
Antibiotikarück-
ständen auf der Spur
Entwicklung eines RNA-basierten Sensors  
zum Nachweis des Antibiotikums Tetracyclin

Antibiotika, insbesondere das Breitbandantibiotikum Tetracyclin, 
sind in der Massentierhaltung weit verbreitet und gelangen so 
auch in Lebensmittel. Das birgt die Gefahr, dass sich Antibiotika 
resistente Keime bilden, die nicht mehr bekämpft werden können. 
Aus diesem Grund wurde ein gentechnisch verändertes Bakterium 
entwickelt, das zur Detektion von Tetracyclin eingesetzt werden 
kann. Dafür wurde ein Escherichia coli-Bakterium so verändert, 
dass es bei Kontakt mit Tetracyclin grün fluoresziert. Das 
Bakterium enthält dafür ein in dieser Arbeit entwickeltes Plasmid.
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Antibiotikarück- 
ständen auf der Spur
Entwicklung eines RNA-basierten Sensors  
zum Nachweis des Antibiotikums Tetracyclin

1.	 Motivation und Fragestellung 

Der häufig unkontrollierte Einsatz von Antibiotika zur Be-
kämpfung bakterieller Infektionen bei Menschen und Tieren 
führt zunehmend zu Resistenzen von Bakterien gegenüber 
gewissen Antibiotika. Dadurch werden Antibiotika in ihrer 
Wirksamkeit eingeschränkt, was für Menschen, Tiere und die 
Umwelt fatale Konsequenzen haben kann. Daher ist es wich-
tig, Antibiotikarückstände in der Umwelt nachzuweisen. 

Zur Analyse eines Antibiotikavorkommens können bisher 
klassische mikrobiologische Hemmstofftests durchgeführt 
werden. Dabei werden alle Stoffe, die mikrobielles Wachs-
tum hemmen, detektiert. Diese Tests sind einfach und kos-
tengünstig. Zur spezifischeren Detektion wird üblicherweise 
eine HPLC-Massenspektrometrie eingesetzt. 

Mit dem Ziel, sowohl auf die Gefahr der wachsenden Anti-
biotikaresistenzen als auch auf die Chancen der Gentechnik 
einen stärkeren Blick zu werfen, wird in dieser Arbeit ein auf 
Ribonukleinsäure (RNA) basierender Sensor für das Breit-
bandantibiotikum Tetracyclin entwickelt.

RNA ist oft nur als mRNA und tRNA während der  

Proteinbiosynthese bekannt, doch es 
gibt zahlreiche weitere RNA-Typen, da-
runter Riboschalter, welche regulato-
rische Funktionen besitzen. In dieser 
Arbeit reguliert ein Riboschalter (hier 
als Tetracyclin-Riboschalter bezeich-
net) die Synthese eines fluoreszierenden 
Proteins abhängig vom Tetracyclinvor-
kommen [5]. Dieser molekularbiologi-
sche Nachweis hat eine hohe Effektivität 
und Spezifität und könnte sich in Zu-
kunft langfristig sogar als kostengüns-
tiger als die chemischen Analysemetho-
den herausstellen.

2.	 Hintergrund und theoreti-
sche Grundlagen

Tetracyclin wird nach der Einnah-
me durch die Darmwandzellen in die 
Blutgefäße resorbiert und gelangt an-
schließend in verschiedene Organe und 
Gewebe. Erreicht das Antibiotikum 
krankheitserregende Bakterien, hemmt 
es die ribosomale Proteinbiosynthese 
und damit das Bakterienwachstum [1]. 

Durch den vermehrten Einsatz haben 
bereits einige Bakterienstämme eine 
Resistenz gegen Tetracyclin entwickelt 

[2]. Ist ein Bakterienstamm resistent gegen Tetracyclin, so 
ist eine Resistenz gegen andere Antibiotika der Tetracyclin-
Gruppe zu befürchten. 

Biosensoren wie Riboschalter beruhen auf Ribonukleinsäu-
re (RNA). Da RNA in der Regel einzelsträngig ist, kann die-
se verschiedene Sekundärstrukturen einnehmen: Unter einer 
Haarnadelschleife (siehe Abb.  1) versteht man eine RNA-
Struktur, bei der ein Teil eines RNA-Stranges über komple-
mentäre Basenpaare mit einem anderen Teil desselben RNA-
Stranges einen kurzen Doppelstrang ausbildet [3].

Riboschalter bestehen aus zwei zusammenhängenden Unter-
einheiten – der Aptamer-Domäne und der Expressions-Platt-
form (siehe Abb. 2). Die Aptamer-Domäne dient als Sensor 
und bildet eine hochselektive Bindetasche, die einen als Li-
gand bezeichneten Stoff binden kann. Als Liganden dienen 
hierbei meist kleine, organische Moleküle – in dieser Arbeit 
das Tetracyclin. Die Ligandenbindung bewirkt eine struktu-
relle Änderung der Aptamer-Domäne. Dadurch erfährt auch 
die angrenzende Expressionsplattform eine Konformations-
änderung. Durch die Konformationsänderung der Expres-
sionsplattform wird die Expression der nachfolgenden Gene 
beeinflusst.
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Die Wirkmechanismen der Expressionsplattformen sind ver-
schieden. Beispielhaft wird im Nachfolgenden die transkrip-
tionelle Antitermination betrachtet (siehe Abb. 3). Der Ribo-
schalter reguliert hierbei den Ablauf der Transkription. Eine 
Bindung des Liganden (blaues Viereck) bewirkt die Konfor-
mationsänderung von Aptamer-Domäne (grün) und Expres-
sionsplattform (lila), wodurch der Terminator aufgelöst wird. 
Somit kann anschließend die Transkription erfolgen. 

Riboschalter dienen zur Regulation der Proteinsynthese - 
durch Aktivierung oder Hemmung von Transkription oder 
Translation. Durch Riboschalter wird folglich die Menge ei-
nes Proteins innerhalb einer Zelle reguliert [4]. 

Als Fluoreszenz wird die Aussendung von Licht in Folge 
der Anregung eines Stoffes verstanden [6]. Um Fluoreszenz 
zu regulieren, werden Fluoreszenzgene in das Plasmid hin-
ter einem Promotor eingebaut. Die Konzentration des grü-

nen Fluoreszenzproteins und somit die Intensität des Leuch-
tens hängen aufgrund der Genregulation des Riboschalters 
vom Vorkommen des Tetracyclins ab. Werden verschiede-
ne Fluoreszenzproteine parallel verwendet, so müssen sich 
deren Spektren voneinander unterscheiden [7]. Daher wer-
den in dieser Arbeit die Fluoreszenzproteine TurboRFP und 
mNeonGreen verwendet.

Das Bakterium Escherichia coli (kurz E. coli) kommt im Dick-
darm als Teil der Darmflora des Menschen vor und lebt in 
Symbiose mit seinem Wirtsorganismus. In dieser Arbeit wird 
ein Wildtyp von E. coli verwendet. E. coli ist einer der häu-
figsten verwendeten Modellorganismen in der Molekularbio-
logie, da E. coli leicht zu handhaben ist, sich schnell vermehrt 
und zu den besterforschten Prokaryoten zählt. In der Gen-
technik wird E. coli zur Vermehrung von Gensequenzen wie 
zum Beispiel von Vektoren, welche als Transportmatrix zur 
Übertragung von Fremd-DNA dienen, verwendet. So ist es 

Abb. 1: RNA-Haarnadelstruktur: Ein RNA-Strang 
bildet über komplementäre Basenpaarung eine  
kurze doppelsträngige Region aus.  
(selbst erstellt in Anlehnung an [3] )

Abb. 2: Riboschalter bestehend aus einer  
Aptamer-Domäne und einer Expressionsplatt- 
form. (selbst erstellt in Anlehnung an [20] )

Abb. 3: Wirkmechanismus der transkriptionellen Antitermination: Durch Ligandenbindung in der Aptamer-Domäne 
(grün) ändert diese ihre Konformation, sodass auch die angrenzende Expressionsplattform (lila) ihre Konformation 
ändert. Der zuvor bestehende Terminator wird damit aufgelöst und die Genexpression nachgeschalteter  
Gene wird ermöglicht. (selbst erstellt in Anlehung an [20])
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möglich, Plasmide, also Fremd-DNA, in E. coli einzuschleu-
sen [8]. In dieser Arbeit sind die Plasmide, welche in E. coli 
eingeschleust werden, Träger der Riboschalter. 

3.	 Vorgehensweise, Materialien  
und Methoden 

3.1	 Erstellung des Plasmides pLAMA in silico

Die Erstellung des Plasmides erfolgt zunächst in silico mit der 
Entwicklung eines Plasmidentwurfes. Dazu werden die Platt-
form Benchling für die Erstellung der Abfolge der benötigten 
Gene und der Rechner OligoCalc für die Ermittlung der Oli-
gonukleotideigenschaften genutzt. Zur Erstellung des eige-
nen Plasmides pLAMA (siehe Abb. 5) wird das Plasmid R201 
pBAD_TetRibo2Mt41_bgaB3 (abgekürzt als Plasmid pBAD) 
verwendet und mit zwei Fluoreszenzgenen aus anderen Plas-
miden zu einem rekombinanten Plasmid zusammengesetzt 
(siehe Abb. 4 und 5). Außerdem wird ein weiteres Plasmid 
benötigt, um das Gen tetM zu isolieren und anschließend in 
das Bakteriengenom für die Tetracyclinresistenz einzusetzen. 
Ziel ist es, ein Plasmid zu entwerfen, welches die notwendigen 
Genabschnitte enthält, um abhängig vom Tetracyclin-Vor-
kommen die Fluoreszenz zu regulieren. 

Zur tetracyclinabhängigen Regulation der Fluoreszenz in 
dem rekombinanten Plasmid wird der Tetracyclin-Ribos-
witch aus pBAD genutzt und in gleiche Laufrichtung vor die 
mNeonGreen-codierende Gensequenz geschaltet. mNeonG-
reen ist ein besonders hell gelbgrün fluoreszierendes Protein.

Zum Start der Genexpression wird ein Promotor benötigt. 
Hierfür wird der araBAD Promotor in gleiche Laufrichtung 
vor den Riboswitch geschaltet. Bei dem araBAD Promotor 
handelt es sich um einen bidirektionalen Promotor, der durch 
den Zucker L-Arabinose aktiviert wird. Das bedeutet, dass 
die Promotorsequenz zwischen zwei Genpaaren liegt und bei 
L-Arabinosevorkommen die Transkription in beide Richtun-
gen startet. Das synthetisierte AraC ist für die L-Arabinose 
abhängige Regulation am Promoter notwendig. Wenn sowohl 
Arabinose als auch Tetracyclin vorhanden sind, wird das Flu-
oreszenzprotein mNeonGreen vom araBAD Promotor aus 
synthetisiert [9]. 

Neben der grünen Fluoreszenz zum Nachweis von Tetracyc-
lin soll auch das rote Fluoreszenzprotein TurboRFP codiert 
werden. TurboRFP soll während der gesamten Zeit produ-
ziert werden und lediglich als Kontrolle dienen. Dadurch lässt 
sich die Abwesenheit der Plasmide als Fehlerquelle ausschlie-
ßen. Außerdem wird gezeigt, dass ein Nachweis der synthe-
tisierten Fluoreszenzproteine möglich ist. Zur Initiierung der 
Transkription von turboRFP wird der tac-Promotor in glei-
cher Laufrichtung vor das Gen turboRFP geschaltet. Damit 
der tac-Promotor konstitutiv ist und somit die Synthese von 
TurboRFP unabhängig von spezifischen Regulatoren erfol-
gen kann, wird der Lacl-Repressor, der zu dem tac-Promo-
tor gehört, nicht mit in das Plasmid eingefügt [10]. Wie jedes 
Plasmid benötigt pLAMA für die DNA-Replikation zur Ver-
mehrung der Plasmide den Replikationsursprung ori. Je mehr 
Kopien des Plasmides in E. coli enthalten sind, desto größe-
re Mengen des Fluoreszenzproteins mNeonGreen können bei 
zeitgleichem Vorkommen von Tetracyclin und L-Arabinose 

Abb. 4: Das Plasmid pBAD dient als Vektor für  
die Erstellung des rekombinanten Plasmides. 
(Abbildung erstellt mithilfe von benchling.com)

Abb. 5: Der Plasmidentwurf von pLAMA wurde aus 
dem Vektor pBAD, den Fluoreszenzgenen und dem 
Tetracyclinresistenzgen tetM erstellt. (Abbildung 
erstellt mithilfe von benchling.com)
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synthetisiert werden. Daraus resultiert ein genaueres Ergeb-
nis bei der Fluoreszenzmessung.

Das Gen rop codiert das Regulatorprotein Rop, welches die 
Rate der Plasmidreplikationsinitiierung herabsetzt und somit 
als Repressor der Replikation dient. Das rop Gen wird als Be-
standteil des Plasmides benötigt, um die Kopienzahl des Plas-
mides zu regulieren und somit zu verhindern, dass die Menge 
der Plasmide in E. coli zu stark ansteigt. Eine große Kopien-
zahl des Plasmides ist zwar für die zu erzielende Fluoreszenz 
von Vorteil, bedeutet jedoch auch eine Belastung der Bakte-
rien, sodass eine Regulation notwendig ist [11].

Durch Hinzugabe von Ampicillin kann eine Selektion der 
Bakterien erfolgen, die das Plasmid enthalten. Zur Erzeugung 
einer Resistenz wird das Ampicillin-Resistenzgen ampR ver-
wendet. Der ampR-Promotor startet die Expression des Gens 
ampR, wodurch das Enzym β-Lactamase synthetisiert wird, 
welches die Wirkung von Ampicillin neutralisiert [12]. Damit 
liegt in Abb. 5 in silico ein Entwurf eines Plasmides vor. Wird 
das Medium der Bakterien mit Ampicillin versetzt, erfolgt die 
Selektion von Bakterien, die das Plasmid enthalten. Anhand 
der roten Fluoreszenz kann das Vorhandensein der Plasmide 
dauerhaft nachgewiesen werden. Sofern die Bakterien in ei-
nem arabinosehaltigem Nährmedium gehalten werden, wird 
vorkommendes Tetracyclin durch die hinzukommende grüne 
Fluoreszenz nachgewiesen. 

3.2	 Isolation benötigter Fragmente

3.2.1	PCR zur Vervielfältigung der benötigten Fragmente 

Um die gewünschten Gene in das rekom-
binante Plasmid pLAMA einzusetzen, 
müssen die Sequenzen in ausreichen-
der Menge vorhanden sein. Daher wer-
den die gewünschten DNA-Sequenzen 
mittels PCR vervielfältigt. Zu amplifizie-
ren sind ein Fragment aus dem Plasmid 
pBAD (ca. 4000 bp) - als Grundlage des 
rekombinanten Plasmids, die Tetracyc-
lin-Resistenz codierende Sequenz tetM 
(ca. 2000 bp) und die zwei Fluoreszenz-
gene mNeonGreen (ca. 760 bp) und tur-
boRFP (ca. 900 bp). Da das Fragment aus 
pBAD deutlich länger ist und damit die 
Wahrscheinlichkeit für Punktmutatio-

nen höher ist, wird für diese Sequenz die Q5-Polymerase ver-
wendet, welche spezifischer als andere Polymerasen ist. Für 
die anderen Fragmente genügt die unspezifischere Taq-Poly-
merase.

Ansetzen des Mastermixes: Zunächst werden die Reaktions-
komponenten in der Reihenfolge Wasser - Puffer – ggf. DMSO 
– Primer – dNTPs – Template DNA – Polymerase zusammen 
pipettiert, während alle Substanzen auf Eis gelagert werden. 
Die jeweiligen Mengen sind in Tab. 1 enthalten. Die Reihen-
folge des Hinzugebens der Substanzen ist zu beachten, da die 
Substanzen ansonsten untereinander unerwünschte Neben-
reaktionen eingehen könnten. DMSO wird bei Verwendung 
der Q5-Polymerase nicht hinzugegeben, ansonsten stimmen 
die Komponenten der beiden Mastermixe überein. Für die 
pBAD-Sequenz und die Fluoreszenzgene wird jeweils eine 
einfache Menge (50 µl gesamt mit 0,5 µl Template-DNA) des 
Mastermixes angesetzt. Für tetM hingegen wird die doppelte 
Menge angesetzt und dann auf zwei Reaktionsgefäße verteilt.

Reaktion im Thermocycler: Alle Reaktionsgefäße mit glei-
cher Polymerase werden anschließend in einen Thermocycler 
gesetzt. Das Programm des Thermocyclers wird entsprechend 
der Polymerase und dem gewünschten Ergebnis eingestellt, 
da die Zyklendauern je nach Polymerase voneinander abwei-
chen. Die Schritte 2 bis 4 werden sowohl bei der Taq-Poly-
merase als auch bei der Q5-Polymerase jeweils 30-mal wie-
derholt, bevor Zyklus 5 beginnt (Tab. 2). Nur durch diese 
Wiederholungen kommt es zu einer exponentiellen Verviel-
fältigung der DNA.

Tab. 2: PCR-Zyklen-Einstellung im Thermocycler bei  
Verwendung der Taq-Polymerase

Zyklus Temperatur in °C Dauer in s Beschreibung

1 95 90 Initiale Denaturierung

2 95 10 Denaturierung

3 56 15 Primer-Annealing

4 72 120 Elongation

5 72 120 Finale Elongation

6   6 - Lagerung

Tab. 1: Zusammensetzung des PCR-Mastermixes

Taq Mix 5x Puffer DMSO Primer 1 Primer 2 dNTPs Template Taq Pol H2O Summe

Volumen in µl 10,00 2,50 0,50 0,50 0,50 0,50 0,50 35,00 50,00
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3.2.2	Agarose-Gelelektrophorese zur Kontrolle  
der Funktion der PCR 

Die Gelelektrophorese überprüft nach der PCR das Vorhan-
densein der entstandenen Produkte und stellt sicher, dass die 
korrekten Fragmente amplifiziert wurden. Das Gel entsteht 
durch Erhitzung von 100 ml einer 1%igen-Agaroselösung mit 
100 ml eines TAE-Puffers [13]. Anschließend wird das Gel in 
eine Form gegossen und kleine Öffnungen (Slots) werden mit-
hilfe eines Kamms eingefügt. Danach wird das Gel in eine 
Elektrophoresekammer in ein Ethidiumbromidbad gesetzt. 
In die Slots werden je 10 µl eines der PCR-Produkte (mNeonG-
reen, turboRFP, pBAD, tetM) und ein Größenstandard pipet-
tiert. Dieser Größenstandard dient als Vergleichswert zur Be-
stimmung der Länge der DNA-Fragmente, da die Abstände 
zwischen den Fragmentlängen nicht linear sind. Durch das 
Anlegen einer Spannung an die Elektrophoresekammer wer-
den die negativ geladenen DNA-Stränge im Gel von der Ka-
thode zur Anode bewegt. Je kleiner die DNA-Fragmente sind, 
desto weniger interagieren diese mit dem Gel, desto schnel-
ler bewegen sich diese und desto weiter wandern diese. Die 
Fragmente werden somit der Größe nach sortiert. Durch das 
Bestrahlen des Gels mit UV-Licht wer-
den die Fragmente als Banden sichtbar. 
In Abb. 6 sind von links nach rechts der 
Größenstandard und die Fluoreszenzge-
ne mNeonGreen und turboRFP sichtbar. 
Die Bandenlängen der Fragmente kön-
nen mit dem Größenstandard verglichen 
werden. Das Fragment mNeonGreen (760 
bp) ist kürzer als turboRFP (900 bp) und 
bewegte sich daher, wie in Abb. 6 erkenn-
bar, weiter. Somit stimmen die abgele-
senen Längen der Amplifikate mit den 
erwarteten Längen überein. Die Gelelek-

trophorese zeigt, dass die gewünschten Fragmente amplifi-
ziert werden konnten.

Anschließend werden die amplifizierten Fragmente aufgerei-
nigt. Die Aufreinigung entfernt überschüssige Reaktionskom-
ponenten wie dNTPs und Enzyme, um reine DNA-Fragmente 
zu erhalten. Hierzu werden die DNA-Sequenzen mit verschie-
denen Wasch- und Bindepuffern zentrifugiert und dabei an 
einer Silicamembran aufgefangen. Alle anderen Komponen-
ten gelangen durch die Silicamembran und werden entfernt. 
Schließlich wird die aufgereinigte DNA durch erneute Zentri-
fugation mit destilliertem Wasser von der Silicamembran ab-
gelöst. Die gereinigten Fragmente können nun weiterverwen-
det werden.

3.3	 Zusammensetzen der Fragmente

3.3.1	Messen der entstandenen Konzentrationen

Um die aufgereinigten, amplifizierten DNA-Fragmente kor-
rekt zum Plasmid pLAMA zusammenzusetzen, wird ihre 
Konzentration mithilfe des NanoDrop Mikrovolumen-Spek-
tralphotometer gemessen und auf Verunreinigungen unter-
sucht. Für diese Messung wird 1 µl der Lösung, welche die 
jeweils isolierten Fragmente (pBAD bzw. turboRFP/ mNeonG-
reen) enthält, auf eine spezielle Probenaufnahmestelle gege-
ben. Das Gerät zieht aus dem Tropfen einen Flüssigkeitsfa-
den, durchstrahlt ihn mit Licht und misst die Absorptionsrate 
des Flüssigkeitsfadens. Zunächst findet eine Routinemessung 
ohne Probe statt, welche testet, ob das Gerät funktioniert.

Das Spektralphotometer bildet das Verhältnis der Absorp-
tionsraten der Wellenlängen 260 nm und 230 nm, um Salz-
verunreinigungen auszuschließen. Des Weiteren bildet es das 
Verhältnis der Absorptionsraten der Wellenlängen 260 nm 
und 280 nm, um Proteinverunreinigungen auszuschließen 
(Tab. 3). Das Verhältnis wird immer mit 260 nm gebildet, da 
dies die Wellenlänge des Lichts ist, bei der das Absorptions-
maximum von DNA und RNA erreicht wird [14]. Liegen die 
gebildeten Verhältnisse etwa bei 2, wie in den Werten erkenn-
bar, können größere Verunreinigungen ausgeschlossen wer-

Tab. 3: Die Messwerte des Spektralphotometer zeigen, dass 
die Verhältnisse der Absorptionsraten ​​260 nm _ 280 nm​​ und ​​260 nm _ 230 nm​​ etwa beim 
Wert 2 liegen, sodass größere Salz- und Proteinverunreinigungen 
ausgeschlossen werden können.

Fragment-
name Konzentration in ng/µl ​​ 260 nm _ 

280 nm
 ​​ ​​ 260 nm _ 

230 nm
 ​​

mNeonGreen 156,7 1,89 2,46

turboRFP 119,6 1,86 2,44

pBAD 51,6 1,76 2,04

Abb. 6: UV-Bild der Gelelektrophorese zur Kontrolle 
der Längen der amplifizierten Fragmente von 
turboRFP und mNeonGreen 

Biologie | Seite 6

https://www.junge-wissenschaft.ptb.de/fileadmin/paper/2026/04/JUWI-04-26-img-06.jpg
https://www.junge-wissenschaft.ptb.de/fileadmin/paper/2026/04/JUWI-04-26-img-06.jpg
https://www.junge-wissenschaft.ptb.de/fileadmin/paper/2026/04/JUWI-04-26-tab-03.jpg
https://www.junge-wissenschaft.ptb.de/fileadmin/paper/2026/04/JUWI-04-26-img-06.jpg
https://www.junge-wissenschaft.ptb.de/fileadmin/paper/2026/04/JUWI-04-26-tab-03.jpg


JUNGE wissenschaft 15 / 18 | Seite 7JUNGE wissenschaft 04 / 26 | Seite 7

doi: 10.7795/320.202604

3.3.2	Gibson Assembly zum Zusam-
menfügen der amplifizierten Frag-
mente 

Durch das Gibson Assembly entsteht das 
rekombinante Plasmid pLAMA. Die iso-
lierten Fragmente weisen dabei an ihren 
Enden gleiche Nukleotidsequenzen auf. 
In dieser Arbeit wird das Gibson Assem-
bly Kit von NEB verwendet. 

Die DNA-Sequenzen mNeonGreen, tur-
boRFP und das pBAD-Fragment wer-
den in ein Reaktionsgefäß gegeben. Das 
gesamte Volumen der Fragmente sollte 
hierbei etwa 0,5 µl betragen. Anschlie-
ßend werden ca. 10 µl des Gibson As-
sembly Mastermixes, welcher alle benö-
tigten Fragmente enthält, und ca. 9,5 µl 
destilliertes Wasser in das Reaktionsge-

fäß hinzugegeben. Dieses Reaktionsgefäß wird anschließend 
in den Thermocycler gesetzt und dort für ca. 60 Minuten bei 
50 °C erwärmt. Die enthaltene T5-Exonuklease katalysiert 
die hydrolytische Abspaltung der Nukleotide am 5’ Ende, so-
dass Nukleotide am 3’ Ende überhängen. Die entstandenen  
einzelsträngigen komplementären Basenpaare können an-
schließend hybridisieren [15] Die entstehenden Lücken wer-
den durch die ϕ29-DNA-Polymerase geschlossen. Eine Ligase 
katalysiert im nächsten Schritt die kovalente Verbindung der 
DNA-Fragmente, sodass eine Phosphodiesterbindung zwi-
schen benachbarten Nukleotiden entsteht [16]. 

Abb. 8 zeigt den Ablauf eines Gibson Assembly. Hierbei wer-
den die Gene mNeonGreen und turboRFP in den linearisier-
ten Vektor (hier: großes pBAD-Fragment) eingefügt, sodass 
pLAMA entsteht. Die Plasmide werden in E. coli-Bakterien 
transformiert und anschließend auf eine Ampicillinplatte 
aufgestrichen (Vgl. Kapitel 3.4.4). Nach einiger Zeit sind auf 

der Platte einzelne kleine, punktförmige, 
rot fluoreszierende Bereiche zu erkennen. 
Zehn dieser Bereiche werden zur Proben-
entnahme ausgewählt.

Mit jeder Probe wird eine Kolonie-PCR 
und eine darauffolgende Gelelektropho-
rese (Vgl. Kapitel 3.2.2) durchgeführt. So 
wird festgestellt, welche Plasmide voraus-
sichtlich die meisten Übereinstimmun-
gen mit der gewünschten Sequenz haben. 
Diese vier Plasmide werden für die an-
schließende Sanger-Sequenzierung aus-
gewählt. Dafür wird die Plasmid-DNA 
über MiniPrep aus den Bakterien isoliert. 

den. Das Verfahren wird anschließend für das Tetracyclinre-
sistenzgen tetM wiederholt. Hier konnten Verunreinigungen 
ebenfalls ausgeschlossen werden. Die errechneten Konzentra-
tionen der isolierten Fragmente werden anschließend für das 
sogenannte Gibson Assembly zur Zusammensetzung des re-
kombinanten Plasmides pLAMA benötigt. 

Anschließend wird die Absorptionsrate des Lösemittels (hier: 
Wasser) ohne DNA-Fragmente und die Absorptionsrate des 
Wassers mit DNA bei verschiedenen Wellenlängen gemessen. 
Aus den Messwerten erstellt das Spektralphotometer ein Dia-
gramm, welches in Abb. 7 zu sehen ist. Es zeigt die Absorp-
tionsrate der Probe in Abhängigkeit von der Wellenlänge des 
Lichtes. Aus dem gemessenen Unterschied zwischen der Ab-
sorptionsrate des Lösemittels mit und ohne DNA-Fragmente 
berechnet das Spektralphotometer die Konzentrationen dieser.

Abb. 8: Beim Gibson Assembly hybridisieren die überlappenden Enden 
des Vektors pBAD und die Plasmid-Fragmente, die die Gene mNeonGreen 
und turboRFP enthalten, miteinander, sodass das Plasmid pLAMA 
entsteht. 

Abb. 7: Abhängigkeit der Absorptionsrate  
von der Wellenlänge.
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3.3.3	Sanger-Sequenzierung 

Die Sanger-Sequenzierung ist eine Methode zur Entschlüs-
selung der Nukleotidreihenfolge von bis zu 1000 Basenpaa-
ren. Daher wird die Sequenzierung für den mNeonGreen co-
dierenden Bereich durchgeführt. Die Sanger-Sequenzierung 
ist der einzige Bestandteil dieser Arbeit, der in einem exter-
nen Labor durchgeführt wurde. Die von dem externen Labor 
erhaltenen Nukleotidsequenzen konnten anschließend aus-
gewertet werden. Dazu verglichen wir, wie nachfolgend be-
schrieben, die Nukleotidsequenzen der Plasmide mit der in 
Benchling erstellten Sequenz und untersuchten diese auf Mis-
matches. 

In dieser Arbeit werden für die Sequenzierung ein Forward 
Primer (ATGCCATAGCATTTTTATCC) und ein Reverse 
Primer (GTGCCACCTGACGTCTAAGA) verwendet, um 
eine Sequenzierung in beide Richtungen zu ermöglichen. Da 
bei dem Reverse Primer der komplementäre Strang sequen-
ziert wird, muss die erhaltene Gensequenz zunächst in ent-
gegengesetzter Richtung abgelesen werden und anschließend 
ein Strang mit den komplementären Basen gebildet werden, 
damit die Basenabfolge mit dem geplanten Plasmid vergli-
chen werden kann. Anschließend kann der Nukleotidse-
quenzvergleich der drei Zielsequenzen durch das Programm 
MultAlign erfolgen. MultAlign ordnet die drei Sequenzen so 
zueinander an, dass die größtmögliche Übereinstimmung der 
Basen erzielt wird.

Zur übersichtlicheren Darstellung sind Basen, die in allen drei 
Sequenzen miteinander übereinstimmen in Abb. 9 rot darge-
stellt. Gleichen sich zwei der drei Basen, so sind diese blau ge-
kennzeichnet. Gibt es keine Übereinstimmung der drei Ba-
sen, werden die Basen schwarz dargestellt. 

Bei der Auswertung muss beachtet werden, dass die ersten 20 
bis 30 Basen einer Sequenzierung meist nicht genau erfasst 
werden und somit bei einer Betrachtung vernachlässigt wer-
den können. Fehler, die zwischen den Basenpaaren 1838 und 
2135 des geplanten Plasmides auftreten, können ebenfalls ver-
nachlässigt werden, da in diesem Bereich keine für die Funk-
tion des Plasmides relevanten Gensequenzen vorkommen. 

Insgesamt werden die Sequenzabschnitte vier verschiede-
ner Plasmide mit dem geplanten Plasmid verglichen. Da alle 
der vier Plasmide jedoch in den relevanten Gensequenzen 
Fehler aufweisen, ist ein Vergleich der Aminosäuresequen-
zen notwendig. Dafür ist die Übersetzung der Nukleotidse-
quenz in die entsprechende Aminosäuresequenz mithilfe der 
Website Expasy notwendig. Für den Aminosäuresequenzver-
gleich wird die Website UniProt verwendet. Hierzu erstellt 
die Website aus den eingefügten Aminosäuresequenzen ei-
nen Vergleich und kennzeichnet die Aminosäuren bei Über-
einstimmung in blau (Abb. 10). Nur bei pLAMA2 stimmt die 
Aminosäuresequenz mit der geplanten Sequenz überein, da-
her wird nur das Plasmid pLAMA2 für die nachfolgenden 
Schritte verwendet. 

Abb. 9: Der Ausschnitt der Nukleotidsequenz von pLAMA2 zeigt ein Mismatch (schwarz) in der ersten Zeile. 
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3.4	 Transformation der Bakterien 

3.4.1	 Herstellung kompetenter Bakterien 

Die E. coli-Bakterien sind ohne spezielle Behandlung nicht 
in der Lage DNA aufzunehmen. Um das Plasmid pLAMA 
in Bakterien zu integrieren, müssen die Bakterien kompe-
tent gemacht werden. Dafür werden sie zunächst auf Eis gela-
gert. So wird bei den Bakterien ein Stresszustand hervorgeru-
fen, durch welchen die Zellmembran durchlässig für externe 
DNA-Fragmente wird. 

3.4.2	Zentrifugation der Bakterien 

Um einen Kurzschluss bei der Elektroporation zu vermeiden, 
muss das salzhaltige Medium, in dem sich die Bakterien ver-
mehren, ausgetauscht werden. Dazu werden die Bakterien 
für 10 Minuten bei 4000 Umdrehungen pro Minute und 4 °C 
zentrifugiert, wobei sie sich am Boden des Zentrifugenröhr-
chens absetzen, und das Medium ausgetauscht werden kann. 
Die zuvor herbeigeführte Kompetenz der Bakterien wird wei-
terhin aufrechterhalten. Die Bakterien werden mit 1 ml Was-
ser resuspendiert und das Zentrifugenröhrchen bis 10 ml mit 
Wasser aufgefüllt. Es wird erneut in die Zentrifuge gesetzt 
und dieser Prozess wird anschließend zweimal wiederholt. 
Im dritten Zyklus wird die Resuspendierung zum Frostschutz 
mit Glycerol statt Wasser durchgeführt. Das Röhrchen wird 
nun weitere 15 min zentrifugiert.

3.4.3	Elektroporation der Bakterien 

Elektroporation ist ein Verfahren zur zeitweisen Permeabili-
sierung der Zellmembran von Bakterien, durch welche Bak-
terien aufnahmefähig für Fremd-DNA werden. Hier soll das 
isolierte tetM-Gen in das Bakterien-Genom aufgenommen 
werden. Ein Elektroporator erzeugt einen elektrischen Im-
puls, welcher Poren in der Zellmembran des Bakteriums öff-
net. Durch das Anlegen einer Spannung kommt es zur Polari-
sierung, die zur Erhöhung der Leitfähigkeit führt. Aufgrund 
von Diffusion können anschließend extrazelluläre Bestand-
teile aufgenommen werden. Um die Poren nach der DNA-
Aufnahme wieder zu schließen, sind Temperatur und Zu-
sammensetzung des Mediums zu beachten. Zur Integration 
des tetM-Gens mithilfe von Elektroporation wird hierbei das 
Lambda-Red-System genutzt. 

Für die Elekroporation werden 50 µl der aufgereinigten E. co-
li-Bakterien mit 2,5 µl des tetM-Gens in eine spezielle Elek-
troporationsküvette gefüllt. Der Abstand zwischen den Plat-
ten der Elektroporationsküvette beträgt 1 mm, an welchen 
eine Spannung von 1800 V anliegt. Nach der Elektroporati-
on erholen sich die Zellen für ca. 1h in einem Nährmedium. 
Zur Überprüfung der Antibiotikaresistenz wird anschließend 
eine mit Tetracyclin versetzte Agarplatte mit den transfor-
mierten E. coli-Bakterien angeimpft.

3.4.4	Transformation des Plasmides in E. coli 

In dieser Arbeit sollen neben Bakterien, die pLAMA enthal-
ten auch Bakterien entstehen, die das Kontrollplamid pBAD 
enthalten, da pBAD als Grundlage von pLAMA für die Aus-
wertung der Fluoreszenzmessung nötig ist. Des Weiteren 
wird neben den gentechnisch veränderten Bakterien mit 
tetM, zum Vergleich auch ein E. coli-Bakterium mit der Mu-
tante tolC verwendet. Dieses ist durch das Herausschleusen 
von Tetracyclin aus dem Zellinneren resistent [17]. Es werden 

Abb. 10: Proteinsequenzvergleich: Ausschnitt 
von pLAMA2 zeigt im betrachteten Bereich 
ausschließlich übereinstimmende Aminosäuren.

Abb. 11: Transformierte Bakterien auf einer 
Agarplatte: Sichtbar wird eine rote Fluoreszenz  
bei den Bakterien, die pLAMA enthalten. 
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Für die Fluoreszenzmessung darf der OD-Wert 0,5 nicht 
überschreiten, sonst ist eine Verdünnung notwendig. Mithil-
fe der OD-Werte lässt sich das benötigte Volumen der Kultur 
berechnen, damit der OD-Wert in 2 ml Flüssigkeit 0,1 beträgt. 
Multipliziert man die gewünschte optische Dichte ​​c​ 2​​​ der Kul-
tur mit dem gewünschten Flüssigkeitsvolumen ​​V​ 2​​​, entspricht 
dies dem Produkt aus der vorliegenden optischen Dichte ​​c​ 1​​​ 
und dem benötigten Volumen der Kultur ​​V​ 1​​​ (siehe Glg. 1). Da-
mit kann ​ ​V​ 1​​​ berechnet werden (siehe Tab. 4). Die Verdünnun-
gen werden nach den berechneten Angaben hergestellt.

​​c​ 1​​ ∙ ​V​ 1​​  =  ​c​ 2​​ ∙ ​V​ 2​​   ​ (1)

​ ​V​ 1​​  =  ​ 0,1 ∙ 2 ml _ ​c​ 1​​
 ​    ​

Statt des LB-Nährmediums wird das Medium M9 verwendet, 
da dieses eine geringere Eigenfluoreszenz aufweist [18]. Dazu 
werden die angepassten Verdünnungen für zwei Minuten bei 
4000 Umdrehungen zentrifugiert. Der Überstand wird abge-
nommen und durch M9 ausgetauscht. 

3.5.2	Erstellung der Verdünnungsreihe  
und Fluoreszenzmessung 

Nach der Anpassung der OD-Werte wird eine Verdünnungs-
reihe für die Fluoreszenzmessung erstellt. Hierfür wird eine 
Mikrotiterplatte mit 96 Wells vorbereitet. Von dieser ist in 
Abb. 12 eine vereinfachte Darstellung zu sehen. 

Zunächst werden in die Reihe A 100 µl des Nährmediums M9 
pipettiert. In die weiteren Reihen werden mithilfe der Mehr-
kanalpipette 100 µl M9 mit 0,2% Arabinose pipettiert. Arabi-
nose ist zur Aktivierung des araBAD-Promotors notwendig. 
Des Weiteren werden in die Reihe C 100 µl Tetracyclin und 
in die Reihe F 100 µl Oxytetracyclin gegeben. Anschließend 
wird zum Herstellen der Verdünnungsreihe die Substanz der 
Reihe C mit der Mehrkanalpipette durch zehnmaliges Auf-
nehmen und Abgeben vermischt. 

Daraufhin werden 100 µl aus der Reihe C aufgenommen und 
in Reihe D pipettiert. Das Vermischen und die Weitergabe in 
die Reihe E erfolgt analog. Nach dem Mischen werden die üb-

rigen 100 µl Substanz aus Reihe E ent-
sorgt. Dieser Prozess sorgt dafür, dass 
eine Verdünnung der Tetracyclinkonzen-
tration von 5 ​​ µg _ ml​​ zu 2,5 ​​ µg _ ml​  ​und schließlich 
zu 1,25 ​​ µg _ ml​​ entsteht. Gleiches Vorgehen 
folgt von Reihe F zu H. Danach werden 
in die Wells entsprechend der Abbildung 
jeweils 100 µl der Substanzen der obers-
ten Tabellenzeile gegeben. Anschließend 
wird mit dem Microplate Reader die Flu-
oreszenzstärke des Fluoreszenzprote-
ins mNeonGreen in einem Zeitraum 

somit vier Transformationen durchgeführt, sodass folgende 
Zelltypen entstehen:

	■ tolC-Mutante + pBAD
	■ tolC-Mutante + pLAMA 
	■ tetM-Mutante + pBAD 
	■ tetM-Mutante + pLAMA

Für die Transformation werden 100 µl eines E. coli-Stamms 
mit je 100 µl Transformations-Lösung gemischt und für fünf 
Minuten auf Eis gelagert. Anschließend werden je 0,75 µl des 
jeweiligen Plasmides hinzugegeben. Damit die Aufnahmefä-
higkeit erreicht werden kann, ist die Lagerung zu beachten. 
Die Mischung wird jeweils für zehn Minuten auf Eis, bei Zim-
mertemperatur und erneut auf Eis gelagert. Daraufhin wird zu 
jeder Lösung das Nährmedium LB (engl. lysogeny broth) hin-
zugegeben, sodass die Bakterien sich erholen können. Nach 
ca. 1h werden die Bakterien auf eine Ampicillinplatte aufge-
strichen, welche in Abb. 11 zu sehen ist. Es entstehen Bakte-
rien, welche das Plasmid pLAMA enthalten und somit theo-
retisch Tetracyclin detektieren können. Diese Funktionalität 
muss durch Fluoreszenzmessungen getestet werden. 

3.5	 Fluoreszenzmessung 

3.5.1	 Anpassung der OD-Werte 

Um die gemessenen Fluoreszenzwerte vergleichen zu können, 
müssen vor der Messung Anpassungen getroffen werden. So 
soll die Menge der hinzugegebenen Bakterien stets gleich sein. 
Daher wird die Menge der Bakterien in den einzelnen Kultu-
ren durch optische Dichtemessung (kurz: OD-Messung) er-
mittelt. In die erste Küvette werden 1000 µl des LB-Medium 
pipettiert und in die anderen Küvetten je 900 µl LB-Medium 
zu 100 µl Kultur. Die OD-Messung erfolgt bei 600 nm. Der 
OD-Wert des LB-Mediums wird von allen Werten abgezogen, 
da dieser OD-Wert den Hintergrund darstellt und lediglich 
die optische Dichte der vorkommenden Bakterien ermittelt 
werden soll. Die erhaltenen OD-Werte sind in Tab. 4 darge-
stellt. Die tolC-Mutante wird mit tolC und die tetM-Mutante 
mit tetM abgekürzt.

Tab. 4: Messwerte der optischen Dichte

Medium tetM
tetM,  
pBAD

tetM,  
pLAMA

tolC, 
pBAD

tolC, 
pLAMA

OD-Wert der 
Kultur

1,75 1,77 2,41 1,51 1,44

benötigtes 
Kulturvolu-
men ​ ​V​ 1​​​ in µl

114  113 83 132 139
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von über 12 h alle 20 min gemessen. Dafür wird mNeonG-
reen durch den Microplate Reader mit der spezifischen Anre-
gungswellenlänge von 506 nm angeregt. Das emittierte Licht 
wird vom Microplate Reader detektiert und von der Anre-
gungswellenlänge getrennt [19].

4.	 Ergebnisse 

4.1	 Anpassung der Fluoreszenzwerte 

Die gemessenen Fluoreszenzwerte werden sowohl durch das 
in Anwesenheit von Tetracyclin produzierte mNeonGreen als 
auch durch die Eigenfluoreszenz des Mediums bzw. der Bak-
terien beeinflusst. Demzufolge werden die Fluoreszenzwerte 
an die entsprechenden Einflüsse angepasst, um anschließend 
vergleichbar vorzuliegen. Zunächst werden alle Fluoreszenz-
werte FL durch die zugehörigen OD-Werte OD geteilt, um 
den Einfluss der verschiedenen Bakterienmengen zu beglei-
chen. Anschließend subtrahiert man den Hintergrund von 
den Fluoreszenzwerten. Als Hintergrundfluoreszenz wird 
hierbei die Fluoreszenz der Probe ohne Zugabe von Tetra-
cyclin verwendet (Reihe B). Zur Anpassung der gemessenen 
Fluoreszenz der Probe E. coli mit integriertem tetM, pLAMA, 
M9, Arabinose und 5 ​​ µg _ ml​​ Tetracyclin (Well C4) nutzt man folg-
lich den Hintergrund E. coli mit integrierten tetM, pLAMA, 
M9 und Arabinose (B4), siehe Glg. (2). 

​​FL​ ​(​​C4´​)​​​​  =  ​ ​FL​ ​(​​C4​)​​​​ _ ​OD​ ​(​​C4​)​​​​​− ​ ​FL​ ​(​​B4​)​​​​ _ ​OD​ ​(​​B4​)​​​​​​ (2)

4.2	 Ergebnisdiskussion 

Abb. 13 zeigt die angepassten Fluoreszenzwerte für verschie-
dene Tetracyclinkonzentrationen in Abhängigkeit der Zeit. 

Nach der Fluoreszenzanpassung zeigt die Messreihe ohne 
Zugabe von Tetracyclin keine Fluoreszenz. Obwohl die Pro-
be mit der geringsten Tetracyclinkonzentration (1,25 ​​ µg _ ml​​) zu 
der geringsten Fluoreszenzstärke pro Bakterium führt, wur-
de bei dieser die größte absolute Fluoreszenz gemessen. 33600 
Sekunden nach Messbeginn überschritt die absolute Fluo-
reszenz in der Probe mit der Tetracyclinkonzentration von 
1,25 ​​ µg _ ml​​ den Detektionsbereich des Microplate Readers. Daher 
endet die Messreiche ab diesem Zeitpunkt. Die Überschrei-
tung des Detektionsbereich hängt mit der Vermehrung der 
Bakterien zusammen, welche in der Probe mit geringster Te-
tracyclinkonzentration am größten ist. Die absolute Fluores-
zenz ist klar von den angepassten Fluoreszenzwerten abzu-
grenzen, welche zur Auswertung und auf allen Abbildungen 
verwendet werden. Bereits zu Beginn der Messung ist schon 
viel Fluoreszenz vorhanden, sodass der typische Fluoreszenz-
verlauf nicht analysiert werden kann. Demnach beschränkt 
sich die Auswertung der Fluoreszenz in Abhängigkeit der Te-
tracyclinkonzentration im Folgenden nur auf einen gewähl-
ten Zeitpunkt. 

In Abb. 14 wird der Zeitpunkt eine Stunde (3600 s) nach 
Messbeginn betrachtet. Die Bakterien mit tetM-Mutante zei-
gen bei der Konzentration 1,25 und 2,5 ​​ µg _ ml​​ eine leicht höhe-
re Fluoreszenz als die Bakterien mit tolC-Mutante. Bei ei-
ner Tetracyclinkonzentration von 5 ​​ µg _ ml​​ ist die Fluoreszenz der 
Bakterien mit tolC-Mutante höher als die Fluoreszenz der 
Bakterien mit tetM-Mutante. Trotz dieser Unterschiede der 
Resistenzmechanismen steigen in beiden Fällen die Fluores-
zenzwerte mit steigender Tetracyclinkonzentration an. Steigt 
die Tetracyclinkonzentration, so steigt die Anzahl der Schal-
ter mit gebundenem Tetracyclin und somit die Genexpressi-
on des grünen Fluoreszenzgens mNeonGreen, sodass die Flu-

Abb. 12: Die Mikrotiterplatte wird für die Fluoreszenzmessung mit Tetracyclin in verschiedenen Konzentrationen 
sowie mit den Bakterienkulturen, die unterschiedliche Resistenzen und Plasmide besitzen, bestückt.
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oreszenzstärke steigt. Diese theoretischen Überlegungen sind 
mit den gemessenen Werten vereinbar. 

Zusätzlich wurde die Fluoreszenz bei Vorkommen von Oxy-
tetracyclin ausgewertet. Hierbei wurde ebenfalls der Zeit-
punkt eine Stunde nach Messbeginn gewählt (siehe Abb. 15). 
Bei der tetM-Mutante steigt die Fluoreszenz mit zunehmen-
der Oxytetracyclinkonzentration an. Somit lässt sich schluss-
folgern, dass auch Oxytetracyclin an den Riboschalter gebun-
den werden kann und die Genexpression des Fluoreszenzgens 
bewirkt. Bei der tolC-Mutante hingegen sinkt die Fluoreszenz 
von 1,25 auf 2,5 ​​ µg _ ml​​ und steigt von 2,5 auf 5 ​​ µg _ ml​​ an. 

In die Bakterien wurde kein Resistenzgen für Oxytetracyc-
lin integriert. Die steigende Oxytetracyclinkonzentration be-
wirkt bei unzureichender Resistenz neben der vermehrten Te-
tracyclinbindung an den Riboschaltern auch das Absterben 
der Bakterien. Die Messwerte lassen vermuten, dass die tetM-
Mutation in dem verwendeten Konzentrationsbereich auch 
zur Herstellung einer Oxytetracyclinresistenz genügt, wäh-
rend die tolC-Mutante zur Herstellung einer Oxytetracyclin-
resistenz schlechter geeignet ist. Bei Vorkommen von Oxyte-
tracyclin ist dennoch bei beiden Resistenzmechanismen eine 
Fluoreszenz zu erkennen. 

4.3	 Fehlerbetrachtung 

Verschiedene Fehlerquellen können die Messergebnisse be-
einflussen. Zu diesen Fehlerquellen zählt neben dem Messge-
rätefehler, der zu kleinen Messungenauigkeiten führen kann, 
auch der zeitliche Beginn der Messung. Um den zeitlichen 
Verlauf der Fluoreszenz für die Auswertung heranziehen zu 
können, muss die Messung unmittelbar nach der Bestückung 
der Mikrotiterplatte erfolgen. Da der Schalter zur Tetracyclin-
detektion entworfen wurde, wurde bisher kein Resistenzgen 
für Oxytetracyclin integriert. Durch diese fehlende Oxytet-
racyclinresistenz bei der tolC-Mutante, wird die quantitative 
Oxytetracyclindetektion verhindert. Mit dem Integrieren ei-
ner Resistenz sind somit Änderungen in den Messwerten der 
tolC-Mutante zu erwarten, welche dem Messwertverlauf der 
tetM-Mutante stärker ähneln. Besonders zu beachten ist au-
ßerdem, dass lediglich im Duplikat gemessen wurde. Um ein 
repräsentativeres Ergebnis zu erhalten, müssten mehr Mess-
reihen durchgeführt werden.

5.	 Fazit und Ausblick 

Mit dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass es möglich ist, 
mithilfe eines RNA-basierten Sensors in einem Bakterium 
das Vorkommen des Antibiotikums Tetracyclin zu erkennen. 
Der entwickelte Sensor zeigt nicht nur das Tetracyclinvor-
kommen, sondern darüber hinaus auch das Vorkommen des 
Antibiotikums Oxytetracyclin an. Indem der Schalter Rück-
stände beider Antibiotika in der Umwelt sichtbar macht, bie-
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Abb. 13: Die Fluoreszenz für verschiedene 
Tetracyclinkonzentrationen in Abhängigkeit  
der Zeit. 
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Abb. 15: Die Fluoreszenz nach einer Stunde in 
Abhängigkeit der Oxytetracyclinkonzentration  
für zwei Resistenzmechanismen. 
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tet dieser das Potential, einen wertvollen Beitrag zur Eindäm-
mung von Antibiotikaresistenzen zu leisten. 

Zunächst wurde der Schalter im Konzentrationsbereich von 
1,25 bis 5 ​​ µg _ ml​​ Tetracyclin getestet, ein Bereich, der auch in der 
praktischen Anwendung relevant ist. Bereits bei diesen hohen 
Konzentrationen genügte die Resistenz der Bakterien für eine 
qualitative Tetracyclindetektion. Zudem lässt der Anstieg der 
Fluoreszenz mit steigender Tetracyclinkonzentration quan-
titative Abschätzungen zu. Um den Schalter tatsächlich zur 
quantitativen Detektion einzusetzen, sind noch weitere Mes-
sungen und eventuelle Verbesserungen nötig.

Optimierungen, wie das Einsetzen einer Oxytetracyclinre-
sistenz, können dazu beitragen, eine ausreichende Resistenz 
der Bakterien zur quantitativen Oxytetracyclindetektion zu 
schaffen. Zur Verstärkung der Resistenz ist das Einsetzen ei-
nes zusätzlichen Plasmides mit Tetracyclinresistenz in die 
Bakterien möglich. In zukünftigen Messungen können nicht 
nur andere Konzentrationsbereiche getestet werden, sondern 
es kann auch begonnen werden, mithilfe des Schalters Proben 
aus der Umwelt, wie etwa Fleischproben aus dem Supermarkt, 
auf Tetracyclin zu untersuchen.

Trotz zahlreicher Optimierungsmöglichkeiten ist der Schal-
ter bereits jetzt in der Lage, Antibiotikarückstände zuverläs-
sig anzuzeigen und hohe Tetracyclinvorkommen in der Um-
welt frühzeitig zu entdecken. Dadurch wird die Möglichkeit 
geschaffen, gezielt Maßnahmen zu ergreifen, um der Entste-
hung und Verbreitung von Antibiotikaresistenzen entgegen-
zuwirken. So kann langfristig das Risiko für Infektionen mit 
resistenten Bakterien reduziert werden.
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