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The application of the thin-agar-layer coated filter culture technique (Z. Naturforsch. 42c, 1082 
(1987)) has been extended to the detection of ester hydrolysis and 2-hydroxyacid oxidation by 
microbial colonies. The former was performed by spraying with bromocresol purple and the latter 
with a salicylhydrazide reagent. Under the optimized conditions, the hydrolysis activity of more 
than 20 [imol/h • g-wet cells and the oxidation activity of more than 40 |j.mol/h • g-wet cells were 
usually detected directly on the filter-plate cultures o f bacteria, yeasts and molds.

Einführung

Die in [1] beschriebene Filter-Kultur-Technik er­
möglicht es, aus dem Nährboden stammende Be­
gleitstoffe in einem einfachen Arbeitsschritt von 
Agarplattenkulturen abzutrennen und so die H inter­
grundfärbung zu unterdrücken. Hierdurch können 
spezifische Aktivitätstests mit allen Kolonien einer 
Plattenkultur gleichzeitig und direkt auf der Platte 
unter neu gesetzten Bedingungen vorgenommen 
werden.

Bei Anwendung dieser Technik werden Nährstof­
fe, Puffersalze und Metabolite, etwa Carbonsäuren 
oder Nukleotide, aus der Plattenkultur entfernt bzw. 
deren Konzentration wird zumindest so stark verrin­
gert, daß nach Zugabe eines geeigneten Substrates 
beispielsweise die Esteraseaktivitäten der einzelnen 
Kolonien leicht durch Detektion der gebildeten Car­
bonsäure mit einem pH-Indikator nachgewiesen wer­
den können. Weiterhin werden Mono- und Oligosac­
charide mit Hilfe dieser Technik aus der Plattenkul­
tur entfernt. Dies ermöglicht es, nach Aufbringen 
eines entsprechenden Carbonylreagens die durch mi­
krobielle Oxidation gebildeten Ketone direkt auf der 
Plattenkultur nachzuweisen.

Screening auf Mikroorganismen, die spezifische 
Esterasen [2, 3] oder 2-Hydroxycarbonsäuren oxidie­
rende Enzyme [4] enthalten, sind im Hinblick auf die
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Entwicklung neuer Biokatalysatoren gegenwärtig 
von großem Interesse. Bisher berichtete jedoch noch 
keine der Arbeitsgruppen über ein geeignetes Test- 
Verfahren, das sich unmittelbar auf der Agarplatte 
ausführen ließe, obwohl hier ein direkter Plattentest 
zu erheblichen Zeitersparnissen und drastischer V er­
minderung des Aufwandes führen kann.

In dieser Arbeit wird daher eine allgemeine Me­
thode des Plattentests für das Screening auf mikro­
bielle Hydrolyse und Oxidation mit Hilfe der Filter- 
Kultur-Technik vorgestellt.

Material und Methoden

Salicylhydrazid wurde von Aldrich Chemical Co. 
(Milwaukee, USA), (±)-2-Hydroxyisocapronsäure 
und 2-Ketoisocapronsäure Natriumsalz wurden von 
Sigma Chemical Co. (St. Louis, USA) bezogen. Bei 
den übrigen Reagenzien handelte es sich um Produk­
te von Fluka AG (Buchs, Schweiz) oder E. Merck 
(Darmstadt). Die eingesetzten Mikroorganismen 
wurden von der Deutschen Sammlung von Mikro­
organismen (Göttingen) bezogen.

Die mit dünner Agarschicht bedeckten Filter­
papiere wurden auf Agarnährböden nach der früher 
beschriebenen Methode [1] hergestellt. Die Kultivie­
rung der Mikroorganismen auf der Oberfläche der 
Agarschichten und die Reinigung der Filter-Kultu- 
ren auf frischen Agarplatten erfolgten ebenfalls ent­
sprechend der in [1] beschriebenen Methode. Die 
Agarplatten für die Reinigung wurden jedoch mit
0,7% Agar in 5 mM Tris/HCl-Puffer, pH 7,5 (weiter

This work has been digitalized and published in 2013 by Verlag Zeitschrift 
für Naturforschung in cooperation with the Max Planck Society for the 
Advancement of Science under a Creative Commons Attribution-NoDerivs 
3.0 Germany License.

On 01.01.2015 it is planned to change the License Conditions (the removal 
of the Creative Commons License condition “no derivative works”). This is 
to allow reuse in the area of future scientific usage.

Dieses Werk wurde im Jahr 2013 vom Verlag Zeitschrift für Naturforschung
in Zusammenarbeit mit der Max-Planck-Gesellschaft zur Förderung der
Wissenschaften e.V. digitalisiert und unter folgender Lizenz veröffentlicht:
Creative Commons Namensnennung-Keine Bearbeitung 3.0 Deutschland
Lizenz.

Zum 01.01.2015 ist eine Anpassung der Lizenzbedingungen (Entfall der 
Creative Commons Lizenzbedingung „Keine Bearbeitung“) beabsichtigt, 
um eine Nachnutzung auch im Rahmen zukünftiger wissenschaftlicher 
Nutzungsformen zu ermöglichen.



1188 Y. Yamazaki und M .-R. Kula • Plattentests für mikrobielle Hydrolyse und Oxidation

nur Trispuffer genannt), hergestellt. Im Falle des 
Esterasetests wurde der Puffer durch 3 mM CaCl2 
ergänzt.

Bei den Esterasetests wurden die gereinigten, auf 
dem mit Agar beschichteten Filterpapier befindli­
chen mikrobiellen Kolonien in ein zweites Agargel 
nach der Überlagerungs-Methode [1] eingebettet. 
Dieses Gel w'urde mit 0,5% Agar enthaltender Sub­
stratlösung bzw. Substratemulsion hergestellt. Die 
Substratlösung bzw. Substratemulsion war aus 0,1 m 

Triacetin, Milchsäurebutylester oder Buttersäure- 
äthylester, 3 m M  CaCl2 und 0,2 mg/ml Tween 80 in 
Trispuffer zusammengesetzt. Nach Inkubation bei 
30 °C für 2 bis 7 h wurden die Platten mit einer Indi­
katorlösung (20 mg Bromocresol Purpur (BCP) und
3,7 ml 0,01 N-NaOH in 50 ml Methanol) besprüht. 
Um eine Verbreiterung der Flecke zu vermeiden, 
erwies sich Methanol im Vergleich zu Wasser als das 
geeignetere Lösungsmittel.

Für die Oxidationtests wurden die gereinigten Fil­
ter-Kulturen jeweils auf ein in einer Petrischale aus­
gelegtes und mit 2 ml Substratlösung getränktes Fil­
terpapier luftblasenfrei gelegt. Die Substratlösung 
enthielt 0,1 m racemische 2-Hydroxyisocapronsäure 
als Natriumsalz bzw. racemische Mandelsäure als 
Natriumsalz in Trispuffer. Die Platten wurden 5 bzw.
8 h bei 30 °C inkubiert und anschließend mit einer 
Lösung von Salicylhydrazid (1,52 g in 50 ml M etha­
nol unter Zusatz von 0,68 g ZnCl2 und 1 ml 0,2 n -  

HC1 bzw. zum Nachweis von Benzoylformiat 2 ml
2 n-HC1) besprüht. Etwa 30 min später wurden die 
Platten unter einer UV-Lampe (366 nm) betrachtet.

In jedem Falle wurde eine Kontrollplatte ohne 
Substrat parallel mit der Substratplatte getestet. Die 
folgenden Zeichen wurden für die visuelle Auswer­
tung der Färbung benutzt: + + + , weit und tief; 
+  + , weniger weit, aber tief bzw. weit, aber weniger 
tief; + , eng, aber tief; ± , eng und schwach; und 
—, kein Unterschied zur Kontrollplatte.

Durch chromatographische Bestimmung der 
Reaktionsprodukte wurden die Geschwindigkeiten 
der Hydrolyse bzw. Oxidation in flüssigen Proben 
mit Zellsuspensionen abgeschätzt. Die gewaschenen 
Zellen der Mikroorganismen wurden wie früher be­
schrieben [1] hergestellt und in Substratlösungen 
bzw. Substratemulsionen oder die Pufferlösung als 
Kontrolle im Verhältnis von 0,1 g-feuchte Zellen/ml 
suspendiert. Die Substratlösungen bzw\ -emulsionen 
für den Esterasetest waren identisch wie oben für 
den Plattentest mitgeteilt. Die Konzentration der

2-Hydroxycarbonsäuren betrug 0,05 m .  Die Suspen­
sionen wurden 0,5 oder 1 h bei 30 °C geschüttelt. 
Unm ittelbar danach wurden die Zellen durch Zentri­
fugation entfernt. Gebildete Essigsäure, Butanol 
bzw. Buttersäure wurden im Überstand gaschro­
matographisch mittels einer Porapak-Q-Glassäule 
(100 ~  120 mesh, W aters, 3 mm x  2 m) bestimmt: 
Trägergas, He; Fluß, 40 ml/min; Säulentemperatur, 
230 °C; Retentionszeiten: 4,8 min (Essigsäure),
8,8 min (Butanol) und 11,6 min (Buttersäure). 
2-Ketocarbonsäuren wurden mittels Hochleistungs- 
flüssigkeits-Chromatographie (HPLC) mit einer 
ORH-8()l-Säule (ICT Handelsgesellschaft m .b.H ., 
Frankfurt) bestimmt: Mobile Phase, 0,01 n-H 2S 0 4; 
Fluß, 0,8 ml/min; Detektion, UV (210 nm); Reten­
tionszeiten: 8,0 min (2-Ketoisocapronsäure) und 
7,4 min (Benzoylameisensäure). In den Kontrollpro- 
ben konnte keines der genannten Produkte nachge­
wiesen werden. Hydrolysegeschwindigkeiten wurden 
jeweils gegen nichtenzymatische Umsetzungen korri­
giert. Die W erte in den Tabellen sind bezogen auf 
ein Gramm feuchte Zellen und als Mittelwert ± 
Standardabweichung (n =  4 ~  7) angegeben.

Ergebnisse und Diskussion

Aufgrund von Voruntersuchungen wählten wir für 
die Esterasetests Trispuffer als Puffermedium und 
BCP als Indikator aus. Dies erlaubt noch 10 nmol 
Buttersäure auf einer pufferhaltigen Agarplatte gut 
sichtbar zu machen. Buttersäurehaltige Bereiche er­
scheinen hierbei als gelbe Flecke auf purpurrotem 
Untergrund.

125 Mikroorganismen wurden mit der vorliegen­
den M ethode auf Esteraseaktivität untersucht. Bei 
den BCP-Farbtests zeigten mehrere Stämme um ihre 
Kolonien auf den purpurrot gefärbten Substratplat­
ten gelbe Höfe, jedoch keine gelbe Färbung auf den 
Kontrollplatten. Aus den Fotos der Abb. 1 geht her­
vor, daß A. eutrophus eine schwache Esteraseaktivi­
tät gegen Milchsäurebutylester und eine starke gegen 
Triacetin besitzt. Dieser Befund stimmt gut mit dem 
durch die Zellsuspensionen ermittelten quantitativen 
Ergebnis (Tab. I) überein. Wie aus den in Tab. I 
zusammengefaßten Daten ersichtlich ist, ist die Kor­
relation zwischen der Färbung im Plattentest und der 
Hydrolysegeschwindigkeit der Zellsuspensionen für 
Bakterien und Hefen im allgemeinen gut. Im Falle 
von Pilzen, z.B . C. blakesleeana (siehe Tab. I). wur­
de jedoch manchmal eine übermäßig hohe Einschät-
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Abb. 1. Test der Esteraseaktivität von A. eutrophus DSM  
531 auf Milchsäurebutylester (a), Triacetin (b) oder keinen 
Ester (c) enthaltenden Agarplatten durch die Filter-Kultur- 
Technik und anschließendem Besprühen mit BCP.

Tab. I. Vergleich zwischen der Färbung im Plattentest und 
der Hydrolysegeschwindigkeit der Zellsuspension.

Stämme
(DSM -Nr.)

Substrat11 Färbungh Hydrolyse­
geschwindigkeit 
[x  10 |j.mol/h -g]

Alcaligenes A + 8 ±  2
eutrophus B +  +  + 48 ±  7
(531) C + 3 ±  1

Escherichia coli A ± <  1
(1116) B + 9 ±  4

C - 0

Saccharomyces A + 17 ±  5
cerevisiae B +  + 34 ±  6
(70449) C + 6 ±  1

Aspergillus oryzae A + 5 ±  3
(1861) B + + 5 ±  2

C + 5 ±  1

Cunninghamella A +  + 8 ±  3
blakesleeana B + +  + 8 ±  2
(1906) C +  + 22 ±  5

a A = Milchsäurebutylester, B =  Triacetin, C =  Butter- 
säureäthylester. 

b Zur Bedeutung der Zeichen siehe Material und 
M ethoden.

zung der Färbung in den Plattentests gegenüber den­
jenigen der Hydrolysegeschwindigkeiten der Zellsus­
pension vorgenommen. Diese Abweichungen könn­
ten durch den morphologischen Unterschied dieser 
beiden Kulturen (flache Scheiben auf den Agarplat­
ten und Kügelchen in den geschüttelten Kulturen) 
verursacht worden sein. In nur 2 Fällen von 42 U n­
tersuchungen wurden falsche negative Reaktionen in 
den Plattentests angenommen. Eine falsche positive 
Reaktion wurde in keinem Fall beobachtet. Aus dem 
Ergebnis von Tab. I kann man schließen, daß eine 
mikrobielle Esteraseaktivität im Bereich oberhalb 
von 20 |imol/h • g-feuchte Zellen mit Hilfe dieses 
Plattentests gut nachgewiesen werden kann.

Die vorliegende Methode ist im Vergleich zu bis­
her veröffentlichten Nachweismethoden für Platten­
tests auf der Basis von chromogenen [5] bzw. fluoro- 
genen [6] Estern oder mit einer substratspezifischen 
Färbungsreaktion [7] zwar weniger empfindlich, auf 
der anderen Seite benötigt sie jedoch keine speziel­
len Analysensubstrate, sondern die jeweils ge­
wünschte Verbindung kann direkt als Substrat einge­
setzt werden, worin der wesentliche Vorteil unserer 
Methode liegt.

Über die Verwendung eines pH-Indikators zum 
Nachweis mikrobieller Lipaseaktivität auf Agar­
platten berichteten Alford und Steinle [8]. Dieses 
Verfahren beinhaltet jedoch keine Reinigung der 
Kolonien vor der Substratspaltung und dem Fär­
bungsprozeß, wodurch falsche schwachpositive Zu­
ordnungen nicht vermieden werden können.

W eiter untersuchten wir die Anwendbarkeit von
3 typischen Carbonyl-Reagentien, d .h . 2,4-Dinitro- 
phenylhydrazin (DNPH, 0,4% in 2 n-HCI), 
Natriumnitroprussid-Natronlauge [9] und Salicyl- 
hydrazid-Zinkchlorid-Salzsäure [10], zur Detektion 
von 200 ~  2 nmol 2-Ketoisocapronat bzw. Benzoyl- 
formiat auf mit dünner Agarschicht bedeckten Filter­
papieren. Hierbei verwendeten wir zunächst ein 
Agargel in Trispuffer. Beide Ketosäuren wurden auf 
derartigen Medien mit dem DNPH- und Salicyl- 
hydrazid-Reagens sichtbar gemacht. Hierbei zeigte 
sich, daß der Kontrast zwischen Fleck- und H inter­
grundfärbung wesentlich besser durch Besprühen 
der Proben mit Salicylhydrazid-Reagens als mit 
DNPH ausfiel (im 366-nm-UV-Licht rot fluoreszie­
rende dunkle Flecken auf blau-weißlich fluoreszie­
rendem Hintergrund (Abb. 2)). Die Färbung wurde 
mit der Zeit allmählich dunkler. Nach 24 h blieb sie 
jedoch stabil. Die Färbung durch DNPH war hinge­
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gen sehr unbeständig. Salicylhydrazid wurde bisher 
vor allem histochemisch eingesetzt [11], jedoch über 
eine Färbung von Ketonen, z.B . 2-Ketocarbonsäu- 
ren, auf feuchten Proben wie Agarplatten mit diesem 
Reagens ist noch nicht berichtet worden.

Mit dem von uns für diese Art von Plattentest opti­
mierten Reagens (Zusammensetzung siehe Material 
und Methoden) ließen sich noch 5 bis 10 nmol 
2-Ketoisocapronat (Abb. 2) und 20 nmol Benzoyl- 
formiat als Nachweisgrenze sichtbar machen. Als ein 
1% Glukose enthaltender Agarnährboden [1] als 
Träger von 2-Ketoisocapronat verwendet wurde, lag 
die Detektionsgrenze höher (40 ~  30 nmol) als auf 
dem nährstofffreien Agar-Filterpapier. Hier wurden 
statt der dunklen Flecke nur schwache Schatten ge­
genüber dem dunklen, bläulich-grauen Hintergrund 
gefunden.

10 Stämme von unterschiedlichen Mikroorganis­
men wurden nach einem vorläufigen Screening mit 
gewaschenen Zellen und Detektion mit DNPH-Rea- 
gens ausgewählt und im Hinblick auf eine Oxidation 
von Natrium-2-hydroxyisocapronat und Natrium-

mandelat mittels der vorliegenden Methode getestet. 
Abb. 3 zeigt hierzu die besprühten und mit dem UV- 
Licht beleuchteten Testplatten für 4 Stämme. Die 
dunklen Flecke auf den Kolonien zeigen positive 
Reaktionen an. Bei A . faecalis und M. lacticum 
(Abb. 3 a und 3c) treten zusätzlich dunkle Höfe um 
die Kolonien auf den Substratplatten auf. Dies ist ein 
deutlicher Hinweis darauf, daß diese beiden Bakte­
rien 2-Hydroxyisocapronat zu 2-Ketoisocapronat zu 
oxidieren vermögen. Im Gegensatz hierzu wiesen 
A. eutrophus und P. fluorescens im Plattentest keine 
erkennbare Oxidationsfähigkeit auf. Die deutlichen 
Oxidationsaktivitäten von A. faecalis und M. lacti­
cum konnten durch kinetische Messungen mit den 
Zellsuspensionen bestätigt werden (vgl. Tab. II). 
A. eutrophus und P. fluorescens zeigten im Gegen­
satz zu den Ergebnissen aus dem Plattentest als Zell­
suspensionen jedoch Oxidationsaktivität (siehe 
Tab. II). Für diesen Widerspruch gibt es zweierlei 
Erklärungsmöglichkeiten. Entweder sind die Aktivi­
täten dieser Bakterien unter den Bedingungen des 
Plattentests niedriger als die Detektionsgrenze des

Abb. 2. Nachweis von Natrium-2- 
ketoisocapronat auf einem mit dün­
nem Agargel (2,7%  Agar in Trispuf- 
fer) bedeckten Filterpapier mittels 
Salicylhydrazid-Reagens. Die Zahlen 
bezeichnen die aufgetragenen M en­
gen an 2-Ketoisocapronat in nmol.
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Abb. 3. Test zum Nachweis mikrobiel­
ler Oxidation von 2-Hydroxyisocapro- 
nat mit A. faecalis DSM 30032 (obere 
Hälfte von a und b). A. eutrophus DSM  
428 (untere Hälfte von a und b), M. lac- 
ticum DSM 20427 (obere Hälfte von c 
und d) und P. fluorescens DSM 2005 
(untere Hälfte von c und d) durch die 
Filter-Kultur-Technik und Besprühen 
mit Salicylhydrazid-Reagens: a und c, 
Substratplatten; b und d, Kontrollplat- 
ten ohne Substrat.

Tests, oder diese Bakterien zeigen in den Platten­
tests falsche negative Reaktionen. Ergebnisse für 
andere Mikroorganismen bzw. mit Mandelat als Sub­
strat wurden in Tab. II zusammengefaßt.

Die Korrelation zwischen dem Färbungsgrad im 
Plattentest und der Oxidationsaktivität der entspre­
chenden Flüssigprobe mit Zellsuspensionen war 
nicht so deutlich wie im Esterasetest. Bei der A n­
nahme einer Nachweisgrenze von lO^imol/h-g- 
feuchte Zellen wurden hier 10% aller Fälle als falsch 
negativ beurteilt (siehe Tab. II). Diese schlechtere 
Korrelation kann darauf zurückgeführt werden, daß 
die experimentellen Bedingungen der Kultivierung 
und der Aktivitätsmessung besonders im Hinblick 
auf die Sauerstoffversorgung deutliche Unterschiede 
zwischen den beiden Methoden aufweisen. Hervor­
zuheben ist, daß die besten Stämme in den Flüssig­
proben (M. lacticum, A . faecalis, S. marinorubra und 
S. cerevisiae) im Plattentest ohne Ausnahme deutlich 
positive Ergebnisse aufwiesen. Außerdem wurde 
auch in diesem Test keine falsche positive Reaktion 
gefunden. Aus Tab. II kann somit abgeleitet werden.

daß eine Oxidationsaktivität 40 (j.mol/h • g-feuchte 
Zellen gut mit Hilfe dieses Plattentests nachgewiesen 
werden kann.

Über den direkten Nachweis ketonartiger mikro­
bieller Produkte auf Plattenkulturen liegen bisher 
wenige Berichte vor. Diese Arbeit gibt ein Beispiel 
dafür, wie unter Anwendung der Filter-Kultur-Tech- 
nik ketonartige Produkte und somit Oxidationsakti­
vität von Kolonien unter Verwendung des Salicyl­
hydrazid-Reagens direkt auf der Plattenkultur nach­
gewiesen werden kann.

Zusätzlich konnten SH-Verbindungen, z.B . Cy­
stein, auf Agarmedien durch Besprühen mit Ell- 
m an’s Reagens (lprozentige Lösung von 5,5'-Dithio- 
bis(2-nitrobenzoesäure) in Citrat-Phosphat-Puffer
[12]) nachgewiesen werden. Die Detektionsgrenze 
war hierbei lOfach niedriger auf nährstofffreien 
Agar-Filterpapieren (0,5 ~  1 nmol für Cystein) als 
auf den Agarnährböden [1] (5 ~  10 nmol). Dieses 
Experiment mit Cystein zeigt neben den anderen 
oben beschriebenen Untersuchungen, daß die Besei­
tigung von Hintergrund-Verbindungen vor der ei-



1192 Y. Yamazaki und M .-R. Kula • Plattentests für mikrobielle Hydrolyse und Oxidation

Tab. II. Vergleich zwischen der Färbung im Plattentest und 
der Oxidationsgeschwindigkeit der Zellsuspension.

Stämme Substrat11 Färbung1' Oxidations­
geschwindigkeit 
[j.imol/h ■ g]

Alcaligenes D + + 28± 2
faecalisal E +  + 76 ± 7

Alcaligenes D - 5 ± 3
eutrophusa2 E - 4 ± 2

Microbacterium D + + + 52 ± 3
lacticuma3 E - 3 ± 1

Pseudomonas D - 9 ± 3
fluorescens''4 E - 7 ± 2

Serratia D + + 45 ± 4
marinorubraa5 E + 24 ± 5

Corynebacterium D + + + 37 ± 2
glutamicuma6 E - 3 ± 1

Bacillus subtilisa7 D - 30 ± 7
E - 5 ± 2

Brevibacterium D + + 21 ± 2
sp .a8 E + 26 ± 2

Escherichia coli''9 D + 36± 2
E + 21± 1

Saccharomyces D + + 63 ± 13
cerevisiaeM) E + + 71± 17

DSM-Nr.: al 30032, a2 428. a3 20427, a4 2005, a5 30124, 
a6 20300, a7 1970, a8 20161, a9 1116, al° 70449. 

b D =  2-Hydroxyisocapronat, E = Mandelat. 
c Zur Bedeutung der Zeichen siehe Material und 

M ethoden.

gentlichen Analyse wichtig ist, um eine naßchemi­
sche Reaktion für die Analytik im Plattentest effek­
tiv verwenden zu können.
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