1 20 37

1 15 15 12 47 568 200 5 1 21 39

3 15 45 12 47 568 200 5 1 24 45

6 15 90 12 47 568 200 5 1 25 46

9 15 135 12 47 568 200 5 1 25 47

12 15 180 12 47 568 200 5 1 33 60

15 15 225 12 47 568 200 5 1 42 77

18 15 270 12 47 568 200 5 1 46 8

2 15 315 12 47 568 200 5 1 48 89

24 15 360 12 47 568 200 5 1 48 88

27 15 405 12 47 568 200 5 1 49 91

30 15 450 12 47 568 200 5 1 47 87

12 15 180 15 47 710 200 5 1 37 86

12 15 180 18 47 852 200 5 1 34 94

12 15 180 21 47 994 200 5 1 31 99

12 15 180 24 47 1136 200 5 1 30 111

12 15 180 27 47 1278 200 5 1 27 111

12 15 180 30 47 1420 200 5 1 26 120

24 15 360 24 47 1136 200 5 1 90 24

30 15 450 30 47 1420 200 5 1 22 102
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Tabelle 7.4: Kopplungsbedingungen, Kopplungseffizienzen (KE) und Anzahl an SAv je NP (SAv/NP) gemessen mit dem BCA- und
dem Biotin-FITC-Assay. *EDC/ sulfo-NHS

# VEDC* cEDC* nEDC* VSAv cSAv nSAv VNP cNP mNP KEBCA SAv/NPBCA KEB4F SAv/NPB4F

[µL] [mM] [nmol] [µL] [nM] [pmol] [µL] [mg/mL] [mg] [%] [SAv/NP] [%] [SAv/NP]

1 4/2 150/300 600 20 222 4432 200 50 10 24 36 23 33

2 8/4 150/300 1200 20 222 4432 200 50 10 29 43 26 38

3 16/8 150/300 2400 20 222 4432 200 50 10 30 44 27 40

4 32/16 150/300 4900 20 222 4432 200 50 10 30 44 29 41

5 8/4 150/300 1200 5 222 1108 200 50 10 90 29 81 33

6 8/4 150/300 1200 10 222 2216 200 50 10 41 27 36 30

7 8/4 150/300 1200 40 222 8864 200 50 10 21 75 26 62

8 8/4 150/300 1200 80 222 17727 200 50 10 17 115 20 102
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Tabelle 7.5: Optimierung der direkten SAv Kopplung an 100 nm PS NP-COOH via EDC/
sulfo-NHS-Ester-Chemie. Angaben des z-Averages und PDI. Die Standardabweichungen
entstanden aus 6 unabhängigen Messungen.

# ∅z-Average PDI

1 128±1 0,025±0,016

2 138±1 0,049±0,015

3 147±1 0,058±0,014

4 159±1 0,092±0,014

5 169±1 0,098±0,021

6 133±1 0,044±0,014

7 141±1 0,063±0,012

8 166±1 0,115±0,014
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(a) Optimierung EDC/ sulfo-NHS (b) Optimierung SAv

Abbildung 7.3: Mittels DLS bestimmte Z-Average-Werte und PDI für die Optimierung
von (a) EDC/ sulfo-NHS bei einer konstanten SAv-Menge (4,4 nmol) und von (b) SAv
bei einer konstanten EDC/ sulfo-NHS-Menge (1,2 µmol). Die Standardabweichungen der
z-Average-Werte und PDI wurden aus 6 unabhängigen Messungen und lagen bei 1 nm
(z-Average) und 0,02 (PDI).
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Abbildung 7.4: Absorptionsspektren ungefärbter 500 und 1000 nm PS NP nach Reaktion
im BCA-Assay.
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Tabelle 7.6: Anzahl von Carboxylgruppen, maximale Bedeckung von SAv je NP, Anzahl von SAv je NP bei 100 % Umsatz und
Anzahl gekoppelter SAv je NP mittels Biotin-FITC Assay für PS und Si NP mit verschiedenen Größen. aAnzahl funktioneller
Gruppen entsprechend der Herstellerangaben.

Material PS PS PS

Größe [nm] 100 500 1000

Anzahl COOH-Gruppen je NPa 1.330 82.800 662.200

Maximale SAv-Bedeckung je NP 1.850 45.300 181.100

Anzahl von SAv je NP bei 100 % Kopplungseffizienz 147 18.350 147.000

Anzahl gebundener SAv-Moleküle je NP mit Biotin-FITC Assay 40 19.500 43.600

Anzahl gebundener SAv-Moleküle je NP mit BCA-Assay 50 13.650 82.000
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Abbildung 7.5: Massenbilanzen und Kopplungeffizienzen von SAv gebunden an
unbeladene und TPP-gefärbte, carboxylierte, 100 nm PS NP, die mittels BCA-Assay
bestimmt wurden. Die angegebenen Fehlerbalken (Standardabweichungen) wurden aus
drei unabhängigen Messungen berechnet.
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(a) BCA-Assay / EDC/ sulfo-NHS (b) Biotin-FITC-Assay / EDC/ sulfo-NHS

(c) BCA-Assay / MAL-Thiol (d) Biotin-FITC-Assay / MAL-Thiol

Abbildung 7.6: Kopplungseffizienzen und Massenbilanzen von SAv gebunden an
C153- und TPP-gefärbte, 100 nm PS NP mittels (a,b) EDC/ sulfo-NHS-Kupplung
und (c,d) mittels MAL-Thiol-Kopplung mit PEG-Linker. Die C153- und
TPP-Beladungskonzentration lag bei 10 bzw. 2 mM. Die SAv-Quantifizierung wurde
mit Hilfe (a,c) des BCA-Assays und (b,d) der Biotin-FITC-Titration durchgeführt.
Die angegebenen Fehlerbalken (Standardabweichungen) wurden aus drei unabhängigen
Messungen berechnet.
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(a) (b)

Abbildung 7.7: (a) Kopplungseffizienzen und Massenbilanzen von SAv gebunden
an NR-gefärbte 100 nm PS NP bei verschiedenen Beladungskonzentrationen. (b)
Kopplungseffizienzen und Massenbilanzen von SAv gebunden an C153-gefärbte 500 nm
PS NP (10 mM) (1) und an F305- (2 mM) (2), NR- (2 mM) (3), Itrybe- (0,5
mM) (4), Eu(TTFA)3(phen)- (1 mM) (5) und Eu(dbm)3(phen)-gefärbte (1 mM)
(6) 100 nm PS NP. Die SAv-Kopplung erfolgte mittels EDC/ sulfo-NHS-Kopplung.
Die angegebenen Fehlerbalken (Standardabweichungen) wurden aus drei unabhängigen
Messungen berechnet.
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Tabelle 7.7: Maximal immobilisierte Menge C153-beladener (10 mM), 100 nm PS
NP je Well einer MTP (Monolage, hexagonal dichteste Kugelpackung), die maximale
detektierbare C153-Menge im Partikel oder nach Extraktion und der daraus resultierende
Verstärkungsfaktor bei gleichen optischen Eigenschaften der Farbstoffe im Partikel und
in Lösung. aHerstellerinformation Tecan-Trading AG. bHerstellerinformation Greiner Bio
One International GmbH.

Parameter Wert Parameter Wert

VFüllstand 100 mm3
∅NP 100 nm

hFüllstand 2,9 mm ANP-Platzbedarf 8,8·10-9 mm2

ABoden
b 34,0 mm2 NPBoden 3,9·109 NP

AWandung
b 30,2 mm2 NPWandung 3,4·109 NP

AGesamt 64,2 mm2 NPKavität 7,3·109 NP

∅Strahl
a 0,7 mm NC153/NNP 54.000

AStrahl 0.4 mm2 NC153 Boden 2,2·1014

AStrahl/ABoden 1,0 % NC153 Wandung 1,9·1014

VStrahl 1,1 mm3 NC153 Kavität 4,1·1014

VStrahl/VFüllstand 1,1 % NC153 Strahl(Boden) 2,4·1012

NC153 Strahl(Volumen) 4,3·1012

SF 1 =
N2

N2
; N2 > N2; SF 2 =

Φf,2

Φf,1
;Φf,2 > Φf,1; SF 3 =

ǫ(λ)2

ǫ(λ)2
; ǫ(λ)2 > ǫ(λ)2 (7.2)

Berechnung des Signalverstärkungsfaktors nach Gleichung 7.2. Durch z.B. Erhöhung
der Farbstoffmenge (SF1), der Quantenausbeute (SF2) oder des Extinktionskoeffizienten
(SF3) eines Farbstoffes kann die Signalintensität des Fluoreszenzsignals verstärkt werden.



7. Anhang xix

Abbildung 7.8: Einfluss des Gainfaktors auf die Fluoreszenzintensität gemessen für
verschiedene Konzentrationen von Fluorescein-Natrium im basisch wässrigen Milieu. Die
größte vermessene Konzentration lag bei 6,54·10-4 M und die kleinste bei 1,80·10-9 M.
Die Konzentrationen nehmen von Rot nach Blau ab.

Einfluss des Gainfaktors. Für den Vergleich von Immunoassays, müssen die
gemessenen Intensitäten unter gleichen Bedingungen aufgenommen werden. Das
schließt auch den Gainfaktor des verwendeten MTP-Auslesegerätes ein. Durch
die Erhöhung des Gains wird die Detektorspannung reguliert und somit die
Verstärkung für das Fluoreszenzsignal. Das verwendete MTP-Auslesegerät kann
50.000 bis 60.000 relative Fluoreszenzintensitäten detektieren bevor der Detektor
gesättigt ist. Optimalerweise liegen die zu messenden relativen Fluoreszenzintensitäten
bei 40.000. Mit steigendem Gain-Faktor steigt das Messsignal exponentiell an
(Abbildung 7.8). Die Verstärkung des Fluoreszenzsignals ist zudem abhängig von
dem Spektralbereich der Emission (spektrale Empfindlichkeit des Detektors), welche
wiederum abhängig vom verwendeten Farbstoff ist, und von der eingesetzten
Farbstoffkonzentration (siehe Abbildung 7.8). Dementsprechend müssen, um große
Signalintensitäten zu erreichen bei kleinen Farbstoffkonzentrationen hohe und bei
großen Farbstoffkonzentrationen kleine Gainfaktoren eingestellt werden. Zugleich wird
aber auch ein gegebenenfalls vorhandenes Untergrundsignal verstärkt, was zu einer
Verschlechterung des Signal-Rausch-Verhältnisses führen kann. Zudem ist die Streuung
(Rauschen) der gemessenen Daten bei kleineren Farbstoffkonzentrationen und höheren
Gainfaktoren deutlich größer, was folglich zu größeren Messunsicherheiten führt. Für den
Vergleich von Assays, gemessen mit verschiedenen Gainfaktoren, können die bestimmten
Signalintensitäten in Abhängigkeit des eingestellten Gainfaktors bei Kenntnis der
Exponentialkurve umgerechnet werden.
Zur Untersuchung des Einflusses des Gain-Faktors auf die Assayparameter wurde der
CRP-Immunoassay mit 100 nm, C153 beladenen, direkt SAv-funktionalisierten PS NP
mit der Extraktionsmethode bei verschiedenen Gainfaktoren durchgeführt. In Abbildung
7.9 sind die Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit gezeigt bei einem Gain von 100, 110
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Abbildung 7.9: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-Immunoassay mit
C153-beladenen, direkt SAv-funktionalisierten, 100 nm NP mit Extraktionsmethode
mit Gainfaktorvariation. Gezeigt sind die Mittelwerte aus drei Messungen inkl. der
Standardabweichung.

und 120. Wie zu erkennen ist, steigt die gemessene Signalintensität bzw. der DR wie
auch der Signaluntergrund. Dennoch hat der Gainfaktor kaum Einfluss auf den LOD
bzw. den EC50-Wert. Die Werte sind in Tabelle 7.8 dargestellt. Sinnvoll ist es, den Gain
für die höchsten Signale zu optimieren, welche mit dem verwendeten System bei ca.
40.000 relativen Fluoreszenzintensitäten liegen.
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Tabelle 7.8: Einfluss des Gainfaktors auf EC50, DR, RDR, LOD und R2

für C153-beladene (10 mM), direkt-SAv-funktionalisierte, 100 nm PS NP im
CRP-Immunoassay nach Extraktion in EtOH.

Gain EC50 DR RDR LOD R2

[pg/mL] [pg/mL]

120 36.100 24.000 0,90 4.900 0,998

110 35.700 13.400 0,91 4.400 0,998

100 41.700 6.700 0,90 4.800 0,997
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Abbildung 7.10: Quantenausbeuten Φf verschiedener Farbstoffe im NP (hellgrau)
und nach Extraktion mit EtOH (dunkelgrau). Für Eu(TTFA)3(phen) wurde die
Quantenausbeute in THF angegeben. cBeladungslösung [mM]: 10 (C153), 2 (NR), 0,5
(Itrybe), 10 (F305), 1 (Eu(TTFA)3phen).
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Abbildung 7.11: Dosis-Wirkungs-Kurven mit 5-PL-Fit für den CRP-Immunoassay mit
HRP/ TMB detektiert in Absorption (blau) und für C153-beladenen (10 mM) direkt
SAv-funktionalisierten, 100 nm PS NP mit Detektion nach Extraktion in EtOH (schwarz).
Gezeigt sind die Mittelwerte aus drei Messungen inkl. der Standardabweichungen.
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