
Enzymelektroden lassen sich auf mehrere Arten herstellen:

durch Bilden 
konvalenter
Bindungen

mit Hilfe von
Affinitätswech-
selwirkungen

durch das Nutzen 
von Wechselwirkungen
vom Typ hydrophil/
hydrophob



1. Einleitung

Die Bioelektronik ist ein sich schnell entwickelndes For-
schungsgebiet, das Chemie, Biochemie und Physik verbin-
det.[1] Hauptmerkmale eines bioelektronischen Bauteils sind
die Immobilisierung eines Biomaterials auf einem leitenden

oder halbleitenden Träger und die Umwandlung der bio-
logischen Funktionen, die mit den biologischen Matrices
verbunden sind, in elektronische Signale. Als Biomaterialien
eignen sich Proteine, d. h. Enzyme,[2] Rezeptoren,[2a, 3] Anti-
körper und Antigene,[4] Oligonucleotide und DNA-Fragmen-
te[5] sowie niedermolekulare Moleküle, die Affinitätswechsel-
wirkungen mit anderen Biomaterialien eingehen, darunter
Cofaktoren (z. B. NAD(P)�,[6] Biotin[7]) und Saccharide
(Affinitätswechselwirkungen mit Lectinen[8]). Die biologi-
schen Reaktionen lassen sich vom Trägerelement in verschie-
dene elektronische Signale umwandeln,[9a] darunter in
elektrische wie Strom,[9] Spannungsänderungen,[9a, 10] Kapazi-
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Die Integration von Redoxenzymen
und Elektrodenträgern und die Her-
stellung eines elektrischen Kontakts
zwischen Biokatalysator und Elektro-
de bilden die Grundlagen von Bio-
elektronik und Optobioelektronik. Im
Folgenden werden der wissenschaft-
liche Fortschritt beim Aufbau solcher
mit einer Enzymschicht in elektri-
schem Kontakt stehender Elektroden
und ihre denkbaren Anwendungen in
bioelektronischen Geräten wie ampe-
rometrischen Biosensoren, Sensor-Ar-
rays, Logikschaltungen und optischen
Speichern erörtert. Des weiteren wer-
den Methoden zur Immobilisierung
von Redoxenzymen auf Elektroden
vorgestellt sowie das kovalente An-
binden von Proteinen, der Einsatz
supramolekularer Affinitätskomplexe
und die Rekonstitution von Apo-Re-
doxenzymen für das Mikrostrukturie-
ren von Elektroden mit Proteinmono-
und -multischichten diskutiert. Der
elektrische Kontakt in Enzymelek-
troden wird durch diffundierende
Elektronenvermittler wie Ferrocen-
derivate, Ferricyanid, Chinone oder

Bipyridiniumionen erreicht. Die kova-
lente Verknüpfung von Elektronen-
relais mit der Enzymelektrode, die
Vernetzung von Affinitätskomplexen
aus Redoxprotein und als Relais fung-
ierendem Cofaktor, mit dem die Elek-
trode funktionalisiert ist, oder die
Oberflächenrekonstitution von Apo-
enzymen an derartig funktionalisierten
Elektroden liefert bioelektrokataly-
tische Elektroden. Die Nutzung der
funktionalisierten Elektroden als Bio-
sensoren wird vorgestellt, und weitere
Anwendungen von elektrisch ¹verka-
beltenª Enzymen als katalytische
Grenzflächen in Biobrennstoffzellen
werden diskutiert. Des Weiteren wer-
den Methoden zur Mikrostrukturie-
rung von Biomaterialien auf festen
Trägern (Musterprägung) behandelt,
die für den Aufbau von Sensor-Arrays,
selbstkalibrierenden Biosensoren und
schaltbaren bioelektronischen Geräten
erforderlich ist. Beispielsweise können
lichtempfindliche Schichten aus Azid-,
Benzophenon- oder Diazinderivaten
auf festen Trägern durch eine Maske
bestrahlt werden, um Biomaterialien

strukturiert kovalent mit der Oberflä-
che zu verknüpfen, oder es können
nichtkovalente Wechselwirkungen (wie
in Affinitätskomplexen zwischen Avi-
din und photomarkiertem Biotin oder
zwischen Antikörper und photo-
isomerisierbarer Antigenschicht) zur
Strukturierung genutzt werden; Mus-
ter aus hydrophilen und hydrophoben
Domänen lassen sich mit Hilfe der
Photolithographie, von Prägeverfah-
ren oder Mikrobearbeitungsmethoden
erzeugen. Photoaktivierbare Enzym-
elektroden dienen als photoschaltbare,
optobioelektronische Systeme für die
amperometrische Registrierung von
Lichtsignalen, eignen sich also als op-
tische Speicher, biomolekulare Ver-
stärker und Logikschaltungen. Erzeugt
werden sie durch Anknüpfen photo-
isomerisierbarer Gruppen an das Pro-
tein, durch Rekonstitution von Apo-
enzymen mit halbsynthetischen,
photoisomerisierbaren Cofaktoren
oder durch Verwendung photoisome-
risierbarer Elektronenrelais.
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tät[11] oder Impedanz,[12] piezoelektrische[9a, 13] und die von
Feldeffekttransistoren (FET)[14] sowie andere.[9a, 15]

In den am häufigsten untersuchten Systemen der Bioelek-
tronik dienen Enzyme als bioaktive Grenzfläche. Die elek-
tronische Registrierung von Enzym-Substrat-Wechselwirkun-
gen ist eine allgemein verwendbare analytische Methode zur
Detektion des jeweiligen Substrats. Die hohe Spezifität von
Enzym-Substrat-Wechselwirkungen und die üblicherweise
hohen Umsatzzahlen der Biokatalysatoren ermöglichen die
Maûanfertigung von sensitiven und spezifischen Biosensoren
auf Enzymbasis.[16] Durch Aktivierung von Enzymen auf
leitenden Oberflächen wird die Anwendung von Biokataly-
satoren bei elektrisch gesteuerten Biotransformationen mög-
lich (Elektrobiosynthese).[17] So wurden photosensitive Enzy-
me[18] und Proteine[19] auf einer Elektrodenoberfläche durch
Licht aktiviert und die empfangenen optischen Signale durch
den Träger in elektrische umgewandelt. Wegen der hohen
Umsatzzahlen der Enzyme lieûen sich schwache optische
Signale in Form verstärkter elektrischer Signale nachwei-
sen.[18b] Die Anwendungsmöglichkeiten solcher Systeme in
optischen Speichern, optischen Bioschaltungen, elektroni-
schen Schaltelementen und biologischen Strahlungsmessern
wurden bereits diskutiert.[20]

Bioelektronische Systeme, die andere Biogrenzflächen als
Basis haben, z. B. DNA-Sensoren oder Immunosensoren,
nutzen oftmals Enzyme als Sonden für den Nachweis bio-
logischer Erkennungselemente,[21] da die hohen Umsatzzah-
len die effiziente Registrierung von Wechselwirkungen zwi-
schen den Affinitätspaaren, die die Enzymfunktionen und
den elektrischen Kontakt mit dem Elektrodenträger steuern,
unter Signalverstärkung ermöglichen.

Der Aufbau eines enzymbasierenden bioelektronischen
Systems erfordert die Integration von Biokatalysator und
leitendem Träger, so dass die biokatalytische Transformation
in ein elektronisches Signal umgewandelt werden kann (Ab-

bildung 1 A). Elektrische Veränderungen am Trägerelement
als Folge des biokatalytischen Prozesses, d.h. der Substratab-
nahme oder der Produktbildung, ermöglichen die elektroni-
sche Registrierung des an der Elektrodenoberfläche ablau-
fenden Prozesses. Spannungsänderungen am leitenden Trä-
ger, die aus einer O2-Abnahme,[22] NH3-Bildung oder CO2-
Entwicklung resultieren,[23] sind beispielsweise elektronische
Signale als Reaktion auf die jeweilige biokatalysierte Um-
wandlung. Bei der Entwicklung von Biosensoren wurde
oftmals die amperometrische Detektion von enzymatisch
erzeugten Produkten wie H2O2 genutzt (Abbildung 1 B).[24]

Die direkte elektrische Aktivierung von Enzymen und
insbesondere von Redoxenzymen ist ein gängiges Verfahren

Abbildung 1. Integrierte Enzymelektroden für bioelektronische Anwen-
dungen: A) Bioelektrokatalysierte Oxidation eines Substrats, B) elektro-
chemische Reduktion von H2O2, das bei der biokatalysierten Oxidation
eines Substrats mit Sauerstoff gebildet wurde.
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zur Stimulation der bioelektrokatalysierten Oxidation (oder
Reduktion) der Enzymsubstrate.[25] Ist der Elektronenaus-
tausch zwischen der Elektrode und dem Redoxenzym schnell,
entspricht der resultierende Strom der Geschwindigkeit des
Elektronenaustauschs zwischen Substrat und Biokatalysator.
Daher spiegelt der Strom die Substratkonzentration im
System wider. Die direkte elektrische Kommunikation zwi-
schen Redoxproteinen (besonders Redoxenzymen) und Elek-
troden ist aber normalerweise gehindert.[9] In der Elektro-
nentransfertheorie[26] ist die Geschwindigkeit des Elektronen-
transfers in einem Donor-Acceptor-Paar durch Gleichung (1)
definiert; dabei ist DG8 die ¾nderung der Gibbs-Energie, die

ket/ eÿb(dÿdo) e
ÿ�DGo � l�2

4RTl (1)

durch den Elektronentransfer und die Generierung der
Redoxprodukte zustande kommt, l die Reorganisationsener-
gie, do der Van-der-Waals-Abstand und d der tatsächliche
Abstand zwischen Donor und Acceptor sowie b der elek-
tronische Kopplungskoeffizient. Diese Gleichung macht
deutlich, dass vor allem der Abstand zwischen Donor und
Acceptor die Elektronentransfergeschwindigkeit bestimmt.
Bei den meisten Redoxproteinen (Durchmesser 80 ± 150 �)
sind die Redoxzentren tief im Protein eingebettet und damit
elektrisch isoliert, d.h., Redoxenzymen (oder Proteinen), die
mit einem Elektrodenträger ein Donor-Acceptor-Paar bilden,
fehlt der elektrische Kontakt mit dem Träger.

Die Bioelektronik braucht aber den elektrischen Kontakt
zwischen Biomaterial und Elektrodenoberfläche. Eine Reihe
bioelektronischer Geräte basiert auf einem solchen künstlich
hergestellten Kontakt. In diesen Systemen werden die Bio-
funktionen der Proteine elektrochemisch gesteuert und durch
den Elektronentransfer stimuliert.[25] In anderen bioelektro-
nischen Systemen wird die Störung des elektrischen Kontakts
zwischen Redoxprotein und leitendem Träger zur Signalge-
bung genutzt.[2, 16]

Zur Maûanfertigung bioelektronischer Systeme muss das
Biomaterial auf dem festen leitenden Träger aufgebracht und
eine geeignete elektronische Verbindung zwischen beiden
Teilen hergestellt werden. Mehrere chemische Verfahren
wurden zur Verankerung der Biomaterialien genutzt, da-
runter die Immobilisierung mit Hilfe von Polymeren,[27]

Membranen,[28] Kohlenstoffpasten[29] und Sol-Gel-Materia-
lien.[30] Der elektrische Kontakt mit dem leitenden Träger
wurde über Redoxpolymere[31] oder leitende Polymere her-
gestellt.[32] Die Funktionalisierung fester Oberflächen durch
Monoschichten aus organischen Verbindungen oder Bioma-
terialien ist seit mehr als zwei Jahrzehnten Gegenstand
umfangreicher Forschungen.[33] Ziel unserer Übersicht ist es,
die chemischen Methoden zur Integration von Biomaterialien
und elektronischen Umwandlerelementen zu behandeln;
dabei werden wir insbesondere den Aufbau von Mono- und
Multischichten aus Redoxenzymen, Redoxproteinen und
halbsynthetischen Redoxbiokatalysatoren auf den Trägern
erörtern und neueste Fortschritte bei der Integration und
elektronischen Kopplung von Redoxproteinen und leitenden
Oberflächen behandeln. Ein besonderer Schwerpunkt werden
die aktuellen Methoden zur räumlichen Strukturierung von
Biomaterial-Oberflächen und zur Erzeugung geordneter Pro-

tein-Nanostrukturen auf festen Trägern sein. Schlieûlich
werden wir den Aufbau von optobioelektronischen Systemen
diskutieren und die Aktivierung von Redoxproteinschichten
auf Elektrodenträgern durch Lichteinwirkung vorstellen.
Dabei möchten wir die gegenwärtigen und künftigen An-
wendungsmöglichkeiten solcher integrierten Systeme aus
Proteinen und elektronischen Umwandlerelementen in der
Bioelektronik und Optobioelektronik herausstellen. Man
kann davon ausgehen, dass der rasche Fortschritt auf diesem
Gebiet zu neuartigen Biosensoren, Biobrennstoffzellen und
Computersystemen auf Biomaterialbasis sowie Logikschal-
tungen führen wird.

2. Oberflächenfunktionalisierung von Elektroden
zur kovalenten Anknüpfung von Enzymen

Zur kovalenten Verknüpfung von Proteinen mit leitenden
oder halbleitenden Trägern werden häufig funktionelle Grup-
pen an der Oberfläche des Trägers genutzt. Metalloxidmate-
rialien wie TiO2 und SnO2 enthalten Oberflächen-Hydroxy-
gruppen, die für die Ankopplung von organischen Stoffen
genutzt werden können.[34] Bei den Edelmetallen (Au, Pt)
konnten solche Oberflächen-Hydroxygruppen durch chemi-
sche[35] oder elektrochemische Vorbehandlung[36] generiert
werden.[37] Kohlenstoffelektroden tragen je nach chemischer
Behandlung unterschiedliche funktionelle Oberflächengrup-
pen (Carboxy-, Carbonylgruppen, Lactone, Hydroxygruppen
usw.) zum Anheften von Proteinen.[38] Um die Dichte von
funktionellen Gruppen auf einer Graphitoberfläche zu steu-
ern, wurden ein O2-Plasma,[39] starke Oxidationsmittel[40] und
die elektrochemische Oxidation[41] eingesetzt. Durch Behand-
lung mit NH3-Plasma wurden Aminofunktionen auf einer
Graphitelektrode eingeführt.[42] Einige andere Elektroden-
materialien, z. B. p-InP, wurden durch spezielle chemische
Behandlung funktionalisiert.[43] Im Folgenden werden mehre-
re Wege zur Aktivierung fester Oberflächen für das kovalente
Anknüpfen von Proteinen vorgestellt.

Cyanurchlorid (2,4,6-Trichlortriazin 1) ist ein vielseitig
verwendbares Reagens zur Aktivierung von Oberflächen
und zur nachfolgenden Immobilisierung von Enzymen.[44] Mit
Hydroxygruppen funktionalisierte Elektrodenoberflächen
wie Glaskohlenstoff, Pyrographit oder Metalloxide, z.B.
SnO2, In2O3, TiO2, reagieren mit 1 unter Bildung von
O-substituierten Mono- und Dichlortriazinschichten (Abbil-
dung 2). Diese können wegen ihrer verbliebenen Chlor-
substituenten mit den Amino- oder Hydroxysubstituenten
von Lysin- bzw. Tyrosinresten eines Proteins reagieren. Die
resultierende Protein-Monoschicht ist dann mit der Elektrode
über eine einzige Verankerungsstelle oder auch über mehrere
verbunden. Tabelle 1 gibt eine Zusammenfassung von Enzy-
men und Proteinen, die mit Triazin als Verbindungselement an
Elektrodenträgern verankert wurden.

Carboxy- oder Aminogruppen, die direkt an den leitenden
Träger gebunden sind, können zur kovalenten Anknüpfung
komplementärer Amino-Lysinsubstituenten bzw. der Carboxy-
gruppen von Asparagin/Glutaminsäureresten genutzt wer-
den. Beispielsweise führt die Oxidation von Kohlenstoffober-
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Abbildung 2. Aufbau von Enzymelektroden durch Funktionalisierung des
leitenden Trägers mit Cyanurchlorid 1.

flächen zu Oberflächen-Carboxygruppen,[38a] die vor der
Kupplung an das Protein mit Carbodiimid in aktive
Ester,[51] mit Thionylchlorid in Acylhalogenide[52] oder
mit einem Anhydrid in gemischte Anhydride[53] umge-
wandelt werden (Abbildung 3 A). Die Dichte der Car-
bonsäurereste auf der Elektrodenoberfläche ist ein wich-
tiger Parameter, um die Effektivität der kovalenten
Anbindung des Proteins zu steuern. Man nimmt an, dass
die Elektrodenoberfläche, die dem Platzbedarf des Pro-
teinmoleküls entspricht, mindestens zehn Carbonsäure-
reste enthalten muss, um eine effiziente Kupplung des
Proteins zu erreichen.[24b] Ein durchschnittlicher Abstand
von ca. 5 � zwischen den Oberflächen-Carboxygruppen
wurde durch deren Markierung und nachfolgende Rönt-
genstrukturanalyse bestimmt.[54] Nach dem Abscheiden
einer Albumin-Monoschicht auf der Elektrode lieû sich
eine gröûere Menge an Peroxidase als zweite Monoschicht
binden.[55] Dies wurde einer erhöhten Anzahl funktionel-
ler Gruppen, die für die Peroxidase-Kupplung zur Ver-
fügung standen, zugeschrieben. Der Befund, dass sich
Enzyme auch ohne Aktivierungsreagentien an Carboxy-
funktionalisierte Kohlenstoffoberflächen binden,[52, 53, 56]

wurde darauf zurückgeführt, dass möglicherweise An-
hydrideinheiten auf der Kohlenstoffoberfläche vorliegen,

die während der Oxidation des Trägers gebildet wurden.[38a]

Amino-funktionalisierte Graphitelektroden[43] wurden für die
kovalente Anbindung von Enzym-Carboxygruppen verwen-
det (Abbildung 3 B).[51] Tabelle 2 gibt eine Zusammenfassung
von Enzymen, die über Amidbindungen auf Kohlenstoff-
elektroden immobilisiert wurden.

Durch das Anheften funktionalisierter Alkene oder Alkine
an Pt-Oberflächen[61] oder Kohlenstoffelektroden[62] wird der
Träger für die Sekundärkupplung von organischen Molekü-
len, insbesondere von Enzymen, aktiviert.[51] Dazu werden auf
der Elektrode an einigen Stellen Radikale erzeugt, die mit
den p-Bindungen der Alkene oder Alkine reagieren. Auf
diese Art wurden sowohl unterschiedliche Redoxgruppen als
auch Enzyme (z. B. Glucose-Oxidase[51]) auf Pt- und Graphit-
elektrodenoberflächen immobilisiert. Abbildung 4 zeigt eine
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Tabelle 1. Über Cyanurchlorid 1 an Elektrodenoberflächen gebundene Enzyme.

Enzym Elektroden-
material

Enzymbeladung
[mol cmÿ2]

elektrochemische
Antwort

Substrat analysierter
Konzentrations-
bereich [m]

Antwort-
zeit [s]

opti-
maler
pH

Elek-
troden-
stabilität

Lit.

Glucose-Oxidase
(EC 1.1.3.4) aus

�
Aspergillus niger

Pyrographit ± amperometrisch Glucose 2� 10ÿ5 ± 5� 10ÿ2 25 7.0 20 d [45a]

Pyrographit ± Differentialpuls-
voltammetrie

Glucose ± ± ± ± [45b]

Pyrographit ± amperometrisch Glucose ± ± ± ± [45c]

l-Aminosäure-
Oxidase (EC 1.4.3.2)

�
aus dem Crotalus-
atrox-Gift

Pyrographit ± amperometrisch l-Phenylalanin 1� 10ÿ4 ± 5� 10ÿ2 25 7.5 30 d [45a]

Pyrographit ± potentiometrisch
l-Phenylalanin,
l-Methionin,
l-Leucin

1� 10ÿ5 ± 1� 10ÿ2 2 ± 2.5 7.0 ± 7.5 75 d [46]

alkalische Phosphatase
(EC 3.1.3.1) aus E. coli

Glaskohlen-
stoff

(1.4 ± 9.7)� 10ÿ12 amperometrisch,
RDE

Catechol-
phosphat

1� 10ÿ3 ± 1� 10ÿ2 30 ± ± [47]

a-Chymotrypsin
(EC 3.4.21.1)

IrO2 ± potentiometrisch,
Durchflussinjektion

N-Benzoyl-l-ty-
rosinethylester

± 12 7.8 ± [48]

Ferritin (Typ 1)
aus Pferdemilz

Pyrographit (7.7 ± 20)� 10ÿ11 ± ± ± ± ± ± [49]

Urease (EC 3.5.1.5) IrO2 ± potentiometrisch Harnstoff 5� 10ÿ5 ± 1� 10ÿ3 100 7.0 12 d [50]

Abbildung 3. Kovalente Verknüpfung von Enzymschichten und Kohlenstoff-
elektroden mit Hilfe von Amino- und Carboxyfunktionen.
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Abbildung 4. Modifizierung von Elektroden mit funktionalisierten
p-Adsorbaten zur kovalenten Bindung von Enzymen. R� (CH2)n, n� 0 ± 8.

solche Immobilisierung durch Primäraktivierung der Ober-
fläche mit (wÿ 1)-Alkencarbonsäuren oder -aminen und
Kupplung des Enzyms an die Basisschicht.[51]

Die starken p-p-Wechselwirkungen zwischen der hydro-
phoben Graphitelektrodenoberfläche (stark orientierte Pyro-
graphit-Monokristalle) und polycyclischen aromatischen Sys-
temen macht auch eine stabile Immobilisierung funktionali-
sierter aromatischer Systeme auf Graphit möglich.[63] Die
funktionalisierten Oberflächen wurden für die kovalente
Immobilisierung vieler organischer und bioorganischer Sub-
stanzen verwendet (Abbildung 5).[64]

Alkoxy- und Halogensilane sind reaktive Substanzen zur
Derivatisierung von Hydroxy-funktionalisierten Trägern; ihre
Hydrolyse durch die Hydroxygruppen führt zu Siloxan-
Mono- oder -Multischichten auf den Oberflächen. Für diese
Derivatisierung geeignet sind beispielsweise SnO2-,[65] TiO2-
,[66] RuO2-[67] und InxSnyOz-Elektroden.[68] Die Oberfläche von
Metallelektroden wie Pt muss vor der Silanierung elektro-
chemisch zu einer Oxid-Monoschicht oxidiert werden, die
über Hydroxygruppen verfügt.[37] Auch oxidierte Nichtme-
tallelektroden-Oberflächen (z.B. von Glaskohlenstoffelek-

troden) wurden erfolgreich silaniert.[69] Mit funktionalisierten
Silanreagentien kann eine Reihe funktioneller Gruppen
(meistens Aminogruppen, aber auch Thiol-, Esterfunktionen
usw.) auf hydroxylierten Elektrodenoberflächen eingeführt
werden. So modifizierte Elektrodenoberflächen wurden zur
Immobilisierung zahlreicher organischer und bioorganischer
Verbindungen mit elektrochemischen, photochemischen, ka-
talytischen und biokatalytischen Eigenschaften genutzt.[70]

Mehrere Enzyme (Proteine), die mit dieser Methode auf-
gebracht wurden (Abbildung 6), sind in Tabelle 3 zusammen-
gefasst.

Abbildung 5. Funktionalisierung von Graphitelektroden mit polyaroma-
tischen p-Elektronen-Modifikatoren zur Immobilisierung von Proteinen.

Die Selbstorganisation von Monoschichten aus Thiolen[73]

oder Disulfiden[74] (und weniger häufig Sulfiden,[75] Thio-
nen,[76] S-Heterocyclen[77] sowie Isothiocyanaten[78]) auf lei-
tenden Trägern, vorwiegend Au,[79, 80] aber auch Pt,[81] Ag,[82]

Cu[82e±g] (und seltener Ir,[83] Fe,[84] Hg,[85] amalgamiertes Pt[86]

usw.), oder auf halbleitenden Materialien wie GaAs[87] und
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Tabelle 2. Über Amidbindungen an Kohlenstoffelektroden gebundene Enzyme.

Enzym Enzymbeladung
[mol cmÿ2]

elektrochemische
Antwort

Substrat analysierter
Konzentrations-
bereich [m]

opti-
maler
pH

Elektro-
densta-
bilität

Lit.

Glucose-Oxidase (EC 1.1.3.4) aus
Aspergillus niger

(0.4 ± 3.5)� 10ÿ12 amperometrisch Glucose ± 4.5 ± 6.0 12 ± 15 d [24a ± c, 41a,
51, 57 ± 59]

Xanthin-Oxidase (EC 1.2.3.2) aus
Buttermilch

± amperometrisch,
potentiometrisch

Xanthin 7� 10ÿ6 ± 6� 10ÿ6 ± 7 d [10, 38b]

Meerrettich-Peroxidase
(EC 1.11.1.7)

± amperometrisch H2O2 ± 3.8 10 d [38b]

Lactoperoxidase (EC 1.11.1.7) aus
Kuhmilch

± amperometrisch Lactat ± 4.5 10 d [38b]

a-Chymotrypsin (EC 3.4.21.1) aus
der Bauchspeicheldrüse vom Rind

± ± Acetyl-l-tyro-
sinethylester

± ± ± [41a]

Lactat-Dehydrogenase
(EC 1.1.1.27) aus dem Skelettmus-
kel vom Hasen

1.4� 10ÿ13 amperometrisch Lactat ± 6.0 ± 7.5 21 d [60]



AUFS¾TZE I. Willner und E. Katz

Abbildung 6. Aufbau von funktionalisierten Siloxan-Schichten auf Elek-
troden zur Immobilisierung von Enzymen. Y ist eine zu X komplementäre
funktionelle Gruppe.

InP[88] waren Gegenstand umfangreicher Forschun-
gen.[2, 3, 79, 89] Thiolat-Monoschichten auf Goldoberflächen
wurden hinsichtlich ihrer strukturellen Merkmale[79] und ihrer
Bildungsdynamik[90] eingehend charakterisiert; dazu wurde
eine Vielfalt physikalischer Methoden genutzt: XPS (Rönt-
gen-Photoelektronenspektroskopie),[91] FTIR-Spektrosko-
pie,[92] Kontaktwinkelverfahren,[93] Ellipsometrie,[94] Oberflä-
chenplasmonresonanz,[95] Messungen mit der Quarzkristall-
Mikrowaage,[96] elektrochemische Methoden,[97] STM (Ras-
tertunnelmikroskopie),[98] AFM (Kraftmikroskopie)[99] und
andere.[100] Die Bildung von Gold-Thiolat-Monoschichten
wurde auf die Oxidation der Goldoberfläche durch das Thiol
zurückgeführt [Gl. (2)].[73, 79a] Als alternativer Weg wurde die
Reduktion einer Oxidschicht auf der Goldoberfläche vorge-
schlagen [Gl. (3)].[101] Die Bildung von Thiolat-Monoschich-
ten auf Goldoberflächen ausgehend von Disulfiden wurde auf
die Reduktion der Disulfidbindung durch die Goldoberfläche
zurückgeführt [Gl. (4)].[74, 79a]

Aun � RSH ÿ! Aunÿ1AuÿSR � 1�2H2 (2)

Aunÿ2Au2O � 2 RSH ÿ! Aunÿ2(AuÿSR)2 � H2O (3)

Aun � RSSR ÿ! Aunÿ2(AuÿSR)2 (4)

Eine Vielzahl von Redoxverbindungen, z. B. Ferrocene,[102]

N,N'-Dialkyl-4,4'-bipyridiniumionen,[75b, 103] Chinone,[81e, 86, 104]

Porphyrine und Phthalocyanine,[86, 105] heterocyclische Farb-

stoffe,[106] Metallkomplexe,[107] molekularen Rezeptoren wie
Cyclodextrine[108] und Calixarene,[75c, 109] supramolekularen
Komplexen[110] sowie sperrigen organischen Molekülen[111]

wie Fulleren (C60)[111a±c] und Dendrimere[111d] wurden an
Goldträgern über Thiolatbrücken verankert. Mit Thiolat-
Monoschichten auf Metall- und Halbleiteroberflächen
(GaAs, CdS) wurden Nanostrukturen aus Kolloiden und
Clustern erzeugt.[112] Die Selbstorganisation von Thiolat-
Monoschichten auf Goldträgern wurde zur Erzeugung mikros-
kopischer Muster[113] und zum Maûschneidern von Grenzflä-
chen mit steuerbaren hydrophoben/hydrophilen Eigenschaf-
ten[114] genutzt. Photoisomerisierbare, über Thiolatbindungen
an Goldoberflächen gebundene Monoschichten wurden als
Steuerungsoberflächen zur amperometrischen Registrierung
optischer Signale genutzt, die von der Monoschichtgrenzflä-
che empfangen werden.[115] Zu vielen Aspekten des Aufbaus
von Thiolat-Monoschichten gibt es bereits Übersich-
ten.[2, 3, 79, 89]

Mit Amino- oder Carboxygruppen funktionalisierte Thio-
lat-Monoschichten auf Goldelektroden wurden kovalent an
die komplementäre Carboxy- bzw. Aminogruppe von Glut-
amin/Asparaginsäure- bzw. Lysinresten in Enzymen und
Redoxproteinen gekuppelt (Abbildung 7 A).[116] Um die Des-
aktivierung des Enzyms, die beim Binden über einen kurzen
Thiolat-Spacer durch seine mögliche Wechselwirkung mit
freien Goldbereichen zustande kommt, zu verhindern, wur-
den Thiolatschichten mit langen Spacern stufenweise auf den
Elektrodenträgern aufgebaut.[117] So führte die Kupplung von
Glutardialdehyd an eine Cystamin-Monoschicht auf einer
Goldelektrode und die Anbindung der Lysinreste eines
Proteins unter Bildung einer Schiff-Base zu einer Protein-
Monoschicht mit langem Spacer.[18c] In ähnlicher Weise lieû
sich durch Anknüpfen von Diisothiocyanatostilbendisulfonat
an eine Cystamin-Monoschicht und Binden des Proteins
Glutathion-Reduktase an die Thiocyanatfunktion eine En-
zym-Monoschicht erzeugen, die durch eine Stilbeneinheit von
der Elektrodenoberfläche separiert ist.[118] Tabelle 4 fasst die
Proteine zusammen, die auf Goldelektroden als Monoschich-
ten über Thiolatbrücken angebracht wurden. Die Bedeckung
der Elektrodenoberfläche durch das Protein wird bei dicht
gepackten Schichten durch den Platzbedarf des Proteins
gesteuert und bei nicht dicht gepackten durch die Dichte der
Subschicht, die mit dem leitenden festen Träger verbunden
ist.
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Tabelle 3. Über funktionalisierte Silane an Oberflächen kovalent gebundene Enzyme (Proteine).

Enzym/Protein Elektro-
denma-
terial

Protein-
beladung
[mol cmÿ2]

elektrochemische
Antwort

Substrat analysierter
Konzen-
trations-
bereich

Ant-
wortzeit

optima-
ler pH

Elektro-
denstabili-
tät

Lit.

Glucose-Oxidase (EC 1.1.3.4) aus
Aspergillus niger

Pt ± amperometrisch Glucose 1 ± 4mm 40 s ± 9 Monate [24]

Meerrettich-Peroxidase
(EC 1.11.1.7)

SnO2 ± amperometrisch H2O2 ± ± ± ± [71]

Acetylcholin-Esterase (EC 3.1.1.7),
Zitteraal, Typ VI-S

Pt ± ± Acetylcholin ± ± 7.2 ± 7.8 ± [72]

photosynthetische Reaktionszen-
tren aus den Bakterien Rhodobacter
sphaeroides R-26

Pt 1.5� 10ÿ12 amperometrisch
oder potentiome-
trisch

Licht und redu-
ziertes Cyto-
chrom c

± 3 min 8.0 7 d [19a ± e]
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Die direkte Modifizierung von festen Trägern
durch Proteine geht meist mit der Denaturierung
des Proteins in der ersten Adsorbatschicht einher.
Die chemische Modifizierung der zahlreichen
Lysinreste von Proteinen durch Thiolgruppen
ermöglicht ein selektives Anheften an Goldober-
flächen, ohne das Biomaterial zu denaturieren.
Die Reaktion der Lysinreste mit dem Traut-Salz 2
führt zu einem Protein mit Thiolketten, das
spontan an Goldträger bindet.[126b] Auf diese Art
wurde Katalase funktionalisiert und auf eine
Goldelektrode gebracht (Abbildung 7 B).

Eine Enzymbasisschicht auf einem leitenden
Träger wurde als aktive Grenzfläche für den
stufenweisen Aufbau von dreidimensionalen Pro-
tein-Multischichten verwendet. Abbildung 8 zeigt
eine Methode zum Aufbau eines Multischichten-
Netzwerks aus Glucose-Oxidase (GOx) auf einer
Goldelektrode über Thiolatbrücken.[118] Die erste
Enzymschicht wird in einer Zweistufensynthese
mit 4,4'-Diisothiocyanatostilben-2,2'-disulfonsäu-
re 3 und GOx umgesetzt. Die Zahl der Schichten
auf der Elektrode wird über die Zahl der Wieder-
holungsschritte gesteuert. Es konnte gezeigt wer-
den, dass die Oberflächendichte des Enzyms pro
Schicht mit ca. 5� 10ÿ11 mol cmÿ2 bis zu einem
Netzwerk aus zwölf Schichten fast konstant ist.
Ein ähnliches Verfahren wurde zum Aufbau von
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Tabelle 4. Über funktionalisierte Thiolat-Monoschichten an Goldelektroden kovalent gebundene Enzyme (Proteine).

Enzym/Protein Enzym/Protein-
beladung
[mol cmÿ2]

elektrochemische
Antwort

Substrat analysierter Konzen-
trationsbereich

Ant-
wortzeit

opti-
maler
pH

Elektro-
denstabili-
tät

Lit.

Glucose-Oxidase
(EC 1.1.3.4) aus

�
Aspergillus niger

± amperometrisch Glucose ± ± 7.0 ± [18c]

7.5� 10ÿ12 amperometrisch Glucose 1 ± 20mm ± 7.3 14 d [118]

(1 ± 4)� 10ÿ11 amperometrisch Glucose 1 ± 25mm ± 7.0 20 d [119a,b]

± amperometrisch Glucose 1� 10ÿ5 ± 6� 10ÿ3m 10 s ± ± [119c]

± amperometrisch Glucose ± ± ± ± [119e]

Glucose-Dehydrogenase
(EC 1.1.99.17) aus Acineto-
bacter calcoaceticus

± amperometrisch Glucose ± 10 s 6.0 ± 9.5 60 d [120]

Bilirubin-Oxidase
(EC 1.3.3.5) aus
Myrothecium verrucaria

6� 10ÿ12 amperometrisch Bilirubin 10 ± 120 mm 20 s 8.0 75 d [121]

Malat-Dehydrogenase
(EC 1.1.1.40) aus Hühnerleber

4� 10ÿ12 amperometrisch Malat 1� 10ÿ7 ± 1� 10ÿ3m ± 7.2 ± [122]

Diaphorase (EC 1.6.99) aus
Bacillus stearothermophilus

6� 10ÿ12 amperometrisch NADH 1� 10ÿ5 ± 5� 10ÿ4m ± 7.5 ± [123]

Glutathion-Reduktase
(EC 1.6.4.2)

2� 10ÿ11 ±[a] oxidiertes
Glutathion

± 30 min 7.2 ± [116]

Mikroperoxidase 11

�
(0.8 ± 2.4)� 10ÿ10 amperometrisch H2O2 ± ± 7.0 30 d [125a]
(0.8 ± 2.4)� 10ÿ10 amperometrisch organische

Peroxide
5� 10ÿ5 ± 3� 10ÿ3m nicht-

wässrig
[125b]

(0.8 ± 2.4)� 10ÿ10 amperometrisch Hämproteine 5� 10ÿ5 ± 1� 10ÿ3m 7.0 [125c]

Katalase (EC 1.11.1.6) aus
Rinderleber

± ±[b] ± ± ± ± ± [126]

Acetylcholin-Esterase
(EC 3.1.1.8)

± amperometrisch Acetylcholin 8 ± 80mm ± 7.8 ± [119b]

Cholin-Oxidase (EC 1.1.3.17) ± amperometrisch Cholin 10 ± 60mm ± 7.8 ± [119b]

[a] Spektroskopischer Produktnachweis. [b] Untersuchungen mit der Rastertunnelmikroskopie (STM).

Abbildung 7. A) Aufbau einer funktionalisierten Thiolat-Monoschicht auf einer Gold-
elektrode, an die Enzyme kovalent angeknüpft werden. X ist eine funktionelle Gruppe zur
Proteinkupplung, Y eine zu X komplementäre funktionelle Gruppe. B) Modifizieren eines
Proteins durch Thiol-Funktionalitäten und Anheften an einen Goldträger.
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Elektroden mit Proteinschichten verwendet, die sich in
geordneter Weise aus zwei Enzymen zusammensetzen (Ab-
bildung 9).[119b] Zunächst wurde Cholin-Oxidase in zwei kon-

Abbildung 9. Aufbau einer Elektrode mit mehreren organisierten Enzym-
schichten zum amperometrischen Nachweis von Acetylcholin. ChO�
Cholin-Oxidase, AChE�Acetylcholin-Esterase.

sekutiven Proteinschichten angeordnet und anschlieûend
Acetylcholin-Esterase kovalent mit dem Basisenzym in einer
weiteren Zweischichtstruktur verknüpft. Auch von anderen
mehrschichtigen Enzymnetzwerken auf einer Grundschicht
mit Thiolatbrücken wurde berichtet.[119d, 120] Eine nichtorga-
nisierte Enzymmultischicht aus Glucose-Oxidase wurde
durch Vernetzung des Enzyms mit Glutardialdehyd in Gegen-
wart eines aminofunktionalisierten Elektronenvermittlers auf
der an die Elektrode gebundenen Thiolat-Monoschicht er-
zeugt.[119d]

3. Herstellung von Enzymelektroden durch
chemische Modifizierung von Oberflächen und
Proteinen

Der vorangegangene Abschnitt hat sich mit der Natur der
chemischen Bindung zwischen den Spacereinheiten der
Monoschicht und der Elektrode, die zur Verknüpfung der
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Abbildung 8. Schrittweiser Aufbau vernetzter GOx-Multischichten auf einer Goldelektrode und Herstellung der elektrischen Verbindung.
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Proteine mit dem festen Träger führt, befasst. Die Ober-
flächenfunktionen, die mit den Trägern oder den Mono-
schichten auf der Elektrode assoziiert sind, können vielfältig
chemisch weiter modifiziert werden, um sie für die kovalente
Anbindung von Proteinen vorzubereiten. Analoges gilt für
die Proteine.[126a] In Abbildung 10 sind funktionelle Einheiten
aufgeführt, die für die Modifizierung von leitenden Trägern
und die Sekundärkupplung von Proteinen verwendet wurden.
Die Aminofunktionen der Lysinreste von Proteinen können
mit Oberflächen-Carboxygruppen (Abbildung 10 a) oder mit
Oberflächen-Aldehydfunktionen[24a,b, 124a] (Abbildung 10 b)

Abbildung 10. a) ± k) Durch unterschiedliche Monoschichten für die
kovalente Bindung von Enzymen funktionalisierte Elektroden.

verknüpft werden.[71, 127] Alternativ möglich sind die nucleo-
phile Substitution an Oberflächen, die mit Cyanurchlorid 1
funktionalisiert wurden (Abbildung 10 c),[45±50] die Addition
an Isothiocyanatfunktionen (Abbildung 10 d)[116c, 118] und die
Michael-Addition an Elektroden-gebundene Chinonfunktio-
nen (Abbildung 10 e). Die mit dem letzten Verfahren zugäng-
liche Chinon-Enzym-Monoschicht ist ein Beispiel für eine
Enzymschicht, die über eine redoxaktive Komponente mit
der Elektrode verbunden ist.[128] Oberflächen-gebundene
aromatische Amine lassen sich in Oberflächen-gebundene
Diazonium-Ionen überführen, an die Tyrosin- oder Histidin-
reste von Proteinen gebunden werden können (Abbil-
dung 10 f).[127c] Arylazide werden häufig als photoaktivierbare
Marker verwendet. Entsprechend führt die photochemische
Aktivierung einer Arylazid-Monoschicht zum entsprechen-
den Nitren, das mit den Aminogruppen von Lysinresten
reagiert (Abbildung 10 g).[129]

Da Proteine häufig viele Lysin- oder Glutaminsäure/
Asparaginsäurereste an ihrer Peripherie enthalten, führt ihre
Anbindung an feste Träger über diese Gruppen zu einer
heterogenen Verknüpfung und Orientierung der Proteinmo-
leküle. Eine regelmäûige Anordnung von Redoxproteinen
auf dem leitenden Träger ist aber für viele bioelektronische
Anwendungen unabdingbar, und daher ist die Entwicklung
von Verfahren zum spezifischen Binden und Anordnen von
Proteinen auf Oberflächen wichtig. Cystein tritt in den
meisten Proteinen selten auf. Ein einzelner Cysteinrest an
der Proteinperipherie oder ein gentechnisch in das Protein
eingefügter Cysteinbaustein ermöglichen eine gezieltere Ver-
knüpfung des Proteins mit der Oberfläche. Durch p-Mercu-
riobenzoat,[19c] Iodacetamid[64] oder Maleinimid[130] funktio-
nalisierte feste Träger wurden zum Aufbau von über Cystein-
reste kovalent gebundenen Protein-Monoschichten ver-
wendet (Abbildung 10 h ± j). Beispiele sind das photosynthe-
tische Reaktionszentrum von Rhodobacter sphaeroides R-26,
das an eine Iodacetamid-Monoschicht auf einer pyrolytischen
Graphitelektrode gebunden wurde,[19c] und gentechnisch her-
gestelltes Cytochrom b5 (in dem Threonin 8 oder Threonin 65
durch Cysteinreste ersetzt wurde), das über Siloxan auf Glas
immobilisiert wurde.[72, 130] Dazu wurde das difunktionelle
Reagens N-Succinimidyl-3-maleinimidopropionat mit einer
Aminosiloxanschicht auf der Glasoberfläche verknüpft und
das Cystein-modifizierte Protein in einer nucleophilen Mi-
chael-Addition an die Maleinimidstellen gebunden. ¾hnlich
wurde gentechnisch hergestelltes Myoglobin an einen halo-
genalkylsilylierten Glasträger gebunden.[130c] Ein syntheti-
sches De-novo-Protein, das aus 128 Aminosäuren
(14 728 Da) besteht und aus einem Bündel von vier Helices
aufgebaut ist, lieû sich immobilisieren, indem es über die in
ihm vorliegenden flexiblen Gly-Gly-Cys-Einheiten an Ober-
flächen-Maleinimidgruppen gebunden wurde.[131] Ein gen-
technisch hergestelltes Cytochrom b5 wurde auf einer
Elektrode orientiert, indem seine Cystein-Thiolgruppen mit
den endständigen Thiolgruppen der Monoschicht zu Disul-
fidgruppen umgesetzt wurden.[132] Glycoproteine (z.B.
GOx[133]), in denen Zuckerreste an das Protein gebunden
sind, ermöglichen die Bindung an Phenylboronsäure-funk-
tionalisierte Oberflächen über cis-Dioleinheiten (Abbil-
dung 10 k).

Angew. Chem. 2000, 112, 1230 ± 1269 1239
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Für die gezielte Anordnung und Ausrichtung von Redox-
proteinen auf leitenden Trägern wurde das spannungsindu-
zierte kovalente Anfügen der Proteine vorgeschlagen.[124a]

Eine Glaskohlenstoffelektrode wurde mit einem wasserlösli-
chen Carbodiimid aktiviert und Cytochrom c unter Spannung
an die funktionalisierte Elektrode gekuppelt. Cytochrom c ist
an den Stellen positiv geladen, an denen das Häm mit dem
Protein verbunden ist und die Elektronen mit maximaler
Geschwindigkeit tunneln.[124b] Wurde das Kuppeln von Cyto-
chrom c an die Elektrode bei Spannungen durchgeführt, die
kleiner als das Nullpotenial [0.31 V gegenüber der Normal-
wasserstoffelektrode] waren, erhielt man eine Cytochrom-c-
modifizierte Elektrode mit effektivem elektrischem Kontakt.
Lag die Spannung dagegen über der des Nullpotentials,
entstand eine Hämproteinelektrode ohne direkte elektrische
Verbindung. Als Gründe für den besseren elektrischen Kon-
takt im ersten Fall wurden die Ausrichtung der Monoschicht
und die Orientierung des Hämproteins mit der Hämseite zur
Elektrode gesehen.

4. Nichtkovalente Kupplung von Proteinen an feste
Träger über elektrostatische, hydrophobe und
hydrophile Wechselwirkungen

Durch hydrophobe und hydrophile Wechselwirkungen von
Enzymen mit membranartigen Schichtsystemen oder elek-
trostatische Wechselwirkungen zwischen geladenen Grenz-
flächen und Proteinen können organisierte, supramolekulare
geschichtete Proteingrenzflächen entstehen. Auf Gold-
elektroden wurde eine gemischte, selbstorganisierte Mono-
schicht aus Octadecylthiol und Dodecylthiol aufgebracht.
Die kurzkettigen, geladenen Thiolderivate stellen Fehl-
stellen (oder Taschen) dar, in denen das Enzym Fuma-
rat-Dehydrogenase gebunden werden kann.[134] In der re-
sultierenden Enzymelektrode besteht ein direkter elek-
trischer Kontakt zwischen dem redoxaktiven Zentrum und
der Elektrodenoberfläche, und die so mögliche bioelek-
trokatalysierte Reduktion von Fumarat macht die modi-
fizierte Elektrode zu einem amperometrischen Fumarat-
sensor.

Hydrophobe Membranproteine bauen sich nur in eine auf
Oberflächen haftende Lipidschicht ein, wenn eine wässrige
Phase die Lipidschicht vom Substrat trennt. Die Übertragung
von Lipiden auf hydrophile Oberflächen wurde entweder mit
dem Langmuir-Blodgett-Verfahren[135] oder durch die Fusion
von Liposomen[136] erreicht. So wurde das Membranprotein
ATPase in eine Lipidschicht auf einer Goldoberfläche einge-
baut, indem ATPase enthaltende Liposomen mit einer funk-
tionalisierten Lipidschicht fusioniert wurden (Abbil-
dung 11):[137] Zunächst wurde ein Thiol-funktionalisiertes,
helicales Oligopeptid auf die Goldoberfläche aufgebracht
und danach das Lipid DMPE (Dimyristoylphosphatidyletha-
nolamin) kovalent an das Carbonsäureende des Peptids
gebunden. Die resultierende Lipidschicht lieû man mit
ATPase enthaltenden Liposomen in Wechselwirkung treten,
und eine spontane Fusion der Liposomen mit der Lipidschicht
führte zum Einbau von ATPase in die Doppelschicht. Das

Abbildung 11. Hydrophobe Assoziation von Liposom-gebundener ATP-
ase mit Oberflächen-gebundenen thiolierten, amphiphilen, helicalen
Oligopeptiden.

ATPase-Doppelschicht-System wurde als halbsynthetische
Protonenpumpe genutzt.

Hydrophobe Proteine wie Fibrinogen, Lysozym, Pyruvat-
Kinase oder RNAase wurden an auf Goldoberflächen ge-
bundene Alkylthiolate adsorbiert.[138] Bei gemischten Mono-
schichten aus Oligoethylenoxid und Alkylthiolen konnte eine
nichtspezifische hydrophobe Adsorption des Proteins verhin-
dert werden, wenn ein genügend hoher Anteil an Ethylenoxid
in der Monoschicht vorhanden war.

Durch elektrostatische Wechselwirkungen verbunden mit
hydrophiler Adhäsion können Proteine irreversibel auf
Monoschichten mit Carbonsäuretermini adsorbiert und an-
geordnet werden. Beispielsweise wurde Cytochrom c an einer
16-Sulfanylhexadecansäure(HS(CH2)15CO2H)-Monoschicht
auf einer Goldoberfläche adsorbiert,[139] wobei eine Elektrode
mit elektrischem Kontakt zwischen Monoschicht und Träger
resultierte. Aus der Geschwindigkeitskonstante für den Elek-
tronentransfer an der Grenzfläche, k0

et� 0.1 sÿ1, wurde der
Abstand zwischen dem Häm-Zentrum von Cytochrom c und
der Elektrode auf 31 � geschätzt.

5. Nichtkovalente Kupplung von Proteinen an
Oberflächen über Affinitätswechselwirkungen

Affinitätswechselwirkungen zwischen einem Enzym und
seinem Substrat, einem Rezeptorprotein und seinem Erken-
nungspartner oder in Antigen-Antikörper-Paaren sind häufig
durch hohe Assoziationskonstanten der resultierenden Kom-
plexe gekennzeichnet, was zur Konstruktion von Protein-
schichten auf festen Trägern genutzt wurde. Da die nativen
Rezeptorproteine oft mehr als eine Bindungsstelle für das
Substrat aufweisen und Antikörper an Anti-Antikörper
gekuppelt werden können, kann man auûerdem komplexe
Anordnungen von Proteinen maûschneidern, d.h. vor allem
Multischichten von Enzymen mit einstellbarer Anordnung
und Struktur organisieren.

Antigen-Antikörper-Wechselwirkungen wurden zum Auf-
bau von Schichten und Multischichten aus Glucose-Oxidase
auf Glaskohlenstoffelektroden genutzt (Abbildung 12).[4] Da-
bei wurde eine Glaskohlenstoffelektrode mit Gelatine über-
zogen, Kaninchen-IgG-Antikörper auf der Gelatine adsor-
biert und ein Konjugat aus Glucose-Oxidase und Anti-
Kaninchen-IgG-Antikörpern aus Ziegen mit den an der
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Abbildung 12. Aufbau von Enzymschichten auf Elektroden mit Hilfe
nichtkovalenter Antigen-Antikörper-Wechselwirkungen: A) Assoziation
eines Antikörper-Enzym-Konjugats mit einer Elektrode, die eine Antigen-
Monoschicht trägt. B) Herstellung einer Elektrode mit Enzym-Multi-
schichten (GOx-Multischichten auf einer Glaskohlenstoffelektrode) mit
Hilfe eines Anti-IgG-GOx-Konjugat (X), eines IgG- und eines
Anti-GOx-Antikörpers (Y) als Verbindungskomponenten
(>±). Der elektrische Kontakt in der Enzymelektrode wird
durch den diffundierenden Elektronenvermittler Ferrocenyl-
methanol 4 hergestellt.

Gelatine haftenden Antikörpern verbunden (Ab-
bildung 12 A). Dieses Vorgehen wurde auf die
Konstruktion von Enzym-Multischichten auf Elek-
troden erweitert (Abbildung 12 B): Maus-IgG-An-
tikörper wurden auf einer mit Gelatine überzoge-
nen Glaskohlenstoffelektrode adsorbiert. Sie dien-
ten als Antigene für das Konjugat X aus einem
Anti-Maus-IgG-Antikörper aus Ziegen und Gluco-
se-Oxidase. Ein monoklonaler Anti-GOx-IgG-An-
tikörper aus der Maus (Y) wurde dann mit der pri-
mären GOx-Schicht verknüpft. Durch die wieder-
holte Interaktion der Elektrode mit X und Y kann
eine genau festgelegte Zahl an Schichten auf der Elek-
trode abgelagert werden. Der elektrische Kontakt
zwischen den resultierenden Enzym-Multischichten
und der Elektrode wurde mit Ferrocenylmethanol 4
als diffundierendem Elektronenvermittler herge-
stellt. Die Effektivität der bioelektrokatalysierten
Oxidation von Glucose wird durch die Zahl der
Schichten auf dem Elektrodenträger gesteuert. Die
gemessenen Ströme nehmen mit der Zahl an Enzym-
schichten zu, was vermuten lässt, dass die Sensitivi-
tät der Messelektrode durch die Zahl der aufge-
brachten Enzymschichten eingestellt werden kann.

Die Affinitätswechselwirkungen zwischen Biotin
und Avidin wurden zum Aufbau von Ein- und
Mehrschicht-Enzymelektroden genutzt (Abbil-
dung 13).[7] Bei der kovalenten Immobilisierung

von Avidin auf einer Glaskohlenstoffelektrode zeigte sich,
dass ein langer Spacer für das Erhalten der Affinitätseigen-
schaften wichtig ist.[140] Abbildung 13 A beschreibt den Auf-
bau einer Monoschicht aus Meerrettich-Peroxidase (HRP)
auf einer Kohlenstoffelektrode unter Nutzung von Biotin-
Avidin-Affinitätswechselwirkungen.[7a] Ein zweiter Weg nutz-
te Polyoxyalkylendiamin (Jeffamin ED-600), das an Carbon-
säurereste auf der Kohlenstoffoberfläche als hydrophiler
Spacer gebunden und biotinyliert wurde (Abbildung 13 B)
und an das dann biotinyliertes HRP mit Hilfe von Avidin als
mehrzähnigem Liganden für Biotin angelagert wurde. Die
resultierende HRP-Monoschichtelektrode stimulierte die bio-
elektrokatalysierte Reduktion von H2O2 und die Oxidation
von ortho-Hydrobenzochinon. Biotin-Avidin-Wechselwir-
kungen wurden auch für den Aufbau von Enzym-Mono-
und -Multischichten auf anderen leitenden Trägern ge-
nutzt.[7b,c] So wurde Avidin auf einer Pt-Elektrode adsorbiert,
biotinylierte Alkohol-Oxidase (AOx) mit der Avidinschicht
verknüpft und durch wiederholte Reaktion der Enzymschicht
mit Avidin und biotinylierter AOx eine genau bekannte
Zahl an Enzymschichten auf der Elektrode aufgebaut.
Die Enzymelektrode biokatalysierte die Oxidation von
Ethanol zu Acetaldehyd [Gl. (5)]. Die amperometrische
Antwort der Elektrode als Folge der Oxidation von H2O2

CH3CH2OH � O2
AOx! CH3CHO � H2O2 (5)
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Abbildung 13. Aufbau von Enzymelektroden, die auf Avidin-Biotin-Wechselwirkungen
basieren: A) biotinyliertes Enzym und Avidin-Monoschicht-Elektrode, B) biotinyliertes
Enzym, Biotin-Monoschicht-Elektrode und Avidin als Vernetzer, C) Anlagerung eines
spezifisch durch Biotin funktionalisierten Cytochroms c an eine Biotin-überdachte
Phospholipid-Doppelschicht unter Verwendung von Streptavidin als Brücke.
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wurde für die quantitative Bestimmung von Ethanol in
Blutproben und alkoholischen Getränken im Konzentrations-
bereich von 10ÿ4 ± 10ÿ1 mgmLÿ1 genutzt. Die Nachweisemp-
findlichkeit der Enzymelektrode war von der Zahl der
Enzymschichten abhängig.

An eine dünne Schicht von Poly(l-Lysin) (PL) auf Gold-
oberflächen konnten Proteine spezifisch adsorbiert wer-
den:[141] Zunächst wurde mit Biotineinheiten funktionalisier-
tes PL elektrostatisch mit einer Thiolat-Monoschicht aus 11-
Sulfanylundecansäure verknüpft. Avidin band dann selektiv
an die Biotineinheiten. Oberflächenplasmonresonanz-Mes-
sungen und Markierung mit einer Fluoreszenzsonde ergaben
eine Oberflächenbedeckung von 4� 1014 Molekülen pro cm2

für die Lysinreste und von 3� 1012 Molekülen pro cm2 für die
Avidinmoleküle. Die Dicke einer Avidin-Monoschicht wurde
auf 41 � geschätzt. Die Affinitätswechselwirkungen in Biotin/
Avidin/Enzym-Systemen wurden mit Nanotechnikmethoden
wie STM (Rastertunnelmikroskopie) und AFM (Kraftmikro-
skopie) untersucht und zur Herstellung von Nanostrukturen
durch maskenlose Photolithographie genutzt.[142] Affinitäts-
wechselwirkungen zwischen Glycoproteinen und Lectinen
wurden in ähnlicher Weise zur Organisation von Protein-
schichten auf festen Trägern genutzt.[143] Das Glycopro-
tein Glucose-Oxidase bildet einen Affinitätskomplex mit
Concanavalin A. Entsprechend konnte eine vernetzte
Glucose-Oxidase/Peroxidase-Monoschicht auf einer
Lectinschicht (Concanavalin A), die mit einem fluorid-
sensitiven Feldeffekttransistor (FET) (Si/SiO2/Si3N4/
LaF3-Schichten) verbunden war, aufgebaut und zum
Nachweis von Glucose genutzt werden:[143a] Die Sauer-
stoff-vermittelte, biokatalysierte Oxidation von Glucose
erzeugt H2O2, das in Gegenwart von Peroxidase mit p-
Fluoranilin zu Fluoridionen reagiert [Gl. (6)], die durch
das FET-Gerät gemessen werden. Nach Desaktivierung

H2O2 � 4-Fluoranilin Peroxidase! Fÿ � Polyanilin � H2O (6)

des Enzyms kann die mit dem FET-Gerät verbundene
Sensorfläche durch Wechselwirkung der Sensormatrix
mit a-d-Mannopyranose wieder geladen werden. Dieser
Zucker besitzt eine starke Affinität gegenüber Conca-
navalin A, so dass das ursprüngliche Glycoprotein von
der Sensorfläche verdrängt wird.

Wechselwirkungen zwischen Biotin und Avidin (oder
Streptavidin) wurden zur Anordnung und Orientierung
von Redoxproteinen genutzt (Abbildung 13 C).[143b] Eine
Doppelschicht aus 1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-
ethanolamin-N-[biotinyl] und 1,2-Di(cis-9-octadecenoyl)-
sn-glycero-3-phosphocholin wurde auf ein Glassubstrat
aufgebracht, und Avidin oder Streptavidin wurde als
Vernetzer zur Anordnung des Redoxproteins Cyto-
chrom c verwendet. Dazu wurde dieses spezifisch am
Cysteinrest 102 mit N-[6-(Biotinamido)hexyl]-3-(2-pyri-
dyldithio)propionamid biotinyliert. Messungen zum li-
nearen Dichroismus und zur Fluoresenzanisotropie lie-
ûen den Schluss zu, dass Cytochrom c mit einem
Neigungswinkel von (41� 11)8 relativ zur Doppel-
schichtmatrix angeordnet ist.

Cholin-funktionalisierte Monoschichten auf einer
Goldelektrode wiesen eine Affinität zu einem chimären

Protein auf, das durch Fusion der b-Galactosidase- mit der
Cholin-Bindungsdomäne gebildet wurde;[144] das immobili-
sierte Protein katalysierte die Hydrolyse von (p-Aminophe-
nyl)-b-d-galactopyranosid, einem synthetischen Substrat der
b-Galactosidase, und das freigesetzte p-Aminophenol wurde
elektrochemisch detektiert.

Wechselwirkungen zwischen Cofaktor und Protein können
zum Anheften von Enzymen an feste Träger genutzt werden.
Redox-Cofaktoren wie Flavinadenindinucleotidphosphat
(FAD) oder Pyrrolochinolinochinon (PQQ) 5 sind über
nichtkovalente Wechselwirkungen fest mit dem Protein ver-
bunden. Andere Redox-Cofaktoren wie Nicotinamidaden-
indinucleotid (NAD� 6, siehe Abbildung 15) und Nicotin-
amidadenindinucleotidphosphat (NADP� 7, siehe Abbil-
dung 15) arbeiten auf einen Diffusionsweg und bilden tem-
poräre Affinitätskomplexe mit den jeweiligen NAD(P)�-
abhängigen Enzymen, die den Cofaktor-vermittelten Elek-
tronentransfer ermöglichen. Diese Affinitätswechselwirkun-
gen ermöglichen den Aufbau von Redoxenzymelektroden
(Abbildung 14 A). Eine Monoschicht aus 5 wurde auf einer
Goldoberfläche aufgebaut und kovalent an das Amino-
derivatisierte Flavinadenindinucleotid 8 gebunden. Apo-Glu-
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Abbildung 14. A) Rekonstitution von Apo-GOx an einer PQQ-FAD-Mono-
schicht auf einer Goldelektrode. B) Cyclovoltammogramme der rekonstituierten
Glucose-Oxidase a) ohne Glucose, b) mit Glucose (80 mm); 5 mV sÿ1 Abtastge-
schwindigkeit. Einschub: amperometrische Antwort (gemessen durch Chronoam-
perometrie) der Enzymelektrode als Funktion der Glucosekonzentration.
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cose-Oxidase (Apo-GOx) ohne FAD-Cofaktor wurde mit
dem halbsynthetischen FAD-Cofaktor auf der Elektrode
rekonstituiert.[145] Die PQQ-Schicht vermittelte den Elektro-
nentransfer von der FAD-Einheit auf die Elektrodenober-
fläche, und das rekonstituierte Enzym zeigte eine beispiellos
hohe bioelektrokatalytische Aktivität bei der Oxidation von
Glucose (siehe Abschnitt 8). Analog wurde eine PQQ-
Monoschicht auf einer Goldelektrode zur Rekonstitution
der PQQ-abhängigen Apo-Glucose-Dehydrogenase einge-
setzt.[2c, 146] Hier wurde die elektrochemische Oxidation von
Glucose durch den rekonstituierten Biokatalysator in Gegen-
wart eines diffundierenden Elektronenvermittlers stimuliert.

Auch Redoxproteine wie Myoglobin wurden auf leitenden
Trägern rekonstituiert.[147] Beispielsweise wurde ein FeIII-
Protoporphyrin-IX-Komplex als Monoschicht auf einer Gold-
elektrode aufgebracht und Apo-Myoglobin mit dieser Häm-
Cofaktor-Monoschicht rekonstituiert. Während natürliches
Myoglobin wegen der Isolierung des Hämzentrums norma-
lerweise keine elektrische Kommunikation mit Elektroden-
trägern zeigt, stand das auf der Oberfläche rekonstituierte
Myoglobin in elektrischem Kontakt mit der Elektrode. Das
wurde auf die Ausrichtung des Hämzentrums in einer
Orientierung, die den Elektronenaustausch mit der Elektrode
begünstigt, zurückgeführt.

Im Labor hergestellte Verbindungen, die natürliche Stoffe
ersetzen können und Affinitätswechselwirkungen mit Pro-
teinen aufweisen, wurden als Monoschichten auf Elektroden
immobilisiert und als ¹Instruktionsmatricesª zum Aufbau
weiterer Proteinschichten genutzt. Ein Beispiel sind künst-
liche Farbstoffe, die Affinitätswechselwirkungen mit
NAD(P)�-abhängigen Enzymen eingehen (z.B. Cibacron-
blau F3G-A) und als Monoschichten auf Goldelektroden
zur Verankerung von NAD�-abhängigen Enzymen verwen-
det wurden.[148] Die Affinitätskomplexe der farbstoffbe-
schichteten Enzymmatrices existieren in einer bioaktiven
Konfiguration, es fehlt ihnen aber der elektrische Kontakt
mit der Elektrode. Die Zugabe eines diffundierenden
NAD�-Cofaktors löst die biokatalytischen Aktivitäten
aus.

6. Vernetzung von durch
Affinitätswechselwirkungen stabilisierten
Protein(Enzym)-Schichten auf Elektroden

Biokatalytische Elektroden mit elektrischem Kontakt zu
NAD�-abhängigen Enzymen wurden durch Erzeugung von
Affinitätskomplexen aus einer Katalysator/NAD�-Mono-
schicht und dem jeweiligen Enzym erhalten.[6] Eine PQQ-
Monoschicht, die kovalent an ein Amino-funktionalisiertes
Nicotinamidadenindinucleotid (9) gebunden war, wurde auf
einer Goldelektrode aufgebaut. Die so erhaltene funktionali-
sierte Elektrode bindet NAD�-abhängige Enzyme wie Lac-
tat-Dehydrogenase (LDH) oder Alkohol-Dehydrogenase
(AlcDH) über Affinitätswechselwirkungen zwischen dem
Cofaktor und dem Biokatalysator (Abbildung 15 A). Diese
Enzymelektroden elektrokatalysieren die Oxidation des je-
weiligen Substrats, Milchsäure bzw. Ethanol. Die bioelektro-

Abbildung 15. A) Aufbau einer integrierten LDH-Monoschicht-Elektro-
de durch Vernetzung des aus dem Enzym und einer PQQ-NAD�-
Monoschicht auf einer Goldelektrode gebildeten Affinitätskomplexes. B)
Cyclovoltammogramme dieser Elektrode a) ohne Lactat, b) mit Lactat
(20 mm); 2 mV sÿ1 Abtastgeschwindigkeit. Einschub: amperometrische
Antwort der integrierten Elektrode als Funktion der Lactatkonzentration.

katalytischen Umwandlungen verlaufen über die biokataly-
sierte, Substrat-induzierte Bildung von NADH und dessen
Oxidation durch das katalytische Zentrum von PQQ. Die
Enzymelektrode wies nur eine zeitlich begrenzte Stabilität
auf: Etwa 25 % des Biokatalysators wanderten innerhalb von
30 min aus der Monoschicht in die Elektrolytlösung. Erst das
Vernetzen der mit der Monoschicht aus PQQ/NAD�-Cofak-
tor assoziierten Enzymschicht mit Glutardialdehyd erzeugte
eine stabile, integrierte Cofaktor-Enzym-Elektrode (siehe
Abbildung 15 B).

Protein-Protein-Affinitätswechselwirkungen spielen eine
groûe Rolle beim biologischen Elektronentransfer. Cyto-
chrom c vermittelt beispielsweise den Elektronentransfer zu
mehreren Redoxenzymen wie Cytochrom-Oxidase, Lactat-
Dehydrogenase und einige Kupferenzyme.[149] Derartige
Elektronentransferreaktionen laufen in Protein-Protein-Affi-
nitätskomplexen ab.[150] Mikroperoxidase-11 (MP-11 10, siehe
Abbildung 16) ist ein Häm enthaltendes Oligopeptid aus elf
Aminsäureresten, die die Mikroumgebung des aktiven Zen-
trums von Cytochrom c bilden.[151] Es wird durch Spaltung von
nativem Cytochrom c mit Trypsin erhalten. Trotz der struk-
turellen ¾hnlichkeiten zwischen MP-11 und Cytochrom c
unterscheiden sich die Redoxpotentiale ihrer Hämeinheiten
beträchtlich (E8�ÿ0.40 V[125a] bzw. �0.012 V (gegenüber
SCE)[149]). MP-11 wurde als Monoschicht auf eine Gold-
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elektrode aufgebracht,[152] und die so funktionalisierte Elek-
trode stimulierte den Elektronentransfer zu Hämproteinen
wie Myoglobin, Hämoglobin und Cytochrom c.[125c] Dies
wurde auf die Bildung von Affinitätskomplexen zwischen
den Proteinen und MP-11 an der Elektrodengrenzfläche
zurückgeführt. Die Affinitätswechselwirkungen zwischen
MP-11 und Hämproteinen oder Cytochrom-abhängigen En-
zymen wurden zum Aufbau einer Nitrat-Reduktase-Enzym-
elektrode genutzt (Abbildung 16):[152] Die Cytochrom-abhän-
gige Nitrat-Reduktase (NR (E.C. 1.9.6.1), aus Escherichia
coli) bildete einen Affinitätskomplex mit der MP-11-Mono-
schicht. Die Vernetzung der Affinitätskomplexschicht mit
Glutardialdehyd führte zu einer stabilen Enzymelektrode, die
die bioelektrokatalysierte Reduktion von Nitrat zu Nitrit
bewirkte. Die bioelektrokatalysierte Umwandlung verlief mit
einer Stromausbeute von ca. 85 %, und die Elektrode wurde
als amperometrischer Nitratsensor eingesetzt.

Auch mit Cobalt(ii)-protoporphyrin IX rekonstituiertes
Myoglobin bildete einen Affinitätskomplex mit der MP-11-
Monoschichtelektrode (Assoziationskonstante Ka� 1.6�
105mÿ1, Geschwindigkeitskonstante für den Elektronentrans-
fer im supramolekularen Komplex: 0.3 sÿ1).[153] MP-11 ver-
mittelt die elektrokatalytische Reduktion von CoII-Myoglo-
bin, und das resultierende Cobalthydrid hydriert Alkine, z. B.
Acetylendicarbonsäure zu Maleinsäure. Das Vernetzen der
Affinitätskomplexe aus CoII-Myoglobin und der MP-11-
Monoschicht mit Glutardialdehyd lieferte eine integrierte,
stabile, beschichtete Elektrode für die elektrokatalytische
Hydrierung von Acetylendicarbonsäure mit einer Stromaus-
beute von ca. 80 %.

Kürzlich wurden synthetische De-novo-Polypeptide aus
vier Helices für die Nachahmung der Cytochrom-b-Funk-
tionen und zur Maûanfertigung von beschichteten, vernetz-

ten, elektrokatalytischen Elektroden verwendet. Ein solches
Protein (14728 Da), das in den jeweiligen ¹Aª-Helices vier
Histidineinheiten enthält, wurde auf Goldelektroden aufge-
bracht (Abbildung 17). Anschlieûend wurden zwei Einheiten
FeIII-Protoporphyrin IX pro Proteinbündel rekonstituiert, um
eine vektorielle Elektronentransferkaskade zu erreichen.[131]

Die Affinitätskomplexe dieses Proteins mit der Cytochrom-

Abbildung 17. Aufbau einer Nitrat-Messelektrode durch Vernetzung eines
Affinitätskomplexes aus Nitrat-Reduktase und einem mit FeIII-Protopor-
phyrin rekonstituierten De-novo-Proteinbündel aus vier Helices.
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Abbildung 16. Aufbau einer integrierten Nitrat-Messelektrode durch Vernetzung eines Affinitätskomplexes aus MP-11 und
Nitrat-Reduktase auf einer Goldelektrode.
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abhängigen Nitrat-Reduktase oder mit CoII-Protoporphyrin-
IX-rekonstituiertem Myoglobin[154] wurden mit Glutardialde-
hyd vernetzt und lieferten elektrokatalytische Elektroden.
Die mit NR hergestellte Elektrode wurde für die elektroka-
talysierte Reduktion von NO3

ÿ zu NO2
ÿ eingesetzt und diente

als amperometrischer NO3
ÿ-Sensor, die mit CoII-Protopor-

phyrin-IX-rekonstituiertem Myoglobin hergestellte stimulier-
te die elektrokatalysierte Hydrierung von Acetylendicarbon-
säure zu Maleinsäure.

7. Elektronentransfer in Enzymelektroden

Das Wesentliche jedes Biosensors oder bioelektronischen
Gerätes ist die Herstellung einer elektrischen Verbindung
zwischen dem Redoxprotein und dem Elektrodenträgerma-
terial. Der direkte Elektronentransfer zwischen den aktiven
Redoxzentren der Proteine und der Elektrode ist normaler-
weise gehindert, da das Redoxzentrum sterisch durch die
Proteinmatrix isoliert wird (siehe Einleitung). Frühere Unter-
suchungen haben gezeigt, dass bestimmte Enzyme oder
Redoxproteine eine elektrische Kommunikation mit dem
Elektrodenträger zeigen und dass diese Enzyme biokataly-
sierte, elektrisch stimulierte Umwandlungen antreiben.[155]

Die direkte Elektroreduktion von H2O2 durch Meerrettich-
Peroxidase (HRP) konnte gezeigt werden [Gl. (7)],[156] und

H2O2 � 2H� � 2eÿ ÿ!HRP 2 H2O (7)

verwandte Häm enthaltende Oxidasen, z. B. Cytochrom-c-
Peroxidase,[157] Lactat-Peroxidase[158] und Chlorperoxidase,[159]

zeigten einen ähnlichen direkten Elektronenaustausch mit
Elektrodenoberflächen. Laccase (eine kupferhaltige Poly-
phenol-Oxidase) elektrokatalysiert die Reduktion von mole-
kularem Sauerstoff [Gl. (8)].[160] Hier wird der direkte Elek-

O2 � 4 H� � 4 eÿ* ÿ!Laccase 2 H2O (8)

tronentransfer auf die Platzierung des aktiven Redoxzen-
trums an der Proteinperipherie zurückgeführt. Eine detail-
lierte kinetische Untersuchung der Peroxidase-katalysierten
Reduktion von H2O2

[161] ergab beispielsweise, dass 42 % der
gesamten Enzymmoleküle auf der Elektrode in einer Kon-
figuration vorliegen, in der das Häm-Redoxzentrum für den
Elektronentransfer zugänglich ist. Einige der Enzyme ent-
halten zwei Redoxzentren; der Elektronentransfer verläuft
hier vektoriell von einem peripheren Zentrum zu einem innen
gelegenen. p-Kresolmethyl-Hydroxylase (PCMH), ein FAD
und Häm enthaltendes Redoxenzym, bewirkt die direkte
Oxidation von p-Kresol zu p-Hydroxybenzaldehyd
[Gl. (9)].[162] ¾hnlich ist Flavocytochrom c552 (Sulfidcyto-

p-Kresol � H2O ÿ!PCMH p-Hydroxybenzaldehyd � 4H� � 4eÿ (9)

chrom-c-Oxidoreduktase), das FAD und zwei kovalent-ver-
knüpfte Hämgruppen enthält, bei der Oxidation von Sulfid zu
Schwefel bioelektrokatalytisch aktiv [Gl. (10)].[163] Der direk-
te Elektronentransfer bei diesen Redoxenzymen macht ihre

HSÿ ÿ!Flavocytochrom c552 S0 � H� � 2eÿ (10)

Anwendung als bioaktive Schnittstellen in amperometrischen
Biosensoren möglich. Über die Detektion von p-Kresol,[162]

Methylamin[164] und Fructose[165] in Gegenwart von p-Kresol-
methyl-Hydroxylase, Methylamin-Dehydrogenase bzw. Fruc-
tose-Dehydrogenase wurde berichtet.

Der direkte elektrische Kontakt bestimmter Enzyme mit
den Elektroden kann für die Maûanfertigung bioelektroka-
talytischer Sensorsysteme genutzt werden. Eine Vielzahl von
Oxidasen nutzt molekularen Sauerstoff als Elektronenaccep-
tor für die Oxidation ihrer Substrate (Sub). Enzyme wie
Brenzcatechin-Oxidase, Aminosäure-Oxidase, Glucose-Oxi-
dase, Lactat-Oxidase, Pyruvat-Oxidase, Alkohol-Oxidase,
Xanthin-Oxidase und Cholesterin-Oxidase katalysieren die
O2-Oxidation ihrer Substrate unter Bildung von H2O2

[Gl. (11)]. Der direkte Elektronenaustausch zwischen HRP

Subred � O2 � 2H� ÿ!Oxidase SubOx � H2O2 (11)

und Elektroden ermöglicht die Elektroreduktion von H2O2

im Spannungsbereich von ÿ0.2 bis 0 V (gegenüber SCE), so
dass die Kupplung von HRP mit diesen Oxidasen ampero-
metrische Biosensoren zugänglich macht. Die erzeugte H2O2-
Menge ist von der Substratmenge abhängig, und damit ist der
resultierende Strom ein quantitatives Maû für das zu analy-
sierende Substrat. Entsprechend wurden amperometrische,
auf HRP und einer Oxidase basierende Biosensoren für
folgende Zwecke aufgebaut: mit Glucose-Oxidase zur Glu-
coseanalyse,[166] mit Alkohol-Oxidase zur Alkoholdetek-
tion,[167] mit Cholin-Oxidase zur Cholinanalyse[166a] und mit
Aminosäure-Oxidase zur Aminosäurebestimmung.[168] Als
leitendes Material wurden Ruû,[156] Pyrolysegraphit,[169] plati-
nierte Kohlenstoffpartikel[170] und kolloidales Gold[171] ver-
wendet, und Kohlenstoffpaste[172] oder Polypyrrol[166e, 172a]

dienten zum Einschlieûen der Biokatalysatoren.
Bei Enzymelektroden ohne direkte elektrische Kommuni-

kation zwischen Enzym und Elektrode kann der elektrische
Kontakt mit Hilfe synthetischer oder biologisch aktiver
Ladungsträger hergestellt werden (vermittelter Elektronen-
transfer, MET). Dabei kann auf Diffusion zurückgegriffen
werden (Abbildung 18 A): Der Elektronenvermittler wird an
der Elektrodenoberfläche oxidiert (bei einer oxidativen Bio-
transformation) oder reduziert (bei einer reduktiven Bio-
transformation) und diffundiert dann in das Protein, wodurch
ein Abstand für den Elektronentransfer erreicht wird, der
bezüglich des aktiven Redoxzentrums für den MET und der
elektrischen Aktivierung des Biokatalysators ausreichend
kurz ist. Ferrocenderivate, Ferricyanid, Chinone, N,N'-Dial-
kyl-4,4'-bipyridiniumverbindungen und andere elektroaktive
molekulare Substrate wurden für den MET und die elek-
trische Aktivierung von Redoxenzymen eingesetzt.[9b] Ta-
belle 5 gibt eine repräsentative Zusammenfassung von bio-
elektrokatalytischen Umwandlungen, die durch den diffusi-
ven MET stimuliert werden.

Chiroselektiver MET wurde in einer Reihe von Unter-
suchungen mit diffundierenden, chiralen Elektronenvermitt-
lern behandelt.[185] So stimulieren die chiralen Verbindungen
(S)- und (R)-N,N-Dimethyl-1-ferrocenylethylamin [(S)- bzw.
(R)-Fc] die chiroselektive bioelektrokatalysierte Oxidation
von Glucose in Gegenwart von Glucose-Oxidase,[185a] wobei
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Abbildung 18. Möglichkeiten zur Herstellung des elektrischen Kontakts
zwischen Redoxenzym und Elektrode (R ist ein Elektronenrelais): A)
Verwendung eines diffundierenden Elektronenvermittlers, B) chemische
Modifizierung des Proteins mit Elektronenrelaiseinheiten, C) Rekonstitu-
tion eines Apo-Flavoenzyms mit einer synthetischen Elektronenrelais-
FAD-Dyade, D) Immobilisierung des Biokatalysator in einem Redoxpo-
lymer.

(S)-Fc etwa doppelt so wirksam ist wie (R)-Fc. Die kinetische
Analyse der beiden Glucose-Oxidationen lässt darauf schlie-
ûen, dass das Protein über diastereomere Wechselwirkungen
eine chirale Diskriminierung der Ein- und Austrittswege des
Elektronenvermittlers induziert. Eine chirale Diskriminie-
rung beim MET und bei den nachfolgenden bioelektrokata-
lysierten Umwandlungen wurde mit einer Reihe von diffun-
dierenden Elektronenvermittlern und Enzymen beobach-
tet.[185c, 185d]

Das Konzept der enantioselektiven, elektrischen Verknüp-
fung von Redoxenzymen mit Elektrodenoberflächen wurde
mit dem Aufbau einer Monoschicht aus einem chiralen
Elektronenvermittler auf einer Elektrode weiter entwi-
ckelt.[186] Dabei wurde (S)- oder (R)-2-Methylferrocencar-
bonsäure als Monoschicht auf einer Goldelektrode aufge-
bracht (Abbildung 19). Die Monoschicht vermittelte die chi-
roselektive Oxidation von Glucose in Gegenwart von Glucose-
Oxidase, wobei das (S)-Enantiomer ca. 1.9-mal aktiver war.

Die chemische Modifizierung von Redoxenzymen mit
Elektronenrelaiseinheiten ermöglicht den MET und die
elektrische ¹Verkabelungª von Proteinen[187] (siehe Abbil-
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Tabelle 5. Für immobilisierte Enzyme verwendete diffundierende Elektronenvermittler.

Enzym Vermittler Redoxpotential des
Vermittlers [mV vs. SCE]

Lit.

Glucose-Oxidase (EC 1.1.3.4) aus Aspergillus niger

�
1,4-Benzochinon 39 [173]
1,1-Dimethylferrocen 100 [174]
Ferrocencarbonsäure 275 [175]
Phenazinmethosulfat ÿ 161 [176]
Tetrathiafulvalen 300 [177]
Tetracyanochinodimethan 127 [178]

Xanthin-Oxidase (EC 1.2.3.3) aus Buttermilch [Fe(CN)6]4ÿ 180 [10a]

Cholesterin-Oxidase (EC 1.1.3.6) aus Pseudomonas sp. Ferrocencarbonsäure 275 [179]

Hydrogenase (Fe/S-Typ) Dimethylviologen ÿ 681 [180]

Meerrettich-Peroxidase (EC 1.11.1.7) [Fe(CN)6]4ÿ 180 [181]

Lactat-Dehydrogenase (EC 1.1.2.3) aus Hefe [Fe(CN)6]4ÿ 180 [173a]

Glucose-Dehydrogenase (EC 1.1.99.17) aus A. Calcoaceticus
�

1,1'-Dimethylferrocen 100 [182]
Phenazinethosulfat ÿ 172 [183]

NADH-Dehydrogenase (EC 1.6.99) aus Bacillus stearothermophilus
�

Ferrocenylmethanol 185 [184]
Ferrocencarbonsäure 275 [184]

Abbildung 19. Aufbau einer chiralen Ferrocen-Monoschicht auf einer Elektrode.
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dung 18 B). Das kovalente Anknüpfen dieser Einheiten an die
Proteinperipherie oder an innere Stellen führt zu kurzen
Abständen zwischen den Elektronenrelais. Das Springen oder
Tunneln von Elektronen von der Peripherie zum aktiven
Zentrum oder umgekehrt ermöglicht den Elektronenaus-
tausch zwischen dem Redoxenzym und seiner Umgebung.
Glucose-Oxidase beispielsweise wurde kovalent über eine
Carbodiimideinheit mit Ferrocen als Elektronenrelais ver-
knüpft.[187a,b] Auch andere chemische Verfahren wurden ver-
wendet, um Elektronenrelais an die Proteinperipherie zu
binden. So wurden Carbonylgruppen, die in Glycoproteinen
(z.B. in Glucose-Oxidase) durch Oxidation mit Periodat
erzeugt wurden, an Amino-funktionalisiertes Ferrocen unter
Bildung von Schiff-Basen gekuppelt,[187c] und ein Ruthenium-
komplex wurde am Rückgrat einer Glucose-Oxidase ange-
bracht, die zuvor mit Pyridineinheiten modifiziert worden
war.[187b] Die zufällig auf dem Protein verteilten Relaisein-
heiten stellten den elektrischen Kontakt zwischen dem Enzym
und der unmodifizierten Elektrodenoberfläche her. Es wurde
gezeigt, dass längere Spacer zwischen Relais und Enzym eine
höhere Mobilität zur Folge haben, den Elektronentransferab-
stand verkürzen und die bioelektrokatalytische Aktivität des
Enzyms steigern.[187c] Das partielle und reversible Entfalten
des Enzyms durch Harnstoff während der kovalenten Modi-
fizierung ist ebenfalls wichtig, da dadurch das Anknüpfen des
Relais an nahe dem aktiven Zentrum des Enzyms liegende
Proteinstellen möglich wird.[188] Elektronenrelais tragende
Enzyme wurden auch an einer Elek-
trodenoberfläche vernetzt, was eine
ungeordnete Multischicht zur Folge
hatte,[119d] und in ein leitendes Polymer
auf einem Elektrodenträger einge-
baut.[189] Die immobilisierten Enzyme
standen über die Elektronenrelaisein-
heiten in elektrischem Kontakt, was
die Wanderung der Elektronen durch
die Schicht ermöglichte.

Die chemische Modifizierung von
Redoxproteinen mit synthetischen
Elektronenrelais wird immer von ei-
ner partiellen Denaturierung des Bio-
katalysators begleitet. Eine höhere
Beladung des Proteins mit dem Elek-
tronenrelais verbessert den elektri-
schen Kontakt, da die Elektronen-
transferabstände verkürzt werden,
führt aber auch zu einer stärkeren
Desaktivierung des Enzyms. Bei Glu-
cose-Oxidase erwiesen sich 12 ± 13
Ferroceneinheiten pro Molekül als
optimal für den MET.[188] Die Ge-
schwindigkeitskonstante des Elektro-
nentransfers zwischen der FAD-Posi-
tion des Enzyms und dem nächstgele-
genen Elektronenrelais betrug ca.
0.9 sÿ1, was wesentlich weniger ist als
beim Elektronentransfer zum nativen
Elektronenacceptor des Enzyms (O2,
ca. 5� 103 sÿ1).[188] Die Verbesserung

des elektrischen Kontakts zwischen dem aktiven Zentrum des
Enzyms und der Elektrode kann man sich auf zwei sich
ergänzenden Wegen vorstellen: 1) Modifizierung des Redox-
proteins mit Relaiseinheiten an für den MET optimalen
Positionen und 2) Ausrichtung des Relais-funktionalisierten
Bioelektrokatalysators relativ zur Elektrodenoberfläche.

Über eine neue Methode zur elektrischen Verkabelung von
Redoxenzymen, genau gesagt Flavoredoxproteinen, durch
Modifizierung des Redoxenzyms mit einem Elektronenrelais
am Cofaktor und unter Verwendung einer Rekonstitutions-
methode wurde berichtet (siehe Abbildung 18 C).[190] Der
native Cofaktor (hier Flavinadenindinucleotidphosphat,
FAD) wurde durch einen halbsynthetischen Cofaktor ersetzt,
an den ein Elektronenrelais gebunden ist, was einen Bio-
katalysator mit elektrischem Kontakt zum leitenden Träger
lieferte. Der halbsynthetische Cofaktor aus N-Ferrocenylme-
thyl-6-aminohexansäure 11 und N6-(2-Aminoethyl)-FAD 8
(Abbildung 20) wurde zur Rekonstitution von Apo-Glucose-
Oxidase und Apo-d-Aminosäure-Oxidase genutzt. Die re-
sultierenden rekonstituierten Enzyme standen in direktem
elektrischen Kontakt mit den Elektrodenoberflächen und
dienten als ¹Elektroenzymeª zur elektroinduzierten, bio-
katalysierten Oxidation von Glucose bzw. d-Alanin.[190]

Eine weitere Methode, Redoxenzyme in elektrischen Kon-
takt mit Elektrodenträgern zu bringen, ist der Einschluss des
Proteins in Polymere mit Redoxeinheiten oder in leitenden
Polymere (siehe Abbildung 18 D).[25, 31c, 191] Die Redoxrelais-
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Abbildung 20. Synthese der Ferrocen-FAD-Dyade.
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einheiten am Polymer dringen in das Redoxprotein ein und
können so für den MET günstige Abstände erreichen. In
Einklang damit beeinflusst die Länge des Spacers zwischen
Polymer und Relais die Effizienz des MET.[192] Polylysin
wurde über Spacer unterschiedlicher Länge mit N-Carbo-
xyalkyl-N'-methyl-4,4'-bipyridinium 12 als redoxaktiver
Gruppe funktionalisiert (Abbildung 21). Der MET zu Gluta-
thion-Reduktase und die bioelektrokatalysierte Reduktion

Abbildung 21. Modell zur räumlichen Orientierung eines Redoxzentrums
in einem Protein bezüglich eines positiv geladenen Polymers mit redoxak-
tiven Resten.

von oxidiertem Glutathion (GSSG) wurden als Funktion der
Spacerlänge untersucht. Danach ist der MET bei längeren
Spacern besser. Die bioelektrokatalysierte Reduktion von
GSSG in Gegenwart des Enzyms und des funktionalisierten
Polymers wurde auf die Bildung eines Komplexes zwischen
dem positiv geladenen Polylysin und der negativ geladenen
Glutathion-Reduktase zurückgeführt, wobei längere Spacer
kurze Abstände zwischen dem Redoxrelais und dem aktiven
Zentrum des Proteins und somit einen effektiveren MET
ergeben.

Es gibt viele Beispiele für bioelektrokatalytische Elektro-
den mit dünnen Filmen aus in Polymeren eingebetteten
Enzymen.[31c] Die amphiphilen Polymere zur komplementä-
ren Immobilisierung und elektrischen Verdrahtung der En-
zyme basieren meist auf Polypyrrolen,[193] Polythiophenen,[31d]

Siloxanen,[29d, 31g] Polyaminen[31h] oder Copolymeren aus 4-Vi-
nylpyridin und 4-Aminostyrol.[25] Das Polymerrückgrat wurde
mit Ferroceneinheiten,[31g, 193a, 194] Os(bpy)2-Komplexen[25]

oder Chinonen[195] modifiziert, um den elektrischen Kontakt
zu oxidativen Enzymen, z.B. Glucose-Oxidase, Glutamat-
Oxidase und Polyphenol-Oxidase, herzustellen. Für den
elektrischen Kontakt zu reduktiven Enzymen wie Nitrat-

Reduktase[31d, 193c] und Pyridinnucleotid-Oxidoreduktase[196]

dienten Viologene (N,N'-Dialkyl-4,4'-bipyridiniumsalze) als
Polymersubstituenten.

8. Elektrischer Kontakt von Redoxproteinen an
Monoschicht-funktionalisierten Elektroden

Die Funktionalisierung von Elektroden mit elektroche-
misch inaktiven, niedermolekularen Verbindungen beein-
flusst die elektrische Kommunikation der Redoxproteine
oder -enzyme mit den Elektrodenträgern. An Goldelektroden
(in einigen Veröffentlichungen waren es auch Platin- oder
Silberelektroden), die mit Monoschichten aus verschiedenen
beschleunigend wirkenden Gruppen (Promotoren) modifi-
ziert waren, wurde eine reversible elektrochemische Reaktion
von Cytochrom c mit einer teilweise frei liegenden Häm-
Stelle[197] beobachtet.[149c, 198] Normalerweise enthalten diese
Promotoren eine schwefelhaltige Gruppe zur Verankerung
mit der Oberfläche (Thiol oder Disulfid) und eine organische
funktionelle Einheit, die mit dem Cytochrom-c-Rückgrat in
Wechselwirkung tritt. Die Promotor-Monoschicht verhindert
den direkten Kontakt zwischen Protein und Metallelektro-
denoberfläche, und damit das irreversible Entfalten und
Denaturieren des Proteins. Die Wechselwirkungen zwischen
Promotor und Protein basieren auf Wasserstoffbrückenbin-
dungen und/oder anziehenden elektrostatischen Bindungen,
die ein spezifisches Ausrichten des Proteins an der Elektro-
denoberfläche zur Folge haben. So ausgerichtet sind die
Abstände für den Elektronentransfer ausreichend kurz, um
einen effizienten elektrischen Kontakt und elektrochemische
Vorgänge zu ermöglichen. Bis(4-pyridyl)disulfid ist der ge-
bräuchlichste Promotor zur Aktivierung der elektrochemi-
schen Grenzflächenreaktionen von Cytochrom c.[199] Auch
andere Thiol- oder Disulfidverbindungen sind effiziente
Promotoren.[200] Aminosäure- und Oligopeptid-Monoschich-
ten wurden sowohl als Promotoren für elektrochemische
Grenzflächenreaktionen von Cytochrom c[201] als auch zur
reversiblen elektrochemischen Aktivierung anderer Cyto-
chrome genutzt.[202] Auch mit andereren Promotoren wie
Imidazol,[203] Thiophen[204] und Iodid[205] als Monoschichten
auf Gold- oder Silberelektroden werden elektrochemische
Umsetzungen mit Cytochrom c erleichtert. Des Weiteren
wurde eine Monoschicht aus kolloidalen Goldpartikeln von
12 nm Durchmesser auf einer SnO2-Elektrode als effizienter
Promotor für die elektrochemischen Reaktionen von Cyto-
chrom c identifiziert.[206] Hierbei spielt die Morphologie der
Metallpartikel eine Schlüsselrolle für den Aufbau des elek-
trischen Kontakts. ¾hnlich gelang die Aktivierung der Grenz-
flächenelektrochemie anderer Redoxproteine und -enzyme
wie Ferritin, blaue Kupferproteine, Azurin, Pseudoazurin,
Umecyanin, Stellacyanin, Plantacyanin, Plastocyanin und
Gurkenascorbat-Oxidase[207] an Goldelektroden, die mit Mo-
noschichten aus 4-Pyridinthiol (oder anderen Thiol- und
Disulfidderivaten) modifiziert waren. Protonierte, Aminosil-
oxan-modifizierte Indiumoxidelektroden erwiesen sich als
effiziente Grenzflächen, um den Elektronentransfer zum
negativ geladenen Ferredoxin zu stimulieren.[208] Diese Pro-
motoren bringen die Proteinmoleküle auf der Elektroden-
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oberfläche offenbar in eine Orientierung, die den Elektro-
nentransfer erleichtert.

Redoxaktive, niedermolekulare Oligopeptide mit Redox-
gruppen, die aus nativen Biomaterialien abgeleitet sind,
könnten einen direkten Elektronenaustausch mit Elektroden
ermöglichen. Mikroperoxidase-11 10 (siehe Abbildung 16) ist
ein Häm-Undecapeptid, das die Mikroumgebung des aktiven
Zentrums von Cytochrom c bildet.[151] Da das aktive Zentrum
von MP-11 durch die Oligopeptidkette nicht ausreichend
abgeschirmt wird, wurden direkte elektrochemische Reak-
tionen von MP-11 in wässrigen[209a] und nichtwässrigen
Lösungen[209b] an unmodifizierten Elektroden beobachtet.
MP-11 wurde kovalent mit Amino-[125a] und Carboxy-funk-
tionalisierten Goldelektroden[125d] über Carboxy- bzw. Ami-
nogruppen verbunden. Die MP-11-Monoschicht konnte die
H2O2-Reduktion[125a] und die Reduktion von organischen
Peroxiden in nichtwässrigen Lösungen elektrokatalysie-
ren.[125b]

Die MP-11-Monoschicht bildet mit Hämproteinen wie
Cytochrom c, Myoglobin und Hämoglobin Affinitätskomple-
xe,[125c] wobei laut mikrogravimetrischer Analyse die Assozia-
tionskonstante im Fall von Myoglobin 3.9� 102mÿ1 beträgt.
Diese Affinitätskomplexe ermöglichen die vermittelte Re-
duktion der Hämzentren in den Proteinen (Abbildung 22 A).
Die MP-11-Monoschicht stimuliert auch den MET zu Cyto-

Abbildung 22. A) Cyclovoltammogramme einer MP-11-Monoschicht-
Elektrode a) ohne, b) ± d) mit Hämprotein: b) Hämoglobin (6� 10ÿ5m),
c) Myoglobin (2� 10ÿ4m), d) Cytochrom c (2� 10ÿ4m) ; 5 mV sÿ1 Abtastge-
schwindigkeit. B) Cyclovoltammogramme einer Elektrode mit vernetzter
MP-11/NR-Monoschicht: a) ohne Nitrat, b) mit Nitrat (20 mm) ; 5 mV sÿ1

Abtastgeschwindigkeit. Einschub: amperometrische Antwort der inte-
grierten Elektrode als Funktion der Nitratkonzentration.

chrom-abhängigen Enzymen. Beispielsweise bildet die Mono-
schicht einen Affinitätskomplex mit der nativen, Cytochrom-
b5-abhängigen Nitrat-Reduktase (NR, EC 1.9.6.1, aus Esche-
richia coli),[152] wobei die Assoziationskonstante laut Messun-
gen mit der Quarzkristall-Mikrowaage 3.7� 103mÿ1 und die
Oberflächenbedeckung etwa 3.8� 10ÿ12 molcmÿ2 beträgt. Die
Vernetzung der Affinitätskomplexschicht führte zu einer
integrierten, stabilen Elektrode (siehe Abbildung 16). Ab-
bildung 22 B zeigt die elektrokatalytischen Ströme, die mit
Hilfe der MP-11/NR-beschichteten Elektrode in Gegenwart
von Nitrat erzeugt werden. Da die Strommenge eine Funktion
der Nitratkonzentration ist (Abbildung 22 B, Einschub), eig-
net sich die funktionalisierte Elektrode als amperometrischer
Biosensor für Nitrat.

Native niedermolekulare Cofaktoren wie PQQ 5 verbinden
NAD(P)�-abhängige Enzyme und Elektrodenträger elek-
trisch miteinander. So konnte an eine Cystamin-Monoschicht
gebundenes PQQ[104b, 122] die Elektrooxidation von NAD(P)H
vor allem in Gegenwart von Ca2�-Ionen katalysieren.[210a]

Analog wurde eine PQQ-Monoschicht, die kovalent mit
Malat-Dehydrogenase (MalDH) verbunden war (Abbil-
dung 23), zur elektrischen Aktivierung des Enzyms ge-
nutzt.[122] Die biokatalysierte Oxidation von ¾pfelsäure durch

Abbildung 23. Aufbau einer PQQ-MalDH-Monoschichtelektrode und der
amperometrische Nachweis von ¾pfelsäure mit NADP� als diffundieren-
dem Cofaktor.

MalDH erzeugt diffundierendes NADPH, das durch den PQQ-
Elektrokatalysator oxidiert wird. Die erzeugte Strommenge
steht in Bezug zur NADPH- und damit zur ¾pfelsäurekon-
zentration, weshalb die Enzymelektrode Elemente eines
amperometrischen Biosensors aufweist. Wegen der hohen
Kosten des NAD(P)�-Cofaktors, die dessen Nutzung als
diffundierende Komponente verhindern, erfordert die Ver-
wendung von NAD(P)�-abhängigen Enzymen als bioaktive
Stoffe für amperometrische Biosensoren die Integration von
Cofaktor und Enzym in einer starren Konfiguration. Die
NAD(P)�-abhängigen Enzyme arbeiten in der Natur über
einen Diffusionsweg, bei dem der oxidierte Cofaktor in das
Protein eindringt, die Elektronen (in Form von Hydridionen)
aufnimmt und wieder aus der Proteinmatrix diffundiert. Die
weitere Oxidation von NAD(P)H durch die Elektrode er-
fordert einen Katalysator.[210] Die Affinitätswechselwirkun-
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gen zwischen NAD�-Cofaktor und Cofaktor-abhängigem
Enzym wurden zum Aufbau von integrierten Elektroden
mit Cofaktor-Enzym-Beschichtung genutzt, die elektrisch
verdrahtet sind.[6] Der halbsynthetische NAD�-Cofaktor 9
wurde kovalent an eine PQQ-Monoschicht gebunden (siehe
Abbildung 15 A). An diese Monoschicht banden die NAD�-
abhängigen Enzyme Lactat-Dehydrogenase (LDH) und Al-
kohol-Dehydrogenase (AlcDH), wobei laut Untersuchungen
mit der Quarzkristall-Mikrowaage die Bedeckung mit LDH
3.5� 10ÿ12 mol cmÿ2 betrug. Die Vernetzung der Enzym-
schicht mit Glutardialdehyd lieferte eine stabile Enzymelek-
trode, die die Elektrooxidation von Milchsäure stimulierte
(siehe Abbildung 15 B). Dabei wurde das enzymatisch er-
zeugte NADH durch PQQ in Gegenwart von Ca2�-Ionen
oxidiert. Da die Menge an reduziertem NADH-Cofaktor
durch die Lactatmenge gesteuert wird, kann die Elektrode als
allgemeines Beispiel für eine Biosensorelektrode mit NAD�-
abhängigem Enzym dienen.[6]

Das kovalente Anbinden von Elektronenrelaiseinheiten an
Enzymelektroden ist eine Methode, um die elektrische
Kommunikation zwischen Enzymschichten und Elektroden
zu erleichtern und den Biokatalysator zu aktivieren:[116] Eine
Monoschicht aus Glutathion-Reduktase wurde auf einer
Goldelektrode über verbrückende Thiolateinheiten aufge-
baut (Abbildung 24 A)[116a,b] und mit 12-H funktionalisiert,
wobei die Länge des Spacers systematisch vergröûert wurde.
Die Elektroreduktion der Bipyridiniumeinheit aktivierte das
Enzym zur Reduktion von oxidiertem Glutathion (GSSG),
und die Wirksamkeit der GSSG-Reduktion war bei längeren
Spacern besser (Abbildung 24 B). Das wurde mit den kürze-
ren Entfernungen zwischen den Elektronenrelaisstellen und
dem Redoxzentrum des Enzyms für die Systeme mit langen
Spacern erklärt. Um den elektrischen Kontakt zwischen
Enzymredoxzentrum und Elektrode zu erreichen, war eine
Modifizierung des Proteins mit der Bipyridiniumkomponente
in Gegenwart von Harnstoff wichtig (siehe Abschnitt 7).[116a,b]

Eine Glucose-Oxidase(GOx)-Multischicht (siehe Abbil-
dung 8) wurde in ähnlicher Weise mit dem Carboxyferrocen-
derivat 11 modifiziert.[118] Die elektroaktiven Ferrocenein-
heiten werden durch die Elektrode oxidiert und oxidieren die
Redoxstellen des Enzyms. Die amperometrische Antwort der
beschichteten Elektroden wurde durch die Zahl der Pro-
teinschichten gesteuert,[119b] was vermuten lässt, dass alle
Enzymschichten mit der Elektrode über die Ferroceneinhei-
ten in elektrischem Kontakt stehen. Der geschwidigkeits-
bestimmende Prozess bei der Oxidation von Glucose ist der
Elektronentransfer zwischen dem Substrat und dem aktiven
Zentrum. Das führt zu von der Glucosekonzentration ab-
hängigen amperometrischen Antworten der Elektrode und
ermöglicht die Anwendung der Enzymelektrode als ampero-
metrischen Glucosebiosensor. Ein ähnlicher GOx-Film, des-
sen elektrischer Kontakt zur Goldelektrode durch Ferrocen-
einheiten hergestellt wurde, wurde durch Vernetzung von
GOx, 2-Aminoferrocen und einer p-Sulfanylanilin-Mono-
schicht mit Glutardialdehyd aufgebaut.[17b]

Die Rekonstitution von Apo-GOx auf der PQQ-FAD-
Monoschicht (siehe Abbildung 14) ergab eine stabile, bio-
elektrokatalytisch aktive Schicht[145] mit einer für bioelektro-
nische Systeme ungewöhnlich hohen Stromdichte: Sie ist

Abbildung 24. A) Aufbau einer Enzymelektrode aus einer Glutathion-
Reduktase(GR)-Monoschicht und einem damit in elektrischem Kontakt
stehenden Träger. B) Geschwindigkeit der bioelektrokatalysierten Reduk-
tion von oxidiertem Glutathion (GSSG) durch diese Elektrode als
Funktion der Kettenlänge der den Kontakt herstellenden Relaiseinheiten:
a) n� 2, b) n� 5, c) n� 11.

300 mA cmÿ2 bei einer Glucosekonzentration von 80 mm und
einer Temperatur von 358C. Legt man die theoretische
Umsatzzahl von GOx bei 35 8C in Gegenwart von moleku-
larem Sauerstoff als Elektronenacceptor (ca. 900 sÿ1[145])
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zugrunde und berechnet damit die Strommenge, die bei einer
dicht gepackten GOx-Monoschicht (2.9� 10ÿ10 mole cmÿ2)
erzeugt werden sollte, erhält man ungefähr 300 mA cmÿ2,
was ausgezeichnet mit dem experimentell ermittelten Wert
übereinstimmt. Dass der rekonstituierte Biokatalysator den
theoretischen Wert für den MET ereicht, führte man auf das
Ausrichten des Enzyms auf der Elektrodenoberfläche zurück.
Das ausgerichtete Enzym ermöglicht die effektive Oxidation
des reduzierten FAD-Cofaktors durch die PQQ-Elektronen-
relaiseinheit und die Oxidation von Glucose durch MET. Die
hohen Stromdichten in diesem System und die Unempfind-
lichkeit der Enzymelektrode gegenüber Sauerstoff und an-
deren biologischen Störstoffen führten zu dem Vorschlag,
diese funktionalisierten Enzymelektroden zu miniaturisieren,
um implantierte, invasive Mikroelektroden zur kontinuierli-
chen In-vivo-Überwachung des Glucosespiegels im Blut zu
erhalten.

9. Auf Biomaterial basierende Elektroden für
Biobrennstoffzellen

Eine attraktive Anwendungsmöglichkeit von bioelektroka-
talytischen Elektroden sind Biobrennstoffelemente. Eine
Biobrennstoffzelle nutzt Biokatalysatoren zur Umwandlung
von chemischer in elektrische Energie.[211] Da viele organische
Substrate durch Sauerstoff verbrannt oder unter Energie-
freisetzung oxidiert werden, könnte durch die biokatalysierte
Oxidation von organischem Material an zwei voneinander
getrennten Elektrodengrenzflächen chemische Energie in
elektrische Energie umgewandelt werden. In groûer Menge
vorhandene Rohstoffe wie Methanol und Glucose können
genutzt werden, und molekularer Sauerstoff oder H2O2 kann
als Oxidationsmittel dienen. Die Ausgangsleistung P einer
Brennstoffzelle ist das Produkt aus der Zellspannung VZelle

und dem Zellenstrom IZelle. Die ideale Zellspannung wird
durch die Differenz der Formalpotentiale von Brennstoff und
Oxidationsmittel bestimmt, doch kinetische Einschränkungen
beim Elektronentransfer, Ohmscher Widerstand und Kon-
zentrationsgradienten führen zu irreversiblen Verlusten an
Zellspannung. In ähnlicher Weise wird der Zellenstrom durch
die Elektrodengröûe, die Ionendurchlässigkeit der Membran,
die Kathoden- und Anodenraum trennt, den Transport durch
sie und insbesondere die Elektronentransfergeschwindigkei-
ten an den Anoden- und Kathodengrenzflächen festgelegt.
Alle diese Parameter beeinflussen die resultierende Aus-
gangsleistung, und für eine höhere Effizienz der Brennstoff-
zellen müssen die VZelle- und IZelle-Werte optimiert werden.

Die Tatsache, dass mit Biomaterialschichten funktionali-
sierte Elektroden die Oxidation von Substraten wie Glucose,
Methanol und Milchsäure sowie die Reduktion von Substra-
ten wie H2O2 katalysieren, ermöglicht den Einsatz dieser
Elektroden als Kernelemente von Biobrennstoffzellen. So
wurde eine Biobrennstoffzelle konstruiert, die auf der bio-
elektrokatalytischen Oxidation von Glucose durch H2O2

beruht (Abbildung 25 A).[212a] Eine GOx-Monoschicht, die
auf einer Elektrode über die Rekonstitution von Apo-
Glucose-Oxidase auf einer PQQ-FAD-Schicht aufgebaut
wurde (siehe Abbildung 14 A), wurde als Anode verwendet,

Abbildung 25. A) Schematischer Aufbau einer Biobrennstoffzelle mit
Glucose als Brennstoff und H2O2 als Oxidationsmittel sowie mit einer
Elektrode mit PQQ-FAD und rekonstituiertem GOx als Anode und einer
mit MP-11 als Kathode. B) Strom-Spannungs-Verhalten der Biobrenn-
stoffzelle und als Einschub ihre elektrische Leistung P bei unterschiedli-
chen externen Lasten.

und eine MP-11-funktionalisierte Elektrode diente als Ka-
thode des Systems. Die bioelektrokatalysierte Oxidation von
Glucose verläuft an der Anode, während die MP-11-kataly-
sierte Reduktion von H2O2 im Kathodenraum erfolgt. Das
Strom-Spannungs-Verhalten der Biobrennstoffzelle und ihre
Ausgangsleistung bei verschiedenen externen Lasten und
optimierten Konzentrationen an Oxidationsmittel und Brenn-
stoff sind in Abbildung 25 B gezeigt. Die maximale Ausgangs-
leistung betrug 32 mW und wurde bei einer externen Last von
3 kW erreicht (Einschub in Abbildung 25 B). Der Aufbau
dieser Zelle kann als Muster für andere Biobrennstoffzellen
verwendet werden, und es können andere oxidative Enzyme
wie Methanol-Oxidase oder Lactat-Oxidase und die jeweili-
gen Alkohol- bzw. Milchsäuresubstrate als Brennstoffe ein-
gesetzt werden.

Ein anderer Ansatz, um maûgeschneiderte Biobrennstoff-
zellen zu erhalten, basiert auf der bioelektrokatalysierten
Oxidation von 1,4-Dihydronicotinamid-Cofaktoren. Eine
Vielzahl an Substraten, z. B. Alkohole, Hydroxysäuren oder
Zucker, wird biokatalytisch von NAD(P)�-abhängigen Enzy-
men oxidiert. Die bioelektrokatalytische Oxidation des re-
sultierenden Dihydronicotinamid-Cofaktors (NAD(P)H) an
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der Anode und die gleichzeitige Reduktion des Oxidations-
mittels (H2O2) an der Kathode könnten einen allgemeinen
Aufbau für eine Biobrennstoffzelle ergeben (Abbil-
dung 26 A). Über eine solche Biobrennstoffzelle mit einer
PQQ-funktionalisierten Elektrode als Anode und einer MP-
11-modifizierten Elektrode als komplementäre Kathode
wurde berichtet.[212b] Die elektrochemische Umwandlung im

Abbildung 26. A) Schematischer Aufbau einer Biobrennstoffzelle mit
NADH als Brennstoff und H2O2 als Oxidationsmittel sowie mit einer
PQQ-funktionalisierten Elektrode als Anode und einer MP-11-funktio-
nalisierten als Kathode. B) Strom-Spannungs-Verhalten und elektrische
Leistung P (Einschub) der Biobrennstoffzelle bei unterschiedlichen
externen Lasten.

Anodenraum ist die bioelektrokatalysierte Oxidation von
NADH durch die PQQ-funktionalisierte Elektrode, während
die MP-11-katalysierte Reduktion von H2O2 der komplemen-
täre Prozess an der Kathodengrenzfläche ist. Das Strom-
Spannungs-Verhalten der Biobrennstoffzelle und ihre Aus-
gangsleistung bei verschiedenen externen Lasten sind in
Abbildung 26 B gezeigt. Die maximale Ausgangsleistung be-
trug etwa 8 mW und wurde bei einer externen Last von 3 kW

erreicht (Einschub in Abbildung 26 B). Das System stellt zwar
das allgemeine Prinzip einer Biobrennstoffzelle mit
NAD(P)H-Cofaktoren als Brennstoff dar, doch vor einer
praktischen Anwendung muss es weiterentwickelt werden, da
NAD(P)�-Cofaktoren zu teuer sind, um als primärer Brenn-

stoff einer Biobrennstoffzelle genutzt zu werden. Dabei muss
der Cofaktor an der Anodengrenzfläche immobilisiert und
mit einem reichlich vorhandenen primären Brennstoff und
dem zugehörigen Enzym, z. B. einem Alkohol und der
Alkohol-Dehydrogenase, gekuppelt werden, um so in situ
den NAD(P)H-Cofaktor zu erzeugen. Der Fortschritt bei der
Organisation von integrierten, bioelektrokatalytischen
NAD(P)�-Elektroden (siehe Abbildung 15) ebnet den Weg
zur Anfertigung neuer Enzymelektroden für Biobrennstoff-
zellen.

10. Strukturierung von Biomaterialien auf
Oberflächen im Mikrometermaûstab

Wenn Biomoleküle, insbesondere Enzyme, Antigene, Anti-
körper und Rezeptoren, in geordneten mikrostrukturierten
Anordnungen auf Oberflächen organisiert werden könnten,
würde das neue Horizonte für die Anwendungsmöglichkeiten
von Biosensoren und bioelektronischen Geräten eröffnen.[213]

Man könnte sich vorstellen, dass mehrere Sensortypen
tragende Oberflächen (Sensorbatterien) zur simultanen,
adressierbaren Detektion von mehreren Analyten oder zur
Analyse der räumlichen Verteilung und von Analytengra-
dienten in Proben maûgefertigt werden könnten. Auch
könnten strukturierte Anordnungen aus ortsaufgelösten Bio-
materialien als selbstkalibrierende Sensorsysteme dienen, bei
denen ein Sensorbereich zur Kalibrierung einer zweiten
Messschnittstelle verwendet wird. Auûerdem könnte man
sich die Organisation von strukturierten, geordneten Berei-
chen von Biomaterialien in Form interagierender Matrices
vorstellen, die auf externe physikalische oder chemische
Reize antworten. Eine geeignete Anordnung von Enzymen
könnte das Analyt-Substrat in eine redoxaktive Spezies
überführen, die zu einem Stromfluss im leitenden Träger
Anlass gibt. ¾hnlich könnte eine chemische Reaktion zwi-
schen zwei Spezies, die durch räumlich getrennte Biokataly-
satoren erzeugt wurden, ein Produkt liefern, das ein drittes,
räumlich organisiertes, elektroaktives Enzym aktiviert (¹Ga-
tedª-Bioelektronik).

An der Erzeugung von Mikrostrukturen aus leitenden
Materialien wird schon seit langem geforscht, was zu ge-
waltigen Entwicklungen in der Mikroelektronik und Informa-
tionsspeicherung geführt hat. Die Lithographie im Mikro-
metermaûstab unter Verwendung von UV-Strahlen, Elektro-
nenstrahlen und Röntgen-Strahlen ist eine gängige Technik
für die Oberflächenstrukturierung.[214] Die gezielte Ablage-
rung von Biomaterialien auf bestimmten Oberflächenberei-
chen und ihre spezifische chemische oder physikalische
Verankerung auf diesen Bereichen in biologisch aktiver Form
ist eine wissenschaftliche Herausforderung von interdiszipli-
närem Interesse. Intensiv wurde in den neunziger Jahren an
der Strukturierung von Monoschichten[215a,b] und von funk-
tionalisierten dünnen Filmen auf festen Trägern im Mikro-
metermaûstab gearbeitet.[215c,d]

Die Photolithographie[214] und die Mikrobearbeitung von
Monoschichten,[216] das Mikroprägen von festen Trä-
gern[215a,b, 217] und das Mikrobeschriften von Oberflächen[218]

wurden häufig zur Erzeugung von strukturierten Monoschich-
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ten mit kontrollierter Benetzbarkeit[216b±d, 219] oder kontrol-
lierten chemischen und elektrischen Eigenschaften verwen-
det.[220] Das kontrollierte ¾tzen von Metallen[218] und die
selektive Ablagerung von Metallen[221] ermöglichten die
mikroskopische Strukturierung von Oberflächen mit einer
Vielzahl von polymeren, organischen, leitenden und anorga-
nischen Stoffen.

Mehrere der Verfahren zur Strukturierung von Oberflä-
chen mit chemischen Funktionalitäten im Mikrometermaû-
stab wurden zur Anordnung von Biomaterialien eingesetzt.
Einige dienten zur Strukturierung von Oligonucleotid-[213c, 222]

oder Antigen-Antikörper-Anordnungen.[223] In anderen Stu-
dien wurden redoxinaktive oder Modellproteine verwendet,
um die Strategien zum Aufbau von Proteinstrukturen auf
festen Trägern aufzuzeigen.[224] Auch wenn sich diese Über-
sicht auf die Nutzung von Redoxproteinen für bioelektroni-
sche Anwendungen konzentriert, erlauben wir uns, auf die
neuesten Fortschritte bei der Erzeugung von Proteinmustern
auf Oberflächen einzugehen. Wir sind überzeugt, dass diese
Verfahren eine zentrale Rolle bei der Maûanfertigung
künftiger bioelektronischer Systeme mit unterschiedlichen
Funktionen spielen werden.

10.1. Strukturierung von Oberflächen mit Biomaterialien
durch kovalente Verknüpfung

Die Oberflächenmodifizierung von festen Trägern mit
photoaktivierbaren Gruppen ermöglicht die lichtinduzierte
Erzeugung von reaktiven Intermediaten, z.B. Radikalen,
Carbenen, Nitrenen, die mit Proteinen unter Bildung kova-
lenter Bindungen reagieren.[129] Erfolgt die Photoaktivierung
durch eine Maske, entsteht nur
in den nicht abgedeckten Berei-
chen reaktives Intermediat, an
das das Biomaterial kovalent
gebunden werden kann. In Ab-
bildung 27 sind einige photo-
chemischen Wege zur Erzeu-
gung reaktiver Intermediate
vorgestellt. Benzophenone wer-
den in Gegenwart einer
H-Quelle unter Bildung eines
Ketylradikals und des Radikals
der H-Quelle photochemisch
aktiviert, und die Rekombina-
tion der beiden Radikale führt
zur einer neuen Bindung; die
Photolyse von Aryldiazinen er-
zeugt Carbene, und deren
Insertion in eine C-H-Bindung
ermöglicht die Anknüpfung von
Proteinen; die Bestrahlung
von Arylaziden führt zu einem
Arylnitren, das mit C-H-Bin-
dungen unter Bildung eines
stabilen Amins reagiert. Ent-
sprechend wurden Si-Chips
mit Aminopropyltriethoxy-

Abbildung 27. Photochemische Erzeugung von A) Benzhydrolradikalen,
B) Carbenen, C) Nitrenen zur kovalenten Bindung an Proteine.

silan silyliert und anschlieûend mit Benzophenon-4-isothio-
cyanat 13 oder 3-(m-Isothiocyanatophenyl)-3-(trifluorme-
thyl)diazirin 14 zu über Thioharnstoffeinheiten mit dem
Träger verbundenen photosensitiven Benzophenon- bzw.
Diazirinschichten umgesetzt (Abbildung 28).[225] Die Photo-
lyse der jeweiligen Monoschichten durch Masken führt zu
definierten Bereichen der Ketyl- bzw. Carbenverbindungen,
so dass Biomaterialien (Proteine) gezielt an die Si-Oberfläche
gebunden werden können. Ein Beispiel für die photo-
chemische Strukturierung von Proteinen auf Polymer-funk-
tionalisierten Oberflächen mit Hilfe von Arylaziden[226] ist das
Abscheiden von Arylazid-funktionalisiertem Rinderserumal-
bumin (BSA), das aus BSA und N-(4-Azidobenzoyloxy)suc-
cinimid 15 hergestellt wurde (Abbildung 29 A), auf einem
Polyvinylalkoholfilm und die Bestrahlung dieser Schicht
durch eine Maske. In den bestrahlten Bereichen wurde das
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Abbildung 29. A) Herstellung eines durch einen Azidophotomarker
funktionalisierten Proteins. B) Photoinduzierte kovalente Bindung eines
Protein an einen dünnen, Azido-funktionalisierten Polymerfilm.

Protein mit der Polymerschicht kovalent verknüpft, und das
BSA aus den nicht belichteten Bereichen wurde abge-
waschen. Ein ähnliches Verfahren nutzte Arylazid-
funktionalisierte Polymere als photoaktive Matrices zur
kovalenten Anknüpfung des Proteins an die bestrahlten
Oberflächenbereiche (Abbildung 29 B). Zwei Polymere, z. B.
das Copolymer Poly(N,N-dimethylacrylamid-co-4-azidosty-
rol) 16 oder Poly(4-azidostyrol) 17, wurden als dünne Filme
auf feste Träger aufgebracht, das Protein wurde auf dem
jeweiligen Polymerfilm verteilt, und das System wurde durch
eine Maske bestrahlt. Auf ähnliche Weise wurde eine
Arylazid-funktionalisierte Schicht, die einen aktiven Ester
enthielt, photolithographisch auf einen Polystyrol(PS)-Film
abgelagert (Abbildung 30). N-(4-Azido-2,3,5,6-tetrafluorben-
zoyloxy)succinimid 18 wurde auf das Polymer aufgebracht.
Der Film ergab nach Bestrahlung durch eine Maske ein
Muster der reaktiven N-Hydroxysuccinimideinheiten, die

Abbildung 30. Photochemische Musterbildung auf einem Polystyrolfilm
durch Bestrahlung eines aktiven, Azido-photomarkierten Ester durch eine
Maske. Das Protein bindet anschlieûend an die durch den aktiven Ester
funktionalisierten Bereiche.

nachfolgend mit Meerrettich-Peroxidase (HRP) oder Avidin
verbunden wurden.[227] Alternativ wurde N-(5-Aminopentyl)-
biotinamid mit dem ¹gemustertenª aktiven Ester umgesetzt
und Fluorescein-markiertes Avidin an die Biotindomänen
gebunden. Abbildung 31 A zeigt das auf einem Glasträger
erzeugte Fluorescein-Avidin-Muster. Es sei darauf hingewie-
sen, dass an das Avidinmuster eine zweite Enzymschicht unter

Abbildung 31. A) Mikrographische Aufnahme (aus Lit. [227]) eines
Fluorescein-markierten Avidins, das an eine Monoschicht eines aktiven
Esters gebunden ist, die durch Bestrahlung von Polystyrol durch eine
Maske in Gegenwart des Azido-markierten aktiven Esters strukturiert
wurde (siehe Abbildung 30). B) Photolithographische Aktivierung eines
Polymerfilms und kovalentes Anknüpfen von BSA an das strukturierte
Polymer (19). a) Die Struktur der Maske, b) die strukturierte BSA-19-
Oberfläche nach Bestrahlung des dünnen Films aus 19 auf Glas in
Gegenwart von BSA. Das Bild (aus Lit. [226]) wurde nach dem Einfärben
der Schicht mit dem entsprechenden Enzym-markierten Antikörper
Vectastain ABC-AP (Vector Laboratories, Burlingamen) aufgenommen.

Verwendung biotinylierter Proteine angeknüpft werden kann
(siehe Abschnitt 10.2). Das photochemische Entschützen
funktioneller Gruppen, die mit Proteinen verbunden werden
können, ermöglicht die Mikrostrukturierung von Oberflächen
mit Enzymen oder Proteinen. Die ortho-Nitrobenzylester-
Einheit ist eine der meist untersuchten photosensitiven
Schutzgruppen vor allem für Carbonsäuren.[228] Ein Copoly-
mer, das geschützte Acrylsäure enthält, co-Poly-ortho-nitro-
benzylacrylat-poly-N,N-dimethylacrylamid 19, wurde als ak-
tive Matrix zur Mikrostrukturierung von Proteinschich-
ten verwendet.[226] Die Bestrahlung der Polymerschicht durch
eine Maske führte zur partiellen Entschützung der Acryl-
säurerester. Das kovalente Anknüpfen von BSA an die
Carbonsäurereste mit 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)-
carbodiimid als Kupplungsreagens ergab das in Abbil-
dung 31 B gezeigte Proteinmuster. Diese Methode kann auf
die Immobilisierung eines jeden Redoxproteins in einer
strukturierten, wohldefinierten Anordnung erweitert wer-
den.

Ein anderer Ansatz ist die ¹negative Photolithographieª,
d.h. die photochemische Desaktivierung funktioneller Grup-
pen einer Monoschicht zur sekundären, kovalenten Immobi-

1254 Angew. Chem. 2000, 112, 1230 ± 1269



AUFS¾TZEBioelektronik

lisierung von Proteinen.[223b] Eine silylierte, Sulfanylpropyl-
funktionalisierte Oberfläche wurde unter Sauerstoff durch

Abbildung 32. Photolithographische Strukturierung einer Thiol-funktio-
nalisierten Oberfläche mit einem Protein durch lichtstimulierte Desak-
tivierung eines Teils der Oberflächenfunktionalitäten.

eine Maske bestrahlt; dabei wurden die Sulfanylgruppen in
den belichteten Bereichen zu Sulfonateinheiten oxidiert. Die
resultierende strukturierte Monoschicht wurde mit dem di-
funktionellen Reagens GMBS 20 umgesetzt, das die kova-
lente Bindung von Proteinen an die strukturierte Grenzfläche
ermöglichte (Abbildung 32). Eine Reihe von Antikörpern,
z. B. Anti-Ziegen-IgG aus Kaninchen oder Phycoerythrin,
wurde an die strukturierten Grenzflächen gebunden, und
Proteinmikrostrukturen mit einer Auflösung von ca. 25 mm
wurden nach Maû angefertigt. Zu beachten ist, dass die
Strukturierung von Antikörpern auf Oberflächen ein jedes
Proteinmuster über die sekundäre, nichtkovalente Assozia-
tion des entsprechend Antigen-markierten Proteins an das
Antikörperbasismuster ermöglicht.

10.2. Strukturierung von Oberflächen durch Beschichtung
mit Biomaterialien über nichtkovalente
Wechselwirkungen

Die Oberflächenstrukturierung durch molekulare Kompo-
nenten, die die Bildung von Wirt-Gast-Komplexen mit Bio-
materialrezeptoren ermöglichen, ist eine gängige Methode
zur Erzeugung von bioaktiven Mikrostrukturen. Der Aufbau
von strukturierten Schichten adressierbarer, mehrzähniger
Biorezeptoren wie Avidin, Concanavalin A und Antikörpern,
die die Assoziation jedes geeignet markierten Biomaterials
ermöglichen, ist von besonderem Interesse. Die Affinitäts-
wechselwirkung zwischen Biotin und Avidin wurde zur
Erzeugung von Mikromustern von Proteinen und insbeson-
dere von Enzymen genutzt.[229]

Eine Schicht aus deglycosyliertem Avidin (Avidin D)
wurde kovalent mit Gold- oder SiO2-Oberflächen ver-
knüpft[229a] und das photoaktive Azid-funktionalisierte Biotin
21 (Photobiotin) über nichtkovalente Wechselwirkungen an
die Avidinschicht gebunden (Abbildung 33). Die Bestrahlung
der Monoschicht durch eine Maske in Gegenwart eines
Proteins liefert Bereiche mit Nitrenbiotin, das mit dem
Protein unter Nitren-Insertion reagiert. Indem zwei adres-
sierbare Domänen in Gegenwart von zwei verschiedenen
Proteinen, z. B. Kaninchen-IgG und Ratten-IgG, nacheinan-
der durch passende Masken bestrahlt werden, lassen sich die
Antikörper auf räumlich genau festgelegten Oberflächen-
bereichen anordnen. Durch weitere Bestrahlung der resultie-
renden Protein-funktionalisierten Schicht wurden die unmo-
difizierten Photobiotine für die Reaktion mit Casein aktiviert,
wodurch ein geordneter Verbund aus drei Proteinen entstand.
Das Antikörpermuster der resultierenden Oberfläche wurde
durch Reaktion mit Rhodamin-markiertem Anti-Ratten-IgG
aus Ziegen bzw. Fluorescein-markiertem Anti-Ratten-IgG

Abbildung 33. Schrittweise photochemische Strukturierung einer Ober-
fläche mit verschiedenen Proteinen über die gezielte Bestrahlung von
Oberflächenbereichen, die mit einer Schicht aus Avidin und photomar-
kiertem Biotin funktionalisiert wurden.

aus Kaninchen abgebildet. Mit dieser Methode konnten
Biomateriallinien mit einer Auflösung von 1.5 Mm gezeichnet
werden. In einem weiteren Beispiel für die Bildung von
Biomaterialmustern auf Polymeren[229b] wurde Photobiotin
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(als Acetatsalz) physikalisch auf einer Nitrocellulosemem-
bran oder einem Polystyrolfilm adsorbiert. Die Bestrahlung
durch eine Maske lieferte ein Polymer-gebundenes Biotin-
muster. Die Bindung des mehrzähnigen Avidins an die
Biotinbindungsstellen auf den Polymermatrices ermöglichte
die Assoziation von biotinylierter Alkalischer Phosphatase
oder biotinylierter HRP.

Abbildung 34. Photochemische Strukturierung einer Glaskohlenstoffelek-
trode mit einer Biotinschicht und einer sekundären Schicht aus Avidin und
biotinyliertem Enzym durch Bestrahlung der Oberfläche durch eine Maske
in Gegenwart von photomarkiertem Biotin.

Auf ähnliche Weise wurden Enzymmuster auf Glaskohlen-
stoffoberflächen erzeugt (Abbildung 34).[142b] Das photosen-
sitive Biotin 21 wurde auf eine Glaskohlenstoffoberfläche
gebracht. Das Biotinmuster auf der Oberfläche resultierte in
Wirklichkeit aus einem Interferenzmuster des Substrats und
nicht aus der Bestrahlung durch eine Maske. Die folgende
Wechselwirkung des Biotinmusters mit Avidin ergab das
Proteinmuster. Die mikrostrukturierte Avidinschicht konnte
bei Verwendung von mit Fluorescein oder Texas Rot mar-
kiertem Avidin mittels Fluoreszenzspektroskopie abgebildet
werden. Da Avidin vier Liganden binden kann, können in
einem zweiten Schritt biotinylierte Enzyme (z.B. Alkalische
Phosphatase) an das Avidingrundmuster gebunden werden.

Photoisomerisierbare Antigene wurden zur Maûanferti-
gung von reversiblen Immunosensoren, die auf lichtgesteu-
erten Antigen-Antikörper-Wechselwirkungen beruhen, ge-
nutzt.[230] In einem Photoisomerzustand weist das molekulare
Substrat Antigenmerkmale auf, während es im zweiten keine
Antigeneigenschaften hat (Abbildung 35 A). Durch die re-
versible Photoisomerisierung des photoaktiven molekularen
Substrats zwischen den zwei Zuständen wurde eine cyclische,
lichtinduzierte Assoziation und Dissoziation des Antigen-
Antikörper-Komplexes stimuliert. Des Weiteren konnte ge-
zeigt werden, dass eine Dinitrospiropyran-Monoschicht auf
einer Gold- oder ITO-Elektrode eine photochemisch gesteu-
erte Bindung und Abspaltung des Dinitrophenyl-Antikörpers
(DNP-Ab) eingeht (Abbildung 35 B).[230] Die Dinitrospiropy-
ran-Monoschicht dient als Antigen für DNP-Ab, wogegen das
protonierte Dinitromerocyanin keine Antigenmerkmale auf-
weist. Dies ermöglichte die photolithographische Strukturie-

Abbildung 35. A) Lichtgesteuerte Bildung und Dissoziation eines Anti-
körper-Antigen-Komplexes an bzw. von einer mit photoisomerisierbarem
Antigen funktionalisierten Elektrode. Dies ist ein Modell für eine
reversible Immunosensor-Elektrode und die lichtinduzierte Regenerierung
des Immunosensors. B) Photoinduzierte Bindung und Freisetzung von
DNP-Ab an bzw. von einer Elektrode mit einer Monoschicht aus dem
Photoisomerenpaar Dinitrospiropyran/protoniertes Dinitromerocyanin.

rung von Oberflächen mit DNP-Ab.[230b,c, 231] Dazu wurde eine
Glasoberfläche mit Aminopropyltriethoxysilan silyliert und
das substituierte Dinitrospiropyran 22 a kovalent an die
Oberfläche gekuppelt (Abbildung 36 A). Die resultierende
Antigen-Monoschicht wurde durch eine Maske bestrahlt, und
alle belichteten Domänen wurden in Bereiche mit protonier-
tem Dinitromerocyanin (MR) ohne Antigenmerkmale um-
gewandelt. Die resultierende strukturierte Antigenschicht
lieû man dann mit DNP-Ab-funktionalisierten Agaroseparti-
keln in Wechselwirkung treten, wobei die Domänen mit den
Dinitrospiropyran-Antigeneinheiten die Antikörper-Agaro-
separtikel banden. Abbildung 36 B zeigt das Muster der
Agarosepartikel, das aus dem Bestrahlen der Dinitrospiropy-
ran-Grundschicht durch ein Gitter folgt. Dieses System
ermöglicht im Prinzip die sekundäre Mikrostruktu-
rierung von Oberflächen mit jedem beliebigen Enzym und
den Aufbau einer dreidimensionalen Anordnung aus ver-
schiedenen Biomaterialien. So wird sich jedes Dinitrophenyl-
funktionalisierte Enzym über nichtkovalente Wechselwirkun-
gen an die DNP-Ab-strukturierte Mikrostruktur binden,
da die Agarosekügelchen freie DNP-Ab-Bindungsstellen
aufweisen.

Proteine können auch durch das Nutzen passend abge-
stimmter hydrophiler und hydrophober Wechselwirkungen
auf festen Trägern räumlich strukturiert angeordnet werden.
Monoschichten aus Thiolen mit Oligoethylenglycol-Enden
(HS(CH2)11(OCH2CH2)6OH) widersetzen sich der Adsorp-
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tion von Proteinen, wogegen hydrophobe Monoschichten
(z.B. HS(CH2)15CH3) Proteine wie Avidin, Hexokinase,
Pyruvat-Kinase, Ribonuclease A, Lysozym oder Fibrinogen
effektiv adsorbieren.[232] Mehrere Techniken, darunter das
Mikroschreiben,[232c, 233] die Mikrobearbeitung,[216d] das Prä-
gen[215b] und die UV-Photolithographie,[100d] wurden zur Er-
zeugung von Mustern aus Oligoethylenglycol und Hexade-
cylthiol genutzt.[224] Die Adsorption der Proteine an die
hydrophoben Bereiche wurde rasterelektronenmikroskopisch
(SEM) abgebildet. Die relative Helligkeit einer Fläche im
SEM-Bild steht in Beziehung zur Sekundärelektronenemis-
sion aus diesem Bereich. Die Proteinassoziation führt nun zu
einer Helligkeitsabnahme und kann so detektiert werden.[215b]

Auf einen Goldfilm wurde ein Linienmuster unter Verwen-
dung von HS(CH2)15CH3 zum Schwärzen gezeichnet, und die
Hintergrundoberfläche wurde mit Oligoethylenglycol behan-
delt.[232c]

Die Bestrahlung einer Hexadecylthiol-Monoschicht durch
eine Maske (UV-Licht, unter Sauerstoff) führt an den be-
strahlten Stellen zur Oxidation des Thiolats zum Sulfonat, das
von der Oberfläche desorbiert; nach Assoziation von
HS(CH2)11(OCH2CH2)6OH an die dadurch frei gewordenen
Bereiche der Goldoberfläche (Abbildung 37) konnte Pyru-
vat-Kinase spezifisch an die strukturierten hydrophoben
Bereiche adsorbiert werden.[224] In einem anderen Experi-
ment wurde eine Goldoberfläche mit einem Stempel geprägt,
der aus Polydimethylsiloxan geformt und mit dem hydropho-
ben Thiol funktionalisiert war, um ein Muster aus Hexade-
cylthiol zu erzeugen; die verbleibende Grundoberfläche
wurde mit dem Sulfanyloligoethylenglycol derivatisiert. Die
selektive Assoziation von Pyruvat-Kinase an die hydropho-
ben Domänen führte zum Proteinmuster.[224]

Auch mit einem Mikrobearbeitungsverfah-
ren[215a, 216, 218] wurden Pyruvat-Kinase-Muster erzeugt.
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Abbildung 36. A) Aufbau einer photoisomerisierbaren Dinitrospiropyran(SP)-Antigen-Monoschicht auf einem Glasträger, die photolithographische
Strukturierung der Monoschicht durch Bestrahlung durch eine Maske und die selektive Bindung von DNP-Ab-funktionalisierten Agarosekügelchen an die
strukturierte Oberfläche. B) Ein bei dem in (A) vorgestellten Verfahren erhaltenes Agarosemuster (aus Lit. [231]). Die Partikel sind auf SP-Positionen
abgelagert; die freien Positionen befinden sich im MR-Zustand.
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Abbildung 37. Photolithographische, oxidative Desorption einer
Thiol-Monoschicht, gefolgt vom Auffüllen der leeren Bereiche
mit einem hydrophilen Thiol mit Oligoethylenglycol-Ende zur
nichtkovalenten Strukturierung von Proteinen auf einer Ober-
fläche. Die Alkylketten sind nur angedeutet.

Eine Goldoberfläche wurde mit dem hydrophilen
Sulfanyloligoethylenglycol funktionalisiert. Die re-
sultierende Monoschicht wurde mit einer Skalpell-
klinge eingeritzt, und die aufgekratzten Bereiche
wurden mit dem hydrophoben Thiol umgesetzt, an
das Pyruvat-Kinase spezifisch assoziiert. Auch
andere Proteine wie Fibronectin, Streptavidin und
Antikörper wurden an die strukturierte hydrophobe
Schicht gebunden. Die Proteine konnten anhand der
relativen Intensitäten der SEM-Bilder unterschieden
werden: Je gröûer das Protein ist, desto dunkler ist das
Bild.

11. Photoaktivierbare Enzymelektroden für
die Optobioelektronik: Umwandlung
optischer Signale in amperometrische

Photoaktivierbare Schichten aus Redoxenzymen
auf leitenden Trägern ermöglichen die Umwandlung
optischer Signale, die an den bioaktiven Grenzflächen
registriert werden, in amperometrische.[20, 234] Abbil-

dung 38 A zeigt, wie eine photoschaltbare Redoxenzym-
schicht auf einer Elektrode als optobioelektronisches System
für die verstärkende Registrierung optischer Signale genutzt
wird. Das Enzym trägt eine photoisomerisierbare Einheit
(A), die seine Struktur verzerrt und die bioelektrokatalysierte
Oxidation (oder Reduktion) des Substrats verhindert. Durch
die Photoisomerisierung von A zu B wird die bioaktive
Tertiärstruktur des Enzyms wiederhergestellt. Dies aktiviert
die bioelektrokatalytische Reaktion, und die aufgenommene
Lichtinformation wird in eine amperometrische Antwort
umgewandelt. Da das optische Signal einen elektrokatalyti-
schen Prozess aktiviert, ist der resultierende Strom eine
verstärkte Antwort auf das empfangene Lichtsignal. Solche
Systeme können als optische Speicher verwendet werden
(Schreiben-Lesen-Löschen),
wobei das optische Signal das Schreiben darstellt, die
elektrokatalytische Reaktion das Lesen und die reversible
Photoisomerisierung das Löschen. Analog wurde kürzlich
die Nutzung von photoaktivierbaren Redoxenzymen auf
Elektroden als Aktinometer, biomolekulare Verstärker
für schwache Lichtsignale und Logikschaltungen behan-
delt.[115l]

Das Enzym Glucose-Oxidase (GOx) wurde chemisch mit
photoisomerisierbaren Nitrospiropyraneinheiten (23 a) modi-
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Abbildung 38. A) Aufbau eines optobioelektronischen Systems aus einer photoiso-
merisierbaren Redoxenzymschicht und einem Elektrodenträger. B) Aufbau einer
Schicht aus mit einem Nitrospiropyranrest verknüpftem GOx auf einer Goldelektrode
zur photoschaltbaren bioelektrokatalysierten Oxidation von Glucose. Ferrocencar-
bonsäure wird als diffundierender Elektronenvermittler für den elektrischen Kontakt
zwischen Redoxenzym und Elektrode eingesetzt.
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fiziert und als Monoschicht auf eine Gold-
elektrode aufgebracht (Abbildung 38B).[18a].
In Gegenwart des diffundierenden Elek-
tronenvermittlers Ferrocencarbonsäure 24
ist das Nitrospiropyran-funktionalisierte
GOx für die Oxidation von Glucose akti-
viert, was der aus der Oxidation resultie-
rende hohe elektrokatalytische Strom belegt
(Abbildung 39). Die Photoisomerisierung
der Monoschicht zum protonierten Mero-
cyanin (23 b) führt zu einer Verzerrung des
Proteins und damit zu einer Störung des
elektri schen Kontakts. Daraus resultiert
eine beträchtlich niedrigere amperometri-
sche Antwort. Wird die Enzym-Mono-
schicht cyclisch zwischen den beiden Zu-
ständen photoisomerisiert, werden reversi-
bel ¹hoheª und ¹niedrigeª amperometrische
Antworten erhalten. Mit der photoisomeri-
sierbaren Enzymelektrode konnten optische
Signale photoschaltbar in Stromsignale um-
gewandelt werden (Abbildung 39). Im Aus-
Zustand werden die bioelektrokatalytischen
Enzymfunktionen aber nicht vollständig
blockiert, was auf eine unzureichende Ver-
zerrung der Proteinstruktur durch das kova-
lente Anfügen der photoisomerisierbaren
Einheiten zurückgeführt wurde. Das heiût,
das Anfügen photoisomerisierbarer Kom-
ponenten an Aminosäurereste weit weg vom
Redoxzentrum des Enzyms oder vom

Abbildung 39. Cyclovoltammogramme der photoschaltbaren, bioelektro-
katalysierten Oxidation von Glucose (2.5� 10ÿ2m) an der in Abbil-
dung 38 B beschriebenen photoisomerisierbaren GOx-Monoschicht-Elek-
trode (in Gegenwart von 5� 10ÿ3m 24) a) in der SP-Form, b) in der MR-
Form; 5 mV sÿ1 Abtastgeschwindigkeit. Einschub: Cyclische amperome-
trische Antworten der Elektrode als Folge der reversiblen lichtinduzierten
Isomerisierung der Proteinschicht zwischen der SP- (*) und der MR-Form
(&).

Durchtrittskanal des Elektronenvermittlers reicht nicht, um
den elektrischen Kontakt zwischen dem Enzym und der
Elektrode effektiv zu stören.

Durch die Einführung photoisomerisierbarer Einheiten in
der Nähe des biokatalytischen Redoxzentrums über einen
Rekonstitutionsprozess können die photoschaltbaren Funk-
tionen eines Redoxenzyms so verbessert werden, dass voll-
ständige An- und Aus-Zustände erreicht werden (Abbil-
dung 40). Der native FAD-Cofaktor von GOx wurde durch
den halbsynthetischen Nitrospiropyran-FAD-Cofaktor 25 a
ersetzt[18d, 235] und dieses rekonstituierte photoisomerisierbare
Enzym als Monoschicht auf eine Goldelektrode aufgebracht.
Nun konnte die bioelektrokatalysierte Oxidation von Glucose
vollständig an- und ausgeschaltet werden (Abbildung 41): Im
SP-Zustand des Enzyms ist der durch 24 vermittelte Elek-
tronentransfer blockiert; durch die Photoisomerisierung der
Enzym-Monoschicht zum MR-Zustand wird der Diffusions-
weg für den Elektronenvermittler geöffnet und die bioelek-
trokatalytische Oxidation von Glucose aktiviert (Abbil-
dung 42).

Die partiell photostimulierbaren Eigenschaften von Glu-
cose-Oxidase, die nach dem Zufallsprinzip photoisomerisier-
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Abbildung 40. A) Synthese eines halbsynthetischen Nitrospiropyran-FAD-Cofaktors. B) Re-
konstitution von Apo-GOx mit diesem photoisomerisierbaren Cofaktor.
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Abbildung 41. A) Aufbau einer photoisomerisierbaren Enzymschicht aus
gemäû Abbildung 40B rekonstituiertem GOx auf einer Goldelektrode. B)
Photoschaltbare bioelektrokatalysierte Oxidation von Glucose an dieser
Elektrode in Gegenwart von Ferrocencarbonsäure als diffundierendem
Elektronenvermittler.

Abbildung 42. Cyclovoltammogramme der photoschaltbaren, bioelektro-
katalysierten Oxidation von Glucose an der in Abbildung 41B beschrie-
benen photoisomerisierbaren GOx-Monoschicht-Elektrode a) und c) im
SP-Zustand, b) und d) im MR-Zustand. Einschub: Cyclische amperome-
trische Antworten der Elektrode als Folge der reversiblen lichtinduzierten
Isomerisierung der Proteinschicht zwischen MR- (&) und SP-Zustand (*).

bare Gruppen trägt, wurden durch Kupplung an
einen Antikörper auch zum Design eines Drei-
Zustände-Schalters verwendet (Abbildung 43).[18c]

Dazu wurde mit Dinitrospiropyran-Einheiten modi-
fiziertes GOx als Monoschicht auf eine Goldelek-
trode aufgebracht und war so für die bioelektroka-
talysierte Oxidation von Glucose im SP-Zustand (SP-
GOx) mit Ferrocencarbonsäure 24 als Elektronen-
vermittler aktiviert (angeschaltete Elektrode). Die
Photoisomerisierung der Monoschicht zum MR-
GOx-Zustand führte zur partiellen Desaktivierung
der bioelektrokatalytischen Enzymeigenschaften
(partiell ausgeschaltete Elektrode). Die photoisome-
risierbaren SP/MR-Einheiten zeigen auch lichtstimu-
lierte Bindungsaffinitäten zum Dinitrophenyl-Anti-
körper (DNP-Ab) (Abschnitt 10.2). Dabei dient der

SP-Zustand als Antigen für DNP-Ab, während der MR-
Zustand keine Antigenmerkmale aufweist. Binden des DNP-
Ab an SP-GOx versperrt den Diffusionsweg für den Elek-
tronenvermittler, und der elektrische Kontakt des Enzyms zur
Elektrode ist blockiert. Das führt zum vollständigen Aus-
schalten der Elektrode. Der MR-GOx-Photoisomerzustand
der Monoschicht dagegen wird von DNP-Ab nicht beein-
flusst. Durch reversible Photoisomerisierung der Enzym-
Monoschicht zwischen SP-GOx- und MR-GOx-Zustand in
Gegenwart oder in Abwesenheit von DNP-Ab kann somit
zwischen den Schaltzuständen An, Aus und partiell An
gewechselt werden (Abbildung 44). Dieser Elektrodenaufbau
ahmt die Funktionen einer elektronischen Logikschaltung
vom UND-Typ nach, da die amperometrische Antwort
ausgeschaltet wird, wenn zwei Bedingungen erfüllt sind: Die
Monoschicht liegt im SP-GOx-Zustand vor und die Mono-
schicht bildet mit DNP-Ab eine Komplexschicht auf der
Elektrode.

Wird der elektrische Kontakt zwischen der Enzymschicht
und dem leitenden Träger durch einen diffundierenden
Elektronenvermittler hergestellt, ist die Photostimulation
der bioelektrokatalytischen Funktionen der Enzymschicht
durch einen photoisomerisierbaren Elektronenvermittler
möglich (Abbildung 45).[127b] In einer Photoisomer-Form
(SP) stellt der Vermittler den elektrischen Kontakt zwischen
der Enzymschicht und dem Elektrodenträger her und akti-
viert die bioelektrokatalysierte Umwandlung; in der komple-
mentären Form (MR) ist der Elektronenaustausch zwischen
der Biokatalysatorschicht und dem leitenden Träger als Folge
von sterischen oder elektrostatischen Barrieren für die Diffu-
sion des Vermittlers in das Protein blockiert. Dies wurde mit
zwei photoisomerisierbaren Vermittlern, dem SP-Ferrocen-
Derivat 26 a und dem SP-Bipyridiniumion 27 a, am Beispiel
von Glucose-Oxidase (GOx) bzw. Glutathion-Reduktase
(GR) gezeigt.[127b] Vom Enzym GOx wurden fünf Schichten
auf eine Goldelektrode aufgebracht, und das SP-Ferrocen 26 a
stellte den elektrischen Kontakt zur Elektrodenoberfläche
her, was die bioelektrokatalysierte Oxidation von Glucose zur
Folge hatte. Das MR-Ferrocen 26 b ist kein Elektronenver-
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Abbildung 43. Schematische Funktionsweise eines photobiologischen Zweiphasen-
schalters, der auf einer SP-GOx-Monoschicht-Elektrode und DNP-Ab basiert.
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Abbildung 44. A) Cyclovoltammogramme des in Abbildung 43 beschrie-
benen Zweiphasenschalters (4� 10ÿ4m 24) a) im SP-Zustand und in
Gegenwart von Glucose (5� 10ÿ2m), b) im MR-Zustand, in Gegenwart
von Glucose (5� 10ÿ2m) und sowohl mit (20 mgmLÿ1) als auch ohne DNP-
Ab, c) im SP-Zustand und mit DNP-Ab (20 mgmLÿ1), d) im SP- oder MR-
Zustand und ohne Glucose. B) Cyclische amperometrische Antworten des
Zweiphasenschalters als Folge der reversiblen lichtinduzierten Isomerisie-
rung der Proteinschicht zwischen SP- und MR-Zustand in Gegenwart oder
bei Abwesenheit von DNP-Ab: & SP-GOx-Monoschicht ohne DNP-Ab, ^

MR-GOx-Monoschicht mit und ohne DNP-Ab, ~ SP-GOx-Monoschicht
mit DNP-Ab.

Abbildung 45. Photostimulation von Redoxenzym-Elektroden durch pho-
toisomerisierbare Elektronenvermittler.

mittler, und seine Diffusion zum Protein ist sterisch (oder
elektrostatisch) gehindert. Über die reversible Photoisomeri-
sierung zwischen 26 a und 26 b wurde die cyclische Aktivie-
rung und Desaktivierung des Enzyms durch Licht induziert.
In ähnlicher Weise ermöglichte der photoisomerisierbare SP-
Bipyridinium-Vermittler 27 a die photochemische Aktivie-
rung und Desaktivierung einer Glutathion-Reduktase-
Schicht auf einer Goldelektrode.

12. Zusammenfassung und Ausblick

In dieser Übersicht wurden neueste Fortschritte bei der
Organisation von Redoxproteinen als Mono- oder Multi-
schichten auf festen, leitenden Trägern für bioelektronische
Anwendungen vorgestellt. Insbesondere wurden die Herstel-
lung eines elektrischen Kontakts zwischen Proteinschicht und
Elektrodenträger und die gezielte Anordung von Proteinen in
Form integrierter Mikrostrukturen erörtert. Auch die mögli-
che Nutzung von mit dem Träger in elektrischem Kontakt
stehenden Redoxproteinen als Biosensoren wurde angespro-
chen. Während üblicherweise die Proteine willkürlich und in
nichtorganisierter Weise auf Oberflächen abgelagert wurden,
z. B. durch Einschluss oder Immobilisierung in Polymerma-
trices, ging es uns um die Maûanfertigung von geordneten und
definierten Protein-Nanostrukturen. Zu den Kernelementen
bei der Integration von Redoxproteinen und elektronischen
Umwandlern gehören das physikalische oder chemische
Aufbringen des Proteins auf dem festen Trägern, das Her-
stellen eines elektrischen Kontakts zwischen Biomaterial und
Umwandler und die Übersetzung der biokatalysierten Um-
wandlung, die an der Grenzfläche zwischen Biomaterial und
Umwandler stattfindet, in ein elektronisches Signal. Proteine
können mit Hilfe von kovalenten Bindungen, Affinitätswech-
selwirkungen oder Wechselwirkungen vom Typ hydrophob/
hydrophil als geordnete Mono- und Multischichten auf dem
festen Träger aufgebracht werden. Das theoretische Ver-
ständnis der Elektronentransferprozesse in Proteinen und die
Verfügbarkeit von chemischen und biologischen Methoden
zur Modifizierung von Biomaterialien ermöglichten es uns,
die elektronische Kopplung zwischen Redoxprotein und
Umwandlerelement zu verbessern. Ortsspezifische Modifika-
tionen von Redoxproteinen, die gentechnische Herstellung
von Proteinstrukturen und die Oberflächenrekonstitution von
Proteinen sind neue und attraktive Methoden zu ihrer
Ausrichtung auf Oberflächen. Da ausgerichtete Proteine in
effektivem elektrischem Kontakt zu den Elektroden stehen,
sollte man sich auf die Erzeugung weiterer struktureller
Mutationen in Proteinen konzentrieren. In unserem Bericht
stand die elektronische Kopplung von Redoxproteinen und
Umwandlerelementen im Vordergrund, doch das Konzept
kann man auch zur Organisation von Mono- und Multi-
schichten aus anderen Biomaterialien wie Antigenen, Anti-
körpern,[236] Oligonucleotiden (oder DNA)[5, 237] und Biore-
zeptoren[8, 238] nutzen. Die elektronische Kopplung von Anti-
gen-Antikörper-Komplexen mit Elektrodenträgern[21, 239] und
piezoelektrischen Quarzkristallen[13b, 240] wurde bereits ge-
zeigt. Auch über die elektronische Registrierung der photo-
schaltbaren Bildung und Dissoziation von Antigen-Antikör-
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per-Komplexen unter Verwendung photoisomerisierbarer
Antigen-Monoschichten wurde berichtet.[230] Des Weiteren
wurde die Bildung von Doppelsträngen aus Oligonucleotiden
und DNA in Monoschichten elektronisch[21c, 241] und mikro-
gravimetrisch[242] verfolgt. Diese Systeme wurden als bio-
elektronische Geräte zur Detektion von genetischen Defek-
ten (z.B. Tay-Sachs) vorgeschlagen.[243] Das anhaltende Inte-
resse an der Entwicklung von Sensoren auf Antigen/Anti-
körper-Basis (Immunosensoren) und der wachsende Bedarf
an sensitiven elektronischen DNA-Sensoren lassen vermuten,
dass die Integration von diesen Biomaterialien als Mono- und
Multischichten und Umwandlerelementen erweitert und als
allgemeine Immobilisierungsstrategie genutzt werden wird.

Ein anderer Aspekt, dem künftig Aufmerksamkeit gewid-
met werden muss, ist die Integration von Biomaterial-
Monoschichten und anderen Umwandlern, die biologische
Ereignisse an der Biogrenzfläche mit elektronischen, photo-
elektronischen oder optischen Methoden signalisieren kön-
nen. In diesem Zusammenhang scheinen die Organisation
bioaktiver Materialien auf Feldeffekttransistoren,[14] die Ver-
wendung der Impedanzspektroskopie[12, 244] und die Oberflä-
chenplasmonresonanz[245] zur Untersuchung von Biowechsel-
wirkungen an der Monoschichtgrenzfläche attraktiv zu sein.

Die Herstellung des elektrischen Kontakts zwischen Pro-
teinschicht und Elektrode für Messanwendungen und zur
Maûanfertigung von optoelektronischen Systemen ist ein
bereits ausgereiftes Forschungsgebiet mit solider wissen-
schaftlicher Basis. Das Konzept zur Integration von Bio-
material-Monoschichten und festen Trägern führt dagegen zu
neuen bioelektronischen Anwendungen. Aufgrund des effek-
tiven elektrischen Kontakts von Oberflächen-rekonstituierten
Flavoenzym-Monoschichten mit der Elektrode und der
Fähigkeit, Elektroden mit elektrokatalytischen Monoschich-
ten aufzubauen, wurden funktionalisierte Elektroden als
aktive Bauteile in Biobrennstoffzellen genutzt.[212]

Die Konzepte zum Aufbau von Monoschichten auf festen
Trägern wurden auf die Funktionalisierung von Oberflächen
mit Metall- oder Halbleiter-Nanopartikeln erweitert.[112a,f, 246]

Durch geeignetes Design der komplementären Affinitäts-
wechselwirkungen zwischen mit Biomaterial bedeckten Me-
tallpartikeln (z.B. Goldpartikeln) wurden dreidimensionale
Überstrukturen aufgebaut.[246k] Die Organisation von ähnli-
chen Überstrukturen auf Umwandlerelementen lässt auf
neuartige Sensorsysteme hoffen.[247] Aufgrund der einzig-
artigen photonischen und elektronischen Merkmale von
Nanopartikeln[248] kann man annehmen, dass die Organisation
von Biomaterial/Nanopartikel-Verbundsystemen zu neuarti-
gen optobioelektronischen Systemen wie Photozellen zur
effektiven Umwandlung von Licht in elektrische Energie oder
optoelektronische Sensoren führen wird. Oligonucleotid-
Doppelstränge in Submonolagenbedeckung wurden als Mus-
ter für die Auftragung von Nanometalldrähten genutzt.[249]

Das eröffnet neue Wege zur Erzeugung von Nano-Metall-
netzwerken mit einer räumlichen Auflösung im Nanometer-
bereich.

Schlieûlich hat man bei der Erzeugung von Mustern auf
Oberflächen über funktionelle Gruppen oder mit Hilfe von
mikro- und nanostrukturierten Biomaterialien in den letzten
Jahren beträchtliche Fortschritte erzielt. Das ebnet den Weg

zur Konstruktion paralleler Multisensorsysteme, biosensori-
scher Bibliotheken und bioelektronischer Systeme, die paral-
lel oder konsekutiv betrieben werden können. Es ist jedoch
noch zwingend notwendig, die chemischen Methoden zum
spezifischen Adressieren der Zielbereiche auf dem struktu-
rierten Umwandlerelement weiter zu entwickeln. Die photo-
chemische Aktivierung von Nanobereichen[213b] oder elektro-
chemische Synthesen an Mikroelektroden[92d, 97g, 144a,c, 250]

könnten einen Einblick in künftige Herausforderungen
geben. Die Entwicklung der Rastermikroskopietechniken
wie der Kraftmikroskopie (AFM) und der Rastertunnelmi-
kroskopie (STM) ermöglichte die mikroskopische Abbildung
von Biomaterialmustern.[251] Die Möglichkeit, die komple-
mentären Affinitäts-Kraft-Wechselwirkungen von Biomate-
rialien mittels AFM zu verfolgen, führt nicht nur zu einem
Verständnis der molekularen Kräfte, die die makroskopi-
schen bioelektronische Systeme kennzeichnen,[252] sondern
ermöglicht auch die Mikrostrukturierung mit Hilfe dieser
Kräfte.[98g, 113a,b, 253] Die Möglichkeit, Nanobereiche mit einem
optischen Nahfeldrastermikroskop (NSOM, near-field scan-
ning optical microscope) zu beleuchten, öffnet den Weg zur
Aktivierung photoschaltbarer, auf Elektroden aufgebrachter
Biomaterialien zur kompakten Registrierung optischer Sig-
nale und zu deren Umwandlung in elektronische Signale.[254]

Sicher ist, dass der Aufbau von Biomaterialschichten auf
Umwandlerelementen aufregende Perspektiven an den Gren-
zen von Chemie, Biologie, Physik, Medizin und Materialwis-
senschaften bietet.

Für die Unterstützung unserer Untersuchungen zum Aufbau
funktionalisierter Biomaterial-beschichteter Elektroden dan-
ken wir der Israel Science Foundation, dem israelischen
Wissenschaftsministerium, der Szold Foundation, der Hebrew
University of Jerusalem, dem Bundesministerium für Bildung
und Forschung (Deutschland) und der Savyon Diagnostics
Ltd. (Ashdod, Israel).
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