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Summary

Properties of lipases, which not only hydrolyze lipids in aqueous solutions, 
but are also active in nonaqueous systems, have attracted interest of many re­
searchers. The presented dissertation contains a review of publications devoted 
to synthesis and classification of microbial lipases, both intra- and extracellular 
ones. Types of reactions catalyzed by these enzymes, their specificity, mecha­
nism of reaction, molecular background of the interfacial activation, and an in­
fluence of the reaction medium on their properties are discussed.
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1. Wstęp

Potoczna nazwa lipazy dotyczy hydrolaz acyloglicerolowych 
(EC 3.1.1.3) (1,2). Są to hydrolazy estrów glicerolu i wyższych 
kwasów tłuszczowych. Odgrywają one istotną rolę w przemia­
nach lipidów, które zachodzą w organizmach żywych.

Pozytywne wyniki badań ostatnich dziesięciu lat dotyczące 
poszukiwania nowych źródeł pozyskiwania lipaz, poznania ich 
właściwości oraz opracowania efektywnych metod ich otrzymy­
wania zwiększyły zainteresowanie tą grupą biokatalizatorów. Per­
spektywy wykorzystania lipaz w procesach biotechnologicznych 
(w tym, biotransformacji i biokonwersji) są szerokie, albowiem 
enzymy te wykazują aktywność katalityczną zarówno w wodzie 
jak i w środowisku rozpuszczalników niewodnych oraz mogą, w tych
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Środowiskach, katalizować reakcje hydrolizy i syntezy estrów, amidów, estrów tio- 
lowych i wodoronadtlenków (3). W roku 1997 ukazało się około 700-800 publikacji 
i patentów dotyczących lipaz (3). Zainteresowanie tą tematyką nie słabnie, choć 
jego akcenty przesunęły się w kierunku zastosowania preparatów lipaz jako regio- 
i stereoselektywnych katalizatorów w syntezie chemicznej (4,5).

2. Źródła lipaz

Źródłem lipaz mogą być mikroorganizmy, organy zwierząt i rośliny (3,4,6,7). 
Większość obecnie wytwarzanych na świecie preparatów lipaz stanowią enzymy 
drobnoustrojowe (4). Lipazy pozakomórkowe (2,8-15) ze względu na łatwość wy­
dzielania z cieczy pohodowlanej poznane są znacznie lepiej niż lipazy wewnątrzko­
mórkowe (16-21). Badania właściwości lipaz wewnątrzkomórkowych są utrudnione, 
ponieważ wydzielenie tych enzymów z komórki jest często kłopotliwe.

Zdolność mikroorganizmów do biosyntezy lipaz (zarówno poza-jak i wewnątrz­
komórkowych) oraz katalityczne właściwości tych enzymów zależą w dużym stop­
niu od składu podłoża hodowlanego. W wielu pracach podkreśla się istotny wpływ 
na wytwarzanie lipaz substancji tłuszczowych pochodzenia roślinnego, np. z mąki 
sojowej, ekstraktu sojowego bądź tłuszczów zwierzęcych. Lipidy z tego samego 
źródła dodawane do podłoża hodowlanego mogą być inhibitorami łub aktywatora­
mi biosyntezy w zależności od rodzaju drobnoustroju wytwarzającego enzym 
(8,22,23).

Obecnie na rynku dostępnych jest około 70 preparatów lipaz (tab. 1). Preparaty 
te pochodzą z różnych źródeł oraz różnią się aktywnością, specyficznością i stanem 
skupienia.

Tabela 1

Wybrane przykłady komercyjnie dostępnych lipaz (3,4,25-27)

Źródło lipazy Inna nazwa mikroorganizmu Symbol Nazwa preparatu (producent)

1 2 3 4

trzustka:
lipaza trzustkowa

trzustkowa esteraza 
cholesterolowa

Lipazy zwiet zęce

PPL

Chirazyme®L-7 (Amano, Boehringer 
Mannheim), (Fluka, Sigma)

(Genzyme, Sigma)

Candida rugosa

Lipazy grzyl 

Candida cylindracea

)owe

CRL ChiroCLEC-CR (Altus Biolc^cs), lipaza AY
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(Amano), lipaza MY, lipaza OF-360 (Meito 
Sangyo), Chirazyme®L-3 (Boehringer Mann­
heim)
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1 2 3 4

Geotrichum candidum GCL

Humicola lanuginosa Thermomyces lanuginosa HLL Chirazyme®L-8 (Boehringer Mannhe­
im), SP 524, Lipolase®, (Novo Nordisk)

Penicillium camemberti P. cyclopium PcamL Lipaza G (Amano)

Rhizomucor javanicus Mucor javanicus RJL Lipaza M (Amano), Lipaza pozakomór- 
kowa (Fluka)

Rhizomucor tniehei Mucor tniehei RML Chirazyme®L-9 (Boehringer Mannhe­
im), MAP (.Amano), SP 523, Lipozyme® 
(Novo Nordisk), (Fluka)

Mucor circinelloides Muan-javanicus - (Instytut Biochemii Technicznej, PŁ)

Mucor racemosus - (Instytut Biochemii Technicznej PL)

Rhizopus oryzae R. javanicus, R. delemar. ROL Lipaza F, D, N (Amano, Fluka, Sigma,
R. niveus Seikagaku Kogyo Co)

Candida antarctica A CAL-A Chirazyme®L-5 (Boehringer Mannhe­
im), SP 526 (Novo Nordisk)

Candida antarctica B CAL-B Chirazyme®L-2 (Boehringer Mannhe­
im), SP 525, Novozym 435 (Novo Nor­
disk, Sigma)*

Aspergillus niger ANL Lipaza A, AP (Amano), Palatase® 
(Rohm, Novo Nordisk)

Candida lipolytica CLL Lipaza L (Amano)

Penicillium roquefortii ProgL Lipaza R (Amano)

Saccharomyces cerevisiae - Cutinase (Unilever)

Pseudomonas cepacia Burkholderia cepacia^ PCL ChiroCLEC-PC (Altus Biologies), P, P-30, PS, 
LPL-80, LPL-200S (Amano), Chirazyme®L-l 
(Boehringer Mannlieim), SAM-II (Fluka), 
(Sigma)

Pseudomonas cepacia Pa-AH Lipaza AH (Amano)

Pseudomonas Jluorescens PFL Lipaza AK, lipaz^i YS (Amano), (Biocatalysts 
Ltd.)

Pseudomonas fragi PfragiL Lipaza B (Wako Pure Cłiemical Osaka)

Chromobacterium viscosum Pseudomonas glutnae CVL (Sigma, Genzyme, Asahi CJiemical, Biocata­
lysts Ltd.)

Pseudomonas sp. - K-10 (Amano)

Bacillus thermocatenulalus BTL2 (Boehringer Mannheim)

Alcaligenes sp. - Lipaza QL (Meito Sangyo)

^ Sp525 jest proszkiem zawierającym 40% białka, podczas gdy Novozym 435 jest tym samym enzymem immobilizowanym 
na mikroporowatym polipropylenie. Firma Novo Nordisk oferuje lipazę SP 383 z Candida sp., która jest mieszaniną lipazy A 
i B z C antarctica.

*> We wcześniejszych pracach sklasyfikowano mikroorganizm, z którego otrzymano lipazę jako Pseudomonas Jluorescens, 
później Pseudomonas cepacia, ostatnio jako Burkholderia cepacia.
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3. Struktura i klasyfikacja lipaz

Lipazy są glikoproteinami o masie cząsteczkowej od 20 kDa do 80 kDa. Zawierają 
od 2 do 15% węglowodanów (4), w których składzie stwierdzono obecność mannozy.

Pomimo że poznane dotychczas lipazy znacznie różnią się sekwencją aminokwa­
sów w części białkowej, posiadają one podobne struktury przestrzenne (4,28-30). 
Są to hydrolazy zawierające osiem, zazwyczaj równoległych, struktur (3-fałdowych 
otoczonych z obu stron przez a-hełisy. Enzymy te należą do serynowych esteraz, 
które w centrach aktywnych posiadają triadę aminokwasów katalitycznych: serynę, 
histydynę i kwas asparaginowy lub glutaminowy oraz kilka reszt aminokwasów sta­
bilizujących powstający w czasie reakcji intermediat - oksyanion. Do niedawna li­
pazy były uważane za enzymy o hydrofobowych właściwościach, ze względu na ich 
oddziaływanie z niepolarnymi substratami. Poznanie ich składu aminokwasowego 
wykazało, że są to białka nie zawierające więcej hydrofobowych aminokwasów niż 
inne. Do ich oddziaływania z nierozpuszczalnymi w wodzie substratami dochodzi 
dzięki istnieniu w cząsteczce lipazy tzw. „miejsc hydrofobowych”.

Stwierdzono, że enzymy te można sklasyfikować w grupy, charakteryzujące się 
zbliżoną sekwencją aminokwasów. Do takich należy np. grupa lipaz trzustkowych. 
Wśród lipaz grzybowych podobną sekwencję aminokwasów posiadają lipazy wytwa­
rzane przez Candida rugosa i Rhizomucor. Z kolei, u bakterii podobne lipazy identyfi­
kowane są w Pseudomonas i Staphylococcus. Pełną klasyfikację lipaz, zgodną z kryte­
rium podobieństwa sekwencji aminokwasów, zamieszczono w tabeli 2.

Tabela 2

Klasyfikacja lipaz w oparciu na sekwencji aminokwasów (4,28,29)

„Rodziny” lipazy Masa cząsteczkowa Symbol lipazy

lipazy trzustkowe

Lipazy zwierzęce

50 kDa PPL

typu Candida rugosa

Lipazy grzybowe

59-65 kDa CRL, GCL, CE

typu Rhizomucor 29-42 kDa CAL-B, RML, ROL, PcamL, HLL

nie sklasyfikowane ANL, CAL-A, CLL,

typu Pseudomonas

Lipazy bakteryjne

30-35 kDa PCL, PFL, CVL

typu Staphylococcus 68-73 kDa BTL2

symbole lipaz jak w tabeli 1.
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4. Reakcje katalizowane przez lipazy

Okazało się, że in vitro w medium niewodnym lipazy katalizują także takie reak­
cje, które nie zachodzą w komórce. Są to biegnące oddzielnie, następczo lub rów­
nolegle reakcje otrzymywania lub hydrolizy estrów innych niż triacyloglicerole, es­
trów tiolowych, amidów i wodoronadtlenków kwasów karboksylowych. Spektrum 
reakcji, które mogą być katalizowane przez lipazy zawarto w tabeli 3.

Tabela 3

Reakcje katalizowane przez lipazy

Nr Rodzaj reakcji Schemat reakcji

1 hydroliza estrów RiCOOR, -t- H,0 RrCOOH + R,OH

2 synteza estrów R.COOH -h R,OH <-> RiCOOR, -h H,0

3 transestryfikacje:

3a interestryfikacja R1COOR2 -h R3COOR4 <-> R1COOR4 + R3COOR2

3b alkoholiza R1COOR2 -h R3OH R1COOR3 -h R2OH

3c acydoliza RiCOOR? + R3COOH R,COOR, -h R,COOH

4 hydroliza amidów RiCONHR, + H,0 RiCOOH -h RjNH,

5 synteza amidów R,COOH -f- R,NH2<-» R1CONHR2 + H2O

6 aminoliza R.COOR, + R3NH2 -> R1CONHR3 + R7OH

7
ł

hydroliza estrów tiolowych RiCOSR, + H2O <-> RiCOOH + R,SH

8 synteza estrów tiolowych RiCOOH + R,SH RiCOSR, + H,0

9 synteza wodoronadtlenków kwasów karboksylowych RCOOH + H2O2 RCOO-OH + H2O

5. Specyficzność lipaz

5.1. Specyficzność lipaz w reakcjach przemian tłuszczów prostych

Specyficzność lipaz związana jest ze środowiskiem działania oraz chemiczną bu­
dową sLibstratu. Ze względu na regioselektywność w stosunku do położenia wiązań 
estrowych hydrolizowanych w triacyłoglicerolach lipazy (tab. 4) dzieli się na:

- sn-1,3-specyficzne (hydrolizujące wiązania estrowe w pozycji Ri lub R3 triacy- 
loglicerolu),

- sn-2-specyficzne (specyficzne w stosunku do R2 triacyloglicerolu),
- niespecyficzne (hydrolizujące wiązanie estrowe w dowolnym położeniu triacy­

loglicerolu).
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Tabela 4

Regioselektywność niektórych lipaz w reakcjach hydrolizy i transestryflkacji triacylogliceroli (4)

Lipaza - symbol Regioselektywność

ANL średnio sn-l,3-selektywna

CAL-B sn-l,3-selektywna

CAL-A nieselektywna lub sn-2

CRL nieselektywna

CLL średnio sn-l,3-sełektywna

CVL średnio sn-l,3-selektywna

GCL nieselektywna

HLL mało sn-l,3-selektywna

R)L mało sn-I,3-selektywna

PPL sn-1,3 -selektywna

PcamL wysoko sn-13-sefektywna

ProgL średnio sn-l,3-seiektywna

PCL nieselektywna

PPL nieselektywna lub sn-l,3-selektywna

ROL (Amano D) wysoko sn-13-sdeklywna

ROL (Amano N) wysoko sn-13-seleklywna

RML średnio sn-l,3-selektywna

Specyficzność substratowa lipaz jest uzależniona także od budowy reszty acylo- 
wej acyloglicerolu. Większość z tych enzymów w niewielkim stopniu rozróżnia na­
sycone kwasy tłuszczowe pod względem długości ich łańcucha węglowego. Hydroli- 
zują one lub estryfikują, ze zbliżoną szybkością, nasycone kwasy tłuszczowe o dłu­
gości łańcucha węglowego zawartego pomiędzy C2 a Cig.

Znacznie wyższą specyficzność wykazują lipazy wobec nienasyconych kwasów 
tłuszczowych (tab. 5). Lipaza GCL na przykład, preferuje hydrolizę acylogliceroli za­
wierających kwasy tłuszczowe z podwójnym wiązaniem c/sA9. Odszczepia kwas ole­
inowy 100 razy szybciej niż kwas stearynowy (36-38). Lipaza ta została zastosowana 
przez firmę Nippon Oils & Fats do otrzymywania superczystych nienasyconych kwa­
sów tłuszczowych (4). Z kolei lipaza CRL wyróżnia kwasy erukowy (c/sA13, C22) 
i kwas y-linolowy (c/sA9, c/sA12, Cl8) (39,40). Wykorzystując tę specyficzność lipaz 
można przeprowadzić modyfikację tłuszczów polegającą na wprowadzeniu polinie- 
nasyconych kwasów tłuszczowych do triacylogliceroli zawierających kwasy nasyco­
ne (41-44).

Ilościowy pomiar selektywności lipaz w środowisku wodnym jest utrudniony 
z powodu ułatwionej migracji reszty acylowej acyloglicerolu. Badania te należy pro­
wadzić w środowisku rozpuszczalników apolarnych, w których migracja acylu za­
chodzi bardzo wolno. Ponieważ większość prac dotycząca regioselektywności lipaz
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została wykonana w środowisku wodnym zdarza się, że w doniesieniach literaturo­
wych podaje się sprzeczne informacje (4).

Tabela 5

Przykłady selektywności lipaz względem kwasów tłuszczowych (cyt. za 4)

Lipaza - symbol Selektywność Literatura

CAL-B,CRL, HLL, PCL, PPL, RML niewielka (45-47)

ProgL S, M>>L^ (47)

ROL M, L» (47)

GCL preferuje kwas erukowy (mD13C22) (48)

RML odróżnia polinienasycone kwasy tłuszczowe (49,50)

Lipaza z Brassica napus odróżnia kwasy tłuszczowe zawierające wiązania cisA4 lub cisA6 (51)

GCL selektywna wobec podwójnych wiązań cisA9 (52-54)

* S, M, L - w kolejności: krótko-, średnio- i długołańcuchowe kwasy tłuszczowe

5.2. Specyficzność w środowisku niewodnym

Stwierdzono eksperymentalnie, że selektywność enzymów w rozpuszczalnikach 
organicznych jest inna aniżeli w wodzie, oraz może być regulowana przez zmianę 
rozpuszczalnika (lub mieszaniny rozpuszczalników). W środowisku niewodnym lipa­
zy wykazują stereo- i enancjospecyficzność w stosunku do estrów, peptydów, ami­
dów i estrów tiolowych (24,55-63). Możliwość kontrolowania kierunku reakcji kata­
lizowanych przez enzymy oraz ich specyficzności w środowisku niewodnym spowo­
dowała rozwój tzw. „inżynierii rozpuszczalnikowej” (nazywanej też szerzej „inży­
nierią środowiska reakcji”, medium engineering), która dostarcza alternatywnych roz­
wiązań dla inżynierii białkowej (64). Wyraża się ona w poszukiwaniu nowych zasto­
sowań handlowych preparatów enzymów w środowiskach niekonwencjonalnych, jej 
zaletą jest niski koszt i prostota wykonania, wadą zaś niewielki (jak dotąd) poziom 
wiedzy teoretycznej.

6. Mechanizm hydrolizy estrów

Orientacja przestrzenna centrum aktywnego lipaz jest w przybliżeniu lustrza­
nym odbiciem centrum aktywnego subtylizyny i chymotrypsyny. Fakt, że centrum 
aktywne lipaz ma taki sam charakter jak u proteinaz serynowych (65) sugeruje po­
dobny mechanizm katalizy z udziałem tych enzymów. Mechanizm ten pokazano na 
przykładzie hydrolizy estrów kwasu masłowego na rysunku 1 (cyt. za 4).
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Rys. 1. Schemat hydrolizy estrów kwasu masłowego katalizowanej przez lipazy, uwzględniający 
tworzenie się acylowej pochodnej enzymu oraz dwóch różnych, tetraedrycznych struktur przejściowych 
(numeracja aminokwasów odpowiada centrum aktywnemu lipazy Candida rugosa - CRL). Ijl - ozna­
cza pierwszą tetraedryczną strukturę przejściową związaną z tworzeniem pochodnej acylowej enzymu. 
Uwalniany jest alkohol. Ten etap warunkuje selektywność lipaz w stosunku do alkoholi. Td2 - oznacza 
drugą tetraedryczną strukturę przejściową, której powstanie związane jest z uwalnianiem acylu. Ten 
etap determinuje selektywność lipaz w stosunku do kwasów.

Jaaskelainen i in. (66) zastosowali symulacje dynamiki molekularnej oraz kalkulo­
wali wielkości potencjałów elektrostatycznych kompleksu lipazy Rhizomucor miehei 
z substratami. Stwierdzili, że katalitycznie ważne wiązania wodorowe są tworzone 
łatwiej, kiedy kwas jest zlokalizowany w hydrofobowym, a ester w hydrofilowym re­
gionie centrum aktywnego. Postawiono hipotezę, że różnice między wartościami po­
tencjałów elektrostatycznych na powierzchni cząsteczki lipazy mogą pomagać w od­
powiedniej orientacji tego białka w przestrzeni międzyfazowej. Petersen i in. (67) wy­
kazali, że rozkład elektrostatycznego potencjału na powierzchni molekuły lipazy 
(będący funkcją pH) oddziałuje w dużym zakresie na profil pH aktywności enzymów.

7. Środowisko reakcji katalizowanych przez lipazy

Środowisko reakcji oddziałuje w sposób szczególny na katalityczne właściwości 
lipaz (31-34). Na przebieg reakcji in vitro wpływają następujące czynniki (35):

- biologiczne; źródło lipaz.
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- chemiczne: specyficzność lipaz, skład i właściwości fazy organicznej, stężenie 
wody, rodzaj substratów i ich stężenia molowe, rodzaj i stężenia ewentualnych ak­
tywatorów reakcji (np. surfaktantów), pH warstwy wody niezbędnej (wyjaśnienie 
pojęcia w rozdz. 7.2.),

- fizyczne: czas trwania reakcji, temperatura, wymiana masy i ciśnienie w ukła­
dzie reakcyjnym.

Przy wysokim stężeniu wody w środowisku reakcji preferowana jest reakcja hy­
drolizy, podczas gdy jej niskie stężenie sprzyja reakcji syntezy. Reakcja ta jest odwra­
calna, ponieważ różnica energii swobodnej związana ze zmianą kierunku reakcji hydroli- 
za-synteza jest dla lipaz niewielka i wynosi ok. 16 kj mof^ (68). Dlatego zmieniając śro­
dowisko z wodnego na niewodne można tak pokierować reakcją, by przebiegała 
ona w kierunku syntezy: grupy acylowe z cząsteczki donora przenoszone są wów­
czas na akceptory inne niż woda (69,70).

7.1. Woda

Woda jest naturalnym środowiskiem działania lipaz. Hydrofobowy charakter sub­
stratów (np. triacylogliceroli) powoduje, że lipazy działają na granicy faz (rys. 2), a ich 
aktywność zależy w dużej mierze od wielkości powierzchni substratu dostępnej dla 
enzymu (71). Dlatego w celu efektywnej hydrolizy triacylogliceroli w środowisku wod­
nym są one przed reakcją emulgowane. W środowisku rozpuszczalników apolarnych, 
w których hydrofobowe substraty są rozpuszczalne, szybkość hydrolizy acylogliceroli 
jest wypadkową aktywności lipazy oraz stężenia wody w środowisku reakcji.

POWIETRZE

iiUUU Monowarstwa

WODA

1
A EMULSJA

Monomer Micela

Si S2
S-i - substrat monomeryczny 

S2+ S3+ S4 - „supersubstrat”

Rys. 2. Schemat rozmieszczenia molekuł estrów w środowisku wodnym. Monomer (Sj), micela (S2), emul­
sja (S3), i zaadsorbowana monowarstwa estru na powierzchni wody (S4) współistnieją w stanie równowagi i re­
prezentują dla lipazy potencjalne substraty: „monomeryczny substrat” (Si) lub „supersubstrat” (S2 -H S3 -t- S4).
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Rys. 3. Model międzyfazowej reakcji: li­
paza rozpuszczona w wodzie - nierozpusz­
czalny substrat (cyt. za 72). A - powierzch­
nia, V - objętość, E - enzym, E* - enzym 
w formie aktywnej (rozdz. 7.1.1.), S - sub­
strat, E*S - kompleks enzym-substrat, P - 
produkt, k, - stała kinetyczna wiązania sub- 
stratu z enzymem, k.) - stała kinetyczna dy- 
socjacji substratu z kompleksu, kp - stała 
kinetyczna adsorbcji enzymu na powierzch­
ni interfazy, kj - stała kinetyczna desorbcji 
enzymu z interfazy, k^at - stała kinetyczna 
katalizy.

Model opisujący międzyfazową reakcję pomiędzy rozpuszczalną w wodzie li­
pazą a kroplą nierozpuszczalnego substratu zamieszczono na rysunku 3.

Aktywność lipaz w środowisku wodnym zależy od ich źródła oraz temperatury 
i pH środowiska. Zależy ona także od wrażliwości enzymu na aktywację lub inhibi­
cję przez takie czynniki jak jony metali, surfaktanty i inne (73-75).

Substancje powierzchniowo czynne odgrywają ważną rolę w aktywności lipaz. 
Emulgatory poza funkcją rozwinięcia powierzchni substratu dostępnej dla enzymu 
bezpośrednio oddziałują na aktywność lipaz (76-78). Surfaktanty dodane do środo­
wiska emulsji substratu w zależności od ich stężenia mogą być aktywatorami lub in­
hibitorami procesu katalitycznego.

7.1.1. Molekularne podstawy aktywacji międzyfazowej

Cechą charakterystyczną lipaz, wyróżniającą je spośród innych enzymów jest 
właściwość międzyfazowej aktywacji w obecności apolarnego substratu zawieszo­
nego w środowisku wodnym.

Molekularne podstawy tego zjawiska są dyskutowane od dawna. BrockerhofF 
(71) zaproponował tzw. teorię substratową, w której uwydatnia się rolę takich czyn­
ników jak stężenie i formę substratu w przestrzeni międzyfazowej lipid-woda. De- 
snuelle i in. (79) postulowali zmiany konformacyjne w białku lipazy po jego adsorbcji 
w interfazie. Rozwiązanie pierwszej krystalograficznej struktury lipazy dostarczyło 
dowodów potwierdzających wcześniejsze teorie, okazało się bowiem, że centrum 
aktywne enzymu jest niedostępne dla rozpuszczalnika, jeżeli znajduje się on w śro­
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dowisku wodnym. Opisane w literaturze, wykonane z wysoką rozdzielczością struk­
tury kolejnych lipaz pokazują, że z wyjątkiem kutynazy (cutinase) (80,81) i acetylo- 
cholinoesterazy (4) enzymy te zawierają zlokalizowaną nad centrum aktywnym am- 
fipatyczną domenę polipeptydową o helikalnej strukturze, nazwaną także „wiecz­
kiem” {lid lub flap). Grochulski i in. (82) stwierdzili, że lipaza C. rugosa w środowisku 
o niskiej sile jonowej krystalizuje w konformacji zawierającej otwarte „wieczko”. Li­
pazy wykazują niewielką aktywność w stosunku do rozpuszczalnych w wodzie sub­
stratów, ponieważ „wieczko” zakrywa centrum katalityczne. Zetknięcie nierozpusz­
czalnego substratu z białkiem lipazy generuje w tym białku zmiany konformacyjne, 
w wyniku których „wieczko” odkrywa centrum katalityczne i aktywność enzymu 
wzrasta. Nowo powstała konformacja lipazy jest prawdopodobnie stabilizowana 
przez elementy strukturalne obecne w molekule enzymu (4,83-89). Uważa się, że 
mechanizm aktywacji międzyfazowej lipaz może się okazać bardziej skomplikowany, 
ponieważ np. lipazy z Pseudomonas aeruginosa (CVL i CAL-B) nie wykazują aktywacji 
międzyfazowej, a posiadają „wieczko”. Natomiast lipaza ze Staphylococcus hyicus 
podlega zjawisku aktywacji międzyfazowej jedynie w obecności niektórych substra­
tów. Podobnie, w grupie enzymów trzustkowych znaleziono nową tzw. coypu lipazę, 
która posiada „wieczko” złożone z 23 aminokwasów, homologiczne w stosunku do 
„klasycznej” lipazy trzustkowej, lecz enzym ten nie ulega aktywacji międzyfazowej 
(4,71).

7.2. Rozpuszczalniki organiczne

Rozpuszczalniki organiczne, powszechnie znane jako substancje denaturujące 
białka, mogą stanowić środowisko reakcji dla wielu przemian enzymatycznych in vi­
tro (32,33,46,90-99). Dotyczy to zwłaszcza tych reakcji, w których substraty są nie­
rozpuszczalne w wodzie, lub dla których możliwość przesunięcia równowagi reakcji 
metodami chemii organicznej (dodanie nadmiaru jednego z substratów, usuwanie 
produktu, np. estru lub wody za pomocą destylacji mieszaniny azeotropowej lub 
użycie środka odwadniającego) jest istotnie ograniczona.

Woda podczas przemian katalizowanych przez lipazy w środowisku niewodnym 
stanowi zarówno element środowiska, jak i jeden z produktów reakcji, a jej znacze­
nie w katalizie należy uznać za podstawowe. W środowisku rozpuszczalników orga­
nicznych obecność wody nie tylko wpływa na wartość stałej równowagi reakcji, lecz 
przede wszystkim jej cząsteczki, wysycając hydrofilowe regiony, utrzymują katali­
tyczną konformację enzymu w środowisku hydrofobowym. Tworzy ona bardzo cien­
ką warstewkę zewnętrzną, która stabilizuje katalityczną konformację enzymu i dla­
tego nazywa się ją warstwą wody niezbędnej lub wodą niezbędną (30,31,33,100, 
101). Schemat lokalizacji wody w środowisku reakcji syntezy estrów zamieszczono 
na rysunku 4 (31).
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Usuwanie wody 
(pochłaniacze, 
zmniejszenie 

ciśnienia)

Zawarta
w rozpuszczalniku

Woda w środowisku 
reakcji

Wydzielona w reakcji

Niezbędna do 
zachowania 

konformacji lipazy

Faza rozpuszczalnika 
(układ dwufazowy, 
micele odwrócone)

Rys. 4. Lokalizacja wody w organicznym środowisku reakcji. Linie kropkowane oznaczają szczególny 
rodzaj oddziaływań woda-rozpuszczalnik-lipaza decydujących o aktywnej konformacji enzymu.

Stwierdzono, że lipazy i inne enzymy mogą być stabilne w środowisku apolar- 
nych rozpuszczalników w warunkach ekstremalnych, tj. w temperaturze 100-140°C 
(35,102-104). Mechanizm stabilizacji białek w podwyższonej temperaturze nie jest 
do końca wiadomy. Znaczące udziały energii stabilizacji pochodzą z oddziaływań 
elektrostatycznych pomiędzy polarnymi i zjonizowanymi grupami (wiązania wodo­
rowe, oddziaływania pomiędzy dipolami i pary jonowe) oraz efektów hydrofobo­
wych, w których biorą udział reszty niepolarne. Fizyczna natura tych ostatnich jest 
obecnie rozważana jako pochodząca z entropii i entalpii, dlatego że stwierdzono 
w oddziaływaniach hydrofobowych znaczny udział sił van der Waalsa. Oszacowanie 
wpływu temperatury, ciśnienia, ładunku, aktywności wodnej na swobodną energię 
stabilizacji białek pozostaje do dziś problemem nie rozwiązanym (105).

Generalnie, apolarne rozpuszczalniki organiczne, z racji swoich właściwości (brak 
zdolności tworzenia wielokrotnych wiązań wodorowych), generują zmiany konfor- 
macyjne, które powodują silniejsze oddziaływania elektrostatyczne wewnątrz mole­
kuły białka, czego efektem jest usztywnienie jego struktury. Ogranicza to możli­
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wość zmian konformacyjnych enzymu w trakcie katalizy, co w ostatecznym efekcie 
przekłada się na obniżenie jego aktywności.

Elementami sprzyjającymi zachowaniu aktywnej konformacji lipazy w środowi­
sku apolarnym jest usztywniające oddziaływanie warstwy wody niezbędnej oraz 
sama budowa centrum aktywnego enzymu. Hydrofobowy charakter tego centrum 
sprawia, że substancje o podobnym charakterze mogą wykazywać działanie ochron­
ne względem tego rejonu białka lipazy (4,64).

Dotychczas nie wiadomo, co decyduje o przydatności danego rozpuszczalnika 
jako środowiska biokatalizy. Wewnętrzne upakowanie łańcucha polipeptyJowego 
oraz zewnętrzne jego oddziaływania z rozpuszczalnikami jest zazwyczaj indywidu­
alnie optymalizowane przez białko (105). Wiadomo, że rozpuszczalniki organiczne 
mogą w różnorodny sposób oddziaływać z molekułą białka. Mogą się one specyficz­
nie wiązać z enzymem nie dopuszczając do utworzenia kompleksu enzym-substrat, 
mogą zmieniać stan równowagi katalizowanej reakcji, wchodzić w reakcję z enzy­
mem, stabilizować lub destabilizować enzym oraz w rozmaity sposób wpływać na 
szybkość katalizowanej reakcji. Obecnie znane są jedynie podstawowe kryteria do­
boru rozpuszczalnika organicznego w reakcji syntezy estrów, sformułowane w spo­
sób raczej dogmatyczny przez Laane i in. (106,107): „Rozpuszczalnik powinen mie­
szać się w sposób ograniczony z wodą oraz zakłócać warstwę wody niezbędnej en­
zymu w stopniu możliwie najmniejszym”. Bardzo przydatne, szczególnie podczas 
systematyzacji wyników, jest kryterium polarności medium, liczoie jako 
suma stałych hydrofobowych poszczególnych atomów (106,107), wyrażoie jako 
log P. Jeżeli siła wiązania warstwy wody niezbędnej z lipazą jest duża, tc enzym 
może wykazywać zdolność do syntezy estrów także w rozpuszczalnikach miesza­
jących się z wodą (108). Siła wiązania, rejony występowania i grubość warstv^y wody 
niezbędnej jest cechą indywidualną enzymu uzależnioną od jego chemicznej Dudowy 
i struktury przestrzennej oraz usytuowania w strefie powierzchniowej biał<a grup 
funkcyjnych (108). Ponieważ dotychczas poznano strukturę przestrzenną jedynie 
kilku lipaz, je.st oczywiste, że w zasadzie wyboru najlepszego rozpuszczalnika mo­
żna dokonać jedynie empirycznie.

8. Zakończenie

Właściwości lipaz, które powodują tak duże i ciągle wzrastające nimi zairtereso- 
wanie, to nie tylko zdolność hydrolizy tłuszczów w środowisku wodnym, lecz także 
unikatowe „uzdolnienia” tych enzymów w środowisku niewodnym, które spowodo­
wały rozwój nowej gałęzi biotechnologii nazywanej „biokatalizą w niekonwencjo­
nalnych mediach” (109) lub enzymologią niewodną (62). Ogromny postęp |aki na­
stąpił w ciągu ostatnich lat w tej dziedzinie sprawił, że lipazy znalazły wiee prak­
tycznych zastosowań. Wszędzie tam gdzie występuje potrzeba hydrolizy tłiszczów 
jadalnych, usuwania zabrudzeń tłuszczowych, modyfikacji składu tłuszczów, otrzy­
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mywania „zielonych” bioemulgatorów (np. mono- i diacylogliceroli lub estrów sa- 
charydów), produkcji kosmetyków i środków zapachowych, produkcji leków, pro­
dukcji smarów i składników paliw oraz produkcji poliestrów coraz częściej stosuje 
się lipazy.

Praca finansowana była z grantu Komitetu Badań Naukowych PBZ KBN nr 021/PO6/99/22.
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