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Zitat 
„Wenn es aus der Hundehütte bellt, ist es meistens der Hund und nicht das Zebra.“ 

Sandra Ciesek 
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Kurzfassung 
Die transiente Transfektion wird genutzt, um genetisches Material in Säugerzellen zu transportieren. 

Die Besonderheit liegt darin, dass die genetische Information nicht in das Genom der Wirtszellen 

integriert wird. Dadurch können mit diesem Transfektionsverfahren innerhalb weniger Tage kleine 

Proteinmengen produziert werden. Allerdings wird die eingebrachte genetische Information bei der 

Zellteilung nicht kopiert und auf die Tochterzellen verteilt, sodass sie mit der Zeit verloren geht. Diese 

Transfektionsmethode wird daher eingesetzt, wenn nur geringe Proteinmengen schnell hergestellt 

werden müssen, beispielsweise in vorklinischen Untersuchungen der Biopharmazeutikaentwicklung 

oder im akademischen Umfeld. 

In dieser Arbeit wurde ein mikrofluidisches System entwickelt, das die Schritte der transienten 

Transfektion automatisiert. Dafür wurden die unterschiedlichen Elemente des Gesamtsystems – ein 

Mikromischer, eine Inkubationseinheit und ein Spiralseparator zur Zellseparation – einzeln entwickelt, 

mittels hochauflösendem 3D-Druck hergestellt und charakterisiert. 

Im ersten Teil dieser Arbeit wurden verschiedene Mikromischerdesigns aus der Literatur mittels 3D-

Druck hergestellt und miteinander verglichen. Hierbei wurde die Effektivität der Mischer in Bezug auf 

ihre Länge bzw. ihr Volumen bei unterschiedlichen Flussraten bewertet und untersucht, ob die Mischer 

einen Einfluss auf die Viabilität der CHO-Zellen (chinesische Hamsterovarienzellen) haben. 

Im zweiten Teil der Arbeit wurde ein mikrofluidischer Spiralseparator entwickelt und charakterisiert, 

um die Zellen nach der Transfektion von den toxischen Transfektionschemikalien zu trennen. Das 

entwickelte System erlaubt durch eine Pumpe an einem der zwei Ausgänge der Separationsspirale das 

Einstellen der Separationseffizienz von über 95 % bei Zellkonzentrationen von bis zu 20 · 106 Zellen 

mL-1.  

Im dritten Teil der Arbeit wurde zunächst ein kleineres mikrofluidisches Transfektionssystem 

entwickelt, in dem ca. 5 mL Zellsuspension transfiziert werden konnte. In dem System wurden die 

Zellen mit DNA und dem Transfektionsdetergens PEI (Polyethylenimin) mit einem integrierten 

Mikromischer durchmischt und anschließend für eine bestimmte Zeit inkubiert, bis die transfizierten 

Zellen in neues Medium überführt wurden. Ziel war es, die optimale Inkubationszeit zu bestimmen. In 

einem weiteren Schritt wurde ein kontinuierliches Gesamtsystem mit einem Mikromischer, einer 

Inkubationseinheit und einem Spiralseparator entwickelt, welches computergesteuert CHO-Zellen 

transfizieren kann. In ersten Transfektionsversuchen konnten mit dem System Transfektionseffizienzen 

erzielt werden, die mit der klassischen, manuell durchgeführten Methode vergleichbar sind. 

Schlagwörter: Mikrofluidik; Transiente Transfektion; Tierzellkultivierung; Mikromischer; 

Zellrückhaltung; 3D-Druck 
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Abstract 
Transient Transfection is used to transport genetic material into mammalian cells. The distinguishing 

feature of transient transfection is that the genetic material does not integrate into the genome of the host 

cell line. Therefore, this transfection method can be used to produce small quantities of proteins in a 

matter of days. However, the imported genetic information does not get copied during cell proliferation 

and gets lost over time. Consequently, this transfection method is used to quickly produce small 

quantities of protein, for instance, in pre-clinical studies in biopharmaceutical development or academic 

research. 

In this work, a microfluidic system was developed to automate the steps of transient transfection. The 

single modules of the system – micromixer, incubation platform and cell separator – were designed and 

manufactured using 3D printing technology and characterized. 

In the first part of this work, different micromixer designs were adapted for 3D printing from literature 

and compared to one another. The effectivity of the mixers was evaluated for different flow rates with 

regard to the length and volume of the mixers. Moreover, the influence of the micromixer on cell 

viability was determined. 

In the second part of this work, a microfluidic spiral separator was developed to separate the cells from 

the toxic transfection detergent PEI (polyethylenimine) after transfection. By using a second pump at 

the spiral outlet, the separation efficiency could be controlled at cell concentrations of up to 20 · 106 cells 

mL-1. 

In the third part of this work, a smaller transfection system was developed for transfection of 

approximately 5 mL of cell suspension for optimization of the incubation time. In this system, cells were 

mixed with DNA and the transfection detergent PEI using an integrated micromixer and then incubated 

for a specified time until the transfected cells were transferred to fresh medium. Secondly, a continuous 

transfection system was developed consisting of a micromixer, an incubation platform, and a spiral 

separator to automatically transfect CHO (chinese hamster ovary) cells. In initial transfection 

experiments, the system was able to achieve transfection efficiencies comparable to the standard, 

manually performed method. 

 

Keywords: Microfluidics; Transient Transfection; Mammalian Cell Culture; Micromixers; Cell 

Retention; 3D Printing 
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1. Einleitung 

Bei der Entdeckung einzelner Zellen als Bausteine des Lebens und der Welt der Mikroorganismen hätten 

sich Wissenschaftler wie Robert Hook, Antonie van Leeuwenhoek, Jan Swammerdam oder Marcello 

Malpighi [1] wahrscheinlich nicht träumen lassen, dass die Menschen einmal das Erbgut ebendieser 

entdecken und manipulieren könnten. Doch gerade dadurch hat die Menschheit nicht nur verstanden, 

wie das Leben auf kleinster Ebene funktioniert, sondern auch, wie man nützliche Produkte in diesen 

Zellen gezielt produzieren kann. 

Das beeinflusst – meist unbewusst – unser aller Leben tagtäglich. Von Enzymen in Wasch- und 

Spülmitteln über Lebensmittel wie Käse in unseren Kühlschränken bis hin zu Medikamenten treffen wir 

immer wieder direkt oder indirekt auf die Produkte der Biotechnologie.  

Für die Proteinproduktion werden vor allem Produktionszelllinien verwendet. Dabei kann es sich um 

Bakterien wie Escherichia coli, Hefen wie Saccharomyces cerevisiae, oder aber auch Säugerzellen 

handeln. Die Zelllinien sind besonders gut erforscht, bieten eine hohe Produktivität und Sicherheit. Doch 

die gewünschten Produkte, beispielsweise stärkeabbauende Enzyme für Waschmittel, werden nicht 

natürlich von diesen Organismen hergestellt. Hierfür muss zuerst das passende Gen, das dieses Enzym 

kodiert, in den Produktionsorganismus eingefügt werden.  

Für manche Biopharmazeutika, beispielsweise für Antikörper in Krebs- oder Immuntherapien, ist die 

Produktion häufig nur in Säugerzellen möglich. Durch diese können die richtigen posttranslationalen 

Modifikationen stattfinden, sodass ein biologisch aktiver Wirkstoff entsteht. Das spiegelt sich auch in 

der Marktbetrachtung wider: Säugerzellen machen den Großteil der Produktionszellinien für 

Biopharmazeutika aus. Im Zeitraum von 2015-2017 wurden 79 % der neu zugelassenen 

Biopharmazeutika in Säugerzelllinien hergestellt [2]. Ein weiteres Anwendungsfeld sind Zellen als 

Therapeutikum: In der CAR-T-Zelltherapie sollen die Zellen des Immunsystems mit einem Rezeptor 

ausgestattet werden, der Krebstumore erkennt. Dadurch soll das Immunsystem der Patienten den Krebs 

bekämpfen können [3].  

In der Produktentwicklung müssen vor allem für Biopharmazeutika noch vor den klinischen 

Erprobungsphasen zahlreiche Wirkstoffkandidaten untersucht werden. Handelt es sich bei den 

Wirkstoffen um Proteine, müssen für deren Produktion viele unterschiedliche Gene in die Zellen 

eingebracht werden und die entstandenen Proteine untersucht werden. Um teure Zellkulturmedien und 

Arbeitskraft zu sparen, wird in der Industrie vor allem auf Miniaturisierung, Automatisierung und 

Parallelisierung gesetzt. Dies sind auch die Stärken der Mikrofluidik: kleine Kanalsysteme werden 

eingesetzt, um bestehende Laborschritte zu automatisieren, miteinander zu kombinieren oder durch die 

einzigartige mikrofluidische Umgebung neu zu erfinden. Daher bietet sich großes Potential für den 

Einsatz mikrofluidischer Systeme in der Zellkulturtechnik, um die hohen Entwicklungskosten zu senken 

und die Erforschung neuer Biopharmazeutika zu beschleunigen.   
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2. Zielsetzung 

Ziel dieser Arbeit ist die Entwicklung eines 3D-gedruckten mikrofluidischen Systems zur 

kontinuierlichen transienten Transfektion von CHO (Chinesische Hamsterovarien)-Zellen. Dadurch soll 

der manuelle Aufwand der transienten Transfektion reduziert und neue Möglichkeiten der Transfektion 

durch den kontinuierlichen Betrieb ermöglicht werden. Dies soll in Zukunft die Einbindung in 

kontinuierliche Bioprozesse ermöglichen, die durch höhere Produktivität und geringere 

Herstellungskosten attraktiv für die Biopharmaindustrie sind. Zusätzlich soll die Reproduzierbarkeit der 

Transfektion durch die Automatisierung mit dem mikrofluidischen System erhöht werden. Das System 

soll es dadurch ermöglichen, flexibel und kostengünstig kleine Proteinmengen herzustellen. 

Zunächst soll ein Konzept zur Übertragung des klassischen Laborprotokolls für transiente 

Transfektionen auf einen automatisierten Ablauf erarbeitet werden. Dann sollen die einzelnen 

Ablaufschritte mittels mikrofluidischen Elementen realisiert werden. Hierbei sollen Designs aus der 

Literatur für diese Applikation angepasst, mittels hochauflösendem 3D-Druck gefertigt und mit CHO-

Zellen auf die Eignung getestet werden. Nachdem die einzelnen Elemente separat getestet worden sind, 

sollen sie zu einem funktionalen Gesamtsystem zusammengesetzt und untersucht werden. Zusätzlich 

sollen die einzelnen Komponenten auch hinsichtlich ihrer Eignung für andere Einsatzbereiche in der 

Zellkulturtechnik betrachtet werden. 

Zu den Untersuchungen zählen verschiedene Viabilitätstest, um den Einfluss der mikrofluidischen 

Strukturen auf das Wachstum der Zellen zu überprüfen, und Effektivitätstest, um die optimale Funktion 

der Einzelkomponenten und des Gesamtsystems zu gewährleisten. Zum Einsatz kommen hierfür 

mikroskopische Untersuchungen von Farbreaktionen, beispielsweise bei Mischuntersuchungen der 

Mikromischer, Computersimulationen (CFD; computational fluid dynamics) zum genaueren 

Verständnis der Vorgänge in Mikromischern und Fluoreszenzmikroskopie bei 

Separationsuntersuchungen. Letztendlich sollen die einzelnen Elemente, wenn möglich, auch praktisch 

mit CHO-Zellen untersucht werden.  

Zur Analyse der Zellkonzentration und Viabilität werden Zellen mittels Trypanblau-Färbung mit einem 

CEDEX HiRes Zellzählgerät analysiert. Zusätzlich wird mit einem CEDEX Bio Gerät die LDH-

Aktivität bestimmt, was Rückschlüsse auf den Zellstress erlaubt. Zur Analyse der Transfektionseffizienz 

wird ein Vektor mit einem egfp-Gen verwendet, sodass das produzierte eGFP (enhanced Green 

Fluorescent Protein) mittels Durchflusszytometrie nachgewiesen werden kann. 
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3. Theoretischer Hintergrund 

3.1 Transiente Transfektionsverfahren 

Die Produktion von Proteinen mit biotechnologischen Verfahren erfolgt häufig in Zellen, die diese 

Proteine in der Natur nicht produzieren. Die Produktionszelllinien weisen meistens eine erhöhte 

Produktivität auf, wodurch die produzierte Proteinmenge im Gegensatz zu der Produktion im Herkunfts-

Organismus deutlich gesteigert werden kann. Beispielsweise wird bei der Produktion von Insulin für 

Diabetes-Patienten das menschliche Insulin seit der ersten Zulassung im Jahr 1982 (und heutzutage noch 

weiter optimierte Insulinvarianten) häufig in Pilz- oder Bakterienzellen produziert [4; 5]. Als anderes 

Beispiel werden menschliche Antikörper, die unter anderem in der Krebstherapie genutzt werden, in 

modifizierten Säugerzellen, wie z. B. CHO-Zellen hergestellt [2]. Daher werden Produktionsstämme 

vor der Produktion genetisch modifiziert, indem die DNA-Sequenz, die das gewünschte Protein codiert, 

in die Zellen eingebracht wird.  

Die Gen-Injektionsverfahren, die bei Eukaryoten als Transfektion bezeichnet werden, werden in zwei 

Arten unterschieden: die stabile Transfektion und die transiente Transfektion. Bei der stabilen 

Transfektion wird das Zielgen in das Chromosom der Zellen integriert. Hierdurch wird auch bei einer 

Zellteilung das Fremdgen kopiert und bleibt in den Tochterzellen erhalten. Im Gegensatz dazu wird bei 

der transienten Transfektion das Zielgen in einem DNA-Vektor eingebracht. Dieser Vektor verbleibt im 

Zellkern neben den Chromosomen und wird nicht in das Genom integriert. Hierdurch wird der Vektor 

jedoch bei der Zellteilung nicht wie die Chromosomen kopiert und gleichmäßig auf die Tochterzellen 

verteilt, was dazu führen kann, dass eine Tochterzelle keinen Vektor mehr beinhaltet und damit das 

Zielgen „verloren“ geht [6]. Die industriellen Produktionsprozesse verwenden daher alle die stabile 

Transfektion bei der Stammentwicklung, um eine möglichst konstante Proteinproduktion zu 

gewährleisten. 

Bei der stabilen Transfektion ist jedoch ein Selektionsprozess nötig. Im ersten Schritt wird dem zu 

transfizierendem Vektor ein Selektionsmarker hinzugefügt, um die erfolgreich transfizierten Zellen zu 

identifizieren. Hierbei handelt es sich häufig um sogenannte Resistenzgene, die ein Überleben der 

transfizierten Zellen ermöglichen, wenn ein Giftstoff (z. B. ein Antibiotikum) im Zellkulturmedium 

enthalten ist. Die transfizierten Zellen werden danach in vielen parallelen Kultivierungen charakterisiert, 

um den besten Stamm zu identifizieren, der die gewünschte Proteinproduktionsrate und 

Wachstumscharakteristika aufweist. Dieser Selektionsprozess kann mehrere Monate dauern und ist 

dadurch sehr kostenintensiv [7]. 

Im Gegensatz dazu ist eine transiente Transfektion bereits ohne Selektion effektiv und weist gute 

Produktionsraten auf [7]. Um kleine Proteinmengen zu produzieren, ist eine transiente Transfektion 

gegenüber einer stabilen Transfektion daher häufig im Vorteil. Besonders in der Produktentwicklung, 

beispielsweise bei der Entwicklung eines neuen biopharmazeutischen Wirkstoffes, werden erst nur 
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geringe Mengen vieler verschiedener Proteine benötigt [8]. Ähnliche Anforderungen werden bei der 

Entwicklung personalisierter Wirkstoffe erwartet: dabei wird für wenige Patienten oder jeden einzelnen 

Patienten ein eigens modifiziertes Protein erstellt [9]. Die Produktionsmengen sind also gering, jedoch 

müssen zahlreiche unterschiedliche Produkte parallel hergestellt werden.  

Transiente Transfektionsmethoden lassen sich in drei Gruppen einteilen: die viralen, physikalischen und 

chemischen Transfektionsmethoden [6]. Bei einer viralen transienten Transfektion wird die Eigenschaft 

von Viren genutzt, ihr Genom in eukaryotische Zellen einzuschleusen. Manche Viren können ihr Genom 

oder einzelne Gene fest in das Chromosom der Zielzelle integrieren. Häufig liegt das virale Genom aber 

außerhalb des Wirts-Genoms auf viralen Vektoren vor [10]. Durch die Modifikation des viralen Erbguts 

kann also ein beliebiges Gen in die Zielzelle importiert werden und somit eine transiente Transfektion 

erfolgen. Während diese Methoden sehr effektiv sein und Zelllinien transfizieren können, die bei 

anderen Transfektionsmethoden nur schlechte Ergebnisse erzielen, so ist ein Nachteil die aufwendige 

Herstellung der Viren, die dafür benötigt werden [6].  

Die physikalischen Transfektionsmethoden basieren auf der Grundlage, die Membran der Zellen 

temporär zu öffnen und damit den Eintritt des fremden Erbguts zu ermöglichen [11]. In den letzten 

Jahrzehnten wurden verschiedene Methoden mit unterschiedlichen Einsatzgebieten entwickelt, die dies 

ermöglichen. Eine Methode ist die Mikronadel-Injektion, bei der eine mikroskopisch kleine Nadel durch 

die Zellmembran gestochen wird und eine definierte Menge der DNA in die Zelle injiziert wird. Dadurch 

können präzise einzelne Zellen transfiziert werden, was zu einer hohen Effizienz führt. Außerdem kann 

auch das mitochondrielle Erbgut mittels dieser Methode verändert werden, indem nur in dieses 

Zellorganell injiziert wird [11]. Ein Nachteil der Mikronadel-Injektion ist allerdings der geringe 

Durchsatz, da nur eine Zelle mit einer Nadel gleichzeitig behandelt werden kann. Eine weitere Methode 

ist die Gene-Gun („Gen-Kanone“) [12]. Für diese Transfektionsmethode werden Gold-Nanopartikel mit 

DNA beschichtet und dann mit hoher Geschwindigkeit in eine Zellsuspension geschossen. Die Partikel 

durchdringen die Zellmembran und die Nukleinsäuren gelangen somit in die Zellen. Diese Methode 

setzt jedoch eine genaue Einstellung des Partikel-Nukleinsäure-Verhältnisses sowie der 

Partikelgeschwindigkeit voraus, um hohe Transfektionseffizienzen und geringe Zellschäden zu 

gewährleisten [13; 11]. Die verbreitetste physikalische Transfektionsmethode ist die Elektroporation 

[6]. Durch elektrische Impulse wird bei dieser Methode die Zellmembran für kurze Zeit gestört, sodass 

kleine Löcher entstehen, durch die Nukleinsäuren in die Zelle diffundieren können. Innerhalb weniger 

Sekunden bis Minuten verschließen sich die Löcher wieder von selbst. Die Elektroporation zeichnet sich 

durch hohe Effizienz und Schnelligkeit aus, führt jedoch häufig zu einer verringerten Zellviabilität [14]. 

Andere physikalische Methoden sind die Laser-vermittelte Transfektion [15], Sonoporation (mit 

Ultraschall) [16], Magnetofektion (mit Eisen-Nanopartikeln) [17] oder die mikrofluidische Cell-

Squeezing Methode [11; 18].  
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3.1.1 Chemische Transfektionsverfahren 

Chemische Transfektionsmethoden werden ebenfalls häufig eingesetzt und stellen die nicht-viralen 

Methoden dar, die am frühesten zur Transfektion von Säugerzellen eingesetzt wurden [19; 20]. Sie 

lassen sich nach dem Transfektionsreagenz in drei Gruppen unterteilen: Calciumphosphat, kationische 

Lipide und kationischen Polymere. Die Funktionsweise der chemischen Transfektion ist bei allen 

Reagenzien ähnlich: Die positiv geladenen Moleküle umhüllen in Komplexen die negativ geladenen 

Nukleinsäuren, sodass der Nukleinsäure/Transfektionsreagenz-Komplex von der negativ geladenen 

Zellmembran angezogen wird. Dadurch lagert der Komplex an die Membran an und wird dann von der 

Zelle mit unterschiedlichen, teilweise noch unbekannten Mechanismen aufgenommen [6]. Im Gegensatz 

zur viralen Transfektion sind die verwendeten Transfektionsreagenzien bedeutend günstiger und der 

Transfektionsprozess durch den Wegfall der Virusproduktion schneller. Im Vergleich zu physikalischen 

Transfektionsmethoden sind keine zusätzlichen Laborgeräte nötig. Zusätzlich ist das Vorgehen bei 

chemischen Transfektionsmethoden meist für den Anwender einfacher, da nur Chemikalien vermischt 

werden müssen [6].  

Calciumphosphat war eines der ersten Reagenzien, das zur Transfektion von Säugerzellen eingesetzt 

wurde [21] und zeichnet sich durch den sehr geringen Preis aus. Allerdings ist der Einsatz vor allem 

durch die Störanfälligkeit durch Mediumsbestandteile und die Notwendigkeit von Serum im Medium 

limitiert gewesen. Zusätzlich führt der Zusatz von Calciumphosphat bei Suspensionszellen, die häufig 

für die Produktion rekombinanter Proteine eingesetzt werden, zu Zellaggregation. Außerdem zeigen 

CHO-Zellen, die den größten Marktanteil in der Proteinproduktion aufweisen [2], nur geringe 

Transfektionseffizienzen bei der Transfektion mit Calciumphosphat [21]. 

Eine weitere Methode ist die Nutzung kationischer Lipide. Die Lipide lagern sich mit der DNA 

zusammen und formen kleine Fettkügelchen, sogenannte Liposome, in der die DNA eingeschlossen ist. 

Diese werden bei Kontakt mit der Zelle durch Endozytose aktiv aufgenommen [22]. Mittlerweise sind 

zahlreiche Lipide für die Transfektion kommerziell erhältlich und weisen hohe Transfektionseffizienzen 

in zahlreichen adhärenten und Suspensionszelllinien auf. Ein Nachteil der Methode sind die 

vergleichsweise hohen Kosten der Reagenzien, die vor allem bei größeren Kultivierungsskalen (im Liter 

Maßstab) den Einsatz kationischer Lipide zur Transfektion verhindern [23]. 

3.1.2 Transfektion mittels Polyethylenimin 

Die derzeit am häufigsten eingesetzte chemische Transfektionsmethode ist die Nutzung des kationischen 

Polymers Polyethylenimin (PEI) [21]. PEI kann in unterschiedlichen Größen (meistens angegeben als 

Molekülmasse in Dalton) in linearer oder verzweigter Form eingesetzt werden. Da PEI auch in der 

chemischen Industrie zum Einsatz kommt, ist es vor allem im Vergleich zu kationischen Lipiden günstig 

[21]. Anders als Calciumphosphat ist mit PEI auch mit serumfreien Medien eine hohe 

Transfektionseffizienz möglich, während die Transfektionseffizienz bei der Transfektion mit 

Calciumphosphat ohne Serum deutlich erniedrigt ist [24]. Das Vermeiden von Serum während der 
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Transfektion ist vor allem durch die einfachere Proteinaufreinigung im Downstream-Processing von 

Vorteil [25]. Bei einigen Zelllinien  (CHO DG44, HeLa und HEK293 [26]) hat sich lineares PEI mit 

einem Molekulargewicht von 25 kDa als beste Variante im Hinblick auf Transfektionseffizienz und 

Viabilität der Zellen gezeigt. Aus diesen Gründen wurde in dieser Arbeit PEI als Transfektionsreagenz 

ausgewählt. 

Polyethylenimine sind synthetische Polymere aus Ethylenimin, dessen Aminogruppe zu einer positiven 

Ladung des Polymers führt. Hierdurch bildet PEI zusammen mit der zu transferierenden DNA 

Polyplexe, ähnlich zu den Liposomen der kationischen Lipide, in denen die DNA vor äußeren Einflüssen 

und enzymatischem Abbau geschützt ist. Die Polyplexe werden bei Kontakt mit einer Säugerzelle 

spezifisch an Proteoglycane (Syndekan), welche Transmembranproteine sind, gebunden [26]. Daraufhin 

werden die Polyplexe mittels Endozytose in die Zelle aufgenommen [27]. Die genauen 

Aufnahmemechanismen sind jedoch schwer nachzuweisen [27] und unterschiedliche Theorien, vor 

allem in Bezug auf den Transport der Polyplexe innerhalb der Zelle, bleiben umstritten [28]. Für die 

Endozytose von Polyplexen sind zwei Mechanismen nachgewiesen: der Clathrin- und der Caveolae-

abhängigen Aufnahmeweg [26]. Welcher der Aufnahmewege stattfindet, ist von Zelllinie zu Zelllinie 

unterschiedlich. Es können auch beide Aufnahmewege simultan ablaufen, wobei auch die Größe des 

PEI die Gewichtung der Aufnahmewege beeinflussen kann [29]. Nach der Bindung des Syndekans an 

den Polyplex verschließt sich die Plasmamembran um den Polyplex herum. Dies aktiviert Proteinkinase 

C, welche durch Phosphatspaltung an den Zytoplasmateil des Syndekans mittels Linkerproteinen 

Actinfilamente bindet. Die Actinfilamente ziehen daraufhin den Komplex aus Syndekan und Polyplex 

in die Zelle hinein [30]. Durch diese Einstülpung der Zellmembran entstehen Endosomen, in denen die 

PEI/DNA-Komplexe innerhalb des Zytoplasmas vorliegen. Aus den Endosomen muss die DNA 

allerdings in den Zellkern gelangen, damit durch die Transkription und anschließende Translation das 

Zielprotein produziert werden kann. Der Mechanismus des Transportes der DNA in den Zellkern ist 

allerdings bislang nicht geklärt.  

Eine Hypothese ist der sogenannte Proton-Sponge Effekt. In der sauren Umgebung liegen die 

Stickstoffatome des PEI vollständig protoniert vor und H+ und Cl— Ionen gelangen in die Endosomen, 

wodurch der osmotische Druck so lange ansteigt, bis die Endosomen platzen und der Polyplex 

freigesetzt wird [31]. Die Hypothese ist allerdings noch nicht experimentell nachgewiesen und wird von 

einigen Forschern angezweifelt, beispielsweise auf Grund des geringen Drucks oder des 

gleichbleibenden pH-Wertes innerhalb der Endosomen [21; 28; 32]. Die Migration der Polyplexe zur 

Membran des Zellkerns wird aktiv durch das Netzwerk aus Mikrotubuli vermittelt [33]. Der 

Aufnahmemechanismus in den Zellkern hingegen ist abermals ungeklärt [21]. Hypothesen bezüglich 

des Aufnahmemechanismus ziehen den Eintritt der DNA während des Aufbrechens der Kernmembran 

bei der Zellteilung [34] oder auch einen aktiven oder passiven Import unabhängig vom Zellzyklus in 

Betracht [35].  
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In zahlreichen Studien wurden unterschiedliche Einflussfaktoren der transienten Transfektion mittels 

PEI untersucht, um die Transfektionseffizienz, aber auch die Proteinproduktion zu verbessern. Hierzu 

zählen die chemische Struktur des PEI, das Verhältnis von PEI und DNA, der Aufbau des DNA-Vektors, 

die Polyplexbildung, die Zellkonzentration und der Zeitpunkt der Transfektion, sowie Bestandteile im 

Kulturmedium, die die Transfektion fördern, aber auch hindern können. 

Für die Transfektion können unterschiedliche Arten des PEI genutzt werden. Im Allgemeinen wird  

zwischen linearem und verzweigtem PEI unterschieden, welches in unterschiedlichen Molekülgrößen 

bzw. Molekulargewichten von <1 bis über 1600 kDa erhältlich ist [36]. Die Transfektionseffizienz aber 

auch Zytotoxizität nehmen mit dem Molekulargewicht zu, sodass für die jeweilige Anwendung das 

optimale Molekulargewicht erst gefunden werden muss. Am häufigsten wird PEI mit einer Größe von 

22-25 kDa eingesetzt [31; 36–38]. Zudem unterscheiden sich das lineare und verzweigte PEI 

hinsichtlich der Polyplexbildung mit der DNA, bei der die verzweigte Variante zu kleineren Partikeln 

führt, die besser von Zellen aufgenommen werden können. Allerdings erleichtert das lineare PEI das 

Austreten der DNA aus den gebildeten Endosomen innerhalb der Zelle und führt zu einer höheren 

Zellviabilität nach der Transfektion [39].  

Zusätzlich zu den unterschiedlichen Größen und Arten des PEI sind auch chemische Modifikationen 

des Polymers bezüglich der Transfektionseffizienz untersucht worden. Ein Beispiel hierfür ist das 

Einführen von Polysacchariden in die Polymerkette. Die Modifikation mit Chitosan führt bei HeLa-, 

A549- und 293-T-Zellen zu einer geringeren Toxizität und einem verbesserten Abbau des freien PEI 

nach der Transfektion, verringert jedoch die Transfektionseffizienz [39; 40]. Dextran-modifiziertes PEI 

führte bei der Transfektion von HEK293 Zellen in serumfreiem Medium ebenfalls zu einer geringeren 

Zytotoxizität bei verringerter Transfektionseffizienz, in serumhaltigen Medium hingegen zu einer 

erhöhten Transfektionseffizienz im Vergleich zu unmodifiziertem PEI [41]. Pullulan-modifiziertes PEI 

wurde hingegen noch nicht zur Proteinproduktion in Suspensionszellen eingesetzt, führte aber bei der 

Transfektion von Leberzellen zu einer verringerten Toxizität [42] und erhöhten Transfektionseffizienz 

[43]. Auch weitere chemische Modifikationen mit Polyethylenglykol oder unterschiedlichen 

Aminogruppen konnten die Transfektionseffizienz und Zytotoxizität unterschiedlich beeinflussen [39]. 

Ein wichtiger Parameter zur Optimierung der Transfektion mit PEI ist das Verhältnis von 

Transfektionsreagenz zu DNA [44; 45]. Hierbei ist das Verhältnis der Stickstoffatome des PEI zu den 

Phosphatgruppen der DNA (N/P-Verhältnis) für die Bildung des Polyplexes äußerst wichtig und kann 

aus den eingesetzten Mengen nach Gleichung 1 [44] berechnet werden:  

𝑁

𝑃
=

[𝑃𝐸𝐼 (µ𝑔) · 7,75]

[𝐷𝑁𝐴(µ𝑔) · 1]
 

(1) 

Ein höheres N/P-Verhältnis führt zu einer besseren Bindung von DNA zu PEI. Ab einem Verhältnis von 

3,8 ist die DNA vollständig an PEI gebunden. Das optimale Verhältnis muss durch die Beeinflussung 

der Viabilität und der Transfektionsrate für unterschiedliche Zellen und Medienzusammensetzungen 
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experimentell ermittelt werden [21; 46]. Für CHO-K1-Zellen wurde ein optimales Verhältnis von ca. 

20:1 gefunden [47].  

Der zur Transfektion verwendete Vektor hat ebenfalls einen großen Einfluss auf die 

Transfektionseffizienz (durch die unterschiedlichen Vektorgrößen), aber auch auf die Proteinproduktion 

durch unterschiedliche Promotoren [48]. Um die nötige Vektor-DNA Konzentration zu verringern und 

damit die Kosten und den Aufwand der transienten Transfektion zu senken, kann sogenannte Filler-

DNA eingesetzt werden. Rajendra et al. konnten mit dieser Methode die nötige Vektor-Menge um 67 % 

reduzieren und gleichzeitig nur eine um 25 % verringerte Produktmenge erhalten [49].  

Zusätzlich zu Unterschieden bei PEI und DNA gibt es auch verschiedene Vartianten der 

Polyplexbildung. In der Praxis haben sich zwei Methoden etabliert: die indirekte und die direkte 

Variante. Bei der indirekten Variante werden erst PEI und DNA zusammengegeben, damit sich die 

Polyplexe ausbilden können, und nach einer gewissen Inkubationszeit zu den Zellen gegeben. Bei der 

direkten Variante wird die DNA und das PEI direkt zur Zellsuspension gegeben, sodass sich die 

Polyplexe im Medium mit Zellen bilden. Bei der indirekten Variante kann der Salzgehalt und pH-Wert 

für die Polyplexbildung angepasst werden, da diese außerhalb der Zellsuspension stattfindet. Bei der 

direkten Variante ist der Ablauf allerdings vereinfacht und kann einfacher skaliert werden [50]. 

Eindeutige Ergebnisse, welche der beiden Polyplexbildungsmethoden zu einem besseren 

Transfektionsergebnis führt, sind derzeit noch nicht bekannt [21]. 

3.2 Mikrofluidische Systeme und Inertial Microfluidics 

Die transiente Transfektion mit PEI soll im Rahmen dieser Arbeit mit einem mikrofluidischen System 

umgesetzt werden. Unter Mikrofluidik versteht man generell die Untersuchung und Manipulation 

kleinster Flüssigkeitsmengen im Milli- und Mikrolitermaßstab durch kleine Kanalsysteme mit einem 

Durchmesser unter einem Millimeter [51]. Der Ursprung dieses interdisziplinären Feldes liegt in 

chemischen Analyseverfahren [52]. Durch die Entwicklung von HPLC (High Performance Liquid 

Chromatography), Gaschromatographie und Kapillarchromatographie als chemische Analyseverfahren 

können mit kleinsten Probenmengen hochsensitiv quantitative Ergebnisse gewonnen werden. Diese 

Eigenschaften waren auch in anderen Bereichen der Chemie und Biochemie nützlich und führten zu der 

Miniaturisierung dieser und anderer Analysesysteme. Ein weiterer Einfluss in die Entwicklung 

mikrofluidischer Systeme entstand durch die Förderung von Forschungsprojekten durch DARPA 

(Defense Advanced Research Project Agency) des US-Verteidigungsministeriums, um biologische und 

chemische Kampfstoffe zu detektieren. Neben einer hohen Sensitivität stand in diesen Projekten die 

Miniaturisierung der Apparaturen zu tragbaren Geräten im Fokus. Des Weiteren ist mit dem 

Aufkommen der Genomforschung in den 1980er Jahren auch in der Molekularbiologie der Bedarf an 

höherem Durchsatz und verbesserter Präzision stark gestiegen, wodurch auch hier mikrofluidische 

Systeme entwickelt wurden, um diese Hürden zu meistern. Schlussendlich sind durch das Aufkommen 

der Mikroelektronik neue Fertigungsverfahren für kleinste Strukturen im großen Maßstab eingesetzt 
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worden. Diese Fertigungsverfahren wurden auch in der Entwicklung mikrofluidischer Systeme 

eingesetzt, um präzise Strukturen in Silizium- oder Glaschips zu ätzen [52].  

Im Allgemeinen haben mikrofluidische Systeme einige Eigenschaften, die sie von anderen 

Labormethoden unterscheiden. Die geringe Größe der Systeme führt häufig dazu, dass das benötigte 

Volumen der Reagenzien aber auch der Proben bei Analysen im Vergleich zu klassischen 

Labormethoden sinkt. Zusätzlich erlaubt es eine direktere Kontrolle der Medienparameter, wenn Zellen 

im System kultiviert werden, da ein schneller Medienaustausch stattfinden kann. Das höhere 

Oberfläche-zu-Volumen-Verhältnis mikrofluidischer Systeme führt zu einem schnelleren 

Temperaturtransfer und einem schnelleren Gasaustausch [53].  

Während in größeren Kanälen eine turbulente Strömung herrscht, liegt in mikrofluidischen Systemen 

durch die geringen Kanalgrößen meist eine laminare Strömungsumgebung vor. Durch geringe 

Fließgeschwindigkeiten und das große Oberfläche-zu-Volumen-Verhältnis dominieren viskose Kräfte. 

Daher liegt die charakteristische Reynolds-Zahl 𝑅𝑒 weit unter dem Schwellenwert 2300, wodurch die 

Strömung als laminar betrachtet werden kann. Dies bedeutet, dass die Strömungslinien parallel 

zueinander verlaufen (siehe Abbildung 1).  

 

Abbildung 1: Darstellung der Strömungslinien innerhalb eines Kanals bei turbulenter Strömung und laminarer Strömung. 

In mikrofluidischen Systemen führt dies dazu, dass eine Durchmischung von parallel verlaufenen 

Flüssigkeiten nur durch langsame Diffusionseffekte erfolgt oder aber spezielle Kanalstrukturen nötig 

sind, um eine effektive Durchmischung zu erzeugen. Andererseits können so stabile 

Konzentrationsgradienten innerhalb von Kanälen erzeugt werden [53]. Die laminare Strömung 

innerhalb mikrofluidsicher Systeme wird zusätzlich zur gezielten Manipulation von Partikeln im Feld 

der Inertial Microfluidics genutzt, auf die später in diesem Kapitel eingegangen wird. 

Im Bereich der Biochemie und Biotechnologie sind vor allem zwei Bereiche für den Einsatz 

mikrofluidischer Systeme von großer Bedeutung: Lab-on-a-Chip und Organ-on-a-Chip Systeme. In 

Organ-on-a-Chip Systemen werden Zellen in einem mikrofluidischen System kultiviert. Dabei werden 

funktionelle Einheiten menschlicher Organe aus den relevanten Zellarten nachgebildet, wodurch eine 

genaue Analyse der Zellen ermöglicht wird. Hierbei ist die direkte Kontrolle der Umgebungsparameter, 

wie beispielsweise die Temperatur oder Medienzusammensetzung im mikrofluidischen Umfeld von 

Vorteil. Das Ziel solcher Systeme ist die Nachahmung menschlicher Organe, um so Versuche 

beispielsweise zur Analyse von Medikamentensicherheit zu ermöglichen. Besonders in der Entwicklung 
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neuer Arzneimittel sollen Organ-on-a-Chip-Analysen daher zu präzisieren Ergebnissen als Tiermodelle 

führen [54; 55]. 

3.2.1 Lab-on-a-Chip Systeme in der Biotechnologie 

Die Umsetzung der transienten Transfektion mit einem mikrofluidischen System macht es nötig, dass 

die einzelnen Schritte des Laborprotokolls – Vermischen der Komponenten, Inkubation und 

anschließende Separation der Zellen vom Transfektionsmittel – auf einem System ablaufen. Solche 

mikrofluidischen Systeme werden auch als Lab-on-a-Chip Systeme bezeichnet. Durch die Kombination 

mehrerer Schritte auf einem System kann die Handhabung vereinfacht werden, was zu einer besseren 

Reproduzierbarkeit führt, und Prozesse können durch den Wegfall der manuellen Laborarbeiten 

vereinfacht werden. Lab-on-a-Chip Systeme werden klassischerweise auch zur Analytik eingesetzt und 

eröffnen die Möglichkeit, biologische Analysen außerhalb eines klassischen Labors durchzuführen. 

Somit kann mit diesen Systemen beispielsweise im Gesundheitswesen die Diagnostik direkt in der 

Praxis oder am Patientenbett (Point of care) durchgeführt werden und dadurch wichtige 

Laboruntersuchungen schneller stattfinden.  

Zahlreiche biotechnologische Anwendungen wurden bereits als Lab-on-a-Chip realisiert, darunter 

DNA-Sequenzierungssysteme [56; 57], Systeme zum Zellaufschluss und anschließender Analyse der 

Zellbestandteile [58] und sogar Systeme zur Kultivierung und Überwachung von Zellen in 

mikrofluidischen Systemen [59; 60]. In all diesen Anwendungen wurden die Vorteile mikrofluidischer 

Systeme – Parallelisierung, Automatisierung, Reduzierung von Proben- und Chemikalienbedarf und 

präzisere, schnellere Steuerung von Temperatur und Medienzusammensetzung – genutzt, um die 

jeweilige Methode zu vereinfachen oder zu verbessern.  

Abbildung 2 zeigt eine schematische Darstellung eines beispielhaften Lab-on-a-Chip Systems. 
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Abbildung 2: Schema eines Lab-on-a-Chip Systems im Vergleich zu den Schritten mit normalen Laborgeräten. Mit dem Lab-

on-a-Chip System werden alle fünf Schritte in einem einzigen mikrofluidischen System integriert. Teile der Abbildungen aus 

[61]. 

In dieser Arbeit sollen drei Schritte mit einem mikrofluidischen System umgesetzt werden: Vermischen, 

Inkubation und Analyse.  

Aufgrund der laminaren Strömung in mikrofluidischen Systemen wird die schnelle Vermischung von 

Flüssigkeiten in einem Kanal verhindert. Lediglich die Diffusion führt zu einem langsamen 

Stoffaustausch. Um die Vermischung zu beschleunigen, wurden verschiedene Mikromischer erfunden, 

welche sich nach ihrer Funktionsweise in aktive und passive Mikromischer unterscheiden lassen. Aktive 

Mikromischer nutzen externe Energiequellen, um die Flüssigkeiten im Kanal auch orthogonal zur 

Fließrichtung zu bewegen, was zu einer Stoffübertragung durch Konvektion führt. Für diese 

Mikromischer werden elektroosmotische Kräfte [62; 63], magnetohydrodynamische Kräfte [64] oder 

Ultraschall [65] genutzt. Der Vorteil aktiver Mikromischer ist das einfache Kanaldesign, da selbst in 

einem geraden Kanal eine schnelle Durchmischung stattfinden kann. Der Nachteil ist jedoch, dass 

zusätzliche Geräte benötigt werden. Außerdem kann beispielsweise Ultraschall zur Schädigung von 

Zellen führen. Passive Mikromischer nutzen keine externen Energiequellen, sondern komplexe 

Kanalstrukturen, um über verschiedene Methoden die Durchmischung zu verbessern. Hierbei kann die 

Strömung so modifiziert werden, dass Verwirbelungen entstehen [66], oder die Strömung gezielt 

aufgeteilt und alternierend wieder zusammengeführt werden, um die Diffusionsoberfläche zu 

vergrößern [67]. Mehr Informationen zu verschiedenen passiven Mikromischern und ein Vergleich 

verschiedener Mischerdesigns sind in der Veröffentlichung „3D Printed Microfluidic Mixers – A 
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Comparative Study on Mixing Unit Performance“ in Kapitel 4.1 zu finden. Ein Vorteil passiver 

Mikromischer ist der vereinfachte Aufbau, da keine zusätzlichen Geräte zur Durchmischung benötigt 

werden. Ein Nachteil dagegen ist die komplexe Kanalform, welche mit traditionellen 

Fertigungsverfahren zu einem hohen Aufwand führt. Da in dieser Arbeit allerdings 3D-Druck genutzt 

wird, ist dieser Nachteil vernachlässigbar, weil die Fertigung vollständig automatisiert abläuft. 

Die Inkubation in mikrofluidischen Systemen, um beispielsweise eine chemische Reaktion ablaufen zu 

lassen, kann auf verschiedene Arten durchgeführt werden. Eine Möglichkeit ist das simple Stoppen der 

Pumpen für eine bestimmte Inkubationszeit [68]. Alternativ kann die Flüssigkeit im Inkubationsbereich 

aber auch durch das abwechselnde Drücken und Ziehen von Pumpen weiterhin bewegt werden. Dies 

kann zum Verkürzen der Inkubationszeit führen, da während der Reaktion eine weitere Durchmischung 

stattfindet [68]. Ist jedoch ein kontinuierlicher Einsatz des Systems erforderlich, werden meist lange 

Kanäle genutzt. Über die Kanallänge und die Fließgeschwindigkeit wird die Inkubationszeit festgelegt. 

Um unterschiedliche Inkubationszeiten auszugleichen, die durch das parabolische Strömungsprofil der 

laminaren Strömung entstehen, kann eine profilierte Kanalwand genutzt werden, um zu Verwirbelungen 

zu führen [69]. Falls nötig, kann außerdem ein Heizelement eingesetzt werden, um den 

Inkubationsbereich aufzuheizen, denn die geringen Kanalgrößen und dünnen Wandstärken von 

mikrofluidischen Systemen ermöglichen eine präzise Temperaturkontrolle innerhalb des Systems [56]. 

Im letzten Teil des im Rahmen dieser Arbeit entwickelten mikrofluidischen Systems zur transienten 

Transfektion sollen die Zellen vom toxischen Transfektionsmittel separiert werden. Um einen 

kontinuierlichen Einsatz zu ermöglichen, kann die einzigartige Strömungsumgebung mikrofluidischer 

Systeme ausgenutzt werden, um die Zellen an bestimmten Positionen in den Kanälen zu fokussieren 

und dann gezielt abzutrennen. In der Literatur sind hierfür Systeme mit U-förmigen [70], 

schlangenförmigen [71] oder spiralförmigen Kanälen [72; 73] zu finden. Die Effekte, die zu dieser 

Fokussierung führen, werden im Bereich der Inertial Microfluidics erforscht. Im nächsten Kapitel 

werden die theoretischen Hintergründe erläutert, die zu diesem Effekt führen.  

3.2.2 Inertial Microfluidics 

Bis vor wenigen Jahren ist man häufig davon ausgegangen, dass die laminare Strömung im System (Re 

<< 2300) auch im Bereich einer schleichenden Strömung (Stokes‘ Strömung) liegt. Diese zeichnet sich 

dadurch aus, dass die Reibungskräfte sehr viel größer sind als die Trägheitskräfte. Somit hat man die 

Trägheitskräfte der Flüssigkeiten und den Anteil der Beschleunigung der Flüssigkeit bei der 

Beschreibung der Flüssigkeit in der Navier-Stokes-Gleichung ignoriert [74]. Allerdings befinden sich 

mikrofluidische Systeme meist in einem Zwischenbereich (ca. 1 < Re < 100) [75], in dem nicht-lineare 

und unumkehrbare Bewegungen von Flüssigkeiten und Partikeln beobachtet werden können. Somit ist 

in diesem Bereich sowohl Trägheit, also auch die Viskosität weiterhin relevant. Da die Strömung 

allerdings immer noch laminar ist, ermöglicht sie die Kontrolle der Flüssigkeiten und Partikel in ihrer 

Bewegung. Somit können in mikrofluidischen Systemen innerhalb eines Kanals durch das 
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Zusammenspiel der Kanalstruktur, der Partikeleigenschaften, der Flüssigkeit und der 

Fließgeschwindigkeit Partikel fokussiert, transferiert oder Flüssigkeiten gezielt durchmischt werden. 

Die erste Beobachtung eines fokussierenden Effektes in laminarer Strömung wurde 1961 von Segré und 

Silberberg in der Fachzeitschrift Nature veröffentlicht [76]. In dem Experiment wurde ein vertikal 

ausgerichtetes Rohr mit 1 cm Durchmesser mit einer Flüssigkeit mit hoher Viskosität nach unten 

durchströmt, die mit sphärischen Partikeln versetzt war. Während im oberen Teil die Partikelverteilung 

im Querschnitt des Rohres gleich war, so veränderte sich die Verteilung mit zunehmender Rohrlänge. 

Die Partikel drängten sich immer mehr in den Bereich zwischen dem Rohrmittelpunkt und der 

Rohrwand, sodass letztendlich eine kreisförmige Region mit der höchsten Partikelkonzentration 

entstand (siehe Abbildung 3). Es mussten also mehrere Kräfte auf die Partikel wirken, die zu einer 

Bewegung seitlich zur hauptsächlichen Fließbewegung (in dem Rohr von oben nach unten) führten. 

Später konnten zwei dominante Kräfte identifiziert werden: Die Wand-induzierte Auftriebskraft und die 

Schergradient-induzierte Auftriebskraft. Der Wand-induzierte Auftrieb führt durch die Interaktion der 

Kanalwand und der Partikel zu einem Abstoßen von der Wand zur Kanalmitte. Der Schergradient-

induzierte Auftrieb hingegen führt zu einer Bewegung weg von der Kanalmitte, da dort die höchste 

Fließgeschwindigkeit herrscht, während die Fließgeschwindigkeit zur Kanalwand hin durch die Reibung 

zwischen Flüssigkeit und Wand abnimmt [74]. Die Auftriebskräfte können wie folgt mathematisch 

beschrieben werden: 

Schergradient-induzierter Auftrieb: 

𝐹𝐿 = 𝑓𝐿𝑆𝜌𝑈𝑚
2 𝑎3/𝐻 

 

(2) 

𝑓𝐿𝑆 ist der Auftriebskoeffizient, der von der Scherrate, dem Schergradienten, lokalen Scherrate und der 

Reynoldszahl abhängig ist, 𝜌 ist die Dichte der Flüssigkeit, 𝑈𝑚 ist die maximale Geschwindigkeit der 

Flüssigkeit, 𝑎 ist der Partikeldurchmesser und 𝐻 der Kanaldurchmesser [77; 78]. 

Wand-induzierter Auftrieb: 

𝐹𝐿 = 𝑓𝐿𝑊𝜌𝑈𝑚
2 𝑎6/𝐻4 

 

(3) 

𝑓𝐿𝑊 ist hierbei der Auftriebskoeffizient, der nur schwach von der Krümmung der 

Geschwindigkeitsverteilung abhängig ist, allerdings quadratisch von der Scherrate von Partikel und 

Kanalwand [78; 79]. 

Wird statt eines runden Kanalquerschnitts ein quadratischer Querschnitt verwendet, so ändert sich die 

Anordnung der Partikel. Das Zusammenspiel der Auftriebskräfte führt hierbei zu vier stabilen 

Positionen, jeweils mittig in der Nähe der Kanalwände. Bei einem rechteckigen Kanalquerschnitt 

sammeln sich Partikel an nur zwei Positionen (siehe Abbildung 3) [74]. 
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Abbildung 3: Partikel nehmen abhängig vom Kanalquerschnitt unterschiedliche stabile Positionen ein. A: Kreisförmiger 

Querschnitt: Ringförmiger Bereich. B: Quadratischer Querschnitt: vier punktuelle Positionen. C: Rechteckiger Querschnitt: 

zwei punktuelle Positionen. Grafik erstellt nach Amini et al. [74]. 

Die Position der Sammelpunkte lässt sich durch die Fließgeschwindigkeit bzw. die Reynoldszahl 

beeinflussen. Bei höheren Reynoldszahlen (bis ca. 150) verlagern sich die stabilen Positionen zu den 

Kanalwänden hin. Dies lässt sich wiederum durch das Zusammenspiel der entgegengesetzten 

Auftriebskräfte erklären: beide Auftriebskräfte (Wand-induziert und Schergradient-induziert) erhöhen 

sich mit steigendem Re, jedoch steigt der Schergradient-induzierte Auftrieb durch die Abhängigkeit des 

Auftriebskoeffizienten von Re stärker an (siehe Gleichung 2) [74]. Zusätzlich können bei rechteckigen 

Kanälen mit steigenden Fließgeschwindigkeiten zwei weitere stabile Positionen entstehen, sodass diese 

quadratischen Kanälen ähneln [74]. 

Einen weiteren Einfluss hat das Verhältnis der Partikelgröße zum Kanalquerschnitt. So verlagern sich 

mit größeren Partikeln die stabilen Positionen zur Kanalmitte. Dies lässt sich durch größere sterische 

Effekte erklären, mit dem Extremfall von Partikeln, die genau so groß sind wie der Kanaldurchmesser 

und daher nur in der Kanalmitte in dem Kanal fließen können. 

Auch die Partikelkonzentration beeinflusst die stabilen Positionen. Hier hat vor allem die Interaktion 

von Partikeln durch Abstoßungseffekte einen negativen Einfluss, sodass sich neben den stabilen 

Positionen weitere Partikelströme bilden. Dies ist vor allem bei hohen Konzentrationen zu betrachten, 

wobei der Größenanteil der Partikel zu einer Kanallänge (Partikeldurchmesser pro Kanallänge) über 

75 % betragen muss [75].  

Um die komplizierten Zusammenhänge zwischen den verschiedenen physikalischen Parametern zu 

vereinfachen, haben Di Carlo et al. vereinfachte Formeln zum Design neuer Inertial Microfluidics 

Systeme aufgestellt. Innerhalb eines geraden Kanals kann somit die nötige Kanallänge 𝐿𝑓 und Flussrate 

𝑄 berechnet werden, die zur Fokussierung von Partikeln nötig ist. Die Formeln sind in Gleichung 4 und 

5 dargestellt. 

𝐿𝑓 =
𝜋µ𝐻2

𝜌𝑈𝑚𝑎2𝑓𝐿
 

 

(4) 
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𝐿𝑓 ist die Kanallänge, µ die dynamische Viskosität, 𝐻 die (breitere) Seite des Kanalquerschnitts, 𝜌 die 

Dichte der Flüssigkeit, 𝑈𝑚 die maximale Fließgeschwindigkeit, 𝑎 der Partikeldurchmesser und 𝑓𝐿 der 

Auftriebskoeffizient. Dieser liegt abhängig von dem Seitenverhältnis des Kanalquerschnitts (𝐻/𝑊) 

zwischen 0,02 und 0,05 [75].  

𝑄 =
2𝜋µ𝑊𝐻3

3𝜌𝐿𝑎2𝑓𝐿
 

 

(5) 

𝑄 ist die Flussrate, 𝑊 die kürzere Kanalseite und 𝐿 die Kanallänge [75]. 

Durch die Krümmung des fokussierenden Kanals kann man zusätzlich die stabilen Positionen der 

Partikel beeinflussen, indem Dean Strömungen ausgenutzt werden. In Abbildung 4 ist ein Schaubild mit 

den wirkenden Kräften in einem gekrümmten Kanal dargestellt. 

 

Abbildung 4: Darstellung der wirkenden Kräfte und der Dean-Strömungen in einem gekrümmten mikrofluidischen Kanal. A: 

Stabile Positionen (blaue Punkte) und Dean Strömungen (Ellipsen mit Pfeilen). B: Auf die Partikel wirkende Kräfte: FLW 

(Wand-induzierte Auftriebskraft), FLS (Schergradient-induzierte Auftriebskraft), FCTF (Zentrifugalkraft), FD (Deankraft), FP 

(Druckkraft) [80].  

Die Dean Strömungen, die durch den Trägheitseffekt der Flüssigkeit durch unterschiedliche 

Fließgeschwindigkeiten im äußeren und inneren Kanalteil in einer Kurve ausgelöst werden, verlaufen 

rechtwinklig zur Hauptströmung im Kanal. Hierdurch erhöht sich also die Fließgeschwindigkeit im 

Kanalteil des größeren Radius, während an der Innenseite der Krümmung, also im Kanalteil des 

kleineren Radius, eine geringere Geschwindigkeit vorliegt. Dadurch werden die stabilen Positionen bei 

einem rechteckigen Kanalquerschnitt aus der Kanalmitte zur Innenseite der Krümmung verlagert [74]. 

Zusätzlich führen die Dean Strömungen zu einem weiteren Transportmechanismus neben den bereits 

genannten Auftriebskräften. Hierdurch werden bei gekrümmten Kanälen die stabilen Positionen 

schneller von den Partikeln eingenommen, sodass die Fokussierungslänge 𝐿𝑓 abnimmt [74; 75]. 

In dieser Arbeit wurde ein System zur Fokussierung von Zellen entwickelt, welches diese 

Auftriebskräfte und Sekundärströmungen in einem spiralförmigen, rechteckigen Kanal ausnutzt (siehe 

Kapitel 4.2). Beispiele für weitere Fokussierungssysteme für verschiedene Zellarten sind in der 

dazugehörigen Veröffentlichung dargestellt.  
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3.2.3 Mikrofluidische Transfektionssysteme 

Es sind bereits mikrofluidische Systeme zur transienten Transfektion entwickelt worden. Allerdings 

wurden meist physikalische Transfektionsmethoden adaptiert. Zu chemischen Transfektionsverfahren 

sind nur wenige Publikationen vorhanden. Eine Suche nach den Stichworten „microfluidics 

transfection“ und „PEI“, „lipids“ und „calcium phosphate“ ergab in der Suchmaschine „Web of Science“ 

insgesamt nur 22 Treffer. Nur vier Veröffentlichungen beziehen sich auf die Transfektion mit PEI, von 

denen drei lediglich die Erstellung der Polyplexe behandeln und eine Publikation eine Analyse der 

Polyplexe beschreibt. Eine vollständige Umsetzung des gesamten Transfektionsprotokolls mit einem 

mikrofluidischen System ist noch nicht veröffentlicht. 

Die Laser-induzierte Transfektion wurde von Breunig et al. auf einem mikrofluidischen System 

realisiert. In einem mikrofluidischen Kanal werden in diesem System Zellen mittels Pumpen über einen 

Bereich bewegt, in dem mit einem Femtosekundenlaser die Zellmembran permeabilisiert werden soll. 

Ziel des Systems ist ein erhöhter Durchsatz bei sehr hoher Transfektionseffizienz [81]. 

Zahlreiche mikrofluidische Systeme zur Elektroporation von Zellen wurden bereits vorgestellt. Im 

Allgemeinen sollen sie die Zellen weniger schädigen und eine höhere Transfektionseffizienz als 

herkömmliche Systeme ermöglichen [82; 83]. Auch eine Mikronadel-Injektion wurde bereits auf einer 

mikrofluidischen Plattform realisiert [84].  

Ein mikrofluidisches System zur transienten Transfektion mittels kationischer Lipide (siehe Kapitel 

3.1.1) wurde von Li et al. entwickelt. Mit dem System konnte eine erhöhte Transfektionseffizienz in 

humanen Suspensionszellen (beispielsweise im Blut) erreicht werden, die bei der herkömmlichen 

Methode mit lediglich 5 % gering ist. Hierfür wurde ein Tröpfchenmikrofludik (Droplet) System 

entwickelt, in dem das kationische Lipid mit Zellen und DNA in kleinen Wassertropfen in Öl in einem 

serpentinenförmigen Kanal durch die entstehenden Scherkräfte durchmischt werden. Das System wurde 

so eingestellt, dass sich in einem Tropfen lediglich eine Zelle befand. Durch diese erhöhte Kontrolle 

gegenüber einer klassischen Transfektion in einem größeren Ansatz wurde die Transfektionseffizienz 

in den getesteten Zelllinien auf ca. 50 % verzehnfacht [85]. Die nötigen Lipide sind allerdings im 

Vergleich zu PEI, welches in dieser Arbeit eingesetzt werden soll, kostspieliger.  

Im Bereich der chemischen Transfektion mit PEI gibt es bislang nur drei Systeme zur Polyplexbildung 

in einem mikrofluidischen System. Die somit erzeugten Polyplexe waren in allen Systemen kleiner und 

die Größenverteilung weniger gestreut als bei der Bildung der Polyplexe in größeren Ansätzen [86–88]. 

Die eigentliche Transfektion mittels PEI wurde allerdings noch nicht in einem mikrofluidischen System 

durchgeführt. Dadurch sind die weiteren Schritte der Transfektion noch nicht automatisiert worden. In 

dieser Arbeit soll hingegen der Transfektionsprozess vollständig in einem mikrofluidischen System 

integriert werden, um somit alle Prozessschritte zu automatisieren und eine Einbindung in 

kontinuierliche Prozesse zu ermöglichen.  
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3.3  3D-Druck miniaturisierter und mikrofluidischer Systeme 

Im Zuge dieser Promotionsarbeit wurde ein mikrofluidisches System mittels 3D-Drucktechnologie 

hergestellt. Diese Fertigungstechnik ist erst seit wenigen Jahren im Bereich der Mikrofluidik im Einsatz 

und bietet durch einen hohen Automatisierungsgrad und große Flexibilität beim Design Vorteile 

gegenüber den herkömmlichen Fertigungsverfahren mikrofluidischer Systeme. In Abbildung 5 ist eine 

graphische Kurzzusammenfassung der Veröffentlichung dargestellt.  

 

Abbildung 5: Die Flexibilität des 3D-Drucks ermöglicht das Erstellen verschiedenster miniaturisierter und mikrofluidischer 

Systeme. A: Mikroblasensäulenreaktor zur Kultivierung von Mikroorganismen. B: Miniaturisierte Frei-Flusselektrophorese. 

C: Mikrofluidischer Mischer zur Erstellung von Hydrogelen. D: Mikrofluidisches System mit integriertem Aptasensor aus 

porösem Silizium.  

Im folgenden Review „Von der Zellkultur zur Biosensorik – 3D-Druck miniaturisierter und 

mikrofluidischer Systeme“, erschienen in der Fachzeitschrift Chemie in unserer Zeit, wird ein Überblick 

über verschiedene 3D-Druckverfahren gegeben und beispielhaft auf einige aktuelle Entwicklungen 

mikrofluidischer Systeme mit unterschiedlichen Anwendungen eingegangen. 
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Seit der Erfindung der additiven Fertigung – auch bekannt 

unter der Bezeichnung 3D-Druck – im Jahr 1983 durch 

den Amerikaner Charles W. „Chuck“ Hall, wurde die Proto­

typentwicklung in zahlreichen Industriezweigen revolutio­

niert. Während anfangs nur die schichtweise Aushärtung von 

Kunstharz, die Stereolithografie, als alleinige Fertigungs­

Von der Zellkultur zur Biosensorik 

3D-Druck miniaturisierter und 
mikrofluidischer Systeme
ANTON ENDERS | JANINA BAHNEMANN

Additive Fertigungsverfahren haben die Ent-

wicklung und Produktion im Maschinenbau 

revolutioniert. Auch die Biotechnologie nutzt 

bereits die Vorteile des 3D-Drucks in der 

Entwicklung verschiedenster Anwendungen.

technik zur Verfügung stand, sind mittlerweile viele weitere 

3D­Druckverfahren entwickelt worden. Durch die additive 

Fertigung mit Metallen wurden neue Designs in Luft­ und 

Raumfahrt möglich, für die nicht nur die Entwicklung, son­

dern auch die Produktion mittels 3D­Druck durchgeführt 

wird. Mit dem Auslaufen erster Patente in den frühen 

2000er Jahren wurde die additive Fertigung auch außer­

halb der einschlägigen Industriebranchen populär, da fort­

an 3D­Drucker selbst für Privatpersonen erschwinglich 

wurden [1].

Zeitgleich mit der Entwicklung neuer Druckverfahren 

wurde auch die Präzision der Drucker immer weiter ver­

bessert, so dass mittlerweile Strukturen im ein­ bis zweistel­

ligen Mikrometerbereich 3D­gedruckt werden können. Die 

Möglichkeit feine, komplexe, dreidimensionale Kanalsys­

ABB.  1  MULTIJET-3D-DRUCKVERFA H RE NS A M BE ISPIE L E INE S MIKRO MISCH E RS

A: Computer-Aided 
Design (CAD).  
B: Die CAD-Datei 
wird direkt an den 
3D-Drucker gesen-
det, der das Modell 
schichtweise auf-
baut. C: Detail-
ansicht auf den 
Druckkopf, der 
Druckmaterial und 
Stützmaterial auf-
trägt. D: Durch 
Auflösen des Stütz-
materials werden 
die innenliegenden 
Mikrokanäle freige-
legt. E: Das fer tige 
Modell. Der QR-
Code verweist auf 
ein Video, das den 
Druckprozess ver-
anschaulicht [11].
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teme innerhalb weniger Stunden herzustellen, macht die 

3D­Drucktechnologie äußerst attraktiv für die Fertigung von 

Mikrosystemen, zu denen auch mikrofluidische Systeme 

zählen.

Mikrofluidische Systeme sind im allgemeinen Kanalsys­

teme mit einem Kanaldurchmesser von weniger als einem 

Millimeter, die verschiedenste Prozessschritte auf kleinstem 

Raum miteinander kombinieren können. Die Einsatzbe­

reiche solcher Systeme, die häufig auch als Lab-on-a-Chip 

bezeichnet werden, sind meistens in der Chemie, der Medi­

zin oder Biotechnologie angesiedelt. Die Entwicklung mi­

krofluidischer Systeme verfolgt das Ziel, Probemengen, 

Reagenzien und Arbeitsfläche zu verringern, durch Paralle­

lisierung den experimentellen Durchsatz (High­Through­

put) zu erhöhen und gleichzeitig Arbeitszeit einzusparen 

[2].

Zahlreiche mikrofluidische Systeme finden in der Bio­

technologie bereits Anwendung für die Aufarbeitung von 

Proteinen und Nukleinsäuren. Dabei ist vor allem der ge­

ringe Probenverbrauch und die hohe Reproduzierbarkeit 

durch die gute Kontrollierbarkeit der mikrofluidischen Um­

gebung von Vorteil. Es gibt zudem auch einige mikrofluidi­

sche Systeme, die im Bereich der Zellkulturtechnik für die 

Kultivierung oder Manipulation von Zellen eingesetzt wer­

den. Dies ermöglicht zum einen die parallele Kultivierung 

und gleichzeitige Analyse von Säugetierzellen sowie einzel­

ner Bakterien­ oder Hefezellen [3, 4], aber auch bereits 

etablierte Prozesse und Laborarbeiten können durch Auto­

matisierung und Standardisierung vereint und vereinfacht 

werden. Darüber hinaus sind mikrofluidische Systeme für 

die Analytik von großem Interesse, da durch diese viele 

Analyseschritte automatisiert nacheinander ablaufen kön­

nen [5].

Am häufigsten werden mikrofluidische Systeme mit 

PDMS (Polydimethylsiloxan) in Gussverfahren hergestellt 

[6]. Hierdurch lassen sich feine Kanäle im Mikrometerbe­

reich realisieren und gleichzeitig erlaubt das durchsichtige 

Polymer die mikroskopische Betrachtung des Systems. Vor 

allem für biologische Anwendungen kann je nach Anwen­

dung die Durchlässigkeit des Materials für Sauerstoff ein 

weiterer Vorteil sein. Alternativ wird häufig auch Glas 

(meist über Ätzprozesse) als Material für die Herstellung 

mikrofluidischer Systeme verwendet [7], welches neben 

der Transparenz durch mechanische und chemische Stabi­

lität überzeugt. Mit dem Aufkommen neuer, präziserer 3D­

Druckverfahren ist in den letzten Jahren das Interesse an 

3D­gedruckten mikrofluidischen Systemen aus verschie­

densten 3D­Druckmaterialien rasant angestiegen [8].

Nachfolgend werden verschiedene mikrofluidische Sys­

teme mit Einsatzbereichen in der Biotechnologie präsen­

tiert, deren Entwicklung mittels hochauflösender 3D­Druck­

verfahren ermöglicht wurde. Hierbei werden nicht nur 

Anwendungen in der Zellkultur aufgezeigt, sondern auch 

der Nutzen solcher Systeme für analytische Zwecke, bei­

spielsweise für den Nachweis von Bakterien und Proteinen 

mittels integrierter Biosensoren, veranschaulicht.

3D-Druck-Technologien
Alle 3D­Druckverfahren funktionieren nach dem gleichen 

Grundprinzip: Ein Modell wird durch das schichtweise 

Hinzufügen von Material nach und nach aufgebaut. Unter­

schiedliche Druckverfahren ermöglichen die Verwendung 

verschiedenster Druckmaterialien und weisen zudem in 

der Auflösung sowie der Druckgeschwindigkeit erhebliche 

Unterschiede auf. Während im kostengünstigen Fused­ 

Deposition­Modeling­Verfahren (FDM) geschmolzenes 

Plastik aus einer Düse (ähnlich einer Heißklebepistole) auf­

getragen wird, härtet beim Stereolithografieverfahren 

(SLA) ein Laser ein Photopolymer Schicht für Schicht aus. 

Mit dem SLA­Verfahren verwandt ist das Selektive Laser­

sintern (SLS): Auch hier zeichnet ein Laser eine Schicht 

nach, allerdings ist das Druckmaterial ein Pulver, das durch 

den Laser geschmolzen wird. Somit können nicht nur 

Kunststoffe, sondern auch Metalle als Druckmaterial die­

nen. Eine schöne Übersicht zu den verschiedenen Druck­

verfahren, auch im Kontext mit anderen Anwendungen im 

Bereich der Biotechnologie, wurde von Raddatz et al. ver­

öffentlicht [1].

Das Multijet­ oder Polyjetverfahren nutzt zusätzlich zu 

einem Modellmaterial auch ein Stützmaterial. Dieses wird 

in Hohlräume oder unter Überhänge eines Modells ge­

druckt und nach dem Druck entfernt – meistens durch Lö­

sen in Wasser oder Schmelzen. Hierfür werden das Modell­

material (wie beim SLA­Verfahren ein Photopolymer) und 

das Stützmaterial wie bei einem Tintenstrahldrucker aus 

zahlreichen Düsen Schicht für Schicht auf die Druckplatt­

form aufgetragen. Nach jeder Schicht wird das Material mit 

einer UV­Lampe ausgehärtet. Dieses Druckverfahren ist 

besonders für die Herstellung von mikrofluidischen Syste­

men geeignet, da die hohe Druckauflösung und die Verwen­

dung von Stützmaterial für eine besonders hohe Design­

Freiheit sorgen.

Die hohe Automatisierung des 3D­Druckprozesses ver­

einfacht die Entwicklung von neuen Prototypen enorm. 

Häufig reicht es aus, das gewünschte Design am Computer 

mittels Computer­Aided­Design­Software (CAD) zu erstel­

len, an den Drucker zu übersenden und nach Abschluss des 

Druckvorgangs minimale Aufarbeitungsschritte durchzu­

führen. Dadurch wird die Einstiegshürde in die (Mikro­) 

Systementwicklung gegenüber klassischen Fertigungsver­

fahren, die häufig sehr viel Handarbeit und Erfahrung erfor­

dern, deutlich gesenkt. Auch bei der Herstellung mikroflu­

idischer Systeme hat der 3D­Druck gegenüber der herkömm­

lichen Fertigung für die Prototypenentwicklung große 

Vorteile. Bei herkömmlichen Fertigungstechniken, wie dem 

Gießen von Polydimethylsiloxan (PDMS), wird für die Er­

stellung eines neuen Modelldesigns eine neue Gussform 

benötigt. Die Form kann durch Fräsen gefertigt werden, 

was großes handwerkliches Geschick erfordert und nur 

von in Feinmechanik ausgebildeten Personen durchgeführt 

werden kann. Alternativ kann die Gussform über Lithogra­

phieverfahren [9] – bekannt aus der Halbleiterindustrie – 

oder auch mittels 3D­Druck [10] hergestellt werden. Das 
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eigentliche Gießen muss meistens in Reinraumlaboren 

durchgeführt werden. Zusätzlich ist es bei komplexen, 

dreidimensionalen Kanalstrukturen nötig, das gewünschte 

Modell in mehreren Schritten und verschiedenen Schichten 

zu gießen und diese nachträglich miteinander zu verbin­

den. Beim 3D­Druck können hingegen auch dreidimensio­

nale Strukturen und Kanäle in einem Schritt gefertigt wer­

den. Der allgemeine Ablauf des Multijet­3D­Druckverfah­

rens am Beispiel eines Mikromischers ist in Abbildung 1 

dargestellt [11].

Untersuchung des 3D-Druckmaterials auf 
Biokompatibilität 

Die meisten Anwendungen additiver Fertigungsverfahren 

liegen im Bereich des Maschinenbaus und der Prototypen­

entwicklung. Jedoch sind in den letzten Jahren neue An­

wendungsbereiche in den Fokus der Hersteller gekommen. 

Vor allem der Bereich der Dentalmedizin, in dem für jeden 

Patienten individuelle Prothesen erstellt werden müssen, 

bietet eine optimale Anwendung für 3D­Druckverfahren. 

Daher ist die Biokompatibilität – also die Verträglichkeit 

zwischen einem Material und lebendem Gewebe – in der 

Materialentwicklung für 3D­Drucker eine weitere wichtige 

Eigenschaft geworden, die auch für Anwendungen von 

3D­gedruckten Modellen mit direktem Kontakt zu einem 

lebenden Gewebe oder Zellen unerlässlich ist. Durch den 

rasanten technologischen Fortschritt im Bereich des 3D­

Drucks kommen zunehmend neue Materialien auf den 

Markt; eine umfangreiche Testung für biomedizinische und 

biotechnologische Anwendungen fehlt jedoch in den meis­

ten Fällen.

Siller et al. haben daher umfangreiche Biokompatibili­

tätstests für verschiedene 3D­Druckmaterialien für Multijet­

drucker (Polyacrylate nach ISO Norm (EN ISO 10993­12 

(2012)) mit mesenchymalen Stammzellen (MSC) durchge­

führt [9, 10]. Zur Beurteilung der Biokompatibilität wurden 

Analysen zur Untersuchung der Zellviabilität (dem Anteil 

der lebenden Zellen an der gemessenen Gesamtzellzahl) 

nach Kontakt mit dem 3D­Druckmaterial durchgeführt. 

Zusätzlich wurde der Zustand der Zellen durch eine Zell­

todanalyse (Apoptose­ und Nekroseuntersuchung) mittels 

Durchflusszytometrie beurteilt. Durch diese Methode kön­

nen eine Vielzahl von Zellen innerhalb kürzester Zeit hin­

sichtlich ihres „Gesundheitszustands“ analysiert werden. 

Die getesteten Materialien haben in diesen Untersuchun­

gen nach ISO­Norm keine negativen Auswirkungen auf die 

Stammzellen gezeigt und lassen sich somit als biokompa­

tibel einstufen. Für andere Zellen oder höhere Organismen 

sind diese Ergebnisse jedoch nicht ohne weiteres über­

tragbar [14] und erfordern je nach Anwendung eine neue 

Untersuchung.

Bei der Kultivierung adhärenter Zellen, die eine Bin­

dung an eine Oberfläche oder eine Gelstruktur zum Zell­

wachstum benötigen, ist neben der Biokompatibilität auch 

das Anhaften der Zellen an der Materialoberfläche wichtig. 

Diese Zellen machen einen großen Anteil der Zellen in 

Menschen und Tieren aus, daher werden sie zum Beispiel 

zur Erforschung menschlicher Organbildung, bei Toxizi­

tätsstudien in Organ­on­a­Chip­Systemen [15] oder für die 

Produktion viraler Vektoren zur Gentherapie [16] genutzt. 

Zur Untersuchung der Anhaftung haben Siller et al. kleine, 

3D­gedruckte Kultivierungsgefäße erstellt, die eine Kulti­

vierung der Zellen auf dem Druckmaterial und gleichzeitig 

(aufgrund der Transparenz des 3D­Druckmaterials) eine 

mikroskopische Betrachtung der Zellform ermöglichen. Ein 

Vergleich mit gleich großen und gleich geformten, kom­

merziell erhältlichen 24­Well­Kultivierungsplatten zeigte 

auch hierbei keine Unterschiede beim Zellwachstum und 

in der Zellform. Das 3D­Druckmaterial eignet sich daher 

auch für die Entwicklung von Kultivierungsgefäßen für ad­

härente Stammzellen [13].

WA S MAN WI SSEN MU SS  

3D-Drucker ermöglichen eine hohe Flexibilität in der Herstel-
lung von Prototypen, die sowohl für industrielle als auch 
labortechnische Anwendungen im Bereich der Biotechnologie 
genutzt werden.

Durch die hohe Präzision neuer 3D-Druckverfahren können 
mikrofluidische Systeme mittels MultiJet-Drucker einfacher 
und schneller entwickelt werden.

Durch die Verfügbarkeit biokompatibler Druckmaterialien ist 
die Herstellung und Anwendung maßgeschneiderter Kultivie-
rungsgefäße möglich.

Die Designfreiheit beim 3D-Druck ermöglicht eine einfache 
Systemintegration verschiedener funktioneller Einheiten wie 
Mikromischer, Mikropumpen, Mikroventile und Zellsepara-
toren.

Die Einbindung von (Bio-)Sensoren in mikrofluidische Systeme 
kann die Sensorleistung steigern und die Entwicklung moder-
ner, automatisierter, parallelisierter und transportabler Sensor-
systeme ermöglichen (wie Point-of-Care Diagnostik).

TAKE-H O ME MESSAG E  

3D printers allow high flexibility in the production of proto-
types, which are used for both industrial and laboratory 
applications in the field of biotechnology.

Due to the high precision of new 3D printing processes, 
 microfluidic systems can be developed more easily and quickly 
using MultiJet printers.

The availability of biocompatible printing materials enables 
the production and application of customized cultivation 
vessels.

The design freedom of 3D printing enables easy system 
 integration of various functional units (such as micromixers, 
micropumps, microvalves, and cell separators).

The incorporation of (bio)sensors into microfluidic systems 
can increase sensor performance and enable the development 
of advanced, automated, parallelized, and portable sensor 
systems (such as point-of-care diagnostics).
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Basierend auf diesen Ergebnissen 

wurde das 3D­Druckmaterial genutzt, 

um maßgeschneiderte, miniaturisierte 

Kultivierungskammern zu entwickeln, 

die für Angiogenesestudien (Bildung 

von Blutgefäßen aus Stammzellen) 

verwendet werden können. Die Me­

chanismen der Gefäßbildung sind so­

wohl beim natürlichen Wachstum 

oder der Wundheilung, aber auch bei 

pathologischen Prozessen wie der 

 Tumorbildung von Bedeutung. Das 

Besondere an diesen Kultivierungs­

kammern ist eine kleine, 3D­gedruckte 

Barriere in der Mitte der Kammern, 

welche eine physische Separation von 

zwei verschiedenen Zelltypen be­

wirkt, jedoch gleichzeitig die Kultivie­

rung der Zellen im selben Kulturme­

dium ermöglicht. Somit können bei­

spielsweise zellspezifische Signalstoffe 

oder Wachstumsfaktoren über das 

Medium zwischen den beiden Zellty­

pen ausgetauscht werden, ohne dass 

die Zellen in direktem Kontakt mit­

einander stehen. Man spricht in die­

sem Fall auch von Ko­Kultivierung der 

Zellen. Eine solche Ko­Kultivierungs­

kammer ist in Abbildung 2 dargestellt. 

Für die Studie wurden mesenchymale 

Stammzellen auf der einen Seite und 

Endothelzellen auf der anderen Seite 

der Kammer kultiviert. Mittels mikros­

kopischer Beobachtungen konnte fest­

gestellt werden, dass die Endothel­

zellen bei der Ko­Kultivierung mit 

mesenchymalen Stammzellen röhren­

förmige Zellformen ausbilden. Die 

Ausbildung dieser Zellform ist ein cha­

rakteristisches Merkmal der Angio­

genese, welche durch angiogene Fak­

toren, die von den mesenchymalen 

Stammzellen freigesetzt werden, aus­

gelöst wird [17].

Einige Beispiele von maßgeschnei­

derten Kultivierungskammern, die mit­

tels 3D­Druck hergestellt wurden, sind 

in Abbildung 2 gezeigt. Die 3D­gedruck­

ten Systeme ermöglichen verschiedene 

Kultivierungsversuche, beispielsweise 

3D­Zellkultivierungen mit individu­

ellen Gerüststrukturen (2A) oder die 

Ko­Kultivierung von drei verschiede­

nen Zellarten (2B), was die Flexibilität 

und Vorteile des 3D­Drucks mit bio­

kompatiblen Materialien betont.

ABB.  2   3D-GEDRUCKTE  KULTIV IE RUNGSKA MME RN Z UR UNTE RSUCH UNG 

ADHÄR E NT WA CH SE NDE R Z E LLE N

A: Gerüststruktur, die direkt mit Zellen besiedelt werden kann. B: Ko-Kultivierungskammer mit drei 
 Abteilen, die eine physische Trennung der Zellen durch 3D-gedruckte Barrieren ermög lichen. C: Ko-Kulti-
vierungskammer, die in handelsübliche 6-Well-Platten eingesetzt werden kann. D: Detailansicht der 
Kultivierungskammer aus C. E: Kultivierungskammer mit 19 separaten Wells für Screening-Versuche mit 
unterschiedlichen Versuchsbedingungen. Modifiziert aus [9, 10].

ABB.  3   MIKRO BLA SE NSÄ ULE NRE A KTO R

A: Ansicht des zusammengesetzten Mikroblasensäulenreaktors. B: Explosionsansicht der Reaktor-
einzelteile [18].
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Additive Fertigung von Mikrobioreaktoren
Durch den Einsatz biokompatibler Druckmaterialien eignet 

sich der 3D­Druck auch für die Entwicklung komplexer 

Bioreaktorgefäße, die beispielsweise zur Kultivierung von 

Suspensionszelllinien verwendet werden können. Diese 

Zellen benötigen im Gegensatz zu adhärenten Zellen keine 

Oberfläche zum Anwachsen und können daher einfacher 

und in höherer Zellzahl kultiviert werden. In der Entwick­

lung und Optimierung moderner Bioprozesse spielen ge­

ringe Kultivierungsvolumina eine immer wichtigere Rolle. 

Teure Kultivierungsmedien (zum Beispiel rund 70 Euro 

pro Liter für die Kultivierung von Chinese Hamster Ovary 

(CHO)­Zellen – eine Zelllinie, die im industriellen Maßstab 

für die Herstellung von Biopharmazeutika verwendet wird) 

sowie der höhere Platzbedarf und Energieverbrauch grö­

ßerer Kultivierungssysteme machen diese im Vergleich zu 

miniaturisierten, parallelisier­ und automatisierbaren Sys­

temen wirtschaftlich unattraktiv. Daher rücken miniaturi­

sierte Bioreaktoren, die ganz individuell mittels 3D­Druck 

hergestellt werden können, zunehmend in den Fokus der 

Bioprozessentwicklung.

Ein Beispiel eines solchen 3D­gedruckten Mikrobio­

reaktors zeigt Abbildung 3. Dieser besteht aus einem 3D­

gedruckten Hauptteil, der die Form des Reaktors vorgibt 

und Kanäle zur Reaktortemperierung beinhaltet, einem 

Deckglas mit Sensorspots sowie einem Anpressrahmen für 

das Deckglas. Die Reaktorbegasung erfolgt vom Reaktorbo­

den aus, wodurch die Gasblasen durch das Kulturmedium 

aufsteigen und für eine Bewegung des Mediums sorgen. 

Dadurch kann auf einen separaten Rührer innerhalb des 

Reaktors verzichtet werden. Der Mikrobioreaktor bietet 

aufgrund des sehr geringen Reaktorvolumens (550 µL) die 

Vorteile eines schnellen Temperatur­ und Massentransfers 

(Aufnahme von Sauerstoff in das Medium, Abgabe von CO2 

aus dem Medium). Zudem ermöglicht er durch die inte­

grierten Sensorspots Online­Messungen der Biomasse, der 

Sauerstoffkonzentration, des pH­Werts sowie Abgasmes­

sungen (O2 und CO2) zur kontinuierlichen Überwachung 

und Regelung des Bioprozesses. Bei der Kultivierung von 

Saccharomyces cerevisiae im 3D­gedruckten Mikrobio­

reaktor wurden Zelldichten von 13 g/L erreicht und Para­

meter (Wachstumsgeschwindigkeit und Produktbildungs­

raten) gemessen, die mit denen von Standardkultivierungen 

im 2,5 L­Bioreaktor gut vergleichbar sind [18].

3D-gedruckte Mikromischer
In der Studie von Enders et al. [19] wurden verschiedene 

passive Mikromischer hergestellt und die Mischleistung mit­

einander verglichen. In mikrofluidischen Systemen herrscht 

A BB.  4  MIT 3D-DRUCK GEFERTIGTE MIKROMISCHER 

A: Caterpillar Mischer. B: Enhanced Caterpillar Mischer. C: Tesla-like Mischer.  
D: HC-Mischer. Rechts ist jeweils die isometrische Detailansicht der dreidimensiona-
len Mischerkanäle dargestellt [19].

ABB.  5  MISCHUNG VON HYDROGELBE STA NDTE ILE N

A: Mikrofluidisches 
System zur kon-
tinuierlichen Mi-
schung von Hydro-
gelbestandteilen. 
B: Versuchsauf-
bau: Zwei Sprit-
zenpumpen drü-
cken die Hydrogel-
bestandteile in 
den Mikromischer, 
aus dem das fertige 
Hydrogel in eine 
bewegliche Guss-
form gegossen 
wird [20].
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durch die kleinen Kanaldimensionen 

und die relativ geringen Flussraten 

(meist unter 1 mL/min) eine laminare 

Strömung; die Stromlinien verlaufen 

also parallel zueinander. Dies führt da­

zu, dass eine Vermischung von Flüs­

sigkeiten in einem mikrofluidischen 

Kanal durch die laminare Strömung 

verhindert wird, lediglich die Diffusion 

sorgt für einen langsamen Stofftrans­

port. Daher sind Mikromischer nötig, 

um verschiedene Stoffe in mikroflui­

dischen Systemen effektiv zu vermi­

schen. Passive Mikromischer nutzen 

in der Regel komplexe, dreidimensio­

nale Kanalstrukturen, um mehrere 

Flüssigkeiten miteinander zu vermi­

schen. Durch Windungen der Kanäle 

oder das gezielte Aufteilen und an­

schließende Zusammenführen des 

Flüssigkeitsstromes soll eine mög­

lichst schnelle Durchmischung her­

beigeführt werden. Mikromischer werden häufig in kom­

plexere mikrofluidische Systeme eingebaut, um die homo­

gene Durchmischung von Flüssigkeiten vor weiteren 

Arbeits­ oder Analyseschritten zu gewährleisten.

Die schnelle und automatisierte Herstellung mittels 3D­

Druck hat sich in dieser Studie als großer Vorteil erwiesen. 

Es wurden vier komplexe Mikromischer mit verschiedenen 

Kanalgeometrien hergestellt (Abbildung 4). Die Fertigung 

(vom 3D­Design zum fertigen Bauteil) dauerte nur wenige 

Stunden und es waren bis auf das Schmelzen und Heraus­

spülen des wachsähnlichen Stützmaterials aus den Kanälen 

keine zusätzlichen manuellen Fertigungsschritte nötig. Ins­

besondere die schnelle Herstellung komplexer, dreidimen­

sionaler Mikrokanäle ist ein großer Vorteil gegenüber tradi­

tionellen, mikrotechnischen Fertigungsprozessen.

Beim Vergleich der verschiedenen Mikromischer mittels 

optischer Mischexperimente und Computersimulationen 

konnte ein besonders geeignetes 3D­Design, der HC­Mischer, 

gefunden werden, das in einem großen Flussratenbereich 

(100–1000 µL min–1) eine homogene Durchmischung in 

weniger als einer Sekunde erzielen konnte. Dieser Mikro­

mischer besitzt ein geringes internes Kanalvolumen von 

lediglich 16 µL. Er kann bei der Fertigung mikrofluidischer 

Systeme mittels 3D­Druck direkt in das CAD­Design ein­

gebunden werden und somit in vielen Mikrosystemen als 

integriertes, funktionelles Element zur Anwendung kom­

men.

Ein Beispiel einer praktischen Anwendung ist die Inte­

gration des HC­Mikromischers in ein 3D­gedrucktes mikro­

fluidisches System, wodurch ein Konzentrationsgradient in 

Hydrogelen erzeugt werden kann (Abbildung 5). Mit Hilfe 

dieses Systems kann beispielsweise das Wachstumsverhal­

ten von Zellen in Abhängigkeit der Steifigkeit eines Hydro­

gels untersucht werden. So zeigen im Hydrogel ausgesäte 

mesenchymale Stammzellen (MSC) und Nabelschnur­Endo­

thelzellen (HUVEC) Unterschiede in der Morphologie und 

dem Wanderungsverhalten auf, welche maßgeblich durch 

die Steifigkeit des Hydrogels beeinflusst werden [20].

Eine weitere Anwendung eines integrierten, 3D­ge­

druckten Mikromischers wurde von Zhu et al. [21] vor­

gestellt. Das mikrofluidische System ermöglicht eine prä­

zise Vorbehandlung von mikrobieller DNA in Abwasser­

proben mit Propidiummonoazid (PMA) (Abbildung 6). In 

dem mikrofluidischen System wird PMA mit der Wasser­

probe durchmischt. Das PMA bindet in einem Inkubations­

abschnitt an freie DNA­Moleküle, die außerhalb lebender 

Bakterienzellen oder in toten Zellen vorliegen. Diese DNA­

Moleküle werden bei der anschließenden Polymerase­ 

Kettenreaktion (PCR) nicht vervielfältigt und sorgen daher 

nicht für falsch­positive Ergebnisse. Hierdurch kann der 

Nachweis und die Unterscheidung zwischen lebenden und 

toten Mikroorganismen in Wasserproben mittels PCR ermög­

licht und somit eine potenzielle bakterielle Kontamination 

von Trinkwasser überprüft werden.

3D-gedruckte Flusszelle mit integriertem 
Biosensor zur Detektion von Escherichia coli

Mikrofluidische Systeme werden zunehmend im Bereich 

der Analytik eingesetzt, um beispielsweise die Handhabung 

und die Leistung von Sensoren zu verbessern und Analyse­

schritte zu automatisieren. Ein Beispiel hierfür sind die von 

Siller et al. entwickelten Durchflusszellen, in die ein elek­

trochemischer Biosensor eingebaut und die Detektion des 

Bakteriums Escherichia coli (E. coli) ermöglicht wurde 

(Abbildung 7) [22]. Elektrochemische Biosensoren werden 

bereits im Gesundheitswesen, bei Umweltanalysen und 

 Lebensmittelkontrollen eingesetzt. Beim Einsatz von Bio­

sensoren bietet vor allem die hohe Selektivität des biolo­

ABB.  6  UNTERSCH E IDUNG V O N LE BE NDE N UND TO TE N BA KTE RIE N

Mikrofluidisches System zur Diskriminierung von lebenden und toten Bakterien in Wasserproben durch 
Inaktivierung der DNA toter Zellen mittels PMA (Propidiummonoazid) vor einer qPCR-Untersuchung [21].
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gischen Erkennungselementes den großen Vorteil, dass 

beispielsweise verschiedene Erreger voneinander unter­

schieden werden können. Als Erkennungselemente werden 

zum Beispiel Antikörper, Lectine, Bakteriophagen oder Ap­

tamere eingesetzt. Aptamere sind einzelsträngige DNA­ 

oder RNA­Oligonukleotide, die über ihre 3D­Struktur spe­

zifisch Zielmoleküle oder ganze Zellen binden können.

Der in die Durchflusszellen integrierte Biosensor 

(7 A + C) nutzt Aptamere, die auf der Goldoberfläche so­

genannter Screen-Printed Elektroden (SPE) immobilisiert 

sind, um ganz spezifisch E. coli­Bakterien zu binden. Die 

erfolgte Bindung kann mittels Impedanzspektroskopie 

detektiert werden. Um die Handhabung des Biosensors so­

wie die Reproduzierbarkeit von Messungen zu verbessern, 

haben Siller et al. mikrofluidische Durchflusszellen mittels 

3D­Druck entwickelt. Diese bestehen jeweils aus einem 

unteren Halterungsteil und einer oberen Abdeckung, wäh­

rend die Elektrode zwischen diesen beiden Teilen platziert 

wird. Die in Abbildung 7C gezeigte Durchflusszelle ist mit 

Schlauchanschlüssen über gesteuerte Pumpen direkt mit 

der Probenflüssigkeit und Waschpuffern verbunden, wo­

durch Mess­ und Waschschritte automatisiert und kontinu­

ierlich hintereinander durchgeführt werden können. Um 

eine homogene Durchmischung der Probe vor dem Kon­

takt mit dem Biosensor zu ermöglichen, wurde in die 

Durchflusszelle ein Mikromischer integriert.

Mit diesem integrierten elektrochemischen Biosensor­

system konnte erfolgreich das Zielbakterium E. coli in ver­

schiedenen Konzentrationen (von 105 bis 108 Zellen/mL) 

detektiert werden. Zusätzlich wurde 

die Spezifität des Aptamer­basierten 

Biosensors nachgewiesen, indem Ver­

suche mit anderen Bakterienarten 

(wie Staphylococcus aureus und Sal-

monella typhimurium) durchgeführt 

wurden und hierbei kein Signal ge­

messen werden konnte. Das Biosen­

sorsystem lässt sich prinzipiell ganz 

flexibel auf die Messung anderer Ana­

lyten oder Mikroorganismen übertra­

gen, indem andere biologische Erken­

nungselemente (etwa eine andere 

Aptamersequenz, die ein anderes Bak­

terium spezifisch bindet) verwendet 

werden.

Integration von Aptamer-
basierten Biosensoren für 
den Nachweis von Proteinen

Ein weiteres Beispiel, wie 3D­gedruckte 

Mikrosysteme die Anwendbarkeit und 

Leistung von Biosensoren verbessern 

können, zeigen Arshavsky­Graham et 

al. [23]. In dieser Arbeit wurde für die 

Biosensorentwicklung die Oberfläche 

eines oxidierten, porösen Silizium­

chips (PSi) mit Aptameren funktionalisiert, die an Histidin­

markierte Proteine binden. Der Siliziumchip wurde an­

schließend in ein 3D­gedrucktes Mikrosystem eingebaut, 

das eine spezifische Fläche und Kanalhöhe auf dem Sili­

ziumchip definiert und somit genaue Echtzeitmessungen 

ermöglicht (Abbildung 8).

Poröses Silizium ist ein Material mit einer schwamm­

artigen Nanostruktur, das als optischer Wandler in bio­

sensorischen Anwendungen eingesetzt wird. Es hat den 

Vorteil einer sehr großen internen Oberfläche, einer an­

passbaren Nanostruktur und einer relativ einfachen Ferti­

gung im Vergleich zu anderen optischen Biosensoren. Be­

sonders vorteilhaft ist die Möglichkeit, markierungsfreie 

Echtzeitmessungen durchführen zu können, so dass die 

entsprechenden Proben weniger (oder teilweise gar nicht) 

vorbehandelt werden müssen. Durch die Bindung von Ziel­

molekülen – in diesem Beispiel Proteine – an die Aptamere, 

verändert sich das Reflektionsspektrum des Sensors. Die 

Veränderung kann mit einem normalen Spektrometer ver­

folgt werden.

In ihren Versuchen konnten Arshavsky­Graham et al. 

erfolgreich die Bindung von Proteinen an den integrierten 

Biosensor nachweisen und ebenfalls zeigen, dass der Sen­

sor nach einer Messung regeneriert und direkt wiederver­

wendet werden kann. Zusätzlich zeigt der Aufbau mit dem 

3D­gedruckten Mikrosystem eine deutlich erhöhte Sensiti­

vität sowie eine bessere Selektivität im Vergleich zu tradi­

tionellen Messzellen. Die Sensorplattform ist auf einer mo­

torisierten Plattform montiert, so dass mehrere Messungen 

A BB.  7  ELEKTROCHEMISCHER BIOSENSOR IN 3D-GEDRUCKTE R DURCH F LUSSZ E LLE

A. Aufsicht des Aufbaus der Screen-printed Elektrode in 3D-gedruckter Halterung. B: Schematischer Auf-
bau der Halterungsteile mit austauschbarem Aufsatz. C: Aufbau der dynamischen Durchflusszelle mit 
integriertem Mikromischer. D: Schematische Darstellung der dynamischen Flusszelle. E: Ergebnis einer 
Strömungssimulation für die Untersuchung der Durchmischung in der dynamischen Durchflusszelle [22].
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ratur wurde die Auftrennung von DNA, Proteinen und auch 

Zellen mittels Free­Flow­Elektrophorese­Systemen demons­

triert.

Mit Hilfe von additiver Fertigung haben Preuß et al. ein 

mikrofluidisches Free­Flow­Elektrophorese­System erstellt 

(Abbildung 10) [24]. Durch die Verwendung von Multi­

Jet­3D­Druck ist die Herstellung im Gegensatz zu anderen 

miniaturisierten Free­Flow­Elektrophorese­Systemen stark 

vereinfacht. Das System besteht aus drei Teilen und kann 

leicht „nachgebaut“ werden. Der Hauptteil beinhaltet 

Schlauchanschlüsse für Puffer und Analyten, die Separati­

onskammer und den Probenauffang am Ende der Separa­

tionskammer. An den Seiten der Separationskammer sind 

jeweils eine Polycarbonatmembran und dahinter ein Platin­

draht als Elektrode eingebaut. Vor allem im Bereich der 

Separationskammer, die 100 µm hoch ist, konnte die hohe 

Präzision und Reproduzierbarkeit des 3D­Drucks ausge­

nutzt werden.

In Experimenten wurde die Auftrennung von verschie­

denen Farbstoffen (Rhodamin B, Pyronin Y und Sulforhod­

amin) sowie Aminosäuren (Glycin, Arginin und Glutamat) 

erfolgreich demonstriert. Durch die Möglichkeit des konti­

nuierlichen Einsatzes des Systems zur Auftrennung von Pro­

bebestandteilen kann die miniaturisierte Free­Flow­Elektro­

phorese in Bioprozesse integriert werden und dadurch eine 

kontinuierliche Probenaufarbeitung ermöglichen.

automatisiert und an verschiedenen Stellen auf dem Bio­

sensor durchgeführt werden können. Durch den Aus­

tausch des Aptamers auf der Sensoroberfläche kann auch 

bei diesem System eine hohe Flexibilität bezüglich des 

 gewünschten Zielmoleküls, das detektiert werden soll, 

 ermöglicht werden.

3D-gedruckte Mikro-Free-Flow-
Elektrophorese

Zur Reinigung von Proteinen, Nukleinsäuren oder Zellen 

aus einem Gemisch, beispielsweise aus einem Bioprozess, 

wird häufig die Elektrophorese eingesetzt. Hierbei wandern 

elektrisch geladene Moleküle durch Anlegen einer Span­

nung in einer stationären Phase, etwa einem Agarosegel, 

zum positiven oder negativen Pol. Dieses Auftrennungs­

prinzip wird bei der Free­Flow­Elektrophorese leicht ver­

ändert. Statt einer gelartigen stationären Phase wird ein 

laminarer Flüssigkeitsstrom verwendet. Die Analyten wer­

den durch Anlegen der Spannung senkrecht zur Flussrich­

tung nach abgelenkt. Mit mehreren Ausgängen am Ende 

der Durchflusskammer können somit die getrennten Ana­

lyten an den unterschiedlichen Seiten aufgefangen werden. 

Dadurch, dass die „stationäre“ Phase stetig fließt, ist ein 

kontinuierlicher Einsatz möglich. Abbildung 9 veranschau­

licht die Unterschiede zwischen der klassischen Gelelek­

trophorese und der Free­Flow­Elektrophorese. In der Lite­

ABB.  8  BIOSENSOREXPERIMENTE MIT EINEM INTEGRIERTEN APTAMER-BASIERTEN BIOSENSOR (APTASENSOR)

A: (i) 3D-gedrucktes mikrofluidisches System mit dem Aptasensor; (ii) Das System ist auf einer beweglichen Plattform mon-
tiert, so dass vier verschiedene Spots in den Mikrokanälen ausgelesen werden können; (iii) Schematische Darstellung der auf 
dem porösen Silizium gebundenen Aptamere, die das Zielprotein binden bzw. in einem Elutionsschritt die Bindung aufgeben 
(Sensorregeneration). B: Gemessene relative EOT (Effektive Optical Thickness) in Abhängigkeit der Zeit. Nach Aufnahme einer 
Baseline mit Selektionspuffer (SB) wurde eine 0,25 µM Proteinlösung aufgetragen, was zu einem Anstieg der EOT führte. Durch 
einen Wasch- und Elutionsschritt konnte anschließend eine weitere Probe mit einer 0,5 µM Proteinlösung aufgetragen und 
gemessen werden [23].
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kern von Säugerzellen eingebracht, um gezielt ein Protein 

(wie beispielsweise einen Antikörper) zu produzieren. 

Diese stabile Transfektion hat den Nachteil, dass ein zeit­

aufwendiges Screening der entstehenden Klone notwendig 

ist, um eine hohe Proteinproduktion zu gewährleisten. Bei 

der transienten Transfektion ist ein solcher Selektions­

schritt nicht nötig; somit ist die Zeit bis zur Proteinproduk­

tion deutlich kürzer, wodurch der Prozess deutlich flexi­

bler auf die Herstellung verschiedener Proteine angepasst 

werden kann [25]. In Zukunft könnte die transiente Trans­

fektion auch zur Produktion personalisierter Pharmazeutika 

genutzt werden, da hierdurch viele verschiedene Protein­

varianten produziert werden können.

Ein Ziel vieler mikrofluidischer Systeme ist die Integra­

tion und Automatisierung mehrerer Prozessschritte in ei­

nem System. Dies soll nicht nur den manuellen Aufwand 

verringern, sondern auch die Reproduzierbarkeit von Pro­

zessen erhöhen und einen kontinuierlichen Betrieb ermög­

lichen. Das hat auch die Entwicklung eines mikrofluidi­

schen Transfektionsystems zum Ziel.

Das in Entwicklung befindliche mikrofluidische Trans­

fektionssystem besteht aus drei funktionellen Elementen: 

Einer Misch­, einer Inkubations­ und einer Separationsein­

heit (Abbildung 11). In der Mischeinheit wird die Zellsus­

pension mit dem Transfektionsreagenz und dem DNA­ 

Vektor in einem Mikromischer in kürzester Zeit homogen 

durchmischt. Das Zellgemisch wird anschließend in ein 

Inkubationsgefäß gepumpt, wo es für eine definierte Inku­

bationszeit verbleibt. Nach der Inkubation wird die trans­

fizierte Zellsuspension durch einen mikrofluidischen Spiral­

separator direkt in ein Kultvierungsgefäß geleitet. Durch 

den Separator werden die Zellen kontinuierlich an einen 

Ausgang fokussiert und dadurch aufkonzentriert. Somit 

wird das toxische Transfektionsreagenz beim Überführen 

in das Kultivierungsgefäß durch gleichzeitige Zugabe von 

frischem Kultivierungsmedium stark verdünnt und die Zell­

viabilität gesteigert.

Die mikrofluidischen Elemente und die Inkubationsein­

heit des Transfektionssystems werden mittels 3D­Druck her­

gestellt. Hierdurch sind eine schnelle Systementwicklung 

sowie ein direkter Anschluss von Schläuchen und Pumpen 

über integrierte, 3D­gedruckte Verbindungen möglich. Das 

Transfektionssystem kann direkt an einen Bioreaktor ange­

schlossen werden, so dass die Zellen aus diesem Feed­Bio­

reaktor in dem gesteuerten System transfiziert werden und 

anschließend in einem Produktions­Bioreaktor das ge­

wünschte Zielprotein herstellen. Aufgrund der Miniaturisie­

rung könnten auch mehrere solcher Systeme an einen Bio­

reaktor angeschlossen und dadurch eine parallele (und 

flexible) Produktion verschiedener Proteine gleichzeitig 

ermöglichen.

Ausblick
Der 3D­Druck leistet bereits einen wertvollen Beitrag im 

Bereich der Biotechnologie und ist heute aus vielen For­

schungsbereichen kaum noch wegzudenken. Nicht nur für 

3D-gedrucktes System für die transiente 
Transfektion von Säugerzellen

Die Produktion biologischer Pharmazeutika erfolgt meist in 

Bakterien, Pilzen oder Säugerzellen, denen die DNA­Se­

quenz des zu produzierenden Gens stabil in das Chromo­

som integriert wurde. Bei einer transienten Transfektion 

wird genetisches Material meist als DNA­Vektor in den Zell­

ABB.  9  FREE-FLOW-ELEKTROPHORESE UND GELELEKTRO PH O RE SE

ABB.  1 0   MICRO-FREE-FLOW-ELEKTROPHORESEKAMME R

A: Aufsicht auf die zusammengesetzte Kammer. Der blaue Pfeil zeigt den Fluss 
vom Separationspuffer. Die gelben Pfeile zeigen den Fluss des Elektrodenpuffers 
in der Elektrodenkammer. Der weiße Pfeil zeigt die Kontaktspitze eines Kabels, 
um die Spannung an die Platinelektrode anzulegen. B: Schema der einzelnen Teile 
der µFFE [24].
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hohe Präzision und die hochautomatisierte Drucktechnik 

können heute miniaturisierte und mikrofluidische Systeme 

mittels 3D-Druck hergestellt werden. Dies Vereinfacht die 

Entwicklung und die Integration verschiedener mikrofluidi-

scher Einheiten wie Mikromischer, was den Aufbau funktio-

neller mikrofluidischer Plattformen und Lab-on-a-Chip-Sys-

temen fördert. Durch Verwendung biokompatibler Druckma-

terialien lassen sich zudem individuelle Kultivierungssysteme 

und Durchflusszellen fertigen, die für die Kultivierung von 

Säugerzellen oder die Analyse biologischer Proben Anwen-

dung finden.

Summary
3D printing technology can be used to develop a wide variety 

of prototypes within a very short time, which are applied in 

the field of biotechnology. Due to the high precision and 

highly automated printing technology, miniaturized and 

 microfluidic systems can nowadays be produced using 3D 

printing. This simplifies the development and integration of 

various microfluidic units (such as micromixers), which pro-

motes the construction of functional microfluidic platforms 

and lab-on-a-chip systems. By using biocompatible printing 

die schnelle Entwicklung von Prototypen, sondern auch in 

der Herstellung komplexer mikrofluidischer Systeme kom­

men zunehmend hochauflösende 3D­Drucker zum Einsatz. 

Der technologische Fortschritt und die Verfügbarkeit neuer, 

biokompatibler 3D­Druckmaterialien wird in Zukunft die 

Systementwicklung in biotechnologischen und biomedi­

zinischen Laboren beschleunigen und die individuelle 

Herstellung komplexer, spezialisierter Versuchssysteme 

ermöglichen. Die Vorteile mikrofluidischer Systeme in Hin­

blick auf die Reproduzier­ und Automatisierbarkeit können 

zusätzlich dazu führen, dass bestehende Analysemethoden 

deutlich verbessert und Point­of­Care Sensorsysteme für 

Patienten zugänglich gemacht werden können. Zudem 

konnten die hier vorgestellten Beispiele zeigen, dass die 

Systemminiaturisierung ein großes Potential für die Ent­

wicklung und Etablierung kontinuierlicher, parallelisierter 

und automatisierter Prozesse bietet.

Zusammenfassung
Mit Hilfe der 3D-Drucktechnologie lassen sich innerhalb 

kürzester Zeit verschiedenste Prototypen fertigen, die im 

 Bereich der Biotechnologie zum Einsatz kommen. Durch die 

ABB.  1 1   KONTINUIERLICHES TRANSFEKTIONSSYSTE M UND DE TA ILA NSICH TE N DE R 

3D-GEDRUCKTEN ELEMENTE
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materials, it is also possible to manufacture individual culti-

vation systems and flow cells that are suitable for the culti-

vation of mammalian cells or the analysis of biological 

samples.
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4. Experimenteller Teil 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde ein mikrofluidisches System zur transienten Transfektion von CHO-

Zellen entwickelt. Um die transiente Transfektion mit Polyethylenimin (PEI) auf einem 

mikrofluidischen System zu realisieren, müssen die einzelnen Schritte in mikrofluidischen Elementen 

adaptiert werden. Hierzu zählt erst die Durchmischung von Zellen, DNA und Transfektionsreagenz zur 

Polyplexbildung. Danach beginnt eine Inkubationsphase, in der die Polyplexe in die Zellen importiert 

werden. Hierbei müssen die Zellen in einem Inkubatorelement weiterhin in Suspension gehalten werden, 

um die Nährstoffversorgung zu gewährleisten. Zuletzt werden die Zellen in einem Spiralseparator 

aufkonzentriert, um die PEI-Konzentration nach der Transfektion zu minimieren. 

Die einzelnen Elemente des Gesamtsystems wurden zunächst einzeln entwickelt, bezüglich ihrer 

Funktion und Effektivität optimiert und am Ende in einem per Computer steuerbaren System vereint. 

Zusätzlich wurde die Separationsuntereinheit in Bezug auf den Einsatz zur Zellrückhaltung in 

Säugerzellkultivierungen weiterentwickelt. In den nächsten Abschnitten wird in Kapitel 4.1 zunächst 

die Entwicklung des Mikromischers dargestellt, in Kapitel 4.2 die Entwicklung des Spiralseparators 

beschrieben und letztendlich in Kapitel 4.3 das Gesamtsystem mit Mischer, Separator und 

Inkubationseinheit erläutert. Die Forschungen bezüglich des Mikromischers und des Spiralseparators 

sind bereits in Fachmagazinen publiziert worden. 
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4.1 3D-gedruckte mikrofluidische Mischer – eine Vergleichsstudie der 

Durchmischung verschiedener Mischereinheiten 

Bei der transienten Transfektion müssen zuerst das Transfektionsreagenz mit der DNA und den Zellen 

vermischt werden. In mikrofluidischen Systemen ist dies durch den Einsatz von passiven 

Mikromischern möglich, deren Kanalstruktur zu einer effektiven und schnellen Durchmischung führen. 

Die Untersuchung verschiedener passiver Mikromischer bezüglich ihrer Effektivität wurde in der peer-

reviewed Fachzeitschrift Small veröffentlicht. Abbildung 6 zeigt eine graphische 

Kurzzusammenfassung der Veröffentlichung. 

 

Abbildung 6: Graphische Kurzzusammenfassung der Veröffentlichung „3D Printed Microfluidic Mixers – A Comparative 

Study on Mixing Unit Performance”. 

Die geringen Flussraten und kleinen Abmessungen in mikrofluidischen Systemen führen dazu, dass 

häufig eine laminare Strömung vorliegt, in der die Strömungslinien parallel verlaufen. In dieser 

Strömung führt nur die Diffusion zu einer Durchmischung mehrerer Flüssigkeiten in einem Kanal. Ist 

aber eine schnelle Durchmischung gewünscht, so müssen aktive oder passive Mikromischer eingesetzt 

werden. Aktive Mikromischer benötigen eine zusätzliche Energiequelle, die auf die Flüssigkeiten im 

mikrofluidischen System einwirkt (z.B. Ultraschall), während passive Mikromischer nur durch die 

Veränderung der Kanalstruktur zu einer effektiven Durchmischung führen. Die Komplexität 

mikrofluidischer Systeme mit passiven Mikromischern ist daher erheblich geringer. Daher wurden in 

dieser Studie fünf verschiedene Mischerdesigns aus der Literatur auf ähnliche Kanaldimensionen 

angepasst und erstmals mittels 3D-Druck hergestellt. In Simulationen und praktischen 

Mischuntersuchungen wurden die Mischer hinsichtlich ihrer Effektivität bei verschiedenen 

Fließgeschwindigkeiten (minimal Re = 3,7; maximal Re = 37) untersucht und miteinander verglichen. 

Die FEM-Simulationen (Finite-Elemente-Methode) wurden in COMSOL Multiphysics® durchgeführt. 
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Bei den praktischen Mischuntersuchungen wurden zwei farblose Lösungen aus Natriumhydroxid mit 

Phenolphthalein in den 3D-gedruckten Mikromischern durchmischt und die daraus resultierende 

Farbreaktion mikroskopisch ausgewertet. Hierbei wurde die Färbung mit zunehmender Durchmischung 

der Lösungen intensiver, was aus den aufgenommenen Bildern durch eine Helligkeitsanalyse an 

mehreren Orten im Mischer nachverfolgt wurde. 

Die Ergebnisse der Simulationen und praktischen Untersuchungen sind sehr ähnlich und unterscheiden 

sich lediglich bei den geringsten Fließgeschwindigkeiten stärker. Generell führten in allen Mischern 

höhere Fließgeschwindigkeiten zu einer schnelleren Durchmischung. Beim Vergleich der Mischer 

untereinander konnte der Tesla-like-Mischer bei der höchsten Fließgeschwindigkeit am schnellsten zu 

einer vollständigen Durchmischung führen, der HC-Mischer war jedoch auch bei geringeren 

Fließgeschwindigkeiten in der Lage, die Flüssigkeiten homogen zu durchmischen. Zusätzlich zur 

Mischeffizienz wurde der Einfluss der Tesla-like- und HC-Mischer auf die Viabilität von CHO-K1-

Zellen mittels einer Trypanblau-Färbung im Zellzählgerät CEDEX HiRes getestet. Bei allen getesteten 

Zellkonzentrationen (1 · 106, 7 · 106 und 10 · 106 Zellen pro mL) war kein signifikanter Einfluss 

nachweisbar. 

Im folgenden Artikel „3D Printed Microfluidic Mixers – A Comparative Study on Mixing Unit 

Performance” werden die Ergebnisse detailliert beschrieben und diskutiert. 

 

 

  



FULL PAPER

1804326 (1 of 9) © 2018 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim

www.small-journal.com

3D Printed Microfluidic Mixers—A Comparative Study  
on Mixing Unit Performances

Anton Enders, Ina G. Siller, Katharina Urmann, Michael R. Hoffmann, 

and Janina Bahnemann*

A. Enders, I. G. Siller, Dr. J. Bahnemann
Institute of Technical Chemistry
Leibniz University Hannover
Callinstraße 5, 30167 Hannover, Germany
E-mail: jbahnemann@iftc.uni-hannover.de

Dr. K. Urmann, Prof. M. R. Hoffmann
Department of Environmental Science and Engineering
California Institute of Technology
1200 E. California Blvd., Pasadena, CA 91125, USA

The ORCID identification number(s) for the author(s) of this article 
can be found under https://doi.org/10.1002/smll.201804326.

DOI: 10.1002/smll.201804326

manipulation[8,9] have been reported, dem-
onstrating capabilities, which would be far 
more complex to achieve, using traditional 
techniques.[10]

Despite the various applications demon-
strated, the commercial use of microfluidics 
is still extremely limited.[11] One reason for 
this lack of commercialization is the com-
plex fabrication of the devices.[12] The most 
common manufacturing technique is soft 
lithography, using polydimethylsiloxane 
(PDMS).[13] This technique is easier and 
faster than other fabrication techniques like 
photolithography[2] or micromachining,[14] 
but it still consists of multiple intricate 
steps, which require sophisticated instru-
mentation.[2] First, a master mold needs to 
be manufactured, incorporating the desired 
microfluidic design. PDMS is then cast 
onto the mold and peeled off after curing. 
In case of a 3D structure, this step needs to 
be repeated for each level in the 3D struc-
ture.[15] Finally, to seal the PDMS micro-
fluidic chip, the PDMS has to be attached 

to a substrate (e.g., glass) using plasma bonding.[2] During this 
fabrication process, each iteration in the design during the devel-
opment phase requires a new master mold, which drastically 
increases the iteration time and cost.

With the development of high-definition 3D printing in the 
past years, this technique is emerging as a promising alterna-
tive to traditional manufacturing methods.[11] 3D printing is 
usually highly automated and requires a minimal amount of 
manual labor after printing, to eliminate support structures.[16] 
Compared to soft lithography, 3D printing is much faster, 
lowering the manufacturing time from days to hours for single 
prototypes and even allows for the fabrication of multiple 
devices at the same time. Another advantage is the ease of  
use for modern 3D printers. A 3D computer-aided design 
(CAD) model can be used directly with the printer, eliminating 
the barrier of long training sessions before high production 
quality can be achieved.[17] These advantages do not only lower 
the manufacturing costs of prototype devices, but also cut down 
the iteration time in the development phase, enabling research 
groups to design, print, and investigate microfluidic devices 
without access to advanced microfabrication facilities.[18] Addi-
tionally, the freedom in construction and the low iteration time 
enables faster and easier integration of the printed microfluidic 
chips with existing devices.[19]

One of the basic operations in microfluidic systems for biological and chemical 

applications is the rapid mixing of different fluids. However, flow profiles in 

microfluidic systems are laminar, which means molecular diffusion is the only 

mixing effect. Therefore, mixing structures are crucial to enable more efficient 

mixing in shorter times. Since traditional microfabrication methods remain 

laborious and expensive, 3D printing has emerged as a potential alternative 

for the fabrication of microfluidic devices. In this work, five different passive 

micromixers known from literature are redesigned in comparable dimensions 

and manufactured using high-definition MultiJet 3D printing. Their mixing 

performance is evaluated experimentally, using sodium hydroxide and 

phenolphthalein solutions, and numerically via computational fluid dynamics. 

Both experimental and numerical analysis results show that HC and Tesla-like 

mixers achieve complete mixing after 0.99 s and 0.78 s, respectively, at the 

highest flow rate (Reynolds number (Re) = 37.04). In comparison, Caterpillar 

mixers exhibit a lower mixing rate with complete mixing after 1.46 s and 1.9 s. 

Furthermore, the HC mixer achieves very good mixing performances over all 

flow rates (Re = 3.7 to 37.04), while other mixers show improved mixing only 

at higher flow rates.

Microfluidics

1. Introduction

The outstanding advantages of microfluidics have led to the 
development and application of countless microfluidic systems 
in the fields of chemistry and biology,[1–3] resulting in the pub-
lication of thousands of papers in the last decades. The small 
required sample volumes, low reagent consumption, and 
the highly controlled and reproducible environment, benefit 
various biological applications from nucleic acid and protein 
analysis[4,5] to drug development and drug delivery.[6,7] Addition-
ally, numerous microfluidic systems for cell cultivation and cell 
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Mixing units are an integral part of many microfluidic 
devices, where solutions or reagents need to be mixed rapidly 
and efficiently. Only few mixer designs have been manufac-
tured via different 3D printing technologies. Plevniak et al.[20] 
used stereo lithography (SL) to create a passive 3D micromixer, 
which allows self mixing of reagents with blood for point of care 
diagnostics. Lee et al.[21] report a micromixer with helical blades, 
suitable for mixing high viscosity fluids, fabricated via SL.  
Shallan et al.[22] used an inexpensive SL-printer to rapidly 
fabricate a split-and-recombine mixer to show the potential to 
print clear microfluidic components with inexpensive hardware. 
A combined fabrication approach was reported by Rafeie et al., 
using wax 3D printing to create the master mold and PDMS 
casting to fabricate the final mixer.[23] However, most other 
micromixers were designed and reported before 3D printing 
was advanced enough for microfluidics, and therefore, manu-
factured using vastly different processes. As 3D printing offers 
new capabilities and different characteristics, there is a need to 
reevaluate the performances of mixer designs, when adapted to 
3D printing.

In this work, five different micromixer designs were rescaled 
to similar dimensions with a constant overall length of 20 mm 
and the same dimensions of the main channel leading up to 
the mixing units. This allows for characterization of the mixing 
performance, considering the length of the mixer, in classical 2D 
microfluidic systems. Further comparison of the mixing perfor-
mance by mixer volume allows for a more direct investigation 
of the path length necessary for fluids to be completely mixed. 
Furthermore, the mixer volume might be considered when 
using 3D printing for fully integrated 3D microfluidic systems. 
Mixers were fabricated using multijet printing with biocom-
patible printing material.[24] The performances of the mixers 
were compared with simulations and mixing experiments. 
The mixers were chosen for their high reported efficiency and 
to compare the different mixing mechanisms. The Tesla-like 
mixer uses the redirection of the flow to collide stream lines.[25] 
The Caterpillar mixer utilizes a split-and-recombine technique 
to create multiple fluid layers and therefore shortens the 
distance for particles moving by diffusion.[26,27] The enhanced 
Caterpillar mixer uses a similar design, but adds smaller 
recombination channels, therefore creating a higher velocity 
to collide the previously split streams.[27] The HC mixer splits 
and recombines fluid streams as well, but also uses H-shaped 
channel modules to influence the speed of the flow at different 
positions inside the channel to enhance mixing.[28] Additionally, 
a T-mixer was designed as a reference design with diffusion at 
the center being the only mixing effect.[29] To the best knowl-
edge of the authors, this is the first work to manufacture and 
compare five microfluidic mixers in one study. The motivation 
of this work and future application of the 3D printed mixers is 
the efficient and gentle mixing of CHO-K1 (Chinese hamster 
ovary) suspension cells with DNA and transfection reagents for 
highly efficient and reproducible transient transfection. Passive 
micromixer designs were chosen as transfection efficiency and 
viable cell density were reported to decrease with higher shear 
stress in CHO-S suspension cells[30] and due to the generally 
low stress tolerance of CHO cells. To ensure that the channels 
cannot get blocked by the cells, with an average diameter of 
16–24 µm,[31] the mixer designs were scaled accordingly.

The research community, developing microfluidic systems 
(involving mixing operations), will be able to adduce the results 
of this comparison and the extensive characterization of each 
mixer, to choose a suitable mixer type for their application. 
Additionally, for mixing of cellular systems, especially when 
using mammalian suspension cell lines, this study will provide 
helpful insights and guidelines.

2. Results and Discussion

2.1. Numerical Mixing Simulations

To quantify the mixing performance in the numerical mixing 
simulations, a cut plane was set after each mixer element and 
the following formula was employed:

1
max

η
σ

σ
= −





  (1)

where η is the mixing performance, σ is the standard deviation 
of the concentration of the solute species in the cut plane at a 
given measurement point, and σmax is the standard deviation 
of the concentration at the beginning of the mixer, where the 
fluids are not yet mixed.

Figure 1 shows the mixing performance of each mixer at 
different flow rates. As expected, the mixing performance for 
the T-mixer is by far exceeded by the four designs incorporating 
mixing structures. The mixing performance of the Tesla-like 
mixer strongly depends on the flow speed and thus Reyn-
olds number (Re), with higher flow rates leading to faster and 
more thorough mixing. This can be explained by the mixing 
mechanism involving the collision of the separated fluid 
streams, which has a greater effect with an increased flow rate, 
as reported by Hong et al.[25] The mixing performance of both 
Caterpillar mixers behaves similarly to the Tesla-like mixer. 
This indicates a strong influence of colliding streamlines at the 
recombining parts of the mixers and a weaker effect of forming 
alternating fluid layers to reduce diffusion time. In contrast, the 
HC mixer performs very similar throughout all pump rates, 
which was reported previously.[28] This result points to folding, 
rotation, splitting, and recombination of the streams being the 
main forces of mixing in the HC design, independent from 
the Re number. All four mixers achieve complete mixing at 
the highest flow rate with Re = 37.04. As simulations cannot 
account for the roughness of the printed material and imperfec-
tions in channel structures, which are known to be introduced 
during the printing process,[18] practical mixing experiments 
were performed for validation.

2.2. Experimental Mixing

To experimentally determine the mixing performance of the five 
micromixers, sodium hydroxide (NaOH) and phenolphthalein 
solutions were mixed at five different flow rates. The reaction 
of phenolphthalein and NaOH changes the color of the fluids 
from colorless to red upon mixing. Therefore, the intensity of 
the red color increases with the amount of phenolphthalein and 

Small 2018, 1804326

33



1804326 (3 of 9)

www.advancedsciencenews.com

© 2018 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim

www.small-journal.com

NaOH being mixed.[36] To determine the degree of mixing at a 
given place inside the mixer, normalized intensity was calcu-
lated as follows:[25]

I

N

I

n

n

N

I
I

I

1
ref

max ref

∑
=

−

−

=  (2)

where Ī  is the normalized intensity, In the intensity measured 
at a pixel, and N the total number of pixels of the captured 
image. Īref represents the normalized intensity of the back-
ground, calculated with an image before any mixing occurs 
(96% EtOH only). Imax is the maximum intensity at the same 
place calculated from an image of completely mixed solutions 
pumped through each inlet.

The I ̄ was calculated from the mean of three pictures for 
every flow rate (see Supporting Information). The flow rates 
were set in three different orders (descending, ascending, and 
random) to account for possible influence of the previous flow 
rate before taking the measurement. While the data shown in 
Figure 2 is derived from a single printed device for each mixer 
type, mixers were printed multiple times with small alterations 
for improved handling and no differences in performance were 
observed (data not shown).

Figure 2 shows the I ̄ for all mixers at different measurement 
points inside the mixers. The error bars show the standard 
deviation, which was generally low with the maximum standard 
deviation being 0.11.

As expected, the relative intensities for all four mixer designs 
increase more rapidly than the simple T-mixer setup, indicating 
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Figure 1. Calculated mixing performances from simulation results as a function of the mixer length for each mixer. A) T-mixer, B) Caterpillar mixer, 
C) enhanced Caterpillar mixer, D) Tesla-like mixer, E) HC mixer. Dotted lines only aid visual clarity and do not represent intermediate values.
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a more efficient mixing. The T-mixer reaches a maximum 
relative intensity of 0.204 at the lowest flow rate (corresponding 
to Re = 3.7). The maximum intensity decreases as the flow rate 
increases – as expected – with diffusion being the only force 
leading to the mixing of the two solutions.[29] This can be attrib-
uted to the decreasing thickness of the phase boundary between 
the two streams at increasing flow rates, as governed by the 
transverse diffusion.[32] On the other hand, the Tesla-like mixer 
reaches a relative intensity of 0.97 after 16 mm at the highest 
flow rate, with the degree of mixing decreasing with the flow rate 
similar to the simulation results. The Caterpillar and enhanced 
Caterpillar mixers behave similarly, with the highest intensities 
reached at the highest flow rate. Both mixers are very suscep-
tible to the variation of flow rates, with the maximum inten-
sity being only ≈0.6 at a flow rate of 125 µL min−1 (Re = 9.26) 

instead of >0.95 at 500 µL min−1 (Re = 37.04) at the end of the 
mixers. Again, this suggests the effect of colliding streams at 
the recombining regions having a greater effect on the mixing 
performance than the forming of fluid layers via splitting and 
recombining. The HC mixer reaches the maximum relative 
intensity at the shortest distance (10 mm), compared to the other 
mixers. The HC mixer’s performance seems to be independent 
from the flow rate, which could be observed in the simulations.

To compare the mixing simulations with experimental 
results, data from three different flow rates of the Tesla-like 
mixer were plotted as a function of the mixer length in Figure 3. 
The four other mixers show similar results in this comparison 
(see Figure S2, Supporting Information).

In the first part of the mixer, the deviations of the 
experimental data and the simulation results show greater 
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Figure 2. I ̄ from the mixing experiments as a function of the mixer length. A) T-mixer, B) Caterpillar mixer, C) enhanced Caterpillar mixer, D) Tesla-like mixer, 
E) HC mixer. Error bars show the standard deviation, dotted lines only aid visual clarity and do not represent intermediate values.
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deviations. At higher flow rates, the deviations shrink dra-
matically after a third of the mixer length with the relative 
intensity and the simulated mixing performance showing 
very similar values. At the lowest flow rate (corresponding to 
Re = 3.7), however, the calculated mixing performance stays 
well below the measured relative intensity. The deviations 
at lower Re may be a result of the roughness inside the 3D 
printed microchannels. Multijet printers apply print mate-
rial in one direction in multiple printing lanes layer by layer, 
leading to smoother channels in the printing directions, while 
features perpendicular to the printing direction exhibit coarse 
edges. Rough channel walls disturb the laminar flow and lead 
to mixing.[33] However, the deviations at shorter mixer lengths 
might originate in the influence of the kinetics in the chemical 
reaction between NaOH and phenolphthalein, which could 
lead to a delay between the degree of mixing and the color 
intensity, and could not be considered in the simulation. This 
is supported by the fact that T-mixer experiments show lower 
normalized intensities at higher flow rates than the simulated 
mixing performances, while the mixing performance and 
I ̄ is practically identical at lower flow rates (see Figure S2A, 
Supporting Information).

The different designs and structures of the tested mixers lead 
to different internal volumes, even at the same structure length. 
The internal channel volume represents the actual path length 
for fluids flowing through the mixers. Therefore, to adequately 
compare the mixers to each other, Figure 4 shows I ̄ as a func-
tion of the internal channel volume of the mixer sections.

The comparison reveals that the HC mixer is the only 
design to achieve complete mixing at the lowest Re (Figure 4A). 

The Tesla-like mixer reaches a I ̄ of 0.89 with a high standard 
deviation of 0.08. Both Caterpillar designs behave very similarly 
and reach a maximum relative intensity of 0.71 (Caterpillar 
mixer) and 0.6 (enhanced Caterpillar mixer), respectively. The 
T-mixer is the least effective, as expected, with a maximum 
intensity of 0.21. A similar trend was observed in the simula-
tion results, with the HC mixer reaching a maximum intensity 
of 0.96 at the end of the mixer (15.96 mm3), while the other 
designs behave similarly to the T-mixer.

Generally, a short mixing time is preferred in many 
applications. The residence time inside a mixer decreases 
with an increase of the flow rate. At the highest flow rate of 
500 µL min−1 (Re = 37.04, Figure 4B), the differences in mixing 
performance of the T-mixer and the other mixers become 
more evident. The Tesla-like mixer achieves complete mixing 
after only 7.19 mm3, and the HC mixer after 9.47 mm3. The 
enhanced Caterpillar design shows a faster mixing rate and 
reaches complete mixing after 15.82 mm3, while the original 
Caterpillar mixer reaches a maximum relative intensity of 0.96 
after 17.94 mm3. The T-mixer, however, only shows a maximum 
intensity of 0.069 at the end of the mixer (4.4 mm3). The simu-
lations show similar results with the Tesla-like mixer reaching 
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Figure 3. Ī from mixing experiments (symbols) and simulated mixing 
performance (lines) as a function of the mixer length of the Tesla-like 
mixer.

Figure 4. Ī  as a function of the internal channel volume of the HC mixer, 
Tesla-like mixer, enhanced Caterpillar mixer, and T-mixer. A) At the lowest 
flow rate with Re = 3.7, and B) at the highest flow rate with Re = 37.04.
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complete mixing (mixing performance >0.98) after 7.24 mm3 
and the HC mixer after 11.48 mm3. However, when compared 
by length (see Figure 2), the HC mixer exceeds the mixing 
performance of the Tesla-like mixer with 10.55 mm instead of 
16.51 mm to complete mixing.

Therefore, the fastest mixing was achieved with the Tesla-
like mixer at the highest flow rate (500 µL min−1, Re = 37.04) 
with a complete mixture (relative intensity >0.98) after 0.78 s. 
The HC mixer showed completely mixed solutions after 
0.99 s.

The Tesla-like mixer, based on a 2D design, has the 
advantage of an easier fabrication when using traditional 
manufacturing techniques, like PDMS molding. On the other 
hand, the HC mixer shows very good mixing performance 
over a vast range of Re. As 3D printing is highly automated 
and designed to enable easy fabrication of complex 3D struc-
tures, there is no difference in the fabrication of 2D or 3D 
designs. In subsequent preliminary experiments, CHO-K1 cell 
suspensions (concentrations between 1 × 106 cells mL−1 and 
10 × 106 cells mL−1) were pumped through the HC mixer and 
Tesla-like mixer systems at Re = 9.26 and the cell viability was 
determined using CEDEX AS20 cell counter (Innovatis, Biele-
feld, Germany). The viability after each run remained greater 
than 99% for all samples, indicating that no significant cell 
damage was caused by the mixing structures (see Figure S3, 
Supporting Information). According to simulations, the peak 
wall shear stress was 20.2 dynes cm−2 (Tesla-like mixer) and 
19.7 dynes cm−2 (HC mixer), respectively. Rawat and Gadgil 
reported that shear stresses of up to 220 dynes cm−2 lead to 
slightly lower cell growth, while 2000 dynes cm−2 lead to severe 
cell damage.[30] Additionally, even shear stress of 2 dynes cm−2 
lowered the transfection efficiency,[30] thus shear stress should 
be kept at an absolute minimum to ensure reliable and efficient 

transfection in the target application. Therefore, the HC mixer 
design is most suitable for efficient mixing of CHO-K1 cells 
and other biological applications, which require rapid sample 
mixing at low shear stress.

3. Conclusion

This study presents a comprehensive comparison of four dif-
ferent passive micromixers and a simple T-mixer, regarding 
their mixing performance. The mixing process was simulated 
using COMSOL multiphysics. Additionally, all mixers were 
fabricated using high-definition multijet 3D printing, and 
practical mixing experiments were performed. Unlike prior 
work, this study used similar dimensions for the mixer 
design and the same methods to compare the mixing effi-
ciencies of the micromixers for Re between 3.7 and 37.04.

The results of the mixing experiments and simulations show 
similar results with larger deviations only at lower Re. However, 
the mixer length or volume at which solutions were completely 
mixed were very similar and only vary by a maximum of one 
mixer unit. The results of the mixing experiments are summa-
rized in Tables 1 and 2.

The T-mixer design relies only on diffusion for mixing 
at low Re.[29] This process is slow and its performance 
decreases at higher flow rates, making this design unsuitable 
for mixing applications. The Caterpillar mixer and enhanced 
Caterpillar mixer are very similar in their performance. 
Both designs only achieve a thorough mixing of the solu-
tions at the end of the mixers at the highest flow rates (cor-
responding to Re = 27.78 and 37.04). The Tesla-like mixer 
shows superior mixing performance by far, especially when 
comparing the mixers by their volume. However, the mixing 
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Table 1. Length of each mixer design where a relative intensity >0.95 was reached, which can be considered completely mixed. The lowest value of 
any mixer at the specific Re is highlighted in bold.

Design Re = 37.04 Re = 27.78 Re = 18.52 Re = 9.26 Re = 3.7

Length [mm] Length [mm] Length [mm] Length [mm] Length [mm]

T-mixer – – – – –

Caterpillar mixer 19.78 – – – –

enhanced Caterpillar mixer 22.59 22.59 – – –

Tesla-like mixer 16.56 20.84 – – –

HC mixer 11.44 11.44 14.89 14.89 14.89

Table 2. Internal volume of each mixer design where a relative intensity >0.95 was reached, which can be considered completely mixed. The lowest 
value of any mixer at the specific Re number is highlighted in bold.

Design Re = 37.04 Re = 27.78 Re = 18.52 Re = 9.26 Re = 3.7

Volume [mm3] Volume [mm3] Volume [mm3] Volume [mm3] Volume [mm3]

T-mixer – – – – –

Caterpillar mixer 15.24 – – – –

enhanced Caterpillar mixer 15.77 15.77 – – –

Tesla-like mixer 6.51 8.35 – – –

HC mixer 8.29 8.29 11.22 11.22 11.22
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performance is highly dependent on the flow rate as well. 
On the other hand, the HC mixer shows a reliable mixing 
performance over all flow rates and even has the second 
shortest mixing volume to enable complete mixing at the 
highest flow rate. Additionally, there was no significant cell 
damage observed when pumping CHO-K1 cells through the 
HC and Tesla-like mixers.

In conclusion, the Tesla-like mixer and the HC mixer are the 
best designs to enable rapid mixing in 3D printed microfluidics, 
particularly with regard to biological applications with mamma-
lian suspension cells. Although the resolution of commercially 
available 3D printers often lack the fidelity of traditional PDMS 
moldings, the existing mixer designs show high performance, 
even when scaled to bigger dimensions and fabricated via mul-
tijet printing (MJP) 3D printing.

4. Experimental Section

Mixer Designs: Four different passive mixer designs from literature 
were compared: the Tesla-like mixer,[25] the Caterpillar mixer,[26,27] the 
enhanced Caterpillar mixer,[27] and the HC mixer.[28] Additionally, a 
simple T-mixer was designed. These five passive mixers were rescaled 
to comparable dimensions, in terms of channel width and depth. 
The inlet channel, leading up to the mixer structures was 500 µm wide 
and 400 µm deep. The mixing section was 20 mm long with a variable 
number of mixing units. Figure 5 shows the dimensions of the mixer 
structures and images of the 3D printed devices.

Fabrication of Microfluidic Devices: The microfluidic chips were 
printed using the 3D Systems (Rock Hill, USA) Projet MJP 2500 Plus 
multijet printer. The printer was set to “high definition,” providing a 
layer resolution of 32 µm and a print resolution of 800 × 900 dpi.[34] 
The printing material was VisiJet M2R-CL (3D Systems, Rock Hill, USA), 
which forms a solid polyacrylate upon UV exposure during the printing 
process. The proprietary material contains 3-Hydroxy-2,2-dimethylpropyl 
3-hydroxy-2,2-dimethylpropionate diacrylate, Tricyclodecane 
dimethanol diacrylate, and the polymerization initiator Diphenyl(2,4,6-
trimethylbenzoyl)phosphine oxide. The multijet printing used VisiJet 
M2 Sup support material (hydroxylated wax). After completion of the 
print, the products were cooled at −18 °C for ≈10 min. Subsequently, 
the support material was removed with 3D Systems EasyClean units, 
consisting of a hot water vapor bath and an oil bath with EZRinse-C (3D 
Systems, Rock Hill, USA). The microfluidic channels were first flushed 
with EZRinse-C and then with ethanol (96%, Carl Roth GmbH und 
Co. KG, Karlsruhe, Germany) to dissolve and remove any wax and oil 
residues.

To enhance the visual clarity of the material and to simplify the 
experimental setup with the microscope, the printed chips were glued 
onto microscope slides (Menzel Gläser, Thermo Fisher Scientific, 
Waltham, USA) with Norland optical adhesive 72 (Norland Products, 
Cranbury, USA).

Experimental Setup: For the mixing experiments, two syringe pumps 
(AL-1000, World Precision Instruments, Sarasota, USA) were used to 
pump phenolphthalein solution (1% in 96% ethanol, phenolphthalein 
was a product from Honeywell Specialty Chemicals Seelze GmbH, 
Seelze, Germany) and NaOH solution (0.1 M, NaOH produced by 
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Figure 5. Images of the printed mixer systems and CAD drawings of 
the designs with dimensions in mm. 1a) 3D printed Caterpillar mixer, 
1b) CAD drawing of the repetitive Caterpillar mixer structure, 1c) CAD 
drawing of the Caterpillar design in an isotropic view, 2a) 3D printed 

enhanced Caterpillar mixer, 2b) CAD drawings with the detailed changes 
to the original Caterpillar design, 2c) CAD drawing of the enhanced Cater-
pillar design in an isotropic view, 3a) 3D printed Tesla-like mixer, 3b) CAD 
drawing of the repetitive Tesla-like mixer structures, 3c) isotropic view of 
the Tesla-like mixer design, 4a) 3D printed HC mixer, 4b) CAD drawing 
of the repetitive HC mixer structure, 4c) CAD drawing of the HC mixer 
design in an isotropic view.
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Carl Roth GmbH und Co. KG, Karlsruhe, Germany) in ethanol (96%), 
through one inlet of the chip, respectively. Phenolphthalein is a pH 
indicator, therefore the solutions change their color from transparent 
to red when mixed. This effect was used to determine the mixing 
performance.[35,36]

In order to investigate any effects of the flow rate on the mixing 
performance, five different flow rates were evaluated for each pump: 50, 
125, 250, 375, and 500 µL min−1. The corresponding Re in the channel 
leading up to the mixing structures were 3.7, 9.26, 18.52, 27.78, and 
37.04, and was calculated as follows:

ρ

η
=

⋅ ⋅
Re

u DH
 (3)

=

⋅4
D

A
UH  (4)

In Equation (3), ρ is the fluid density, u is the area-averaged velocity, 
η is the dynamic velocity, and DH the hydraulic diameter, calculated 
using Equation (4) with the area of the cross-section of a channel A and 
the circumference U.

The mixing patterns were imaged using an inverted microscope 
(Olympus IX-50, Olympus Corporation, Tokyo, Japan) at four 
times magnification with a CCD camera (Olympus SC30, Olympus 
Corporation, Tokyo, Japan). To determine the mixing performance, 
pictures were taken in grayscale and the mean intensity of each pixel 
inside the channel-portion of the image was determined. More details 
on the raw data analysis can be found in Figure S1 and Table S1 in the 
Supporting Information. The experimental setup is shown in Figure 6.

To connect the microfluidic devices to syringes, a Dolomite 4-way 
microfluidic connector and 4 mm top interface (purchased from The 
Dolomite Center Ltd., Royston, United Kingdom) was used with PTFE 
tubing (Bohlender GmbH, Grünsfeld, Germany; inner diameter of 
1 mm, outer diameter of 2 mm) and female-to-male Luer assy as well 
as flangeless fittings (both products by IDEX Health and Science LLC, 
Middleboro, USA).

Setup of the Numerical Mixing Simulations: Mixing simulations 
were performed with COMSOL Multiphysics 5.2a (COMSOL Inc., 
Stockholm, Sweden) to compare the mixing performance of the 
five mixer designs. The fluid was assumed to be water, so the 
density was set to 1 g cm−3 and the dynamic viscosity was set to 
1000 × 106 kg m−1 s−1.[36] Steady, laminar flow was selected, with the 
inflow rates set to 50, 125, 250, 375, and 500 µL min−1, respectively. 
Channel wall settings were set to “no slip” condition. Simulation runs 
with the different flow rates were performed for each mixer, analog 

to the practical experiments. The concentration of 
the solute species was set to 0 mol m−3 at one 
inlet and to 1 mol m−3 at the second inlet. The 
diffusion coefficient of the solute species was set 
to 109 m2 s−1, which is a typical liquid diffusion 
constant.[36] To suppress numerical diffusion, 
the discretization of the concentration was set to 
cubic[37] and the crosswind diffusion type for free 
flow was set to Codina.[38,39]

The following partial differential equations were 
solved using COMSOL 5.2a:

ρ µ( )( ) ( )⋅∇ = ∇ ⋅ − + ∇ + ∇



 +u u I u u Fp

T
 (5)

ρ ( )∇ ⋅ =u 0  (6)

( )∇ ⋅ − ∇ + ⋅ ∇ =uD c c Ri i i i  (7)

= − ∇ +N ui D c ci i i  (8)

where ρ is the fluid density, u is the velocity vector, p is the pressure, µ is 
the dynamic viscosity, T is the temperature, F is the volume force vector, 
D is the diffusion coefficient, c is the concentration, R is a reaction rate 
expression for the species, and N is the flux vector.

Supporting Information

Supporting Information is available from the Wiley Online Library or 
from the author.
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1. Color intensity measurement and calculation 

 

 
Figure S1: Schematic of the color intensity measurement and calculation of the relative 

intensity. 

Microscope images of different mixer sections were taken to quantify the mixing performance. 

The images were cropped to the channel width and the mean color intensity was calculated 
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from the histogram using GIMP (GNU Image Manipulation Program 2.8.22, The GIMP-

Team). To calculate the relative intensity, the minimum and maximum intensity were 

determined by pumping only ethanol (minimum intensity) and externally mixed solutions 

(maximum intensity) through the system and taking microscope images of the same mixer 

sections. Every flow rate was imaged three times at every measurement location. The flow 

rates were set in three different orders (descending, ascending and random) to account for 

possible influence of the previous flow rate before taking the measurement. Table S1 shows 

sample values of the HC mixer after the third mixer unit.  
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Table S1: Determined intensity values for the calculation of the relative intensity ࡵത  at 

different Re from one measurement location in the HC mixer. 

 

ܫ ௡௢௥௠௔௟௜௭௘ௗܫ ௜௡௩௘௥௧௘ௗܫ ௠௘௔௡ܫ ҧ 
Ethanol 181,07 73,93 0 0 

Re = 37.04 66,73 188,27 114,33 0,99 

Re = 27.78 66,37 188,63 114,7 0,99 

Re = 18.52 72,43 182,57 108,63 0,94 

Re = 9.26 74,27 180,73 106,8 0,92 

Re = 3.7 69,93 185,07 111,13 0,96 

Externally mixed 65,13 189,87 115,93 1 

 

The mean intensity was determined from three cropped microscope images for every flow rate. 

The values were inverted using Equation S1. ܫ௜௡௩௘௥௧௘ௗ ൌ ʹͷͷ െ ௜௡௩௘௥௧௘ௗܫ ௠௘௔௡         (S1)ܫ  was normalized using Equation S2 to account for the background of the mixer 

channels. ܫ௡௢௥௠௔௟௜௭௘ௗ ൌ ௜௡௩௘௥௧௘ௗܫ െ  ௜௡௩௘௥௧௘ௗǡ ௘௧௛௔௡௢௟        (S2)ܫ

The relative intensity ܫ ҧ was calculated using Equation S3. ܫ ҧ ൌ ூ೙೚ೝ೘ೌ೗೔೥೐೏ூ೙೚ೝ೘ೌ೗೔೥೐೏ǡ ೐ೣ೟೐ೝ೙ೌ೗೗೤ ೘೔ೣ೐೏         (S3)  
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2. Comparison of simulations and experimental data 

 

 
Figure S2: Comparison of simulated mixing performance (lines) and normalized intensity 

(dots) at different Re. A: T-mixer, B: Caterpillar mixer, C: enhanced Caterpillar mixer, D: 

Tesla-like mixer, E: HC mixer. 
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Figure S2 shows additional graphs for the comparison of simulations and experimental 

results. As discussed in the paper, the simulations and experimental results generally show 

similar results with greater deviations in the first third of the mixer length. The T-mixer shows 

very similar normalized intensity and mixing performance at all flow rates. The channels of 

the T-mixer chip are probably very smooth with no turns or round corners in the mixer itself. 

The small deviations at higher flow rates might originate from the missing chemical reaction 

simulation of sodium hydroxide (NaOH) with phenolphthalein, which could lead to a delay 

between the degree of mixing and the color intensity. The Caterpillar mixer, enhanced 

Caterpillar mixer, HC mixer and Tesla-like mixer all show better alignment of experimental 

and simulated results at higher Re with greater deviations at lower Re and at lower mixer 

lengths.  Therefore, data for the Tesla-like mixer was discussed in the paper representatively.  

 

3. Shear stress influence on cell viability and concentration 

In additional experiments, CHO-K1 cells were cultivated in CHOMACS CD Medium 

(Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach, Germany) and pumped through the HC mixer and 

Tesla-like mixer systems at Re = 9.26. Cell viability was determined using CEDEX AS20 cell 

counter. The viability of the cells, directly after passing through the mixers (and a control with 

no mixing), is shown in Figure S3.  
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Figure S3: Cell viability after pumping the cells through the Tesla-like mixer (turquoise), HC 

mixer (blue) and without pumping the cells (Control, red). The cell concentrations tested were 

1 · 10
6
, 7 ·  10

6
 and 10 · 10

6
 cells ·  mL

-1
. 

As discussed in the study, the cell viability was not significantly affected by passing the cells 

through the mixers at any tested concentration (Figure S3).  
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4.2  3D-gedruckter mikrofluidischer Spiralseparator zur kontinuierlichen, 

pulsationsfreien und kontrollierbaren Zellrückhaltung von CHO-Zellen 

Die Separation der Zellen vom Transfektionsreagenz nach einer bestimmten Inkubationszeit kann 

potenziell zu einer verbesserten Viabilität der transfizierten Zellen führen. Hierdurch könnte wiederum 

die Proteinproduktion positiv beeinflusst werden. Für die Entwicklung des mikrofluidischen 

Transfektionssystems wurde daher die Separation von Zellen mit einem Spiralseparator untersucht. 

Zusätzlich zu der Anwendung im Transfektionssystem kann ein Separator bei Kultivierungen in 

Bioreaktoren als Zellrückhaltesystem eingesetzt werden. Dies eröffnet die Möglichkeit einer 

Perfusionskultivierung, bei der einem Rührkesselreaktor durchgängig neues Medium zugeführt und 

altes, verbrauchtes Medium entnommen wird. Statt die Zellen ebenfalls aus dem Reaktor 

herauszupumpen, werden diese mit einem Separator vom alten Medium abgetrennt und in den Reaktor 

zurückgeführt.  

Die Entwicklung des mikrofluidischen Spiralseparators wurde in der peer-reviewed Fachzeitschrift 

Micromachines veröffentlicht. In Abbildung 7 ist eine graphische Kurzzusammenfassung der 

Veröffentlichung dargestellt. 

 

Abbildung 7: Graphische Kurzzusammenfassung der Veröffentlichung. A: Versuchsaufbau des Spiralseparators mit 

Pulsationsdämpfern als Zellrückhaltesystem. B: 3D-gedrucktes System mit Pulsationsdämpfern (rechts und links) und 

Spiralseparator (Mitte). C: Untersuchung der Fokussierung im Spiralseparator mittels Fluoreszenzpartikeln. 
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In dieser Studie wurde ein Zellrückhaltesystem entwickelt, das durch den Einsatz von zwei Pumpen die 

Kontrolle der Zellrückhaltung ermöglicht. Durch die Integration von 3D-gedruckten 

Pulsationsdämpfern kann das System mit Peristaltikpumpen kontinuierlich betrieben werden. Hierfür 

wurde zunächst eine Separationsspirale erstellt und mit Fluoreszenzpartikeln und CHO-K1 Zellen bei 

unterschiedlichen Zellkonzentrationen (5 · 106 bis 20 · 106 Zellen pro mL) und Eingangsflussraten 

bezüglich der Separationseffizienz getestet. Dabei zeigte sich, dass bei höheren Flussraten und 

geringeren Zellkonzentrationen eine sehr hohe Separationseffizienz erzielt werden konnte. Durch die 

Veränderung der Flussraten am Spiralausgang, welche durch den Anschluss einer zweiten Pumpe 

ermöglicht wurde, konnte die Effizienz zusätzlich beeinflusst werden. Dadurch war selbst bei einer 

Konzentration von 20 · 106 Zellen pro mL eine Zellrückhaltung von 95 % der Zellen möglich. Durch die 

Bestimmung der Zellverlustrate (in Zellen pro min) kann ein direkter Vergleich mit der 

Zellwachstumsrate im Bioreaktor erfolgen und so eine Kontrolle der Zellkonzentration ermöglicht 

werden. 

Zusätzlich zur Separationsspirale wurden Pulsationspuffer entwickelt und charakterisiert. Es wurde 

demonstriert, dass die durch Peristaltikpumpen hervorgerufene Pulsation der Fließgeschwindigkeit 

durch die Puffer stark gedämpft werden konnte, um die zuverlässige Separation in der Spirale zu 

gewährleisten. 

Die Ergebnisse werden im nachfolgenden Artikel „3D Printed Microfluidic Spiral Separation Device 

for Continuous, Pulsation-Free and Controllable CHO Cell Retention“ detailliert ausgeführt und 

diskutiert. 
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Abstract: The development of continuous bioprocesses—which require cell retention systems in order

to enable longer cultivation durations—is a primary focus in the field of modern process development.

The flow environment of microfluidic systems enables the granular manipulation of particles (to

allow for greater focusing in specific channel regions), which in turn facilitates the development of

small continuous cell separation systems. However, previously published systems did not allow for

separation control. Additionally, the focusing effect of these systems requires constant, pulsation-free

flow for optimal operation, which cannot be achieved using ordinary peristaltic pumps. As described

in this paper, a 3D printed cell separation spiral for CHO-K1 (Chinese hamster ovary) cells was

developed and evaluated optically and with cell experiments. It demonstrated a high separation

efficiency of over 95% at up to 20 × 106 cells mL−1. Control over inlet and outlet flow rates allowed

the operator to adjust the separation efficiency of the device while in use—thereby enabling fine

control over cell concentration in the attached bioreactors. In addition, miniaturized 3D printed

buffer devices were developed that can be easily attached directly to the separation unit for usage

with peristaltic pumps while simultaneously almost eradicating pump pulsations. These custom

pulsation dampeners were closely integrated with the separator spiral lowering the overall dead

volume of the system. The entire device can be flexibly connected directly to bioreactors, allowing

continuous, pulsation-free cell retention and process operation.

Keywords: microfluidics; 3D printing; inertial microfluidics; continuous cultivation; cell retention;

CHO cells

1. Introduction

Microfluidic systems in biology and biochemistry are often focused on combining
several lab procedures into a single system, thereby creating a so-called lab-on-a-chip [1–3].
Significant attention has recently been given to adherent cell cultivation on microfluidic
systems in the field of organ-on-a-chip, with the aim of furthering technological advances
for medical testing and research [4–7]. The unique physical environment that is created
inside microfluidic channels allows for a high degree of fluid control and facilitates inter-
esting and frequently useful particle−fluid interactions—which can then be exploited for
cell handling purposes. These interactions define the field of inertial microfluidics, which
focuses on identifying and refining channel shapes and structures that transfer, mix, focus,
and/or separate particles within microfluidic systems [8].

At certain flow rates, the flow inside the microfluidic channels is considered laminar
(Reynolds number Re << 2000), but the flow field still falls somewhere between the Stoke
state and turbulent flow. Under these circumstances, particles in motion inside a confined
channel experience numerous lift and drag forces [9]. The convergent interactions of these
forces result in a small number of equilibrium positions where particles tend to converge
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even within a straight channel—and the location of these equilibrium positions can be
manipulated by changing (i.e., curving) the channel shape. These dynamics can then be
exploited to finely sort or separate particles. Nawaz et al. [10] have designed a simple U-
shaped channel in their hydrodynamic focusing device to achieve sub-micrometer precision
in flow cytometry applications. Di Carlo et al. [11] have similarly used a sinusoidal (“snake-
like”) channel to observe the self-ordering of particles and whole-blood cells inside the
channel. To date, however, the most popular shape is the spiral channel—due in large part
to its compact shape and stable flow field [9]. To cite one recent example, Warkiani et al. [12]
successfully isolated circulating tumor cells from whole blood using a spiral microchannel,
achieving a recovery rate of over 85%. In another example, Lee et al. used a spiral channel
for cell cycle synchronization of human mesenchymal stem cells [13], demonstrating that
an even more intricate form of sorting was possible using inertial microfluidics. Finally, in
combination with the exploitation of dielectric properties, Wang et al. [14] have recently
used a separation spiral to separate three different common microalgae cell types.

While most existing industrial bioprocesses are run in the fed-batch mode today, there
are tremendous incentives to employ another cultivation strategy for new bioprocesses:
continuous cultivation [15]. In a typical fed-batch process, cells grow and produce the
protein until a maximum cell concentration is reached. Then the cellular death phase sets in,
as the concentration first plateaus and then starts to actively decrease. Typically, the reactor
is then harvested, and protein purification begins. With continuous cultivation, however,
the cells stay inside the bioreactor and fresh medium is simply pumped in while the old
medium is pumped out. As a result, using this method, the product expressed by the cells
can be continuously harvested from the bioreactor [15,16]. Continuous bioprocesses thus
offer the tantalizing promise of increased production flexibility and scaling, higher product
quality, and lower overall cost of production when compared to fed-batch cultivations [16].

One of the primary advantages of using inertial microfluidics for cell sorting or
separation is the inherent ability to facilitate precisely this sort of continuous operation
while also reducing shear stresses [17]. Kwon et al. have demonstrated the usefulness of a
spiral channel device for cell retention in CHO (Chinese hamster ovary) cultivation [18].
Their system boasted not only a high recovery rate, but also improved relative reliability
(which is crucial for continuous use) when compared with other cell retention devices such
as filter membranes.

Inertial focusing devices with multiple outlets usually operate with a fixed outlet
flow rate ratio. Kwon et al. used different tubes at both outlets to manipulate fluidic
resistance [18], therefore achieving an inner outlet (retentate outlet) flow rate up to 4.5 times
higher than the outer outlet flow rate (permeate). However, this ratio cannot be changed
during the operation of the separation device. This led to a change of flow rates at both
outlets when changing the inlet flow rate—and this inflexibility prohibited the operator
from regulating separation efficiency without changing the outlet flow rate, and vice versa.

In this paper, we describe a 3D printed microfluidic focusing device which can be
used in both perfusion and chemostat CHO cell cultivation, wherein medium and product
cells are taken continuously from the reactor in order to keep the growing cells at a given
concentration. In contrast to other separation devices, by controlling the inlet and outlet
flow rate with pumps, this device gives the user granular control over the number of
cells taken out of the reactor—which makes it suitable for more dynamic process control
and process development. To facilitate easier continuous use with peristaltic pumps, we
also describe 3D printed buffer devices which minimize the pulsations created by the
pump, and can be easily integrated with the separation spiral, leading to small system
volume. The design presented here includes threaded ports commonly used in HPLC
(high-performance liquid chromatography) applications, which create a secure connection
with well-known, off-the-shelf parts. Additionally, the 3D printed designs can also be
easily changed in CAD (computer-aided design) software or integrated into other systems
to adapt to new processes.
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2. Materials and Methods

2.1. Fabrication of Microfluidic Devices

All CAD models were designed in Solidworks 2020 (Dassault Systèmes, Vélizy-
Villacoublay, France), and then 3D printed using the Projet 2500 plus MultiJet 3D printer
(3D Systems, Rock Hill, SC, USA). The printer has a resolution of 800 × 900 DPI in x and
y directions and a layer height (z direction) of 32 µm. The surface roughness (arithmetic
average of roughness) of the printed parts were 9, 9 and 2 µm (xyz) [19]. The printing
material used was M2S-HT90 (3D Systems), which forms solid polyacrylate after being
exposed to UV rays during the printing process. The support material used was M2-SUP
(3D Systems). After completion of the print, the parts were cooled at −18 ◦C in a freezer
for approximately 10 min, and then separated from the print platform. The printed parts
were then placed in a hot water vapor bath (to melt the wax-like support material) for
approximately 20 min. Afterwards, the parts were placed in a heated oil bath (paraffin oil at
65 ◦C), and the channels were then flushed with warm oil and submerged in an ultrasonic
bath with paraffin oil in order to dissolve any remaining residual support material. Finally,
any potential lingering oil residues were removed using warm soap water (Fairy Ultra
detergent, Procter & Gamble, Cincinnati, OH, USA) in yet another ultrasonic bath.

2.2. Separation Device Design

The separation spiral was developed using design guidelines and the design equation
articulated by Di Carlo [8] to facilitate focusing of 18 µm particles (or cells) at a flow rate
of 1000 µL min−1 (see Equation (1)). Additionally, the height of the spiral channel was
200 µm, since prior experiments have demonstrated that this size can be reliably produced
using the 3D printer [19,20].

L f =
πµH2

ρUma2 fL
(1)

L f is the channel length required for focusing to equilibrium positions, µ is the
viscosity of the fluid (water; 0.001 kg M−1 s−1), H is the long side of the channel (600 µm
width), ρ is the fluid density (1000 Kg m−3), Um is the maximum velocity (0.19375 m s−1,
calculated with a flow rate of 930 µL min−1 in a 200 µm by 600 µm channel multiplied by
1.5 to estimate the maximum velocity in the channel center [8]), a is the diameter of the
particles or cells (18 µm [21]), and fL is the lift factor (0.04 estimate from Di Carlo [8]) [8].
The calculated separation channel is 450 mm long, 200 µm deep, and 600 µm wide. Figure 1
shows the resulting CAD (computer aided design) model of the separation spiral developed
to focus CHO-K1 cells while offering control over the separation efficiency due to a second
pump connected to one spiral outlet.

For initial experiments using fluorescent particles, the spiral channel used was 830 mm
long, in order to compensate for foreseeable disturbances due to surface roughness. Rough
edges on the channel wall could lead to disturbances of the laminar flow, therefore pushing
the particles away from the equilibrium position. For the cell experiments, a length of
372 mm was chosen, based on the results obtained in previous experiments. A second
outlet was also added to the design (see Figure 1) in order to allow for different flow rates
and the separation of cells, thereby creating two outlets with a width of 300 µm each. In
experiments with pulsation buffers, a second inlet was added 1.7 mm in front of the end of
the spiral; this inlet was used to add ink solution to the stream, in order to facilitate easier
and more accurate observation of flow pulsations.

2.3. Buffer Device Design

Two different buffer devices were designed to eliminate flow pulsation by the peri-
staltic pumps. These devices were based on a buffer design idea generated by Kang et al.,
wherein needles were inserted into plastic syringes to act as pulsation buffers and bubble
traps [22]. This buffer design was modified to be more compact and integrated, with added
PTFE tube connectors for more rigid connections. The inlet pump (Ismatec REGLO Digital,
Cole-Palmer GmbH, Wertheim, Germany) was connected to a smaller 1 mL buffer device,
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while the outlet pump was connected to a larger 5 mL buffer device. The buffer devices
were glued to the separator device using acrylate glue (UHU Sekundenkleber, Bolton
Adhesives, Rotterdam, Netherlands).

 

−

Figure 1. CAD drawing of the spiral separator. (A1) Separator design used for cell retention testing

(A2) side view of the design. Dolomite Microfluidic Connector (Dolomite Microfluidics, UK) on the

left, slip-on luer connector for syringes on the right, sample collection port on the bottom. (B) Cut

view of the spiral channel with a height of 200 µm and width of 600 µm. (C) Top view of the split at

the end of the spiral channel into two 300 µm wide outlet channels.

2.4. Experimental Setup

In a first experiment, fluorescent particles with a size similar to CHO cells (CHO
cell size approximately 18 µm [21], Fluoresbrite YG Microspheres 20.0 µm; Polysciences,
Warrington, PA, USA) were pumped through the spiral separator using a syringe pump
(AL-1000, World Precision Instruments, Sarasota, FL, USA) at 1000 µL min−1. Four different
concentrations were used: 0.5, 1, 2, and 5.56 (stock concentration) × 106 particles per
mL. The flow was evaluated microscopically (Olympus IX-50, Olympus Corporation,
Tokyo, Japan).

To evaluate the performance of the separator that was designed to isolate CHO cells,
four different cell concentrations (CHO-K1) were tested: 5, 10, 15, and 20 × 106 cells
per milliliter. Additionally, four different inlet flow rates were also tested to determine
separation efficiency at different flow rates: 500, 700, 1000, and 1300 µL min−1. Another
factor that influences separation efficiency is the outlet ratio—and so to test relative outlet
ratios, a syringe pump was connected to one outlet drawing with a set flow rate and eight
different outlet ratios were deployed with each inlet flow rate. The syringe pump connected
to the inlet was placed upright above a magnetic stirrer, with a stir bar placed inside the
syringe to keep the cell solution homogenized during the experiment. The second syringe
pump was connected directly to the separation spiral outlet. After each change in outlet
flow rate, 250 µL of cell suspension were discarded before collecting the sample to allow
the flow inside the spiral to stabilize.

2.5. CHO Cell Cultivation and Preparation

CHO-K1 cells were cultivated in CHO-TF cell culture medium (Xell AG, Nordrhein-
Westfalen, Germany) in 125 mL, 250 mL, or 500 mL baffled Erlenmeyer shake flasks with
vent caps (Fisher Scientific GmbH, Schwerte, Germany) at 37 ◦C and 5% CO2 in humidified
atmosphere on a shaker (MaxQ CO2 Plus, Thermo Fisher Scientific Inc., Bartlesville, OK,
USA) at 120 rpm. Each passage was started with a concentration of 0.4 × 106 cells mL−1,
and cells were harvested at a concentration of 10 × 106 cells mL−1. If needed, the cells
were first centrifuged and then resuspended to achieve higher concentrations. Following
resuspension, the cells were shaken gently at 120 rpm in 50 mL reaction tubes (Fisher
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Scientific GmbH, Germany) for 1 h, in order to disperse any cell aggregates that might have
coalesced before the experiment began.

3. Results and Discussion

3.1. Inertial Focusing Using the Spiral Separator

To provide direct insight into the focusing mechanics of the spiral separator, fluorescent
particles were pumped through the 3D printed device—at different flow rates, and in
different concentrations—using a syringe pump. The flow of particles was observed
under a fluorescence microscope at the design flow rate of 1000 µL min−1 (see Figure 2).
The spiral channel used in this experiment (see Figure 2A) was elongated to 830 mm in
order to compensate for foreseeable eventual negative effects arising from the irregular
print surfaces increasing the focusing distance. Figure 2B shows a microscopic image
of 0.5 × 106 particles per mL. To determine the position of the focused particle stream
inside the channel, the fluorescence images were analyzed using ImageJ by determining
the width of the channel and the width of the fluorescent stream. The number of bright
pixels (higher than the brightness threshold of 71) along a vertical line was taken as the
stream width. A graphical representation of the analysis is shown in the Supplementary
Information (Figure S1). Figure 2C shows the printed separation spiral and Figure 2D
the relative width of the particle stream inside the channel at each winding for the four
different particle concentrations.

 

Figure 2. (A) Top view of the CAD drawing of the separator spiral. (B) Image of the fluorescent

particle flow in the red region of A. Channel walls were highlighted with white dotted lines. Numbers

on the right represent the number of the spiral winding. (C) Photo of the 3D printed spiral separator

with microfluidic connector attachment points on the inlet and outlet. (D) Relative width of the

fluorescent particle flow in relation to the channel width after each winding of the spiral at particle

concentrations of 0.5, 1, 2 and 5.56 × 106 particles per mL.
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The particles initially flowed across the whole width of the channel (100%) at the
spiral inlet, but they were observed to quickly focus near the inner channel wall. Lower
particle concentrations of 0.5 and 1 × 106 particles per mL revealed a sharper focused
stream, with a relative width of 31 and 35% at the third winding, respectively. Higher
concentrations of 2 and 5.5 × 106 particles per mL resulted in broader streams, followed
by a subsequent focusing with the smallest width of 50–60% after seven windings. Since
the position of the particle flow did not change significantly after the seventh winding
(372 mm channel length) of the spiral channel and the back pressure increases with the
channel length, subsequent experiments were conducted using a shorter channel length
of 372 mm. Since the fluorescent particles used in this experiment do not represent the
different sizes of CHO cells expected in a real cultivation, where the cell size changes
depending on the growth phase of the cell, the results are only a first proof of concept. The
separation efficiency of the device has to be evaluated using real cells.

3.2. Focusing of CHO-K1 Cells

To evaluate the performance of the spiral separator, CHO-K1 cell solutions with four
different concentrations were pumped through the separation device using a syringe
pump. To manipulate the flow ratio of both outlet channels at the end of the spiral to
control the separation efficiency, a second syringe pump was also deployed to withdraw
from the inner outlet at eight different flow rates per inlet flow rate. The samples were
taken from the outer outlet by collecting the droplets using a 1.5 mL collection tube.
Subsequently, the cell concentration was analyzed using CEDEX HiRes. Figure 3 illustrates
the experimental setup.

 

Figure 3. Schematic of the experimental setup to evaluate the separator performance. The inlet
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Figure 3. Schematic of the experimental setup to evaluate the separator performance. The inlet

syringe pump is placed upright above a magnetic stirrer and a magnetic stir bar is placed inside the

syringe to mix the cell solution during the experiment.

The cell concentration was multiplied by the flow rate to determine the cell loss rate,
i.e., the number of cells being pumped out of the outer outlet per minute. This can be
compared to a cell growth rate when the system is used with a bioreactor, in order to control
the cell concentration inside the reactor. Additionally, the efficiency of the separation device
was calculated by dividing the cell loss rate by the theoretical cell loss rate at the outlet
flow rate without any separation effects (see Equation (2)).

e f f iciency (%) = 100 −

(

cell loss rate

OO Flow Rate × input cell conc.

)

(2)

where OO Flow Rate is the flow rate at the outer outlet and input cell conc. is the cell
concentration pumped into the separation device.
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Figure 4 shows the cell loss rate and the efficiency of three biological replications as
a function of the outer outlet flow rate at different input flow rates for four different cell
concentrations.

At the concentration of 5 × 106 cells mL−1 (see Figure 4(A1,A2)), all inlet flow rates
depicted a hockey stick curve. While at the lowest outer outlet flow rates (OOFR) cell loss
rates were minimal, the cell loss rate increased at an outlet flow rate approximately half
the inlet flow rate (0.14 × 106 cells min−1 at 250 µL min−1 OOFR at 500 µL min−1 inlet
flow rate; 0.15 × 106 cells min−1 at 350 µL min−1 OOFR at 700 µL min−1 inlet flow rate;
0.06 × 106 cells min−1 at 500 µL min−1 OOFR at 1000 µL min−1 inlet flow rate; 0.08 × 106

cells min−1 at 650 µL min−1 OOFR at 1300 µL min−1 inlet flow rate). Consequently, the
efficiency of the separator declined at higher OOFRs, with efficiencies well over the 95%
observed at low OOFRs of 100–200 µL min−1, but dropping to 77% at an inlet flow rate of
500 µL min−1 at OOFR of 400 µL min−1. Higher inlet flow rates showed higher separation
efficiencies even at greater OOFRs, with 87% efficiency at an OOFR of 1040 µL min−1.
Lower retention efficiencies led to greater standard deviations, with a maximum of 7.08%
at an OOFR of 560 µL min−1 at an inlet flow rate of 700 µL min−1. Similarly, the standard
deviation of the cell loss rate increased with higher cell loss rates.

At a cell concentration of 10 × 106 cells mL−1 (see Figure 4(B1,B2)), the cell loss rate
increased at lower outlet flow ratios and a stronger dependency of the inlet flow rate was
observed. At an inlet flow rate of 500 µL min−1, the lowest cell loss rate of 0.32 × 106

cells/min was at 50 µL min−1 OOFR. The cell loss rate then increased almost linearly with
a higher OOFR to 3.07 × 106 cells min−1 at 400 µL min−1. The increase of cell loss rate
was similar at 700 µL min−1 inlet flow rate. However, at the 1000 µL min−1 inlet flow rate,
the increase of the cell loss rate with OOFR was more nearly exponential—much like the
increase at a cell concentration of 5 × 106 mL−1 with a loss rate of 0.4 × 106 cells mL−1 at
OOFR of 400 µL min−1. Similar results were also observed with the 1300 µL min−1 inlet
flow rate. Consequently, the separation efficiency at lower inlet flow rates was significantly
lower at 10 × 106 cells mL−1. However, at higher OOFRs, the efficiency dropped to 50%
at both inlet flow rates of 500 and 700 µL min−1. Higher input flow rates also provided
higher separation efficiencies at relatively high OOFRs, again like the separation efficiency
at 5 × 106 cells mL−1. The standard deviations of the cell loss rate increased to a maximum
of 1.3 × 106 cells min−1 at an inlet flow rate of 1300 µL min−1 with the cell loss rate, while
the standard deviation of the efficiency was generally greater (maximum of 18%) than the
deviations at an input cell concentration of 5 × 106 cells mL−1.

At a cell concentration of 15 × 106 cells mL−1 (see Figure 4(C1,C2)), the effectiveness
of the separation device at lower input flow rates decreased at lower OOFRs. The cell loss
rates at input flow rates of 500 and 700 µL min−1 grew almost linearly with the OOFR. At
both the 500 and 700 µL min−1 input flow rate, the effectiveness reached 0% and below
0% at the highest OOFRs. The negative effectiveness could potentially be explained by
cells being repelled from the inner channel wall into the middle of the channel, therefore
increasing the concentration at higher OOFRs, while the calculated theoretical cell loss
rate assumed an even cell distribution in the channel. Higher input flow rates resulted in
higher effectiveness at lower OOFRs, but also resulted in greater decreases in effectiveness
at OOFR over 500 µL min−1. The standard deviation of the cell loss rate increased slightly
with the cell loss rate to a maximum of 1.79 × 106 cells min−1 at an inlet flow rate of 1000
µL min−1. The greatest standard deviation of the separation efficiency was 15%, while the
largest deviation of the cell loss rate was 1.8 × 106 cells min−1.
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Figure 4. Cell loss rate and efficiency of the cell retention device at four different cell concentrations.

Blue markers: inlet flow rate of 500 µL min−1; orange markers: 700 µL min−1; grey markers:

1000 µL min−1; yellow markers: 1300 µL min−1. Error bars represent the standard deviation of three
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biological replications. (A1) Cell loss rate (× 106 cells min−1) as a function of the outer outlet flow rate

(OOFR; mL min−1) at different inlet flow rates with an inlet cell concentration of 5× 106 cells mL−1.

(A2) Separation efficiency as a function of the OOFR at different inlet flow rates with an inlet cell

concentration of 5 × 106 cells mL−1. (B1) Cell loss rate (× 106 cells min−1) as a function of the OOFR

at different inlet flow rates with an inlet cell concentration of 10 × 106 cells mL−1. (B2) Separation

efficiency as a function of the OOFR at different inlet flow rates with an inlet cell concentration of

10 × 106 cells mL−1. (C1) Cell loss rate (× 106 cells min−1) as a function of the OOFR at different

inlet flow rates with an inlet cell concentration of 15 × 106 cells mL−1. (C2) Separation efficiency as a

function of the OOFR at different inlet flow rates with an inlet cell concentration of 15 × 106 cells

mL−1. (D1) Cell loss rate (× 106 cells min−1) as a function of the OOFR at different inlet flow rates

with an inlet cell concentration of 20 × 106 cells mL−1. (D2) Separation efficiency as a function of the

OOFR at different inlet flow rates with an inlet cell concentration of 20 × 106 cells mL−1.

At a concentration of 20 × 106 cells mL−1 (see Figure 4(D1,D2)) the cell loss rate almost
increased linearly at lower input flow rates, but the increase was also steeper at higher
input flow rates. The efficiency of the separation device dropped at lower OOFRs. At
500 µL min−1 input flow rate, the highest efficiency was 60% at 50 µL min−1 OOFR and
dropped to just 5% at 250 µL min−1 OOFR. This resulted in the cell loss rate rising linearly
with OOFR at 500 µL min−1. Higher input flow rates showed a similar drop in efficiency
as at 15 × 106 cells min−1. Only at 1300 µL min−1 input flow rate was the efficiency still
over 95% at an outlet flow rate of 260 µL min−1, which was also visible in the exponential
increase of the cell loss rate with higher OOFR. Standard deviations were generally lower
than at other inlet flow rates, with a maximum deviation of the efficiency of 18.5%.

In conclusion, the separation efficiency of the separator device could demonstrably be
controlled by manipulating the inlet and/or outlet flow rate. This enabled the device to
either be operated in a most effective state with almost complete cell retention (over 95% at
20 × 106 cells min−1), or set to achieve a specific cell loss rate in order to facilitate steady cell
concentrations within the bioreactor. However, the standard deviations of the biological
replications were generally much greater than the instrument error (5%) of the CEDEX.
HiRes. Therefore, when using this system for cell concentration control in a bioreactor, the
cell concentration has to be monitored to adjust the inlet and outlet flow rate to achieve the
desired retention efficiency, especially when a higher cell loss rate and a lower retention
efficiency is required.

The viability of the cells was determined using trypan blue staining in CEDEX HiRes.
The cell viability after being pumped through the separation device was generally very
similar to the viability prior to separation (above 98%). The viability of the very low cell
concentration (“Old Medium” in the operational setup in Figure 5A) only began to decrease
at very high separation efficiency rates (> 95%). This might be an artifact of the low cell
concentration (1 × 106 cells min−1 and lower). Additionally, it is worth noting that these
cells are discarded in the experimental setup. In an additional experiment with cells being
pumped through the separation device and then cultivated for 48 h, trypan blue staining
and LDH assays were performed. Cell viability was revealed to be 97.6% after 48 h with
LDH activity of 9.8 U mL−1. The reference culture showed similar values, with a viability
of 98.8% and LDH activity of 36.8 U mL−1.
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Figure 5. (A) Example of an experimental setup with peristaltic pumps, buffer devices, and the cel
Figure 5. (A) Example of an experimental setup with peristaltic pumps, buffer devices, and the cell

separation device for use with a bioreactor. (B) Schematic side view of a buffer device, where the

bottom part fills up with liquid while the trapped air works as a damper. (C) Side view of the smaller

1 mL buffer used behind the inlet pump with 1 mL air volume; flangeless fitting connector on the

left, glue connection on the right side of the device. (D) Larger buffer device with a 5 mL air buffer

used in front of the outlet pump; flangeless fitting connector at the right and glue connector at the

left side of the device. Additional CAD views and dimensions are available in the Supplementary

Information (Figure S2). (E) Top view of the 3D printed buffer devices and spiral separator fitted with

PTFE tubes and flangeless fittings. The outer outlet channel (see “Old Medium” in (A)) is parallel to

the outlet buffer device and not connected to the buffer itself. The spiral device was coated with nail

polish to improve the translucency.

3.3. Buffer Devices to Eliminate Pulsation

The separation device described above was designed to be used in perfusion culture
systems. This necessitates constant flow, in order to reduce the time cells spend in the
separation system and tubing from and to the system and also to prevent cells from settling
in the system and tubing. While in the separation experiments syringe pumps were used
for their flow precision and low pulsation, these pumps cannot be used to achieve constant
pumping. Therefore, peristaltic pumps were also explored.

Peristaltic pumps inherently create flow pulsations, due to their working principle.
The previous results demonstrate that variations in flow rates have a great influence on
separation efficiency. Accordingly, in an effort to lessen the pulsation effects created by
peristaltic pumps, buffer devices—based on the idea of using plastic syringes as buffers
and bubble traps described by Kang et al. [22]—were designed and printed. Similar
pulsation dampeners are also available commercially (e.g., MasterFlex Pulse Dampener
by Cole-Parmer, USA), but regrettably these lack size adaptability and are too large for
use within microfluidic systems. Additionally, tubing is required to connect the devices,
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which increases the dead volume of the system and therefore the time spent in the system
by CHO cells, where oxygen and nutrient supply is limited.

The air trapped inside the buffer volume of these buffer devices can be used to dampen
the pulses of the peristaltic pumps: the air becomes pressurized when the buffer device is
placed in front of the inlet of the separation spiral, because of the higher pressure in the
spiral, and when placed behind the outlet of the spiral and in front of the second pump,
the pump draws air out of the device and relative negative pressure is created inside the
buffer device (which has the same dampening effect). The buffer devices used in this
experiment were printed separately and glued to the spiral separator system, in order
to keep it compact and limit the tubing required. The buffer devices and the resulting
experimental setup is shown in Figure 5.

The effectiveness of these buffer devices was determined microscopically, by observing
the flow of blue ink. An additional channel at the end of the spiral was used to add ink
solution with a syringe pump, while water was pumped through the separation device.
Twenty-second-long videos of the pulsating flow were then analyzed by determining
the pixel brightness of the cross section at the end of the spiral of every frame in ImageJ.
A brightness threshold of 163 was used to determine the width of the ink-filled area of
the channel. A graphical representation of the analysis is shown in the Supplementary
Information (Figure S3). The results are shown in Figure 6.

The results clearly illustrate the regular pulsation of the peristaltic pumps with the ink
width pulsing between 27 and 44% without any pulsation devices (Figure 6A). With one
pulsation device connected in front of the outlet peristaltic pump, the pulsation intensity
was visibly minimized and the ink width pulses fell to between 29 and 37% (Figure 6B).
When both pulsation devices were connected (one behind the inlet pump and the second
in front of the outlet pump), no clear periodic pulses were visible in the data (see Figure
6C), and the ink width fell between 32 and 37%. Similarly, the reference experiment using
syringe pumps instead of peristaltic pumps showed no clear pulsation, and the ink width
similarly fell between 27 and 33% (Figure 6D). On the basis of these results, we conclude
that the buffer devices were able to significantly reduce the pulsation induced by the
peristaltic pumps. The slight difference in overall ink width between Figure 6C,D can
perhaps be explained by a variation in flow rate, since the actual flow rate of the peristaltic
pumps differs more from the set flow rate than the flow rate of syringe pumps.

Of particular note is the fact that the complete setup with buffer devices and separator
spiral described herein did not leak even during extended use (up to 12 days with a constant
flow rate of 1 mL min−1)—while the aforementioned syringe design by Kang et al. [22]
proved to be very unreliable, leaking from movement of the tubing and/or material wear
after just a matter of hours. Additionally, by using acrylate glue (super glue) for assembly,
the assembly of the system described herein requires only a few minutes. Due to the
customized small buffer devices and direct connection of buffer devices and separator
spiral, the dead volume within this system was calculated to be only 1.59 mL (in CAD
software, considering the inlet buffer is filled completely, while only the bottom of the
outlet device is filled, as observed).
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−

Figure 6. (A) Ink width (%) in different video frames without pulsation devices. (B) Ink width (%) in

different video frames with the outlet pulsation device attached. (C) Ink width (%) in different video

frames with a pulsation device at the inlet and the outlet, respectively. (D) Ink width (%) in different

video frames with syringe pumps for reference.

4. Conclusions

This study presents a 3D printed cell separation device with optional additional
3D printed pulsation devices for use with peristaltic pumps. The experimental setup
described herein allows the user to control the inlet and outlet flow rate in order to
adjust the separation efficiency of the system during operation. The separation efficiency
and cell loss rate were determined at four different cell concentrations (5, 10, 15, and
20 × 106 cells mL−1), and at inlet flow rates of both 500 to 1300 µL min−1. Higher inlet
flow rates led to an increased separation efficiency of over 95%, even at up to 20 × 106 cells
mL−1 at outlet flow rates of up to 260 µL min−1. The separation device did not evidence
any significant negative effect on cell viability. Additionally, pulsation buffer devices were
also developed to enable the usage of peristaltic pumps within a continuous bioreactor
setup. Effective dampening of the inherent pulsation created by peristaltic pumps was
also successfully demonstrated, with results achieved that are comparable to those seen
in systems using syringe pumps. All 3D printed parts can be easily connected, and allow
for reliable connections to PTFE tubing with flangeless fittings. The complete device did
not develop leaks even after 12 days of use, while the integration of dampening devices
reduced the tube connections needed. Due to the use of 3D printing, modification of this
design is readily achievable (e.g., for use at larger bioreactors or different tubing fixtures).
In future experiments, the reliability of the system and controllability of the separation
efficiency for longer cultivation periods up to multiple weeks must be proven. Then,
this device or a similar design might allow the operator to set specific cell concentrations
in perfusion culture cultivations, thereby optimizing the cell concentration to increase
product yield more precisely. In additional experiments, the bioprocess can be optimized
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by elongating the protein production phase due to cell retention and the control of the cell
concentration in the bioreactor provided by this separation device.

Supplementary Materials: The following are available online at https://www.mdpi.com/article/10

.3390/mi12091060/s1, Figure S1: Analysis of the fluorescence microscope images, Figure S2: CAD

views and inner dimensions of the 1 mL and 5 mL pulsation dampeners, Figure S3: Analysis of the

microscopic images of the pulsation experiments, CAD files of pulsation dampeners.
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Figure S1 shows the analysis of the microscopic images of fluorescent beads in section 3.1. 

 
Figure S1: Analysis of the fluorescence microscope images. The analysis was performed in ImageJ by analysing the grey 
value (brightness) of each pixel along a measurement line. Grey values above a threshold of 71 were identified as bright 
fluorescent, which was the basis to determine the width of the fluorescent stream. 
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Figure S2 shows different views of the pulsation dampeners used in section 3.3. 

 
Figure S2: CAD views  and inner dimensions of the 1 mL and 5 mL pulsation dampeners. All the dimensions are in 
micrometers (µm). A1: 3D view of the 1 mL inlet pulsation dampener. To enhance structural integrity of the device, two 
columns are printed in the middle of the cavity.  A2: Front view of the 1 mL dampener. A3: Side view of the dampener. B1: 
3D view of  the 5 mL outlet pulsation dampener. To enhance structural integrity of the device, six columns are printed in the 
cavity. B2: Front view of the dampener. B3: Side view of the dampener. 
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Figure S3 shows the analysis of the pulsation experiments from section 3.3. 

 
Figure S3: Analysis of the microscopic images of the pulsation experiments. Each frame of the 20 second long videos was 
analyzed using ImageJ by determining the grey value (brightness) of each pixel along the measurement line. A theshold of 
160 was chosen to determine the bright part of the channel, while darker pixels indicated the ink filled part. Therefore, the 
width of the ink filled part was measured. 
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4.3 Entwicklung eines kontinuierlichen mikrofluidischen Systems zur 

transienten Transfektion von CHO-Zellen 

In den vorigen Kapiteln wurde die Entwicklung der Mikromischer und einer Separationsspirale 

dargestellt, die im mikrofluidischen Transfektionssystem zum Einsatz kommen sollen. In diesem 

Kapitel wird die Entwicklung eines Batch-Transfektionssystems dargestellt, in dem die 

Transfektionseffizienz eines Mikromischers aus Kapitel 4.1 untersucht wird. Darauf basierend wurde 

das vollständige Transfektionssystem aus Mikromischer, Inkubationseinheit und Zellseparator 

entwickelt, welches die transiente Transfektion mittels PEI semi-kontinuierlich durchführen kann.  

4.3.1 Transiente Transfektion mittels Batch-Transfektionssystem 

Die Untereinheiten zum Durchmischen und Separieren der Zellen wurden bereits in den vorigen 

Kapiteln untersucht. Um die Machbarkeit der Transfektion auf einem mikrofluidischen System zu 

demonstrieren, wurde zunächst nur die Durchmischung und Inkubation in einem Batch-System 

analysiert. Die Arbeiten wurden im Rahmen der Masterarbeit „Transiente Transfektion von 

Säugerzellen mittels mikrofluidischer Systeme“ von Michaela Dehne durchgeführt. Die Transfektion 

der CHO-K1-Zellen erfolgte mit 25 kDa linearem PEI. Es wurde der Vektor pEFP-N1 transfiziert, 

sodass die CHO-Zellen das grün fluoreszierende Protein (eGFP) produzieren. Die 

Transfektionseffizienz wurde mittels Durchflusszytometrie bestimmt, bei der der Anteil der 

fluoreszierenden Zellen als transfizierte Zellen gezählt wurde. In der Arbeit wurde ein Vergleich 

zwischen der Transfektion nach dem herkömmlichen, manuell durchgeführtem Laborprotokoll und im 

mikrofluidischen Batch-System gezogen. Zusätzlich wurde der Einfluss der Inkubationszeit auf die 

Transfektionseffizienz untersucht. 

Im Rahmen dieser Untersuchungen wurden die Zellen bei einer Zellkonzentration von 20 · 106 Zellen 

mL-1 mit 64 µg mL-1 PEI und 24 µg mL-1 DNA bei einem Volumenstrom von 500 µL min-1 in CHO-TF 

Medium transfiziert. Die Zellkonzentration und Viabilität der Zellen wurde während der Kultivierung 

vor und nach der Transfektion per computergesteuerter mikroskopischer Zellzählung und Trypanblau-

Färbung bestimmt. 

Das Batch-Transfektionssystem bestand aus einer Spritzenpumpe, die die Zellsuspension, DNA und 

PEI-Lösung in einen HC-Mikromischer gepumpt hat. Das Transfektionsgemisch wurde aus dem 

Mischer in ein Auffanggefäß geleitet. Um die Agitation der Zellen während der unterschiedlichen 

Inkubationszeit zu gewährleisten, wurde das Gemisch nach der Durchmischung des gesamten Volumens 

wieder in die Spritze aufgezogen, wo sie mit einem Rührfisch durchgehend bewegt wurde. Der 

Versuchsaufbau ist in Abbildung 8 dargestellt. 
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Abbildung 8: Aufbau des Batch-Transfektionssystems. A: Schematische Darstellung der Teile des Systems. B: 3D-Darstellung 

des gedruckten Systems. C: Foto des gedruckten Transfektionssystems. 

Bei der manuellen Transfektion wurde zu der Zellsuspension in einem 15 mL Reaktionsgefäß zuerst die 

DNA- und dann die PEI-Lösung pipettiert und durch mehrfaches Invertieren durchmischt. Die 

Inkubation erfolgte auf einem Rotator, der das Reaktionsgefäß einmal pro Sekunde invertierte. Nach 

einer Inkubationszeit von 1-4 h wurde die Zellsuspension aus dem mikrofluidischen System bzw. dem 

Reaktionsgefäß in einen 125 mL Kultivierungskolben mit frischem Medium überführt, wobei eine 

Zellkonzentration von 1 · 106 Zellen mL-1 eingestellt wurde. 

Die ermittelte Transfektionseffizienz ist in Abbildung 9 gegen die Inkubationszeit aufgetragen. 
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Abbildung 9: Transfektionseffizienz der Transfektion von CHO-K1 Zellen im mikrofluidischen Batch-System (aTF) und nach 

der herkömmlichen Labormethode (mTF) bei unterschiedlicher Inkubationszeit zwischen 1-4 h in Abhängigkeit zur 

Kultivierungszeit nach der Transfektion. Die Fehlerbalken zeigen die Standardabweichung von drei biologischen Replikaten.  

Im Verlauf der Kultivierung nimmt die Transfektionseffizienz bei allen Proben zu. Zudem ist die 

Transfektionseffizienz der Proben der mikrofluidischen Transfektion mit 2-4 h Inkubationszeit ähnlich 

der Transfektionseffizienz der manuellen Transfektion nach 1-4 h Inkubationszeit. Die 

Transfektionseffizienz der mittels mikrofluidischem System transfizierten Zellen mit einer 

Inkubationszeit von 2-4 h liegen mit einem Maximum von ca. 68 % deutlich höher als die manuellen 

Transfektion mit einem Maximum von 54 %.  

Zusätzlich wurde in der Arbeit festgestellt, dass die Viabilität der mittels mikrofluidischem System 

transfizierten Zellen (90-97 %) deutlich über der Viabilität der manuell transfizierten Zellen (70-80 %) 

liegt. Somit wurde demonstriert, dass die Polyplexbildung und anschließende Transfektion von CHO-

Zellen mittels PEI im mikrofluidischen System möglich ist und im Vergleich zur klassischen 

Labormethode sogar bessere Transfektionsergebnisse erzielt werden konnten. 

4.3.2 Semi-kontinuierliches Transfektionssystem 

Auf der Grundlage des Batch-Transfektionssystems wurde ein semi-kontinuierliches System konzipiert. 

In diesem System sollte zuerst die Vermischung von DNA, PEI und Zellsuspension im Mikromischer 

stattfinden, dann die Inkubation und anschließend die Separation der Zellen vom toxischen PEI im 

Spiralseparator automatisch gesteuert ablaufen.  

Der Vermischungsschritt konnte mit dem im Batch-System verwendeten Mikromischer bereits 

kontinuierlich betrieben werden. Da die Inkubationszeit in den zuvor beschriebenen Experimenten ab 

ca. 2 h die höchste Transfektionseffizienz aufwies, war ein Durchfließen eines Kanals als 

Inkubationsschritt nicht möglich, da die Zellen sich entweder bei zu geringen Fließgeschwindigkeiten 

absetzen würden oder bei höheren Fließgeschwindigkeiten die nötige Kanallänge zu groß wäre. Daher 

wurde eine Inkubationseinheit entworfen, bei der die Inkubation in mehreren Gefäßen stattfindet. Somit 
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konnte eine geringe Varianz in der Inkubationszeit der Zellen gewährleistet werden, gleichzeitig war 

jedoch ein durchgehender Betrieb möglich. Um das Transfektionsgemisch auf die unterschiedlichen 

Inkubationsgefäße zu verteilen und wieder entnehmen zu können, wurden schaltbare 3/2-Wege-

Magnetventile in das System integriert. Das letzte Element des Transfektionssystems, der 

Spiralseparator, war ohne Veränderungen kontinuierlich betreibbar. In Abbildung 10 ist das 

Transfektionssystem schematisch dargestellt. 

 

Abbildung 10: Schematische Darstellung des automatisierten Transfektionssystems. 

Dem Konzept nach wurde die Zellsuspension von Spritzenpumpe 1 zusammen mit der PEI-Lösung und 

DNA durch den Mikromischer in ein Inkubationsgefäß gepumpt. Nach 2 h Inkubationszeit wurde das 

Transfektionsgemisch aus dem Inkubationsgefäß mit Spritzenpumpe 2 aufgezogen und anschließend 

durch den Spiralseparator gepumpt, in dem die transfizierten Zellen aufkonzentriert und dadurch vom 

alten Medium mit dem toxischen PEI getrennt wurden. Die transfizierten Zellen wurden am Ende in 

einem Kolben mit frischem Medium aufgefangen. Die automatisierte Steuerung der Pumpen und Ventile 

ist im Anhang im Kapitel 6.2.4 detailliert beschrieben. Zusätzlich ist in Kapitel 6.2.4 in Abbildung 17 

ein weiterer, detaillierterer Schaltplan abgebildet. 

Der Zweck der Inkubationsgefäße ist es, das Absetzen der Zellen zu verhindern und somit die 

Versorgung der Zellen mit Nährstoffen und Sauerstoff durch das Medium zu ermöglichen. Aus vorigen 

Versuchen war bekannt, dass sich CHO-Zellen ohne Agitation bereits nach wenigen Minuten absetzen. 

Die entworfenen Inkubationsgefäße (siehe Abbildung 11 A) wurden zur Evaluation der Durchmischung 

mit 5 mL Zellsuspension (12 · 106 Zellen mL-1) gefüllt und auf einem Schüttler bei 125 rpm für 30 

Minuten platziert. Dann wurden Proben aus dem oberen Teil des Gefäßes (ca. 1 cm unter der 

Flüssigkeitsgrenze) und nahe dem Boden des Inkubators mit einer Pipette entnommen und die 

Zellkonzentration mit einem automatisierten Zellzählgerät bestimmt. Die Zellkonzentration im oberen 

Teil betrug 12,4 · 106 Zellen mL-1 und im unteren Teil 12,2 · 106 Zellen mL-1. Daher kann 

geschlussfolgert werden, dass die Agitation in den Inkubationsgefäßen ausreicht, um das Absetzen der 

Zellen zu verhindern. 
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Auf der Basis des Konzeptes für das Transfektionssystem wurden die drei mikrofluidischen Teile des 

Systems – Mikromischer, Inkubationseinheit und Separator – mit CAD Software geplant und mittels 

Multijet 3D-Druck hergestellt. Die Komponenten sind in Abbildung 11 dargestellt. 

 

Abbildung 11: CAD Darstellungen der Komponenten des Transfektionssystems. A: Inkubationseinheit, B: Mischereinheit, C: 

Separationseinheit. Alle Komponenten werden mit PTFE-Schläuchen miteinander und mit Reservoirs bzw. Kultivierungskolben 

verbunden. 

Die Komponenten des Gesamtsystems sind mit PTFE-Schläuchen, wie sie auch bei HPLC-

Anwendungen zum Einsatz kommen, verbunden. Diese bieten durch den Schlauchdurchmesser von 

0,7 mm ein geringes Totvolumen und können mittels Gewindeverbindungen direkt an den 3D-

gedruckten Teilen befestigt werden. Außerdem ermöglicht die Verbindung, dass die Inkubationseinheit 

auf einem Schüttler angebracht werden kann. Das fertige System ist in Abbildung 12 dargestellt. 
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Abbildung 12: Foto des aufgebauten Gesamtsystems in einer Sterilbank. 

Wie bereits in Kapitel 4.3.1 beschrieben, wurden transiente Transfektionen von CHO-K1-Zellen mittels 

PEI mit dem semi-kontinuierlichen System durchgeführt. Nach der Transfektion wurde die 

Transfektionseffizienz, Zellkonzentration und Viabilität überwacht.  

Die Transfektionseffizienz der durchgeführten Transfektionen im semi-kontinuierlichen System, der 

Verlauf der Zellkonzentration und die Viabilität sind in Abbildung 13 dargestellt. Um den Einfluss der 

einzelnen Komponenten beurteilen zu können, wurde zusätzlich zur Probenahme nach dem Durchlaufen 

des Gesamtsystems (Mischer, Inkubator und Separator) auch direkt aus den Inkubatoren Proben nach 

einer Inkubationszeit von 2 h entnommen. 
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Abbildung 13: Ergebnisse der Transfektion von CHO-Zellen nach der herkömmlichen manuellen Labormethode (mTF), mittels 

mikrofluidischem System ohne Separation (aTF -Sep) und mit Separation (aTF +Sep). A: Transfektionseffizienz. B: Viable 

Zellkonzentration (ZK) (Quadrate in B) und Viabilität (Dreiecke in B). 

Die Transfektionseffizienz betrug bei der manuellen Transfektion nach 48 h 54,3 %, bei der 

Transfektion im mikrofluidischen System in der Probe nach der Inkubation betrug sie 53 %. Nach dem 

Durchlaufen des Separators wurde lediglich eine Effizienz von 29,9 % gemessen. Auch im Verlauf der 

viablen Zellkonzentration zeigen sich Unterschiede zwischen den Proben: Während die Zellen nach der 

manuellen Transfektion und der Transfektion im System ohne Separation einen ähnlichen 

Wachstumsverlauf zeigen, so vermehren sich die Zellen nach der Separation von 0,5 · 106 Zellen mL-1 

nach 4 h auf 0,58 · 106 Zellen mL-1 nach 24 h und nur 1,61 · 106 Zellen mL-1. Dies weist auf erhöhten 

Zellstress bei den Zellen, die den Separator durchlaufen haben, hin. Daher wurde ein weiterer Versuch 

durchgeführt, um den Einfluss der einzelnen Komponenten des mikrofluidischen Systems auf die 

Zellviabilität zu untersuchen. 

Für diese Untersuchung wurden nur Zellen (ohne DNA und PEI) durch das Transfektionssystem 

gepumpt und nach jedem Element (Mischer, Inkubator und Separator) Proben entnommen und für 

weitere 48 h kultiviert. Es wurde dabei die Verdopplungszeit, die Viabilität und die 

Lactatdehydrogenase-(LDH) Aktivität bestimmt. Die Ergebnisse sind in Abbildung 14 dargestellt. 
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Abbildung 14: A. Verdopplungszeit, B: LDH-Aktivität und C: Viabilität der Zellen nach dem Durchlaufen unterschiedlicher 

Elemente des Transfektionssystems sowie einer Vergleichskultur (Blindprobe) nach einer weiteren Kultivierung für bis zu 48 h. 

Während die Viabilität der Zellen sowie die LDH-Aktivität nicht auf einen erhöhten Zellstress durch 

die einzelnen Elemente des Transfektionssystems hinweisen, so ist die Verdopplungszeit in den ersten 

24 h bei den Zellen, die das gesamte System (Mischer, Inkubator und Separator) durchliefen, im 

Vergleich zur Blindprobe erhöht. Allerdings ist bereits nach 48 h die Verdopplungszeit dieser Kultur 

etwas niedriger als die der anderen Proben. Eine eindeutige Schlussfolgerung ist hierdurch nicht 

abzuleiten. Die niedrigere Transfektionseffizienz beim Durchlaufen des Separators ist also nicht allein 

durch das Durchlaufen des Systems zu erklären. Die Kombination aus dem Stress der Zellen durch das 

Transfektionsmittel PEI und dem Durchlaufen der Separationsspirale inklusive der Schläuche und 

Ventile könnte allerdings weiterhin einen erhöhten Zellstress auslösen, der in dieser Untersuchung nicht 

nachgewiesen wurde. Es wäre denkbar, dass die Zellmembran durch das Transfektionsmittel instabiler 

wird, wodurch der Stress durch den hohen Druck und die auf die Zelle wirkenden Kräfte im Kanal der 

Separationsspirale zu Schädigungen der Zellen führt. 

Insgesamt ist es gelungen, ein automatisiertes mikrofluidisches System zur transienten Transfektion von 

CHO-Zellen zu entwickeln und eine erfolgreiche Transfektion zu demonstrieren. Durch die Verteilung 

der transfizierten Zellen auf mehrere Inkubatoren ist ein semi-kontinuierlicher Betrieb möglich. Da die 
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Pumpen- und Ventilsteuerung mit einem Computer automatisiert gesteuert wird, ist bis auf die 

Vorbereitung der PEI, DNA- und Zellsuspension kein weiterer manueller Schritt nötig. 
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5. Zusammenfassung und Ausblick 

Ziel dieser Doktorarbeit war es, mikrofluidische Systeme für den Einsatz in der Zellkulturtechnik zu 

entwickeln und mittels 3D-Druck herzustellen. Hierbei wurde die Entwicklung auf ein mikrofluidisches 

System für die Transfektion von CHO (chinese hamster ovary)-Zellen konzentriert, welches 

ermöglichen sollte, kleine Proteinmengen flexibel herzustellen. Durch die Verwendung des Systems soll 

der manuelle Arbeitsaufwand verringert werden und gleichzeitig durch die Automatisierung 

Fehlerquellen und Abweichungen in der Durchführung der Transfektion verhindert werden. Als 

Transfektionsmittel wurde PEI (Polyethylenimin) gewählt, da es eine hohe Transfektionseffizienz bei 

gleichzeitig niedrigen Kosten bietet. Um die Methodik der transienten Transfektion umzusetzen, wurden 

drei Schritte in mikrofluidischen Elementen des Systems umgesetzt: Mischen, Inkubation und 

Separation. 

Im ersten Teil (siehe Kapitel 4.1) wurden fünf verschiedene passive Mikromischer aus der Literatur für 

den 3D-Druck auf eine vergleichbare Kanalgröße adaptiert und miteinander verglichen: Der T-Mischer, 

der Tesla-like-Mischer, der F-Mischer, der enhanced-F-Mischer und der HC-Mischer. Die Effektivität 

der unterschiedlichen Designs wurde sowohl mit Simulationen mit der Finite-Elemente-Methode (in der 

Software COMSOL Multiphysics®) als auch mit praktischen Mischuntersuchungen bestimmt. Es 

wurden Flussraten zwischen 100 µL min-1 und 1000 µL min-1 untersucht (entspricht Re = 3,7 bis 

Re = 37 in der standardisierten Mischergröße). Während die Durchmischung im T-Mischer bei solch 

geringen Reynoldszahlen lediglich durch die Diffusion stattfindet, zeigen der F-Mischer und der 

enhanced-F-Mischer ähnliche verbesserte Mischeigenschaften. Der Tesla-like-Mischer ist den drei 

vorigen Mischern nochmals deutlich überlegen und kann bei einem sehr viel geringeren internen 

Volumen für eine vollständige Durchmischung sorgen, sodass bereits nach 0,78 s ein homogenes 

Gemisch vorlag. Allerdings ist die Mischeffektivität sehr stark von der Flussrate abhängig, sodass bei 

geringeren Flussraten (unter Re = 18,5) keine vollständige Durchmischung mehr stattfand. Der HC-

Mischer konnte im Gegensatz dazu bei allen untersuchten Flussraten für eine vollständige 

Durchmischung sorgen und war auch bei höheren Flussraten mit einer vollständigen Durchmischung 

nach 0,98 s mit dem Tesla-like-Mischer vergleichbar. Durch den Vergleich der Mischer konnte für das 

Transfektionssystem der geeignete Mischer gefunden werden. Aber auch in anderen mikrofluidischen 

Systemen z.B. für die Erzeugung von Hydrogelen und in Aptamer-basierten Biosensoren kam der HC-

Mischer auf Basis dieser Untersuchung bereits zum Einsatz [89; 90]. 

Im zweiten Teil wurde für die Separation der Zellen vom Transfektionsmedium ein 3D-gedruckter 

Spiralseparator entwickelt (siehe Kapitel 4.2). Dadurch sollen die Zellen nach einer festgelegten 

Inkubationszeit von dem toxischen Transfektionsmittel PEI getrennt werden. Der entwickelte 

Spiralseparator kann durch den Einsatz von zwei Pumpen – eine am Separator-Eingang und eine an 

einem der zwei Ausgänge – präzise eingestellt werden, um eine gewünschte Separationseffizienz zu 

erreichen. In einem ersten Versuch wurde die Fokussierung innerhalb der Separationsspirale mittels 
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fluoreszierender Partikel sichtbar gemacht. Um die Separationseffizienz für die Anwendung mit CHO-

Zellen zu charakterisieren, wurden Zellsuspensionen mit unterschiedlichen Zellkonzentrationen bei 

verschiedenen Eingangsflussraten untersucht. Generell nahm die Separationseffizienz, also der Anteil 

der durch die Spirale in einem Ausgang fokussierten Zellen, mit höherer Zellkonzentration und 

geringerer Eingangsflussrate ab. Zusätzlich nahm die Separationseffizienz mit steigender 

Ausgangsflussrate am äußeren Ausgang ab. Hierdurch konnte demonstriert werden, dass die Einstellung 

der Ausgangsflussraten die Separationseffizienz direkt beeinflussen kann. Auch bei der höchsten 

Zellkonzentration (20 · 106 Zellen mL-1) konnte eine Separationseffizienz von über 95 % erreicht 

werden.  

Um den Einsatz der Separationsspirale als Zellrückhaltesystem bei Kultivierungen zu ermöglichen, 

wurden Pulsationspuffer entwickelt und zusammen mit der Separationsspirale in einem kompakten 

System integriert. Dadurch können auch herkömmliche kontinuierlich betriebene Peristaltikpumpen 

eingesetzt werden, die durch Pulsationen im Fluss die Separation beeinflussen würden. Das Verstellen 

der Ausgangsflussrate durch die zweite Pumpe ermöglicht zudem eine direkte Kontrolle der 

Zellkonzentration im Reaktor, da bei Bedarf durch die Herabsetzung der Separationseffizienz eine 

bestimmte Zellzahl ausgetragen werden kann. 

Im dritten Teil wurde ein erstes Transfektionssystem entwickelt, das ca. 5 mL Zellsuspension 

(20 · 106 Zellen mL-1) im HC-Mikromischer mit PEI und DNA vermischt und dann für eine bestimmte 

Zeit in einer Spritze inkubiert (siehe Kapital 4.3.2). Die Inkubationszeit wurde zwischen 1-4 h variiert 

und die Transfektion im mikrofluidischen System mit manuell durchgeführten Transfektionen nach 

Standard-Laborprotokoll verglichen. Hierfür wurde die genetische Information für das enhanced green 

fluorescent protein (eGFP) in die CHO-Zellen eingebracht und die Zellen mittels Durchflusszytometrie 

bis zu 72 h nach der Transfektion analysiert. Durch die Messung der Fluoreszenzintensität konnten 

somit direkt die Zellen nachgewiesen werden, die das eGFP exprimieren. Der Anteil der lebenden 

eGFP-produzierenden Zellen an der Gesamtheit der lebenden Zellen wurde daraufhin als 

Transfektionseffizienz definiert. In diesen Versuchen wurde nachgewiesen, dass die 

Transfektionseffizienz bereits nach einer Inkubationszeit von 2 h beinahe das Maximum erreicht. 

Zusätzlich konnte im Vergleich der beiden Transfektionsmethoden eine erhöhte Transfektionseffizienz 

von 68 % (72 h nach der Transfektion) im mikrofluidischen System gegenüber 54 % nach der manuellen 

Vorgehensweise erreicht werden. 

Auf Grundlage dieses Batch-Transfektionssystems wurde ein semi-kontinuierliches System entworfen. 

Hierfür wurde eine neue Inkubationseinheit entwickelt. Um die zuvor ermittelte Inkubationszeit von 2 h 

für alle transfizierten Zellen zu gewährleisten, wurden nacheinander mehrere Inkubationsgefäße mit 

Ventilen angesteuert, in denen jeweils 5 mL der Zellsuspension für 2 h verweilten.  

Das semi-kontinuierliche System wurde daraufhin aus den einzeln entworfenen und getesteten 

Komponenten zusammengebaut: Der Mikromischereinheit, der Inkubationseinheit und der 
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Separationseinheit. Magnetventile wurden eingesetzt, um zwischen dem Aufziehen und Abgeben der 

Zellsuspension, DNA und PEI-Lösungen zu wechseln sowie um die Inkubationsgefäße auf der 

Inkubationseinheit auszuwählen. Die Flüssigkeiten wurden mit einer Spritzenpumpe an der 

Mikromischereinheit, einer zweiten Spritzenpumpe an der Separationseinheit und einer 

Peristaltikpumpe hinter der Separationsspirale zur Kontrolle der Ausgangsgeschwindigkeit bewegt. Die 

Steuerung der Pumpen und Ventile erfolgte automatisiert über einen Computer. 

In Transfektionsversuchen mit dem semi-kontinuierlichen System wurden sowohl aus den 

Inkubationsgefäßen als auch nach der Separation in der Separationsspirale Proben entnommen, um die 

Transfektionseffizienz im System genauer nachzuvollziehen. Dabei konnte eine Transfektionseffizienz 

von 54 % erreicht werden, was vergleichbar mit der zur Kontrolle durchgeführten manuellen 

Transfektion ist. Bei den Proben nach der Separation wurde hingegen nur eine Effizienz von 29,9 % 

erreicht. Daraufhin wurde der Einfluss der Separationsspirale auf die Zellviabilität und das 

Zellwachstum untersucht. Hierbei konnten allerdings keine eindeutigen negativen Effekte nachgewiesen 

werden, die den starken Unterschied der Transfektionseffizienzen aufgrund von Zellstress nachweisen 

würden. 

In zukünftigen Versuchen sollte untersucht werden, ob die Variation von PEI-, DNA- oder 

Zellkonzentration die Transfektionsergebnisse positiv beeinflussen kann. Bisherige Optimierungen und 

damit entwickelte Methoden aus der Literatur beziehen sich lediglich auf die manuelle Transfektion, der 

Einfluss der Vermischung im Mikromischer wurde hingegen noch nicht genauer untersucht. Zusätzlich 

wäre hierbei die Untersuchung der Flussrate bedeutend, da die Komplexbildung der PEI-DNA-

Komplexe im Mikromischer von ebendieser beeinflusst werden könnte. 

Des Weiteren kann die Adaption des Systems für den Einsatz in einem Laborinkubator Vorteile bei der 

Transfektion, aber auch bei der Anwendung haben. Die in dieser Arbeit entworfenen Inkubationsgefäße 

können mit Deckeln mit integrierten Membranen verschlossen werden, sodass nur geringere 

Modifikationen im Schlauchsystem nötig sind. Beim Betrieb in einem Laborinkubator ist zum einen die 

Kultivierungstemperatur von 37 °C garantiert, wodurch ein positiver Einfluss auf die Zellviabilität 

möglich wäre, zum anderen eröffnen sich damit Möglichkeiten für einen längeren Einsatz des Systems 

für größere Transfektionsvolumina oder für eine mehrfache Retransfektion der gleichen Zellsuspension. 

Außerdem sollte untersucht werden, ob in dem Transfektionssystem auch andere Suspensionzelllinien, 

wie beispielsweise HEK-(human embryonic kidney) Zellen transfiziert werden könnten, die häufig zur 

Transfektion und Proteinproduktion eingesetzt werden. Das Transfektionssystem erlaubt hierbei auch 

den Einsatz in kontinuierlichen Produktionsprozessen. Auch ein Prozess mit verschiedenen 

Proteinprodukten, beispielsweise zum Screening mehrerer Biopharmazeutika-Kandidaten, wäre 

möglich, da das hier entwickelte System einen einfachen Wechsel des DNA-Vektors ermöglicht.  

Neben dem Transfektionssystem kann die Separationsspirale mit Pulsationspuffern auch als 

Zellrückhaltesystem bei Kultivierungen eingesetzt werden. Hier liegt vor allem der Vorteil, dass die 
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Zellen kontinuierlich entnommen werden können. Zusätzlich hat die Zellrückhaltung mittels eines 

Filters den Nachteil, dass dieser nach einer gewissen Zeit verblockt, welches bei der Separationsspirale 

nicht der Fall ist. In zukünftigen Versuchen bietet es sich an den Langzeiteinsatz der Spirale zu 

überprüfen und die Möglichkeit der einstellbaren Zellrückhaltung im praktischen Prozess zu testen.  
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6. Material und Methoden 

6.1 Materialien 

Tabelle 1: Liste der verwendeten Chemikalien. 

Chemikalie Hersteller 

Druckermaterial M2R-CL 3D Systems Inc., USA 

Druckermaterial M2S-HT90 3D Systems Inc., USA 

Druckerstützmaterial M2-SUP 3D Systems Inc., USA 

Glycerin Carl Roth GmbH + Co. KG, Deutschland 

L-Glutamin (200 mM) Sigma-Aldrich (Merck KGaA), Deutschland 

Polyethylenimin (PEI), linear, 25 kDa Polysciences Europe GmbH, Deutschland 

Fairy Ultra Plus Konzentrat Procter & Gamble, USA 

 

Tabelle 2: Liste der verwendeten Medien. 

Medium Hersteller 

CHO-TF Xell AG, Deutschland 

 

Tabelle 3: Liste der verwendeten Verbrauchsmaterialien. 

Verbrauchsmaterialien Hersteller 

Einmalspritzen „norm-ject“ und „inject“ Henke-Sass Wolf GmbH, Deutschland 

Kanülen Sterican B.Braun Melsungen AG, Deutschland 

Kultivierungskolben mit Schikanen Fisher Scientific GmbH, Deutschland 

Pipettenspitzen BRAND GmbH + Co KG, Deutschland 

Reaktionsgefäße (1,5 und 2 mL) Sarstedt AG, Deutschland 

Reaktionsgefäße (15 und 50 mL) Corning Inc., USA 

Kryoröhrchen Sarstedt AG, Deutschland 

Serologische Pipetten (2, 5, 10, 25, 50 mL) Corning Inc., USA 

Falcon 70 µm Cell Strainer Nylon Corning Inc., USA 
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Tabelle 4: Liste der verwendeten Geräte. 

Gerät Hersteller 

3D-Drucker MJP 2500 Plus 3D Systems Inc. USA 

3/2-Wege-Ventile 6724 Art. Nr. 299252 Bürkert GmbH & Co. KG, Deutschland 

Biologische Sicherheitswerkbank  

Thermo Scientific Safe 2020 und MSC 

Advantage 

Fisher Scientific GmbH, Deutschland 

Durchflusszytometer BD Accuri C6 BD Biosciences, USA 

Inkubator Heracell 240 Thermo Fischer Scientific Inc., USA 

Magnetrührer RCT Basic IKOMAG IKA-Werke GmbH und Co. KG, Deutschland 

Magnetrührer IKA Mini-MR IKA-Werke GmbH und Co. KG, Deutschland 

Mikrozentrifuge Heraeus Fresco Thermo Scientific, USA 

Pipettierhelfer Accu-Jet Pro BRAND GmbH + Co KG, Deutschland 

Tischzentrifuge 5702 Eppendorf AG, Deutschland 

Zellzählgerät CEDEX HiRes Analyser Roche Diagnostics International, Deutschland 

Analysegerät CEDEX Bio Roche Diagnostics International, Deutschland 

Wasserbad WNB Memmert GmbH + Co. KG, Deutschland 

Spritzenpumpe AL-1000 World Precision Instruments, USA 

Persitaltikpumpe ISMATEC Reglo Difital Cole-Parmer GmbH, Deutschland 

Mikropipette Transferpette S BRAND GmbH + Co KG, Deutschland 

Autoklav I-50 Systec GmbH, Deutschland 

 

In dieser Arbeit wurde der Vektor pEGFP-N1 (GenBank Accession Nr. U55762 verwendet. Die 

Vektorkarte ist in Abbildung 15 dargestellt. 

 

Abbildung 15: Vektorkarte pEGFP-N1. 
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6.2 Methoden 

6.2.1 3D-Design 

Die Modelle der mikrofluidischen Systeme wurden mit Solidworks 2020 (Dassault Systèmes) designt. 

Die Spezifikationen der designten Prototypen sind dem Hauptteil dieser Arbeit in Kapitel 4 zu 

entnehmen. 

6.2.2 3D-Druck und Aufarbeitung 

Die zu druckenden Objekte werden als .stl Datei in die Software 3D Sprint geladen und anschließend 

dem Drucker übermittelt.  

Nach dem Druck wird die Druckplattform aus dem Drucker für 10-20 min in einen Gefrierschrank 

gelegt. Dadurch werden die gedruckten Teile abgekühlt und lassen sich einfach von der Druckplattform 

lösen. Es folgt das Entfernen des Stützmaterials in zwei Schritten. Zunächst werden die gedruckten 

Objekte in die erste EasyClean-Unit mit Wasserdampf (Heizplatteneinstellung 6-7) für ca. 20 min (oder 

bis das gesamte Wachs geschmolzen ist) gelegt. Anschließend werden die Teile in die zweite 

EasyClean-Unit mit Paraffinöl gelegt (Heizplatteneinstellung 5), um feine Wachsreste zu entfernen. 

Nach ca. 5 Minuten werden die Objekte entnommen und in einem Seifenbad das Öl entfernt. 

Bei kleineren Kanälen, die innerhalb des Objektes liegen, ist das Wachs durch die Cleaning-Units 

meistens noch nicht aus den Kanälen entfernt. Hierfür wird das Objekt nach der zweiten Unit in ein 

Ultraschallbad mit Paraffinöl bei 60 °C gelegt und für 20 Minuten mit Ultraschall behandelt. 

Anschließend wird mit Einmalspritzen und dem Öl aus dem Ultraschallbad das gelöste Wachs aus den 

Kanälen gespritzt. Es folgt die Reinigung mit Seifenwasser. 

6.2.3 Zellkulturtechniken 

Kultivierung 

Die CHO-K1 Suspensionszellen werden in CHO-TF Medium kultiviert. Das Medium wird für die 

Kultivierung durch Zugabe von 8 mmol/L Glutamin vorbereitet. Es wurden im Rahmen dieser Arbeit 

Kultivierungen im Maßstab von 1 mL bis 4 mL in 50 mL Kultivierungsröhrchen und 25 mL bis 50 mL 

in Schüttelkolben durchgeführt. Die Zellen werden in einem Heraeus-Inkubator bei 5 % CO2 und 37 °C 

in einer wasserdampfgesättigten Atmosphäre inkubiert. Um die Versorgung der Zellen zu gewährleisten, 

werden die Zellen alle 3-4 Tage in frisches Medium mit einer Zellkonzentration von 0,4 · 106 Zellen  

mL-1 überführt. 

Kryokonservierung und Auftauen konservierter Zellen 

Für die Langzeitlagerung und um Arbeitszellbänke anzulegen, werden CHO-Zellen in 7,5 % (v/v) 

DMSO in kaltem Kulturmedium suspendiert, auf 1,25 mL-Kryoröhrchen verteilt und für etwa 24 h bei 
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-80 °C eingefroren. Im Anschluss werden die Zellen in flüssigem Stickstoff in Kryotanks gelagert. Die 

Zelldichte beträgt ca. 7 · 106 Zellen pro Kryoröhrchen. 

Die eingefrorenen Zellen werden für ca. 3 min in einem 37 °C Wasserbad aufgetaut. Die Zellen werden 

anschließend in 10 mL CHO-TF Medium verdünnt und bei 300 x g für 5 min zentrifugiert. Danach wird 

der Überstand verworfen und die Zellen in 25 mL Medium in Schüttelkolben kultiviert. 

Steriles Arbeiten 

Sämtliche Arbeiten der Kultivierung und Transfektion werden in einer Sterilbank durchgeführt, um die 

Gefahr einer Kontamination zu verringern. Sämtliche eingebrachten Gegenstände werden vorher 

gründlich mit Isopropanol gereinigt. Falls möglich werden die verwendeten Gegenstände vorher mit 

gesättigtem Dampf bei einer Temperatur von 121 °C und einem Druck von ca. 2 bar für 15 min 

autoklaviert.  

Bei der Verwendung des mikrofluidischen Systems für die Transfektionen wurde das System vor der 

Transfektion in einem Metallcontainer autoklaviert und unter einer Sterilwerkbank zusammengesetzt. 

Hierbei wurde darauf geachtet, dass alle Schlauchenden in sterile Gefäße platziert werden, um Kontakt 

mit anderen Oberflächen zu vermeiden, bis das eigentliche Transfektionsexperiment beginnt. 

Zellzählung 

Die Zellzählungen im Rahmen dieser Arbeit wurden mit dem Zählsystem CEDEX durchgeführt. Hierfür 

werden Zellen unverdünnt oder verdünnt in 1x PBS in die zugehörigen Gefäße pipettiert und vom 

Autosampler des CEDEX aufgenommen. Die Zellzählung erfolgt in dem System durch optische 

Zellzählung mit Hilfe eines Algorithmus. Gleichzeitig bestimmt das CEDEX mit einer Trypanblau-

Totfärbung die Zellviabilität (den Anteil der lebenden, ungefärbten Zellen am Anteil der 

Gesamtzellzahl). 

Medienanalyse mittels CEDEX Bio 

Die LDH-Aktivität der Zellen wird mit dem CEDEX Bio bestimmt. Hierfür werden ca. 500 µL der 

Zellsuspension für 5 min bei 300 x g abzentrifugiert und der Überstand in ein Probengefäß des 

Messgeräts pipettiert. Anschließend wird mit dem CEDEX Bio der LDH Assay durchgeführt. 

Durchflusszytometrie 

Die Transfektionseffizienz wurde mittels Durchflusszytometrie bestimmt, da das von den transfizierten 

Zellen produzierte eGFP nach Anregung mit dem FL1-A Detektor detektiert werden kann. Hierfür 

werden zunächst 300 µL Probe aus den Kultivierungskolben entnommen und durch ein 70 µm Zellsieb 

pipettiert, um Zellaggregate und Partikel zu entfernen. Pro Messung werden 10.000 Zellen gemessen. 

Zur Bestimmung der Transfektionseffizienz wird zunächst in der Auftragung des Forward Scatters 

(FSC-A) und Side Scatters (SSC-A) die Population der lebenden Zellen ausgewählt. Darauf wurde in 
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der Auftragung der FL1-A Detektorintensität gegenüber FSC-A bei einer untransfizierten Blindprobe 

die untere Intensitätsgrenze festgelegt und anschließend bei den transfizierten Proben der Anteil der 

Zellen über dieser Intensitätsschwelle als transfiziert gezählt. Zur Veranschaulichung ist in Abbildung 

16 eine Beispielauswertung dargestellt. 

 

Abbildung 16: Beispielauswertung der Ergebnisse einer durchflusszytometrischen Messung. A: Auswahl der Population der 

lebenden Zellen der Blindprobe anhand der höheren FSC- und niedrigeren SSC-Werte. B: Auswahl der Untergrenze der 

Intensität. C: Auswahl der lebenden Zellen in der Transfektionsprobe. D: Anteil der lebenden Zellen über der Intensitätsgrenze. 

6.2.4 Transiente Transfektion 

Die transiente Transfektion wurde in dieser Arbeit auf drei unterschiedliche Arten durchgeführt: Es 

wurde die herkömmliche (manuelle) Labormethode durchgeführt, die Transfektion mit dem Batch-

Transfektionssystem (siehe Kapitel 4.3.1) und mit dem kontinuierlichen System (siehe Kapitel 4.3.2). 

Nachfolgend werden die Durchführungsschritte der einzelnen Methoden beschrieben. 

Allgemeine Vorbereitung 

Bei der manuellen Labormethode wurde 24 h vor der Transfektion die CHO-Kultur auf 

1,5 · 106 Zellen mL-1 verdünnt. Für die Transfektion wurden die Zellen bei 300 x g abzentrifugiert und 

bei der Resuspension in neuem CHO-TF Medium eine Zellkonzentration von 20 · 106 Zellen mL-1 

eingestellt. Die Zellen wurden für ca. 1 h in einem 15 mL Reaktionsgefäß auf einem Zellkulturschüttler 

mit 125 rpm bewegt, um letzte Zellaggregate aufzulösen. Bei der Transfektion wurden finale 

Konzentrationen von 20 · 106 Zellen mL-1, 24 µg mL-1 DNA und 64 µg mL-1 PEI eingesetzt.  
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Manuelle Labormethode 

Die Volumina der zugegebenen DNA und PEI-Lösung hängen von der Konzentration der jeweiligen 

Stock-Lösung ab, sollte allerdings möglichst klein gehalten werden (Stock-Konzentrationen von PEI 

und DNA ca. 1000 µg mL-1). Bei der Transfektion wurde zu der Zellsuspension zuerst die DNA und 

dann die PEI-Lösung dazugetropft. Währenddessen wurde die Lösung weiterhin durch Einsatz eines 

Rührfisches bzw. durch Schwenken durchmischt. Die Inkubation erfolgte in einem 15 mL 

Reaktionsgefäß auf einem Rotator bei Raumtemperatur. Nach Ablauf der Inkubationszeit wurde 1 mL 

der Lösung zu 24 mL CHO-TF gegeben und in einem Inkubator weiter kultiviert. 

Batch-Transfektionssystem 

Beim Einsatz des Batch-Transfektionssystems wurden zunächst DNA, PEI und die Zellsuspension in 

Spritzen aufgezogen. In der 20 mL Spritze für die Zellsuspension wurde vorher der Stempel entfernt 

und mit einer autoklavierten Pinzette ein autoklavierter Rührfisch platziert. Dann wurde die Spritze mit 

einem autoklavierten Stopfen verschlossen und Zellsuspension in die Spritze überführt. Der Stempel 

wurde daraufhin wieder hineingedrückt, die Spritze auf dem Kopf gehalten und der Stopfen abgedreht. 

Die Luft wurde aus der Spritze entfernt. Mit einer 3D-gedruckten Hilfshalterung wurde der Stempel auf 

eine definierte Position gedrückt, um die korrekte Flüssigkeitsmenge einzustellen. Anschließend wurde 

der Stempel auf eine zweite Position aufgezogen, um ein definiertes Volumen Luft in die Spritze 

aufzuziehen, das dem Rührfisch genügend Platz bietet. Die PEI- und DNA-Lösungen wurden mit 

Kanülen aus 1,5 bzw. 2 mL Reaktionsgefäßen mit weiteren Hilfshalterungen in 3 mL Spritzen 

aufgezogen, um auch hier ein definiertes Volumen zu gewährleisten. Anschließend wurden alle Spritzen 

in einer Spritzenpumpe mit Dreifach-Spritzenhalterung platziert. 

Die Spritzenpumpe wurde aufrecht über einem Magnetrührer aufgestellt und das autoklavierte Batch-

Transfektionssystem an die Spritzen angeschlossen. Der Magnetrührer wurde auf eine niedrige Stufe 

eingestellt, um den Rührfisch in der Zellsuspensions-Spritze zu bewegen. Es wurden 9,6 mL 

Zellsuspension mit 500 µL min-1 herausgepumpt und anschließend 14 mL mit 500 µL min-1 aufgezogen. 

Dadurch ist die durch den Mikromischer durchmischte Flüssigkeit vollständig in der 20 mL Spritze und 

kann dort für eine bestimmte Inkubationszeit mit dem Rührfisch durchmischt werden. Nach definierten 

Inkubationszeiten wurde je 1 mL aus der Spritze zu 24 mL vorgewärmten CHO-TF-Medium gegeben 

und anschließend in einem Inkubator weiter kultiviert. 

Semi-kontinuierliches Transfektionssystem 

Beim semi-kontinuierlichen Transfektionssystem wurden alle gedruckten Komponenten und Schläuche 

autoklaviert und in einer sterilen Werkbank zusammengebaut. Anschließend wurden eine 10 mL Spritze 

und zwei 1 mL Spritzen in einer Spritzenpumpe mit dreifach Spritzenaufsatz platziert und die 

Mischereinheit daran angebracht. Des Weiteren wurden zwei 10 mL Spritzen auf einer weiteren 

Spritzenpumpe mit passendem Aufsatz platziert und die Separationseinheit daran angeschlossen. 
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Anschließend wurde die Zellsuspension in einem Glas-Schüttelkolben, der über einen PTFE-Schlauch 

mit der Mischereinheit verbunden war, gefüllt und auf dem Schüttler platziert. Dann wurden DNA- und 

PEI-Lösung in 15 mL Reaktionsgefäßen zu der Mischereinheit gestellt und die jeweiligen Schläuche in 

die Gefäße mit einer autoklavierten Pinzette platziert. Zusätzlich wurde frisches CHO-TF Medium an 

die Separationseinheit angeschlossen, welches für eine erste Verdünnung genutzt wird. Daraufhin wurde 

das Computerprogramm der Ventil- und Pumpensteuerung gestartet. Es wurde zyklisch 2 mL der 

Zellsuspension mit 500 µL min-1 aufgezogen und dann wieder abgegeben. Die Ventile wurden so 

gesteuert, dass immer 4 mL der Suspension in eine Inkubationskammer flossen und danach die nächste 

Inkubationskammer angesteuert wurde. Zeitgleich wurde die zweite Spritzenpumpe an der 

Separationseinheit so gesteuert, dass sie aus den Inkubationseinheiten 2 mL mit 500 µL min-1 aufzieht 

und zeitgleich 2 mL frisches Medium aufzieht. Anschließend wurde beides zusammen durch den 

Spiralseparator mit insgesamt 1000 µL min-1 gepumpt. Währenddessen lief die Peristaltikpumpe am 

äußeren Ausgang ebenfalls mit 500 µL min-1. Die transfizierten Zellen wurden in einem 

Erlenmeyerkolben aufgefangen und anschließend 1 mL Zellsuspension mit 24 mL CHO-TF verdünnt 

und in einem Laborinkubator kultiviert. Für die Probenahme nach der Mischereinheit wurde die Lösung 

in einem 15 mL Reaktionsgefäß aufgefangen und analog zur manuellen Vorgehensweise auf einem 

Rotator inkubiert, dann 1 mL der transfizierten Zellsuspension mit 24 mL frischem Medium verdünnt 

und kultiviert. Bei der Probenahme aus der Inkubationseinheit wurden 1 mL der transfizierten 

Zellsuspension mit einer Pipette entnommen und mit 24 mL frischem Medium verdünnt und 

anschließend kultiviert. 

Automatisierter Ablauf und Schaltplan der Ventile und Pumpen im semi-kontinuierlichen 

Transfektionssystem 

Nachfolgend ist ein detaillierter Schaltplan des semi-kontinuierlichen Transfektionssystems inklusive 

COM, NO und NC Bezeichnungen der 3/2-Wege-Ventile abgebildet. Anschließend wird der Ablauf der 

Schaltung der Ventile und Pumpen erläutert. 

 

Abbildung 17: Schaltplan des semi-kontinuierlichen Transfektionssystems. 

Die Zellsuspension, DNA und PEI werden zuerst von Spritzenpumpe 1 aufgezogen. Dann schalten die 

Ventile 1-3 um und Spritzenpumpe 1 pumpt die Lösungen durch den HC-Mikromischer in die 

Inkubationseinheit, auf der Ventile 4-10 so geschaltet werden, dass nur ein Inkubator offen zu dem 
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Zuführungskanal ist. Das Transfektionsgemisch gelangt somit in den ersten Inkubator. Ventile 1-3 

schalten wieder um, sodass neue Zellsuspension, DNA und PEI-Lösung von Spritzenpumpe 1 

aufgezogen werden können. Dieser Zyklus wird wiederholt, bis alle Inkubatoren mit je 5 mL Suspension 

gefüllt worden sind. Sobald die Inkubationszeit von 2 h abgelaufen ist, werden die Zellen aus den 

Inkubatoren mittels Spritzenpumpe 2 abgesogen. Hierfür werden in dem Zyklusteil, in dem 

Spritzenpumpe 1 Lösungen aufzieht, die Ventile 4-10 auf der Inkubationseinheit so geschaltet, dass nur 

der gewünschte Inkubator offen zum Abführungskanal ist. Sobald die Lösung vollständig aufgesogen 

wurde, werden die Ventile 11 und 12 umgeschaltet und die Spritzenpumpe 2 drückt das 

Transfektionsgemisch und frisches Medium durch den Spiralseparator in einen Kultivierungskolben. 

Um die Agitation der Zellen während der Inkubation zu gewährleisten, ist die Inkubationseinheit auf 

einem Schüttler befestigt. Die Steuerung der Pumpen und Ventile erfolgt automatisiert über einen 

angeschlossenen Computer. Sobald die Zellsuspension aus einem Inkubator von der Spritzenpumpe 2 

vollständig aufgesogen wurde, wird dieser mit neuer Zellsuspension durch Spritzenpumpe 1 befüllt, 

sodass ein semi-kontinuierlicher Betrieb erfolgt.  

Programmierung der Ventil- und Pumpensteuerung 

Die Steuerung der Ventile und Pumpen erfolgte durch einen angeschlossenen Computer. Die Pumpen 

wurden dabei über die serielle RS-232 Schnittstelle gesteuert, während die Ventile über einen 

Netzwerkanschluss gesteuert wurden. Die Steuerungsskripte in der Programmiersprache Python sind 

auf der beigelegten CD verfügbar. 
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