
Struktur der Mucor-miehei-Lipase in der offenen Form.
Wie alle bisher strukturell untersuchten Lipasen weist sie
das von den Serin-Proteasen her bekannte ¹a/b-Hydrolase-
Faltungsmotivª auf. Bei geöffnetem ¹Deckelª ist die
katalytische Triade im aktiven Zentrum (rot) für ein

Substrat (normalerweise Triglyceride) zugänglich.



1. Einleitung

Lipide sind Grundbausteine in der Chemie des Lebens. Die
meisten Organismen nutzen die supramolekularen Eigen-
schaften der Phospholipide, um sich durch die Bildung von
Membranen gegen die Umwelt abzugrenzen und innerzellu-
läre Kompartimente aufzubauen. Pflanzen und Tiere können
chemische Energie unter anderem in Form von Triglyceriden
speichern. Enzyme, die wasserunlösliche Triglyceride an der
Grenzfläche Wasser/Öl hydrolysieren, bezeichnet man als
Triacylglycerin-Hydrolasen [EC 3.1.1.3] oder vereinfacht als
Lipasen.[1] Enzyme, die Phospholipide spalten, heiûen Phos-

pholipasen (verschiedene Einträge unter [EC 3.1.x]), solche,
die wasserlösliche Ester spalten, Esterasen [EC 3.1.1.1].

Phospholipasen und Lipasen wurden in den letzten Jahren
intensiv untersucht.[2±13] Phospholipasen spielen vor allem
beim Um- und Abbau von Membranen sowie bei der
Signaltransduktion eine wesentliche Rolle, auf die aber hier
nicht näher eingegangen werden soll. Lipasen haben dagegen
vielfältige Funktionen im Stoffwechsel von Nahrungs- und
Speicherfetten und damit auch ein pharmakologisches Poten-
tial; so werden Lipasen bereits als Substitutionspräparate bei
Erkrankungen der Bauchspeicheldrüse eingesetzt. Ebenso
interessant sind die breiten Anwendungsmöglichkeiten von
Lipasen in der Biotechnologie vor allem als Waschmittel-
enzyme und als Katalysatoren für chemische Umsetzungen.
Sie dienen zur Gewinnung von Spezialitäten aus Fetten und
Ölen, und durch Variation der Reaktionsbedingungen sind sie
ebenso für Hydrolysereaktionen wie für Estersynthesen
geeignet (Schema 1).

Auch für die Organische Chemie sind Lipasen von groûem
Wert, da sie im Unterschied zu den meisten anderen Enzymen
in organischen Lösungsmitteln erstaunlich stabil sind und
zudem eine ungewöhnlich breite Substratspezifizität aufwei-
sen: Sie setzen eine groûe Zahl aliphatischer, alicyclischer,
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bicyclischer, aromatischer und metallorganischer Ester um
und weisen gegenüber racemischen Estern oder Verbindun-
gen mit mehreren Hydroxyfunktionen meist eine hohe
Enantio- bzw. Regioselektivität auf.[14] Das bei der Lipase-
Katalyse intermediär gebildete Acylenzym kann seine Acyl-
gruppe aber nicht nur auf Hydroxyverbindungen übertragen,
sondern auch auf andere Nucleophile, wie auf die Thiogruppe
eines Thioesters oder auf aktivierte Amine.[15] Als Folge des
groûen Synthesepotentials von Lipasen gibt es über ihren
Einsatz in der organischen Synthese umfangreiche Literatur,
die auch deshalb weiter zunimmt, weil Lipasen in wachsender
Zahl als Handelsprodukte und in ¹Test-Kitsª angeboten
werden.

2. Vorkommen, Herstellung und Analytik

2.1. Vorkommen und Herstellung

Lipasen sind weit verbreitete Enzyme, die in vielen Mikro-
organismen[16±18] und in nahezu allen Pflanzen[19, 20] und Tier-
en[21, 22] vorkommen. Man gewinnt sie durch Extraktion von
pflanzlichem oder tierischem Gewebe oder durch Kultivie-
rung von Mikroorganismen.[2] Die meisten kommerziell
erhältlichen Lipasen sind mikrobielle Enzyme. Ferner werden
Lipasen aus Magen- und Pankreasextrakten angeboten. Mit
dem Einzug der Gentechnik in die Enzymproduktion wächst
auch die Zahl der kommerziell angebotenen rekombinanten

Lipasen. Beispielsweise wird eine ¹Waschmittel-Lipaseª aus
dem Pilz Humicola lanuginosa im technischen Maûstab von
mehreren 100 Tonnen durch Fermentation des Schimmel-
pilzes Aspergillus oryzae hergestellt, in den das die Lipase
codierende Gen aus Humicula kloniert wurde.[23]

Die Isolierung von reinen Lipasen aus derartigen Fermen-
tationsansätzen ist aufwendig, denn meist sind sie nur eine der
Komponenten eines hydrolytisch wirksamen Enzym-Cock-
tails, den ein Organismus zur Aufrechterhaltung seines
Stoffwechsels produziert. Technische Präparate enthalten
daher häufig noch weitere aktive Enzyme und müssen durch
aufwendige Reinigungsverfahren von begleitenden Esterasen
und Proteasen befreit werden (Tabelle 1).[24, 25] Diese reichern
sich nicht nur an der Grenzfläche Wasser/Öl an, sondern an
den Grenzflächen aller Phasen mit geringerer Polarität als
Wasser (z. B. an unpolaren organischen Lösungsmitteln, Glas-
und Plastikoberflächen und Luftblasen) und können dort
leicht irreversibel adsorbieren und denaturieren.[26, 27]

Bei der Bewertung von Laborversuchen mit kommerziellen
Lipasen müssen deshalb strenge Maûstäbe an den Reinheits-
grad des Enzyms angelegt werden, die nicht nur die taxono-
mische Einordung des zur Produktion verwendeten Mikro-
organismus, sondern auch das Aufarbeitungsverfahren be-
rücksichtigen (Tabelle 2). Zudem bilden viele Mikro-
organismen ein Gemisch isoformer Lipasen, die in einem
technischen Präparat vorliegen. Sie können sich nicht nur
marginal voneinander unterscheiden (z.B. durch ihr Glyco-
sylierungsmuster[28]), sondern auch sehr unterschiedliche
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Schema 1. Hydrolyse und Estersynthese mit Lipase.
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Eigenschaften aufweisen, beispielsweise nach partieller Pro-
teolyse während der Aufarbeitung in Gegenwart von Pro-
teasen oder nach autolytischer Bildung aus einem Proenzym.

Daraus folgt, daû die vor allem in der organisch-chemi-
schen und fettchemischen Literatur beschriebenen Versuche
mit ¹Lipasenª mit Vorsicht zu bewerten sind, da als Enzym-
quelle häufig unzulänglich charakterisierte kommerzielle
Enzym-Cocktails verwendet wurden, die neben anderen
Enzym-Aktivitäten auch eine Lipase enthielten. Bei syste-
matischen Untersuchungen mit Lipasen sollte deshalb auf
eine sorgfältige Reinheitsprüfung des Enzyms mit konven-
tionellen Methoden der Biochemie gröûter Wert gelegt
werden, um bei den Ergebnissen Maskierungseffekte aus-
schlieûen zu können. Glücklicherweise wächst die Zahl der
am Markt erhältlichen reinen Lipase-Präparate stetig; mehre-
re werden bereits gentechnisch hergestellt, wodurch auch das

Vorliegen eines Gemischs isoformer Enzyme ausgeschlossen
werden kann. Die wichtigsten kommerziell erhältlichen
Lipasen, ihre Spezifizität und die Hauptanwendungen sind
in Tabelle 3 zusammengefaût; die hier verwendeten Abkür-
zungen gelten auch für den weiteren Text.

2.2. Analytische Bestimmung

Lipasen werden meist anhand ihrer hydrolytischen Wir-
kung auf Triglyceride in einem heterogenen Reaktionsmedi-
um Wasser/Öl charakterisiert. Bei der Durchführung und
Interpretation dieser kinetischen Messungen ist gröûte Sorg-
falt erforderlich, denn der Zusatz oder die Bildung amphi-
philer Bestandteile verändert die Grenzfläche und wirkt
häufig auch direkt auf das Enzym. Manche Lipasen ± z. B.
gastrische Lipase ± werden in einer Wasser/Tributyrin-Emul-
sion schnell an der Grenzfläche inaktiviert, so daû ihre
Grenzflächenaktivierung mit Substraten dieses Typs nicht
bestimmt werden kann. Verwendet man partiell wasserlösli-
che Ester zur Aktivitätsbestimmung, so können sich auf der
Oberfläche der Gasblasen, die durch intensives Rühren des
heterogenen Reaktionsmediums entstehen, monomolekulare
Adsorptionsfilme bilden. Dieser Vorgang ist die Hauptur-
sache für die groûen Abweichungen bei kinetischen Messun-
gen mit mechanisch gerührten und ungerührten Lösungen.
Zusammenfassend kann man sagen, daû die ¹Qualität der
Grenzflächeª, als Grenzflächenspannung meûbar, der we-
sentliche Faktor für den Umgang mit Lipasen und deren
analytische Bestimmung ist.[29±31] Unglücklicherweise bedeu-
tet das, daû relevante Vergleiche von Datensätzen nur
möglich sind, wenn die Bestimmungen unter strikt identi-
schen Bedingungen, vorzugsweise im gleichen Labor, durch-
geführt werden. Aktivitätsbestimmungen kommerzieller Her-
steller können deshalb in der Regel nicht miteinander
verglichen werden. Tabelle 4 gibt einen Überblick über die
wichtigsten Methoden zur Lipase-Bestimmung.

2.3. Wechselwirkung von Lipasen mit Lipiden

Eine enzymatische Aktivität von Lipasen gegenüber Fetten
ist nur in Gegenwart einer Grenzfläche möglich. Lipasen sind
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Tabelle 1. Reinheit handelsüblicher Lipasen: Viele sind nicht rein.

Lipase aus Protein- Lipase hauptsächliche Zahl der Zahl der Protease-
anteil Aktivität[a] SDS-PAGE- hauptsächlichen Esterase- Aktivität[c]

[%] [Umgÿ1] Banden [kDa] SDS-PAGE-
Banden

Banden[b] [%]

Rhizomucor miehei 3.5 16 25 5 2 1
Rhizopus spec. 4.8 32 43, 67 10 4 3
Humicola lanuginosa 2.9 10 20, 30 4 2 20
Candida rugosa I 4.2 11 20, 30, 43, 67, 90 13 2 < 1
Candida rugosa II 6.4 14 43, 67 11 2 < 1
Geotrichum candidum 4.3 8 67 3 0 < 1
Pseudomonas fluorescens 1.2 30 14, 25, 40, 43 6 3 < 1
Chromobacterium viscosum I 1.1 45 17, 30, 40 3 1 0
Chromobacterium viscosum II 9.5 154 17, 30, 40 2 1 12

[a] Gegen Triolein (pH 7,5; 37 8C). [b] Hydrolyse in Gegenwart von a-Naphtylacetat und Färbung mit FastRed. [c] Als Prozent Hydrolyse von Azoalbumin
im Vergleich zu Proteinase K.

Tabelle 2. Taxonomische Besonderheiten bei der Zuordnung einiger Lipasen.

Herkunft der Lipase Bemerkung
(Abkürzung)

Candida rugosa (CRL) Ein Organismus, der bis 1992 als Candida
cylindracea klassifiziert wurde.
Die Reinigung des Enzyms und seine Klo-
nierung ergab, daû mindestens fünf nahe
verwandte Isoformen gebildet werden.

Geotrichum candidum (GCL) Enthält zwei Isoformen mit unterschiedlicher
Spezifizität gegenüber D9-ungesättigten Fett-
säuren.

Rhizopus (RAL, ROL,
RDL, RNL)

Obwohl Literaturdaten unterschiedliche
Substratspezifizitäten der Lipasen aus
R. arrhizus, R. oryzae, R. delemar und
R. niveus suggerieren, ergab sich bei der
Klonierung und Sequenzierung dieser
Enzyme eine nahezu 100proz. Identität.

Penicillium camembertii
(PeCL)

Bis 1990 als Lipase aus P. cyclopium klassifi-
ziert. Enthält vier Isoformen, die sich nur in
ihrem Glycosylierungsmuster unterscheiden.

Pseudomonas glumae (PGL) Die Klonierung und Sequenzierung des En-
zyms ergab eine 100proz. Identität mit dem
Enzym aus Chromobacterium viscosum
(CVL).

Pseudomonas cepacia (PCL) Seit 1995 als Burkholderia cepacia klassifi-
ziert. Die Klonierung und Sequenzierung
ergab ferner eine 100proz. Übereinstimmung
mit dem Enzym aus P. sp. ATCC 21808 (PSL).
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deshalb ein nützliches Modell für Untersuchungen zur
Wechselwirkung zwischen Proteinen und Lipiden.[34±37] Die
meisten Untersuchungen zu Oberflächeneigenschaften von
Lipasen beruhen auf der Monolayer-Technik, bei der ent-
weder gleichzeitig oder nacheinander die Enzymaktivität, die
an der Monoschicht adsorbierte Proteinmenge und die damit
einhergehenden ¾nderungen der Oberflächenspannung be-
stimmt werden (Abb. 1). Als Kontrolle und um die Unter-

schiede zu Lipasen herauszuarbeiten dienten einige nicht
enzymatisch aktive Proteine. Wurden zwitterionische Tenside
verwendet, nahm mit zunehmender Oberflächenspannung
sowohl die Menge der an die Monoschicht bindenden
Pankreas-Lipase wie auch die der Kontrollproteine (Rinder-
serumalbumin, b-Lactoglobulin A) ab. Bei Verwendung
nichtionischer Tenside verhielten sich Pankreas-Lipase und
die Kontrollproteine ebenfalls gleich, ihre Bindung an die
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Tabelle 3. Wichtige Lipasen.

Herkunft Code[a] M [kDa] Spezifizität Anwendungsgebiete
(gerundet) (Bemerkungen)

aus Mensch und Säugern
humane Pankreas-Lipase HPL 50 sn-1,3
humane gastrische Lipase HGL 50 sn-3 (säurestabil)
Schweine-Pankreas-Lipase PPL 50 sn-1,3 organische Synthese,

Verdauungsenzym
Meerschweinchen- GPL-RP2 48 sn-1,3
Pankreas-Lipase (Phospholipase-A1-Aktivität)

aus Pilzen
Candida rugosa CRL 60 unspezifisch organische Synthese
Candida antarctica B CAL 60 sn-1,3 organische Synthese
Geotrichum candidum GCL 60 cis-D9 Fettchemie

(ungesättigte Fettsäuren)
Humicola lanuginosa HLL 30 unspezifisch Waschmittel
Rhizomucor miehei RML 30 sn-1,3 Käseherstellung
Aspergillus oryzae AOL Käseherstellung
Penicillium camembertii PEL 30 sn-1,3 Monoglyceride
Rhizopus delemar, RDL 41 sn-1,3 Fettchemie
oryzae, arrhizus (Phospholipase-A1-Aktivität)

aus Bakterien
Pseudomonas glumae PGL 33 unspezifisch Waschmittel,

organische Synthese
Burkholderia cepacia PCL 33 unspezifisch organische Synthese
Pseudomonas pseudoalcaligenes PPL 33 sn-1,3 Waschmittel
Pseudomonas mendocina PML 33 sn-1,3 Waschmittel
Chromobacterium viscosum CVL 33 sn-1,3 organische Synthese
Bacillus thermocatenulatus BTL-2 43 sn-1,3

(thermoalkalophil)
Fusarium solani FSL 22 Waschmittel
(hydrolysiert Cutin)

[a] Andere in diesem Beitrag verwendete Abkürzungen für Lipasen: PSL (Pseudomonas-species-Lipase), PFL (Pseudomonas-fluorescens-Lipase), HLL
(Lipoprotein-Lipase, Mensch), LPL (Lipoprotein-Lipase). Lipasen können kommerziell von zahlreichen Anbietern bezogen werden. Wichtige Hersteller
von Lipasen sind: Novo-Nordisk, Baegsvard (Dänemark), Genencor International B.V., Delft (Niederlande), Boehringer-Mannheim, Mannheim, und
Amano Co., Nagoya (Japan).

Tabelle 4. Analytische Methoden zur Lipase-Bestimmung.[16]

Methode Prinzip Vorteile Nachteile

pH-Stat potentiometrische Bestimmung der bei der
Hydrolyse freigesetzten Fettsäuren

* kontinuierliche kinetische Metho-
de, Bestimmung der Anfangsge-
schwindigkeit

* teures Gerät
* die erforderlichen Lösungsvermitt-

ler können die Reaktionskinetik
beeinflussen

* bei Lipasen mit saurem pH-Op-
timum nicht einsetzbar

Rücktitration Rücktitration der freigesetzten Fettsäuren
nach definierter Reaktionszeit

* einfach * keine kinetischen Daten

Kolorimetie Freisetzung einer farbigen Reportergruppe
aus einem hydrolysierbaren Ester, z. B. p-
Nitrophenylpalmitat oder Dilaurylglycerin-
Resorufinester

* schnelle und automatisierbare
kinetische Bestimmungen

* nichtnatürliche Substrate

Bestimmung der
Hydrolyse monomo-
lekularer Lipidfilme
auf Wasser

Hydrolyse einer Triglycerid-Monoschicht
auf Wasser bei konstantem Oberflächen-
druck mit kontinuierlicher Nachlieferung
des Substrats (¹zero-order troughª; Abb. 1)

* kinetische Bestimmungen ohne
Zusatz von Emulgatoren und mit
kontrollierter ¹Qualität der
Grenzflächeª

* teure Ausrüstung
* zeitlich aufwendig
* experimentell nicht einfach
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Abb. 1. Darstellung einer ¹Zero-order-troughª-Apparatur, einer Lang-
muir-Blodgett-Filmwaage, die aus einem Substratreservoir und einer
Reaktionskammer besteht, in der sich das Enzym befindet. Die Kom-
partimente, beide mit einem monomolekularen Lipidfilm bedeckt, sind
durch einen engen in die Glasoberfläche geätzten Kanal miteinander
verbunden. Die Oberflächenspannung des Films wird mit der Oberflächen-
Barostat-Methode automatisch konstant gehalten.[32] Vollautomatische
Geräte dieses Typs sind kommerziell erhältlich (KSV, Helsinki, Finnland)
und haben zahlreiche Vorteile: a) Mit einer geringen Menge an Lipid kann
man physikochemische Parameter wie Oberflächenspannung, Oberflä-
chenpotential, Fläche usw. bestimmen. b) Im Unterschied zu analytischen
Bestimmungsmethoden in Lösung kann man aus der wäûrigen Subphase
monomolekulare Filme abziehen und übertragen. c) Man erhält genaue
kinetische Messungen mit geringen Substanzmengen bei geringer Störung
des Versuchssystems durch Mischeffekte. d) Die Hemmung der Lipase
durch wasserunlösliche Analogverbindungen kann ohne Zusatz syntheti-
scher, oft nichtphysiologischer Tenside exakt bestimmt werden. [33]

Monoschicht war aber unabhängig von der vorgegebenen
Oberflächenspannung. Die Aktivität von Lipasen wurde auch
in Gegenwart einiger Proteine mit Monoschichten von
Didecanoylglycerin bestimmt, wobei entweder die Gröûe
der Oberfläche oder die Oberflächenspannung konstant
gehalten wurden. Je nach Wahl des Tensids und der Lipase
wurden dabei sehr unterschiedliche Hemmungen der Enzym-
aktivität beobachtet, und eine Hemmung war immer korre-
liert mit einer Abnahme der Lipase-Konzentration an der
Monoschicht. Die Fähigkeit verschiedener Proteine, die
Lipase-Aktivität zu hemmen, hing ab a) von ihrer Konzentra-
tion in der Subphase im Vergleich zur Lipase-Konzentration
und b) von ihrer Penetrationsfähigkeit (gemessen als An-
fangsgeschwindigkeit der Zunahme der Oberflächenspan-
nung bei einem Ausgangswert von 20 dyn cmÿ1). Daû selbst
bei niedriger Proteindichte an der Oberfläche schon eine
Hemmung der Lipase-Aktivität eintrat, legt eher einen
indirekten Mechanismus nahe.[34] Es wird auch vermutet,
daû ¾nderungen im Aufbau des hydrophoben Bereichs von
Monoschichten die Adsorption von Lipasen stark beeinfluût.

3. Struktur und Mechanismus

Was genau ist eine ¹Lipaseª? 1958 beschrieben Sarda und
Desnuelle Lipasen im Sinne einer kinetischen Definition, für
die sie das für Lipasen typische Phänomen der ¹Grenz-
flächenaktivierungª heranzogen.[38] Sie stellten fest, daû
Lipasen gegenüber nichtassoziierten Substraten nur eine
geringe Aktivität aufweisen, die oberhalb der kritischen

Micellenkonzentration des Substrats steil ansteigt. Lipasen
benötigen zur Aktivierung also ein ¹Supersubstratª, aggre-
gierte Moleküle, wie sie in einer Emulsion oder einer
mizellaren Lösung vorliegen. Die Proteinstruktur, die dieser
Eigenschaft zugrunde liegt, war bis vor wenigen Jahren
unbekannt. Erst 1990 konnten die beiden ersten Lipasestruk-
turen durch Röntgenstrukturanalyse gelöst werden.[39, 40] Sie
legten einen einzigartigen Mechanismus nahe: Die ¹Grenz-
flächenaktivierungª der Lipasen beruht auf einem amphiphi-
len Peptidsegment, das wie ein Deckel (¹lidª, ¹flapª) das
aktive Zentrum des Enzyms bedeckt. Wie zahlreiche Rönt-
genstrukturanalysen von Lipase-Cokristallen mit Substrat-
analoga belegen, scheint in Gegenwart einer Grenzfläche
dieser Deckel im Zuge einer Konformationsänderung auf-
zuklappen und dem Substrat damit den Zugang zum aktiven
Zentrum zu ermöglichen (Abb. 2).[41]

Im Rahmen eines europäischen Lipase-Projekts, an dem
sich in den Jahren 1990 ± 1994 24 Laboratorien in 8 Ländern
der Europäischen Union beteiligten, wurde allerdings an
einer Flut von biochemischen und Strukturdaten hochreiner
Lipasen deutlich, daû nicht alle eine Grenzflächenaktivierung
zeigen.[42] So weisen zwar die Lipasen aus Pseudomonas
glumae[43] und Candida antarctica (Typ B),[44] deren Tertiär-
struktur bekannt ist, eine amphiphile Deckelstruktur auf, aber
keine Grenzflächenaktivierung. Bei den Pankreas-Lipasen
mit bekannter räumlicher Struktur bilden zwar sowohl die
humane Form[45] als auch die der Biberratte[46] weitgehend
homologe amphiphile Deckel (23 Aminosäuren), aber das
Biberratten-Enzym zeigt im Unterschied zum Human-Enzym
keine Grenzflächenaktivierung, ebensowenig wie die Pan-
kreas-Lipase des Meerschweinchens[47] mit einem ¹Mini-Dek-
kelª aus 5 Aminosäuren. Daraus muû man leider schlieûen,
daû weder die Beobachtung einer Grenzflächenaktivierung
noch die Gegenwart eines amphiphilen Deckels hinreichende
Kriterien sind, um eine Esterase als ¹Lipaseª zu klassifizieren.
Das sicherste Merkmal für eine Lipase ist ± auch nach über 30
Jahren Lipase-Forschung ± noch immer ihre Fähigkeit, lang-
kettige Glycerinester zu hydrolysieren.[29]

Die 12 Lipasen, deren räumliche Strukturen mittlerweile
aufgeklärt wurden, sind der Familie der ¹a/b-Faltungsmotivª-
Enzyme zuzuordnen ± einer Gruppe vor allem von Hydro-
lasen, deren Architektur aus einer spezifischen Sequenzfolge
von a-Helices und b-Faltblättern besteht.[39, 40, 43, 44, 48±53] Sie
hydrolysieren Esterbindungen mit einer ¹katalytischen Tria-
deª aus einem nucleophilen Serin, das durch ein System aus
Wasserstoffbrückenbindungen des räumlich benachbarten
Histidin- und Aspartat- oder Glutamat-Restes aktiviert wird
(Schema 2). Serin-Proteasen (¹Waschmittel-Proteasenª) wei-
sen einen sehr ähnlichen Mechanismus auf.

Wie erwähnt, ist ein typisches Merkmal der meisten
Lipasen ein ¹Deckelª aus einer amphiphilen Peptidsequenz,
der vermutlich in Abwesenheit einer Grenzfläche oder eines
organischen Lösungsmittels den Zugang des Substrats zur
katalytischen Triade im aktiven Zentrum verhindert. Rönt-
genstrukturanalysen mit kovalent gebundenen hydrophoben
Inhibitoren wie Alkylphosphonaten und Cycloalkylphospho-
naten (kovalente Modelle für den Übergangszustand der
Acylierung) oder Alkylsulfonaten (kovalente Modelle für den
Übergangszustand der Deacylierung) ergaben, daû erst beim
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Abb. 2. Struktur der Mucor-miehei-Li-
pase in der geschlossenen (A, C) und
offenen Form (B, D). A und B (Seiten-
ansicht): Die katalytische Triade (gelb)
und sekundäre Strukturelemente zei-
gen das ¹a/b-Hydrolase-Faltungsmo-
tivª, das typisch für alle Lipasen ist. C
und D (Aufsicht): Kalottenmodelle,
nach abnehmender Polarität koloriert
(dunkelblau ± hellblau ± weiû ± hellrot
± dunkelrot). Wenn sich der Deckel
öffnet, wird das aktive Zentrum mit der
katalytischen Triade (gelb) zugänglich
(D), und der Enzymbereich, der an die
Grenzfläche bindet, wird deutlich un-
polarer.

Schema 2. Der Katalysemechanis-
mus aller bisher bekannten Lipasen
beruht auf einer ¹katalytischen Tria-
deª von Serin (als Nucleophil), Hi-
stidin und Asparagin- oder Gluta-
minsäure, die über H-Brücken mit-
einander verknüpft sind. Der
tetraedrische Übergangszustand
wird durch eine ¹Oxyanion-Höhleª
stabilisiert. Die Numerierung in die-
sem Beispiel beruht auf der Amino-
säuresequenz der Lipase aus Rhizo-
pus oryzae.
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Öffnen dieses Deckels eine groûe hydrophobe Fläche ent-
steht, an die das ¹Supersubstratª (normalerweise ein Öltrop-
fen) binden kann.[54, 55]

Zusammenfassend kann man feststellen, daû alle bisher
untersuchten Lipasen unabhängig vom untersuchten Orga-
nismus und bei meist geringer Sequenzhomologie ihrer
Peptidkette in ihrer Struktur und Funktion ein hohes Maû
an Verwandtschaft aufweisen. Die typischen Strukturmerk-
male von Lipasen sind in Tabelle 5 zusammengefaût.

Trotz dieser ¾hnlichkeiten führen Variationen in der
Architektur, z. B. der Substratbindungsstelle oder der Ober-
fläche, zu erheblichen Unterschieden in den katalytischen
Eigenschaften oder der Temperatur- und Lösungsmittelstabi-
lität. Da diese Unterschiede von herausragender Bedeutung
für den Einsatz von Lipasen in der organischen Synthese sind,
werden sie in Abschnitt 6 gesondert besprochen.

4. Struktur und Funktion von Lipasen des
Verdauungstrakts

Pankreas-Lipase (HPL) ist das wichtigste fettspaltende
Enzym im menschlichen Verdauungstrakt[56] und hat an den
gesamten von der Bauchspeicheldrüse sekretierten Proteinen
einen Anteil von etwa 3 %.[57] Es hydrolysiert die primären
Estergruppen von Di- und Triglyceriden und bildet dabei 2-
Monoglyceride und Fettsäuren, die als Mischmicellen mit
Salzen der Gallensäuren die Wände des Verdauungstrakts
permeieren. Anders als die meisten anderen Pankreasenzyme
wie Trypsin, das als Proenzym sekretiert und durch pro-
teolytische Spaltung im Zwölffingerdarm aktiviert wird,
erfolgt die Sekretion der Pankreas-Lipase als aktives Enzym
(449 Aminosäuren, Molekulargewicht 50 kDa). Erstaunli-
cherweise ist Pankreas-Lipase aber inaktiv gegenüber Trigly-
ceriden, wenn diese in micellaren Konzentrationen von
Salzen der Gallensäure emulgiert sind. Gallensäurensalze
sind amphiphile Moleküle des Verdauungstrakts, die meist an

der Grenzfläche Lipid/Wasser oder als Micellen in Lösung
vorkommen. Experimentelle Befunde legen nahe, daû die
negativ geladene Oberfläche von Triglycerid-Tröpfchen, die
mit Gallensäuresalzen bedeckt sind, die Adsorption und
Aktivierung von Pankreas-Lipase verhindern. Um diesem
Effekt entgegenzuwirken, wird vom Pankreas ein Ankerpro-
tein sekretiert, die Colipase. Sie bildet einen 1:1-Komplex mit
Pankreas-Lipase, der deren Adsorption an die Oberfläche
Gallensäure-überzogener Fetttröpfchen ermöglicht.[45] Durch
die Wechselwirkung mit Colipase weist Pankreas-Lipase also
eine hohe Spezifizität gegenüber wasserunlöslichen Triglyce-
riden auf. Lipasen spielen eine wichtige Rolle im Abbau von
Fett, und mangelnde Bildung oder Sekretion von Pankreas-
Lipase wurde bei Erkrankungen wie Pankreatitis oder
cystischer Fibrose beschrieben. Im Rahmen von Enzym-
Substitutionstherapien werden bei derartigen Erkrankungen
deshalb seit langem Lipasen aus Schweinepankreas und
anderen Quellen verabreicht.

Der übermäûige Fettverzehr in den industrialisierten
Ländern führt zu Übergewicht als einem wichtigen Risiko-
faktor. Intakte langkettige Triglyceride können im gastroin-
testinalen Trakt nicht resorbiert werden und tragen deshalb
nicht zum Energiehaushalt des Organismus bei. Inhibitoren
der Pankreas-Lipase könnten deshalb zur Verhinderung von
Übergewicht bei unverändert fettreicher Nahrung eingesetzt
werden. Wir werden diese pharmakologischen Aspekte von
Pankreas-Lipase und -Inhibitoren in Abschnitt 7 weiter
diskutieren.

4.1. Reaktionsmechanismus der humanen Pankreas-
Lipase

Die Wechselwirkungen des humanen Pankreas-Lipase-
Colipase-Komplexes und ihre Bedeutung für die Grenzflä-
chenkatalyse wurden in molekularer Auflösung untersucht.
Nach Röntgenstrukturuntersuchungen von Winkler et al.
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Tabelle 5. Die wichtigsten Strukturmerkmale von Lipasen.[54, 55]

Strukturmerkmal Einzelheiten Bemerkungen

Der katalytische Mechanismus beruht auf
einer ¹katalytischen Triadeª, die aus Serin,
Histidin und Asparagin- oder Glutamin-
säure besteht.

Keine Ausnahme bei über 30 klonierten Lipasen,
auch nicht bei thermo- oder psychrophilen Mikro-
organismen; die einzige Varianz besteht im Austausch
von Asparagin- gegen Glutaminsäure; Austausch von
Serin gegen Cystein durch Mutagenese führt zu stark
verminderter Aktivität.

Verwandte Hydrolasen weisen eine erheblich
gröûere Varianz auf; Amidbindungen bei Pro-
teasen und Peptidasen können beispielsweise
durch nucleophilen Angriff einer Hydroxy- (Serin,
Threonin) oder Thiolgruppe (Cystein) sowie
durch den elektrophilen Angriff einer Carboxy-
gruppe (Aspartat/Glutamat) oder eines Metall-
ions (Zn2�) hydrolysiert werden.

Konsensus-Sequenz um das ¹aktive Serinª Die Konsensus-Sequenz bei über 30 klonierten Li-
pasen definiert einen ¹nucleophilen Ellenbogenª am
Ende eines b-Faltblatts und besteht aus -Gly/Ala-X-
Ser-X-Gly-.

Andere Hydrolasen weisen eine gröûere Varianz
auf.

Die meisten Lipasen haben einen ¹Deckelª
über dem aktiven Zentrum.

Eine zu einem ¹Deckelª geformte amphiphile Pep-
tidsequenz überdeckt im nichtaktivierten Zustand des
Enzyms das aktive Zentrum.

In Esterasen oder Proteasen wurde kein ¹Deckelª
gefunden, aber auch einige Lipasen enthalten
keinen oder nur eine sehr kleine Version.

Alle Lipasen gehören zur Familie der ¹a/b-
Hydrolase-Faltungsmotivª-Proteine.

Dieser Strukturtyp besteht aus einer Folge haupt-
sächlich paralleler b- Faltblätter, die von a-Helices
umgeben sind; das aktive Serin befindet sich an einer
Haarnadel-Schleife zwischen einem b-Faltblatt und
einer a-Helix.

Viele andere Hydrolasen und einige Oxidore-
duktasen weisen ähnliche Architektur auf und
lassen deshalb eine evolutionäre Verwandtschaft
vermuten.
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besteht humane Pankreas-Lipase aus zwei klar abgegrenzten
Domänen: einer groûen N-terminalen Domäne aus den
Aminosäuren 1 ± 335 und einer kleineren C-terminalen Do-
mäne aus den Resten 336 ± 449 (Abb. 3).[39]

Abb. 3. Struktur des HPL-Procolipase-Komplexes in der geschlossenen
(E) und in der offenen Konformation (E*S). Die beiden Abbildungen
zeigen die konformativen Veränderungen am ¹Deckelª, d. h. in der die
Colipase bindenden Region der b5-Schleife, und die in der Colipase
während der Grenzflächenaktivierung des Enzymkomplexes.

Die groûe N-terminale Domäne weist die typische Struktur
eines ¹a/b-Hydrolase-Faltungsmotivsª auf, die von einer
zentralen Anordnung paralleler b-Faltblätter dominiert
wird.[39] Sie enthält das aktive Zentrum mit der katalytischen
Triade, die auch in allen anderen Säuger-Lipasen konserviert
ist (z.B. in Lipoprotein- und hepatischer Lipase); bei der HPL
besteht sie aus Ser 152, Asp 176 und His 263. Das aktive
Zentrum wird von einem Peptid-Deckel abgeschirmt, der
zwischen den Disulfidbrücken Cys 237 und 261 angeordnet ist.
Das ¹Deckel-Peptidª enthält eine kurze, einwendelige a-
Helix mit einem Tryptophanrest in Position 252, der voll-
ständig im Inneren des Proteins und direkt über dem Serin-
Nucleophil in Position 152 liegt. Nach Untersuchungen der
Tryptophan-Fluoreszenz an HPL gehen mit der Acylierung
des aktiven Serins durch den Inhibitor Tetrahydrolipstatin 16
(siehe Abb. 14) in Gegenwart von Gallensäuresalz-Micellen
starke Veränderungen des Fluoreszenzspektrums einher.[58]

Die Röntgenstrukturanalyse eines Cokristallisates aus HPL-

Colipase-Komplex in Gegenwart von Phospholipid/Gallen-
säure-Salz-Mischmicellen[45] und von Monoalkylphosphat-In-
hibitor[59] ergab ferner, daû sich der ¹Deckelª dabei seitlich
verschiebt, wodurch das Enzym das aktive Zentrum und eine
groûe hydrophobe Oberfläche exponiert. Vermutlich handelt
es sich bei der Bindung des Enzyms an eine hydrophobe
Oberfläche und bei seiner Grenzflächenaktivierung um den
gleichen Vorgang. Die offene Form des Lipase-Procolipase-
Komplexes zeigt, wie Colipase HPL in Gegenwart von Salzen
der Gallensäuren an Lipid-Grenzflächen verankert: Colipase
bindet an das b-Faltblatt der C-terminalen Domäne der HPL
und exponiert dabei mehrere hydrophobe Bereiche an der
dieser Bindungsstelle abgewandten Seite; diese hydrophobe
Oberfläche orientiert dann, gemeinsam mit der hydrophoben
Rückseite des geöffneten ¹Deckel-Peptidsª und der b9-
Schleife der HPL, das aktive Zentrum der HPL in nächster
Nachbarschaft der Lipid/Wasser-Grenzfläche. Dieser Mecha-
nismus scheint typisch für das System Pankreas-Lipase/
Colipase zu sein. Bisher wurden weder in anderen Organen
noch in anderen Organismen weitere Colipasen gefunden.

5. Anwendungen von Lipasen in der Fettchemie,
in Waschmitteln, in der Papier- und der
Nahrungsmittelindustrie

5.1. Lipasen in der Fettchemie

5.1.1. Seifen und Fettsäuren

Während der gröûte Teil des Jahresaufkommens an Fetten
und Ölen ± ca. 60 Mill. Tonnen ± für Ernährungszwecke
verwendet wird, gelangen über 5 Mill. Tonnen als nachwach-
sender Rohstoff in die chemische Produktion (Fettchemie).
Ein auch historisch wichtiges Beispiel ist die Seifenherstel-
lung: Bei den heute bevorzugten Monsavom-, Sharpless- und
DeLaval-Centriput-Verfahren werden Triglyceride unabhän-
gig von der Rohstoffquelle bei erhöhter Temperatur kon-
tinuierlich in nahezu quantitativen Ausbeuten und innerhalb
weniger Minuten hydrolysiert. Der Energieverbrauch wird
dabei durch ausgeklügelte Maûnahmen zur Energierückfüh-
rung minimiert.[60]

Derzeit werden etwa 2 Mill. Tonnen Seife pro Jahr nach
diesen Verfahren hergestellt. Bereits 1902 beschrieb dagegen
Connstein ein Verfahren zur enzymatischen Herstellung
reiner Fettsäuren aus Talg oder Pflanzenölen mit Ricinus-
Lipase.[61] Es benötigte für Ausbeuten von 60 ± 95 % 34 Stun-
den bei 30 8C, je nach verwendetem Rohstoff. Obwohl ein
derartiges Verfahren heute nicht wettbewerbsfähig ist, kann
ein einfacher Rührkessel-Prozeû mit seinen geringen Ab-
schreibungskosten unter geeigneten Rahmenbedingungen
Wettbewerbsvorteile bieten, weil die Fettsäuren auch ohne
weitere Raffination in hoher Qualität anfallen und als
Koppelprodukt 20proz. Glycerinwasser gebildet wird (an-
stelle des höher verdünnten Glycerins bei den chemisch-
technischen Prozeûen). Miyoshi Yushi in Nagoya, Japan,
scheint derzeit das einzige Unternehmen zu sein, das nen-
nenswerte Mengen an Seifen durch die Lipase-katalysierte
Hydrolyse von Fetten und Ölen herstellt. Dabei wird in einem
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Satzreaktor bei 40 8C, in einer Reaktionszeit unter 48 Stun-
den, Lipase aus Candida rugosa verwendet.

Ein Schlüsselprodukt der Fettchemie sind die Fettalkohole,
die durch katalytische Reduktion von Fettsäuremethylestern
bei 200 ± 300 bar und 200 ± 300 8C in Festbettreaktoren herge-
stellt werden.[60, 62] Fettsäuremethylester gewinnt man durch
Umesterung der Triglyceride mit Methanol. Beide Verfahrens-
schritte sind soweit optimiert, daû die Ausbeuten bei mini-
malem Energieverbrauch nahezu quantitativ sind. Die ther-
mische Belastung des Produkts bedingt allerdings nachfol-
gende Raffinationsschritte, und hitzeempfindliche Öle wie
Fischöl müssen getrennt verarbeitet werden. Einige Unter-
nehmen haben deshalb immer wieder Verfahren zur Lipase-
katalysierten Umesterung oder Spaltung von Fetten und Ölen
untersucht. Dabei traten zahlreiche Probleme zutage, vor
allem, daû a) die Reaktionszeit, anders als bei den chemischen
Verfahren, stark vom eingesetzten Triglycerid abhängt (Hy-
drolysegeschwindigkeit bei einer für das Enzym verträglichen
Temperatur von ca. 40 8C für Olivenöl> Sojaöl� Sonnen-
blumenöl>Palmöl>Kokosöl>Talg), b) die Raum-Zeit-
Ausbeuten deutlich geringer als beim chemischen Prozeû
sind und deshalb teure Mehrstufen-Reaktionstechnik nach
sich ziehen, c) für die Abtrennung des Glycerinwassers wegen
Emulsionsbildung an der Grenzfläche eine teure Trenntech-
nik erforderlich ist und d) die kontinuierliche Prozeûführung
mit Lipasen unter diesen Bedingungen an der zu geringen
Stabilität des Enzyms scheitert. Derzeit ist Nippon Oils &
Fats, ein mittelständisches Unternehmen in Tokio, wahr-
scheinlich das einzige Unternehmen, das einen Lipase-
katalysierten Prozeû zur Herstellung hochreiner ungesättigter
Fettsäuren (Öl-, Linol-, Linolensäure usw.) einsetzt.[63] Die
Fettsäuren werden allerdings nur im kg-Maûstab hergestellt
und konkurrieren im Markt zunehmend mit reinen Fett-
säurepräparaten, die durch den Einsatz von Ölen aus
genetisch modifizierten Pflanzen zugänglich werden.

5.1.2. Umgeesterte Triglyceride

Im Vergleich zur Lipase-katalysierten Hydrolyse von
Triglyceriden bietet ihre enzymatische Umesterung poten-
tielle Vorteile, da viele Lipasen sn-1,3-spezifisch sind: Anders
als bei chemischen Verfahren können also die sn-1 und sn-3-
Positionen eines Triglycerids regioselektiv umgeestert wer-
den, wenn es gelingt, die leicht stattfindende Acylwanderung
von sn-2 nach sn-1 oder sn-3 zu unterbinden. Drei Typen
enzymatisch modifizierter Triglyceride verdienen in diesem
Zusammenhang Beachtung: a) Fette mit verbesserter Streich-
fähigkeit, b) Kakaobutter-¾quivalent und c) ¹funktionelle
Triglycerideª mit hohem Verdauungswert.

5.1.2.1. Fette mit verbesserter Streichfähigkeit

Der Schmelzpunkt eines Fettes wird in der Technik derzeit
vor allem durch den Grad der katalytischen Hydrierung der
Doppelbindung ungesättigter Fettsäuren moduliert. Die Her-
stellung von Margarinen und Dressings aus Pflanzenölen ist
ein Beispiel dafür. Alternativ kann das gewünschte Schmelz-
verhalten aber auch durch Umesterung niedrig- und hoch-
schmelzender Triglyceridgemische mit sn-1,3-spezifischen

Lipasen oder einer Kombination aus Umesterung und kata-
lytischer Hydrierung eingestellt werden.[64, 65]

5.1.2.2. Kakaobutter-¾quivalente

1995 betrug der Import an Kakaobutter aus tropischen
Ländern wie Kenia und Malaysia einige 100 000 Tonnen.
Wegen ihres Schmelzpunkts im Bereich der menschlichen
Körpertemperatur ist dieses Fett für Suppositorienmassen gut
geeignet. Die Hauptanwendung liegt aber in der Herstellung
von Schokoladen, wo das schnelle Schmelzen zu einem
angenehmen ¹Mundgefühlª führt. Die Haupttriglyceride
von Kakaobutter weisen in Position sn-2 des Glycerides
Ölsäure, in den Positionen sn-1 und sn-3 Stearin- bzw.
Palmitinsäure auf (Kurzschreibweise: SOS und SOP). Ka-
kaobutter-¾quivalente können chemisch oder mit Lipase-
Katalyse durch Umesterung geeigneter Triglyceride (z.B. der
Mittelfraktion von Palmöl (POP) oder hochölsäurehaltigen
Sonnenblumenöls (OOO) mit Stearinsäure oder Tristearin
(SSS)) erhalten werden (Schema 3).[66, 67]

Schema 3. Umesterung eines natürlichen Triglycerids mit einer sn-1,3-
regioselektiven Lipase.

Da die primären Hydroxygruppen von Glycerin reaktiver
sind als die sekundäre Hydroxygruppe in sn-2, werden dabei
vorwiegend Triglyceride vom Typ SOP oder SOS gebildet.
Unter lebensmittelrechtlichen Gesichtspunkten ist die Lipa-
se-Katalyse dabei ein ¹natürliches Verfahrenª und führt
damit nicht zu einer Deklarationspflicht für das Produkt.
Die Lipase-katalysierte Herstellung von Kakaobutter-Substi-
tuten ist deshalb von vielen Unternehmen untersucht worden.
Unichema, eine Gründung von Unilever und nun Tochterun-
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ternehmen der ICI, stellt einige hundert Tonnen von ¹choco-
late fatª (SOS) durch Umesterung von stark ölsäurehaltigem
Sonnenblumenöl mit Stearinsäure in einem lösungsmittel-
freien Satzreaktor her, wobei immobilisierte Lipase aus
Rhizomucor miehei zum Einsatz kommt.[68] In Japan betreibt
Fuji Oil Co. eine Anlage mit einer Produktionskapazität von
einigen 1000 Tonnen pro Jahr für einen ähnlichen Prozeû, bei
dem Lipase aus Rhizopus verwendet wird.[69]

5.1.2.3. ¹Funktionelleª Triglyceride mit hohem
Verdauungswert

Die Verdaulichkeit von Triglyceriden hängt stark von ihrer
Zusammensetzung ab. So können Palmitinsäure-haltige Tri-
glyceride nur dann gut verdaut werden, wenn sich diese
Fettsäure in Position sn-2 befindet. Ein kommerzielles Pro-
dukt diesen Typs ist Betapol (OPO) von Unichema, ein
Diätfett für frühgeborene Kinder. Es wird durch Umesterung
von Tripalmitin mit Ölsäure unter Verwendung von immobi-
lisierter Lipase aus Rhizomucor miehei gewonnen. Triglyce-
ride vom Typ MLM mit langkettigen gesättigten oder unge-
sättigten Fettsäuren (L) in Position sn-2 und mittelkettigen
Fettsäuren (M) in Positionen sn-1 und sn-3, ermöglichen eine
schnelle Zuführung von Energie, da sie bevorzugt von
Pankreas-Lipase hydrolysiert und die entstandenen Mono-
glyceride mit hoher Ausbeute aus dem Darm resorbiert
werden. Einige Produkte dieses Typs sind bereits kommerziell
erhältlich, z. B. Caprenin (C6-C22:0-C8) von Procter & Gamble.
Sie werden allerdings durch chemische Umesterung gewon-
nen. MLM-Triglyceride mit essentiellen Fettsäuren vom Typ
C20:5 oder C22:6 in Position sn-2 haben eine günstige pharma-
kologische Wirkung bei kardiovaskulären und Entzündungs-
erscheinungen gezeigt. Sie können bevorzugt mit sn-1,3-
spezifischen Lipasen aus Fischölen und kurzkettigen Fett-
säuren hergestellt werden (Schema 4), da eine chemische
Umesterung in diesem Fall leicht zu Nebenreaktionen wie
radikalischen Oxidationen, cis-trans-Isomerisierungen oder
Wanderungen der Doppelbindungen führt.[70, 71]

5.1.3. Monoglyceride

1993 wurden ca. 120 000 Tonnen Monoglyceride und
Mono-/Diglycerid-Gemische hergestellt; das bevorzugte Ver-
fahren ist die Glycerolyse von Triglyceriden. Das Reaktions-

Schema 4. Herstellung eines funktionellen Triglycerids mit einer sn-1,3-
spezifischen Lipase.

gemisch wird durch Kurzwegdestillation aufgetrennt, wo-
durch Monoglyceride in >90 % Reinheit erhalten werden.
Monoglyceride sind milde Emulgatoren (HLB-Wert 3.4,
HLB� hydrophilic lipophilic balance) und für den Zusatz in
Lebensmitteln zugelassen. Anwendungen finden sie deshalb
vor allem in der Lebensmitteltechnologie, in der Kosmetik
und in der Galenik.[62, 72, 73] Zur Herstellung von Monoglyce-
riden durch Lipase-Katalyse gibt es umfangreiche Literatur;
das Kernproblem der Verfahren ist immer die Bildung von
Produktgemischen.[74, 75] Tabelle 6 gibt einen Überblick über
enzymatische Herstellungsverfahren für Monoglyceride.

Unter wirtschaftlichen Gesichtspunkten bietet keiner die-
ser Prozesse Vorteile gegenüber der chemischen Herstellung
durch Glycerolyse. Selbst mit einer Lipase aus Penicillium
roquefortii, die eine einstufige Herstellung von Monoglyce-
riden in >90 % Reinheit durch Glycerolyse von Triglyceriden
ermöglicht, konnte kein Durchbruch erzielt werden. Die
Verwendung von Lipasen könnte allerdings bei der Herstel-
lung von Glycerinen mit labilen Substituenten wie 8'-Apo-b-
Carotinsäure vorteilhaft sein, die chemische Verfahrensschrit-
te nicht tolerieren.[76]

1704 Angew. Chem. 1998, 110, 1694 ± 1720

Tabelle 6. Lipase-katalysierte Synthese von Monoglyceriden.

Verfahren Einzelheiten Ergebnisse und Bemerkungen

Hydrolyse oder Alkoholyse benötigt 1,3-spezifische Lipasen Acylwanderung von sn-2 nach sn-1/-3 kann zur
kompletten Hydrolyse des Triglycerids führen

Veresterung a) mit Glycerin und Fettsäure unter Verwendung a) da Monoglyceride bessere Nucleophile als Glycerin
beliebiger Lipasen sind, bilden sich Mischungen aus Mono- und Diglyceriden

b) mit Isopropyliden-geschütztem Glycerin b) führt zu reinen Monoglyceriden, aber erfordert
Schutzgruppenchemie

hochselektive Lipase Lipase aus Penicillium roquefortii ermöglicht die Bildung
von 90proz. Monoglyceriden aus Triglyceriden

Glycerolyse und der Einsatz eines Enzymmembranreaktors mit beste Ergebnisse, aber aufwendige Prozeûführung
verbesserte Prozeûtechnik Gegenstromextraktion ermöglicht die kontinuierliche

Abtrennung der Monoglyceride, die alternativ auch
ausgefällt oder kältegefällt werden können
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5.2. Lipasen in Waschmitteln

Der Zusatz von Lipasen zu Waschmitteln wurde im
Zusammenhang mit der Entfernung von Fettanschmutzun-
gen[77±80] und der In-situ-Bildung von Persäuren zur Bleichung
farbiger Pigmentverschmutzungen[81] beschrieben.

5.2.1. Entfernung von Fettanschmutzungen

Nach dem groûen wirtschaftlichen Erfolg der Waschmittel-
proteasen unternahm die Enzymindustrie groûe Anstrengun-
gen, Lipasen als weiteres Waschmittelenzym einzuführen.
Man hoffte, daû Lipasen im Hinblick auf niedrigere Wasch-
temperaturen und gestiegene ökologische Anforderungen mit
chemisch hergestellten Tensiden konkurrieren könnten.
Waschflotten enthalten meist anionische und nichtionische
Tenside, Oxidantien und Komplexbildner und arbeiten bei
einem pH-Wert um 10 und Temperaturen um 50 8C ± nicht-
physiologische Bedingungen, bei denen die meisten Enzyme
schnell ihre Aktivität verlieren. Screening-Projekte zur Suche
stabiler Lipasen führten zwar bald zu Erfolgen, zeigten aber
auch, daû der marginale Reinigungseffekt dieser Enzymgrup-
pe durch die Optimierung der Tensidzusammensetzung kom-
pensiert werden konnte.[82] Glücklicherweise können spezielle
Lipasen auch die Ablagerung von bereits gelöstem Fett auf
gewaschenen Textilien verhindern und pigmentbeladene Fett-
verschmutzungen wie Lippenstift gut von der Wäschefaser
entfernen. Novo-Nordisk war das erste Unternehmen, das
angesichts dieser Ergebnisse eine Waschmittel-Lipase in den
Markt einführte. Das Produkt Lipolase, eine Pilz-Lipase aus
Humicola lanuginosa, wird seit Ende der achziger Jahre durch
einen rekombinanten Aspergillus-oryzae-Wirtsstamm im gro-
ûen Maûstab auf Hokkaido in Japan hergestellt und nach
Nordamerika und Europa exportiert.[23] Wahrscheinlich war
dieses Enzym das erste gentechnisch veränderte Protein,
dessen Verwendung in Haushaltsprodukten und Freisetzung
in die Umwelt durch die nationalen Behörden der EU-
Mitgliedsstaaten genehmigt wurde. Heute befinden sich in
nahezu allen Waschmitteln gentechnisch hergestellte und
optimierte Proteasen und Lipasen. Die wichtigsten Handels-
und Entwicklungsprodukte sind in Tabelle 7 aufgelistet. Die
hier aufgeführten Lipasen weisen ein ausgezeichnetes se-
kundäres Waschverhalten auf. Ergänzend ist das Enzym
Cutinase zu erwähnen, das eine sehr gute Wirkung bei der
Entfernung von Wachsestern in Lippenstift-Formulierungen
aufweist.

5.2.2. In-situ-Herstellung von Persäuren als Bleichmitteln

Unter den schwach alkalischen Bedingungen beim Wasch-
vorgang sind Persäuren der Kettenlänge C8 ± C12 bereits bei
niedrigen Temperaturen ausgezeichnete Oxidationsmittel
und haben deshalb ein groûes Potential als Bleiche für die
Kaltwäsche. Wegen ihrer geringen Stabilität können sie aber
Waschmittelformulierungen nicht zugesetzt werden. Die
Lipase-katalysierte Herstellung von Persäuren in situ wurde
deshalb intensiv bearbeitet. Allerdings zeigen die derzeit
verfügbaren Lipasen nur eine geringe Neigung, in einer
wäûrigen Lösung in Gegenwart von Wasserstoffperoxid
Persäuren zu bilden, wahrscheinlich weil im alkalischen
Milieu die Hydrolyse des primär gebildeten Acylenzyms
schneller erfolgt als dessen Perhydrolyse.[81]

5.3. Lipasen bei der Papierherstellung

Nihon Seishi Co., ein Papierhersteller in Tokio, hat einen
Prozeû zur Verbesserung der Papierherstellung entwickelt,
bei dem Triglyceride im Zellstoff durch Zusatz von Lipase
abgebaut werden. Das Verfahren wird im Maûstab von
mehreren hundert Tonnen Zellstoff pro Tag angewendet,
und zwei weitere japanische Papierhersteller nutzen bereits
ein ähnliches Verfahren.[83]

5.4. Lipasen in der Milchindustrie

Rennetpaste, aus den Mägen von Wiederkäuern wie Kühen
und Ziegen isoliert, wird traditionell zur Herstellung von
Käse verwendet.[84] Die aktive Komponente von Rennet ist
Chymosin, eine Aspartat-Protease, die durch Spaltung von k-
Casein die Ausfällung des Milchcaseins katalysiert. Rennet
enthält aber auch Esterasen und Lipasen, die an der
Käsereifung beteiligt sind. 1955 verbot die US-amerikanische
Food and Drug Administration den Import von Kälber-
Rennet in die USA wegen dessen schlechter Qualität. Seither
ist die Gewinnung von Proteasen und Lipasen aus anderen
Quellen für die Käsereifung intensiv bearbeitet worden.
Abhängig von der Kettenlängen-Spezifizität der Lipase kann
deren Zusatz zur Milch das Käsearoma intensivieren, die
Reifung beschleunigen oder auch die Herstellung von ¹En-
zym-modifiziertem Käsearomaª (EMC) ermöglichen, einem
wichtigen industriell hergestellten Aroma, das in den USA für
die Herstellung von Tunken, Soûen, Salatdressings, Cracker
usw. eingesetzt wird. EMC wird durch Zusatz von Lipase zum
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Tabelle 7. Kommerzielle Waschmittel-Lipasen und Versuchsprodukte.

Produktbezeichnung Firma Herkunft der Lipase pH-Optimum T-Optimum

Lipolase Novo-Nordisk Humicola lanuginosa, in Aspergillus oryzae 10.0 40 8C
kloniert und exprimiert

Lipomax Gist-Brocades[a] Pseudomonas pseudoalcaligenes, im gleichen 11.0 45 8C
Organismus kloniert und exprimiert

Lumafast Genencor[a] Pseudomonas mendocina, in Bacillus spec. 10.5 40 8C
kloniert und exprimiert

[a] Die Aktivitäten der Enzymsparten von Gist-Brocades und von Genencor sind seit 1995 in der Unternehmensgruppe Genencor International B.V., Delft
(Niederlande), zusammengefaût.
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Rohkäse bei erhöhter Temperatur hergestellt; dadurch erhöht
sich der Anteil geschmacksbildender freier Fettsäuren etwa
um das Zehnfache. Tabelle 8 enthält einige Beispiele für
Lipasen, die derzeit für die Käseherstellung und zur be-
schleunigten Käsereifung eingesetzt werden.

Abhängig von der Kettenlängen-Spezifizität dieser Enzyme
werden entweder bevorzugt kurzkettige Fettsäuren (C4 ± C6)
freigesetzt, was zu einem scharfen, pikant-säuerlichen Aroma
führt, oder aber mittel- und langkettige Fettsäuren (>C12), die
ein mehr seifiges Aroma vermitteln, aber auch schnell von
den mikrobiellen Mischkulturen im Käse zu anderen Ge-
schmacksstoffen wie Acetessigsäure, b-Oxosäuren, Methyl-
ketonen sowie ¹Geschmacksestern und -lactonenª metaboli-
siert werden. Der Zusatz von Lipasen zu pasteurisierter
Kuhmilch kann zu Geschmacksnoten führen, die an Ziegen-,
Schafskäse oder Rohmilch erinnern, wenn gleichzeitig geeig-
nete Starterkulturen zugesetzt werden.

6. Lipasen als Biokatalysatoren in der organischen
Synthese

Im Hinblick auf ihre spezifische und insgesamt begrenzte
Funktion im Stoffwechsel sollte man erwarten, daû Lipasen
für die Organische Chemie von geringem Interesse sind. Das
Gegenteil ist aber wahr: Für den Chemiker sind Lipasen zu
sehr vielseitigen Biokatalysatoren geworden.[15, 85±90] Dafür
sind vor allem folgende Gründe verantwortlich:
1. Lipasen verfügen über groûe hydrophobe Substratbin-

dungsdomänen mit gering ausgeprägter spezifischer Cha-
rakteristik, die für die Bindung und Aktivierung von
längerkettigen Acylgruppen erforderlich sind, und können
eine groûe Zahl unterschiedlicher hydrophober Substrate
binden. Dabei zeigen sie häufig eine hohe Regio- oder
Stereoselektivität.

2. Lipasen wirken an der Grenzfläche von Wasser und Öl. Sie
weisen eine sehr stabile Architektur auf, und können so
dem denaturierenden Effekt dieser Grenzfläche stand-
halten, was ihren Einsatz in vielen organischen Lösungs-
mitteln ermöglicht.

3. Die Freie Energie der Fetthydrolyse liegt bei
0 kJ molÿ1.[91, 92] Das thermodynamische Gleichgewicht ei-
ner Lipase-katalysierten Reaktion kann deshalb leicht
durch die Zusammensetzung des Reaktionsgemischs be-

einfluût werden, so daû Hydrolysen mit Lipasen in wasser-
armem Milieu leicht in Estersynthesen umkehrbar sind.

4. Der intermediär gebildete Acyl-Lipase-Komplex ist, che-
misch gesehen, ein Acylierungsmittel. In Verbindung mit
der breiten Substratspezifizität der Lipasen sind deshalb
Acylierungen mit zahlreichen Nucleophilen möglich.

Infolge dieser einzigartigen Kombination von Eigenschaf-
ten haben Chemiker eine groûe Zahl von Reaktionen mit
Lipasen beschrieben.[93±103] In einer umfangreichen Monogra-
phie über Biotransformationen in der organischen Syn-
these sind fast ein Drittel aller Beispiele Umsetzungen mit
Lipasen.[85, 89] Wenn polyfunktionelle Substrate, Isomere,
racemische oder prostereogene Edukte verwendet werden,
reagieren Lipasen zudem regio- und/oder stereoselektiv.
So katalysiert PPL[104] (Erläuterung der Abkürzungen in
Tabelle 3) ± eigentlich zur Hydrolyse von wasserunlös-
lichen Triglycerid-Gallensäuren-Gemischen im Zwölffinger-
darm evolviert ± die in Schema 5 gezeigte regioselektive
Reaktion, und RML ist ein ausgezeichneter Katalysator zur
enantioselektiven Umesterung in hohen Ausbeuten (Sche-
ma 6).[105]

Schema 5. Regioselektive Veresterung durch PPL.

Schema 6. Beispiel für eine regioselektive Umesterung durch RML; E�
206 (Acylierung), E� 8 (Hydrolyse).

Die einzige gröûere Limitierung hinsichtlich der Selektivi-
tät von Lipasen ist ihre begrenzte Eignung für die Umsetzung
raumerfüllender Acylgruppen: Im allgemeinen werden ge-
mäû dem Vorbild der Triglyceride lineare aliphatische Acyl-
gruppen besser umgesetzt als Arene.
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Tabelle 8. Beispiele für die Verwendung von Lipasen bei der Käseherstel-
lung und -reifung.

Käsetyp Lipase

Romano, Domiati, Feta prägastrische Lipase von Schaf oder Ziege,
Mucor miehei

Mozarella, Parmesan,
Provolone

prägastrische Lipase von Schaf oder Ziege

Fontina, Ras, Romi Mucor miehei

Cheddar, Manchego, Blue Aspergillus oryzae, Aspergillus niger
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6.1. Selektivität von Lipasen gegenüber nichtnatürlichen
Estern

6.1.1. Kinetische Racematspaltung

Wie in Schema 5 und 6 gezeigt, können Lipasen häufig
enantiomere oder enantiotope Gruppen prostereogener Mo-
leküle mit hoher Enantioselektivität umsetzen. Im Fall
racemischer Edukte kann diese Eigenschaft zur kinetisch
kontrollieren Anreicherung eines Enantiomers benutzt wer-
den, was eine maximale Ausbeute von 50 % zur Folge hat. Da
Lipase-katalysierte Reaktionen allerdings immer reversibel
sind, ist daran zu denken, daû die Rückreaktion zu erneuter
Racemisierung führen kann. Liefert also die Vorwärtsreak-
tion bei der Acylierung eines racemischen Alkohols mit
Lipase vorwiegend den (S)-Alkohol und den (R)-Ester, kann
die Rückreaktion des achiralen Produkts (R3OH) mit dem
(R)-Ester zur Bildung des (R)-Alkohols führen (Schema 7).
Sobald diese Rückreaktion ein nennenswertes Ausmaû er-
reicht, was von der Gleichgewichtslage der Reaktion abhängt,
nehmen die Enantiomerenreinheit des Edukts und die des
Produkts ab.[106, 107]

Schema 7. Racematspaltung eines Alkohols durch Lipase.

Dieser Reaktionstyp läût sich kinetisch nach Gleichung (1)
beschreiben. Im Fall einer irreversiblen Reaktion ohne
Substratinhibierung bis zu 40 % Umsatz errechnet sich der
Umsatz gemäû Gleichung (2). Der ¹E-Wertª (als Maû für die
Enantioselektivität) ist dabei sowohl von der Substratkon-
zentration als auch vom Umsatz unabhängig.[106, 107] Er kann
nach Gleichung (3) berechnet werden und ist ein Maû für die
Selektivität eines Enzyms gegenüber zwei Enantiomeren. Die
erzielbaren Enantiomerenüberschüsse sind in Abbildung 4
dargestellt.

K � 1ÿ ce

ce

(1)

(ce�Umsatz im Gleichgewicht)

U � ee�S�
ee�S� � ee�P� (2)

(ee�Enantiomerenüberschuû für das Substrat S bzw. das Produkt P)

E � ln��1ÿU��1ÿ ee�S���
ln��1ÿU��1� ee�S��� �

ln��1ÿU��1ÿ ee�P���
ln��1ÿU��1� ee�P��� (3)

Bei der Verwendung von Lipasen für Veresterungen muû
darauf geachtet werden, das Reaktionswasser zu entfernen.
Dies kann z. B. durch Anlegen eines Vakuums oder durch
Zugabe von Molekularsieb geschehen. Alternativ kann der
Acyldonor im groûen Überschuû verwendet werden, bei-
spielsweise beim Einsatz von Essigsäureethylester als Acyl-
donor und Lösungsmittel. Auch Ester mit guten Abgangs-
gruppen wie Trifluor- und Trichloressigsäureester oder An-
hydride wurden erfolgreich eingesetzt. Irreversibel einsetz-

Abb. 4. Enantiomerenüberschuû ee als Funktion von Umsatz U und ¹E-
Wertª für Substrat (a) und Produkt (b) bei irreversibler Reaktion.[14]

bare Reagentien wie Oximester können die Produktbildung
bei der Umesterung quantitativ in die gewünschte Richtung
treiben. Die Methode der Wahl ist die Verwendung von
Enolestern (meist Vinyl- oder Isopropenylester), deren
Alkoholfunktion nach Acylierung des Enzyms zur Aldehyd-
oder Ketongruppe tautomerisiert und deshalb für die Rück-
reaktion nicht mehr zur Verfügung steht (Schema 8). Diese
Methode wurde nahezu gleichzeitig von de Jeso et al.[108]

sowie von Wong et al.[109] eingeführt.

Schema 8. Irreversible Acylierung mit Enolestern (R1, R2 sind allgemeine
Reste).

6.1.2. Der ¹Meso-Trickª.

Bei kinetischen Racematspaltungen ist die theoretische
Ausbeute auf 50 % begrenzt. Ausbeuten bis zu 100 %
können erreicht werden, wenn meso-Diester durch enantio-
tope Differenzierung enantioselektiv hydrolysiert oder
meso-Diole entsprechend acyliert werden (Schema 9 und
Tabelle 9).[110]

Schema 9. Anwendung des ¹Meso-Tricksª.

Angew. Chem. 1998, 110, 1694 ± 1720 1707
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6.1.3. Halbquantitative Vorhersagen der Enantioselektivität
von Lipasen

Nach sorgfältiger Analyse der Literatur über enantioselek-
tive Umsetzungen mit den Lipasen aus Candida rugosa
(CRL) und Pseudomonas (Burkholderia) cepacia (PCL)
schlugen Kazlauskas et al. eine Regel zur Vorhersage der
Enantiopräferenz dieser beiden Enzyme vor, die auf der
Raumerfüllung der Substituenten am Edukt beruht. Diese für
die Ester sekundärer Alkohole meist gültige Regel wird oft
vereinfacht als ¹Kazlauskas-Regelª bezeichnet und ist in
ihrem Kern in Schema 10 dargestellt.[111] Entsprechende
Versuche, das Verhalten dieser Lipasen gegenüber Estern
primärer Alkohole oder Carbonsäureestern vorherzusagen,
führten zu weniger zuverlässigen Ergebnissen.

Schema 10. Die ¹Kazlauskas-Regelnª (M�mittelgroûer Substituent, L�
groûer Substituent).

Die Kazlauskas-Regel wurde kürzlich durch kristallogra-
phische Untersuchungen eindrucksvoll belegt. Cygler et al.
kristallisierten dazu zwei Komplexe der CRL mit den beiden
Enantiomeren eines Menthyl-Phosphonat-Inhibitors (CRL
kann zwischen enantiomeren Menthylestern unterscheiden
und bevorzugt das (R)-Enantiomer) und führten die bevor-
zugte Bindung des (R)-Inhibitors auf eine erhöhte Zahl von
Wasserstoffbrücken zurück (Abb. 5).[112]

Abb. 5. Kristallstruktur der Bindung von (R)- (links) und (S)-Menthyl-
phosphonatester (rechts) im aktiven Zentrum von Candida-rugosa-Lipase.
Im Komplex mit dem (R)-Enantiomer (links) bildet His 449 der kataly-
tischen Triade zwei Wasserstoffbrückenbindungen (gestrichelte Linien),
eine zum katalytischen Ser 209 und eine zur Alkoholgruppe des Menthols,
während im Komplex mit dem (S)-Enantiomer (rechts) His 449 eine
Rotationsbewegung durchgeführt hat und damit seine Fähigkeit zur
Wasserstoffbrückenbindung zur Alkoholgruppe des Menthols verliert.

6.2. Lipasen als Acylierungsmittel

Der Katalysemechanismus von Lipasen (siehe Schema 2)
führt primär zur Acylierung des Serinrests der katalytischen
Triade. Die Folgereaktionen lassen sich formal als Acylierung
von Wasser (Bildung der freien Säure) oder von einem
Alkohol (Veresterung) betrachten. Im folgenden werden wir
die Acylierung sauerstoffhaltiger sowie weitere Nucleophile
betrachten. Wir zeigen, daû Lipasen nicht nur acyliert werden
können, wenn sie Carboxylester hydrolysieren, sondern auch
bei der Umsetzung von Carbonaten und anderen Edukten.
Abschlieûend gehen wir auf industrielle Anwendungen von
Lipasen in der Biokatalyse ein.

6.2.1. Acylierung von Hydroxyverbindungen

6.2.1.1. Chemoselektive Veresterung von
Hydroxyverbindungen

Hydroxyverbindungen wie Chloramphenicol 1, Sobre-
rol 2 oder Oligopeptidester konnten mit PPL regioselektiv
acyliert werden (Schema 11).[85, 113±115] Besonders viele Unter-
suchungen wurden zur Lipase-katalysierten Acylierung oder

Schema 11. Position der regioselektiven Acylierung von Chloramphenicol
1 und Sobrerol 2.
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Tabelle 9. Selektive Hydrolyse von meso-Verbindungen durch Lipase-
Katalyse.

Produkt Lipase/Lösungsm. Ausb. [%] ee [%] Lit.

Pancreatin/ 65 > 99 [132]
Vinylacetat,
THF/Et3N

PSL/ 81 > 99 [133]
Isopropenylacetat

PCL 80 70 [134]

PPL/ 92 > 99 [135]
Vinylacetat,
MeCN

PPL/ 92 > 99 [136]
Vinylacetat
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Deacylierung von Zuckern durchgeführt.[115±117] Meist handel-
te es sich dabei um Reaktionen zur Einführung oder Entfer-
nung von Schutzgruppen im industriellen Umfeld, aber auch
um die Herstellung von Zuckerestern, einer Klasse von
Emulgatoren, die aus nachwachsenden Rohstoffen hergestellt
werden können.

6.2.1.2. Schutzgruppenchemie mit Lipasen an Zuckern

Ungeschützte Mono- oder Disaccharide reagieren mit
Lipasen wie PPL[118] , CAL[119] oder RML[120] in polaren
organischen Lösungsmitteln wie DMF oder 2-Methyl-2-buta-
nol mit lang- oder mittelkettigen Fettsäuren oder deren
Estern zu 6-O-acylierten Zuckern. Die Regioselektivität liegt
dabei über 70 %, die Umsätze zwischen 40 und 100 %. Durch
Einführung von Isopropyliden- oder Phenylborat-Schutz-
gruppen an den sekundären Hydroxygruppen können die
Regioselektivität und die Ausbeute erhöht werden. Wird die
primäre Hydroxygruppe zuvor chemisch acyliert, so können
auch sekundäre Hydroxygruppen Lipase-katalysiert acyliert
werden, wobei die Regiopräferenz von der gewählten Lipase
abhängt. So führt die Acylierung von 6-O-Butyroylglucose
mit Trichlorethylbutyrat in THF durch CVL zu 3,6-Di-O-
Butyroylglucose 3 (98% Regioselektivität),[121] während mit
RJL oder CRL in Benzol die 3-Hydroxylierung von 1,4-
Anhydro-5-O-Hexadecyl-d-Arabinit 4 mit Trichlorethylbuty-
rat in Benzol in 79 % Ausbeute gelingt (Schema 12).[122]

Schema 12. Die durch Lipase-katalysierte regioselektive Bildung von
Butylestern von Zuckern und Zuckerderivaten erhaltenen Ester 3 und 4.

6.2.1.3. Zuckerester als Emulgatoren

Zuckerester werden mit chemischen Methoden im Maûstab
von einigen tausend Tonnen pro Jahr produziert, z. B. durch
die säurekatalysierte Veresterung von Sorbit mit Fettsäuren
(¹Spanª, die Ethoxylierungsprodukte sind unter dem Namen
¹Tweenª bekannt). Derartige Verbindungen werden industri-
ell als Emulgatoren eingesetzt, und ihr Acylierungs- bzw.
Ethoxylierungsgrad bestimmt die Grenzflächenaktivität der
Produkte. Einige dieser Verbindungen wurden auch als
Nahrungsmittelzusatzstoffe angemeldet, aber eine Herstel-
lung durch Enzymkatalyse ist ¹natürlicherª und deshalb von
Vorteil für ihren Marktwert. Die Lipase-katalysierte Herstel-
lung von Zuckerestern wurde deshalb von vielen Forschern
intensiv untersucht; Tabelle 10 enthält nur eine kleine Aus-
wahl der Ergebnisse. Wegen der sehr unterschiedlichen
Löslichkeit der Reaktionspartner kann es vorteilhaft sein, in
Schmelzen oder Festphasen anstatt in Lösungen zu arbeiten.

Monoester der Ethylglycoside werden von Unichema im
100-kg-Maûstab unter Verwendung von Lipase hergestellt.
Eine groûe Konkurrenz für biotechnologisch hergestellte

Zuckerester sind allerdings die aus Fettalkoholen und Zucker
auch im industriellen Maûstab chemisch leicht herzustellen-
den Alkylglycoside.

6.2.1.4. Stereoisomere

(E/Z)-Stereoisomere von Allylalkoholen können durch
Lipase-katalysierte (PPL, PSL) Acylierung getrennt werden,
wobei immer das (E)-Isomer bevorzugt wird. Die Selektivität
der Reaktion ist allerdings mäûig. So wurde (E)-Geraniol 5 im
Gemisch mit (Z)-Nerol 6 durch PPL-katalysiert mit Trifluor-
ethylbutyrat oder Hexansäureanhydrid in Diethylether im
Verhältnis von 4:1 acyliert (Schema 13). (E)-Isomere sekun-

Schema 13. Die für die Lipase-katalysierte Umesterung eingesetzten
Alkohole 5 ± 8.

därer Allylalkohole wie 3-Undecen-2-ol 7 oder 4-Phenyl-3-
buten-2-ol 8 reagierten unter den gleichen Bedingungen
allerdings 20- bis 40mal schneller als die (Z)-Isomere, weil
das (S)-Enantiomer des (E)-Isomers wegen der hohen
Enantioselektivität dieser enzymatischen Umesterung
(E> 100 für die (E)-Isomere, siehe Schema 13) nicht an der
Reaktion teilnahm.[126]
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Tabelle 10. Lipase-katalysierte Synthese von Zuckerestern (Beispiele). v�Reak-
tionsgeschwindigkeit.

Zucker Acyldonor Lösungsmittel Lipase v Lit.
[mmol gÿ1 hÿ1]

Glucose Fettsäure- Pyridin PPL 0.015 [118]
trichlor-
ethylester

Mannose Fettsäure- Pyridin PCL 0.028 [123]
oximester

Sorbit Fettsäure 2-Pyrrolidon CVL 1.4 [124]

Fructose Fettsäure 2-Methyl- RML 0.048 [120]
2-butanol CAL-B

Glucose Fettsäure Aceton CAL-B 0.2 ± 0.4 [125]

Ethylglycosid Fettsäure tert-Butylalkohol CAL-B keine Angaben
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6.2.1.5. Trennung racemischer Alkohole und Säuren

Die meisten Veröffentlichungen zur Lipase-Katalyse be-
schäftigen sich mit diesem Reaktionstyp. Zwei Beispiele, bei
denen die Enantiomere 9 und 10 in hoher optischer Reinheit
und guten Ausbeuten erhalten wurden, zeigt Schema 14,
weitere werden im Abschnitt 6.3.4 über industrielle Anwen-
dungen beschrieben.

Schema 14. Die durch Spaltung racemischer Edukte erhaltenen enantio-
merenreinen Verbindungen 9 (ROH� 1-Eicosanol, 1-Dodecanol; CRL,
42% Umsatz, ee� 97 % [127]) und 10 (PFL, 45% Umsatz, ee� 97 % [128]).

6.2.1.6. Bildung enantiomerenreiner Verbindungen aus
prostereogenen Alkoholen und Estern

Es wurde vielfach gezeigt, daû Lipasen Reaktionen beider
Typen katalysieren, so daû hier das in Schema 15 wieder-
gegebene Beispiel genügen soll. Dieser Reaktionstyp wurde
auch zur Bildung enantiomerenreiner Lactone (13) aus Di-
estern (12) verwendet (Schema 16).[130, 131]

Schema 16. Asymmetrisierung der Diester 12 durch Lipase unter Bildung
des g-Lactons 13 (R�Et, PPL, Hexan: 100 % Umsatz, >98 % ee ; R�Et,
PFL, Hexan: 100 % Umsatz, 32% ee ; R�Bn, PPL, Hexan: 100 % Umsatz,
>95 % ee).

6.2.1.7. Enantiomerenreine Verbindungen durch Umsetzung
von meso-Verbindungen

Da dieser Reaktionstyp zur quantitativen Umsetzung der
Substrate führen kann und damit eine nachträgliche Racemi-
sierung des ¹falschenª Enantiomers umgeht, wurde er inten-
siv untersucht. Als Beispiel wurde bereits die Umesterung
cyclischer meso-cis-Diole in Tabelle 9 angeführt.

6.3.2. Acylierung anderer Nucleophile

Lipasen können nicht nur Ester bilden, sondern auch
Nucleophile wie ROOH oder RNH2 acylieren. Tabelle 11 gibt
einen Überblick.

6.3.3. Acylierungen mit ungewöhnlichen Acylgruppen

Auûer von Acylresten als acylierende Gruppe aktivierter
Lipasen kann der Serinrest im aktiven Zentrum auch von
ungewöhnlichen Acyldonoren wie Carbonaten acyliert wer-
den. Ferner werden Acylierungsmittel in Strukturen mit
ungewöhnlichen Heteroatomen umgesetzt. Tabelle 12 gibt
einen Überblick. Damit wird deutlich, daû Lipasen eine
ungewöhnlich breite Spezifizität aufweisen. Aus diesem
Grund, aber auch wegen ihrer Stabilität und guten Zugäng-
lichkeit, sind sie für industrielle Anwendungen attraktiv.

6.3.4. Beispiele für die industrielle Nutzung von Lipasen

Enantiomerenreine Verbindungen gewinnen eine immer
gröûere Bedeutung bei der Herstellung pharmazeutischer
und agrochemischer Wirkstoffe. Lipasen wurden für den
industriellen Einsatz zur Synthese enantiomerenreiner Alko-
hole und Säuren intensiv untersucht. Einige wichtige Zwi-
schen- oder Endprodukte, deren Herstellung mit Lipasen im
industriellen Maûstab getestet wurde, sind in Tabelle 13
aufgeführt. Allerdings muû man einräumen, daû die Zahl
der erfolgreichen Beispiele noch immer verhältnismäûig
gering ist. Dafür gibt es mehrere Gründe:
1. Häufig ist die Gegenwart des ¹falschenª Enantiomers im

racemischen Produkt kein Problem, weil keine nachteili-
gen Nebenwirkungen bekannt sind (Beispiele: Pyrethroi-
de, b-Blocker).

2. In anderen Fällen sind physikalische Verfahren wie die
Kristallisation (Naproxen, l-Menthol), die asymmetrische
chemische Synthese (Diltiazem) oder die Verwendung von
Vorstufen aus dem ¹chiralen Poolª oder aus Fermenta-
tionsverfahren (a-Phenoxypropionsäure) wirtschaftlich
überlegen.

3. Ein beträchtlicher Nachteil beim Einsatz von Lipasen zur
Racematspaltung ist die Bildung von 50 % des ¹falschenª
Enantiomers als Nebenprodukt. Obwohl dessen Racemi-
sierung und Rückführung in die Reaktion meist technisch
möglich ist, belastet sie die Kosten des Prozesses. Bei-
spielsweise läût sich der (S)-Ester 14, ein wichtiges

Schema 17. Synthese des (S)-Esters 14 mit LPL und Racemisierung des
(R)-Alkohols 15 (R1�Hexyl, R2� iso-Propyl). Tos�H3CC6H4SO2.

1710 Angew. Chem. 1998, 110, 1694 ± 1720

Schema 15. Aufspaltung der proste-
reogenen Diester 1,4-Dihydro-4-(3-ni-
trophenyl)-2,6-dimethylpyridindicarbo-
xylat 11 (R2�CH2OCOCH3): a) R1�
CH2OCH3, Lipase AK, 63% (S)-Mo-
noester, 95% ee ; b) R1�CH2Ph, Can-
dida OF-360, 24% (R)-Monoester,
73% ee.[129]
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Tabelle 11. Mit Lipasen kompatible Acylacceptoren.

Acyldonor Acylacceptor Produkt Bedingungen Ausb. [%] ee [%] Lit.

Amine als Acylacceptor

n-Butylamin CRL 52 ± 62 80 ± 95 [137]
Phenylamin Hexan oder
Allylamin CCl4

rac-2-Aminobutan CAL 45 90 [138]

1,10-Diaminohexan CRL 35 ± 40 ± [139]
1,12-Diaminododecan Dichlormethan

Ammoniak als Acylacceptor

NH3 CAL, HSL 85 ± 95 ± [140 ± 142]
0.5 ± 2.5m Ammoniaklsg.
tBuOH, 40 8C

NH3 CAL 39 91 [142]
tBuOH (Amid)

E� 38

Hydrazine als Acylacceptor

substituierte PCL, R�CHO 69 ± 80 ± [140]
Hydrazide a) THF oder

iPr2O, RT, 3 d 20 ± 60
b) 60 8C, 4d

Aminosäurederivate als Acylacceptoren

PPL 83 ± [137]
Toluol 45 8C, 3 d

Wasserstoffperoxid und Persäuren als Acylacceptoren

H2O2 CAL 74 ± [143]
Heptancarbonsäure, 4 8C

Vinylacetat LPL 62 100 [144]
Cyclohexan
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Zwischenprodukt für die Synthese von b-Blockern, im groûen
Maûstab aus dem entsprechenden racemischen Alkohol
durch LPL in 45 % Ausbeute und mit über 99 % ee bilden.
Die Racemisierung des ungewünschten Nebenprodukts 15
benötigt aber fünf zusätzliche chemische Schritte (Sche-
ma 17), die eine wirtschaftliche Prozeûführung fragwürdig
machen.[168]

Zwar kann der Einsatz prostereogener Verbindungen und
der Rückgriff auf den ¹Meso-Trickª dieses Problem umgehen,
doch ist es oft nicht möglich, entsprechende Vorstufen zu
synthetisieren. Trotz dieser Einschränkungen gibt es derzeit
mindestens zwei industrielle Prozesse, bei denen immobili-
sierte Lipasen zur Synthese eines Enantiomers eingesetzt

werden: die Herstellung von Diltiazem bei Tanabe Seiyaku in
Osaka, und von Aminen bei der BASF in Ludwigshafen und
in den USA.

7. Anwendungen von Lipasen in der Medizin

Bevor wir die vielfachen technischen und synthetischen
Einsatzmöglichkeiten für Lipasen und die gentechnischen
Möglichkeiten zu deren weiterer Optimierung zusammen-
fassen, möchten wir noch kurz auf ihre physiologische Funk-
tion und Einsatzmöglichkeiten in der Pharmakologie ein-
gehen.

1712 Angew. Chem. 1998, 110, 1694 ± 1720

Tabelle 12. Lipasekatalyse mit ungewöhnlichen Acyldonatoren.

Acyldonator Acylacceptor Produkt Bedingungen Ausb. [%] ee [%] Lit.

Carbonate

n-Propanol HLL 55 90 [145]
MTBE

Oxazolidine

Methanol

a: R� 4-HOC6H4

a: PSL 52 75 [146]

b: PhCH2SCH2

b: PCL 61 90

Amide

Wasser CRL 60 90 [147]

Acyldonoren oder -acceptoren in Strukturen mit ungewöhnlichen Heteroatomen

PSL 31 93 [148]
PrOH, 25 8C

PPL 40 83 [149]
Puffer

Me3SiCH2OH CRL 52 96 [150]
19 h (Säure)

Vinylacetat PCL 80 100 [151]

Vinylacetat 47 100 [152]
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Tabelle 13. Beispiele von industrieller Bedeutung.

gewünschtes Endprodukt chirales Zwischenprodukt optimierte Ergebnisse Lit.
oder Endprodukt

chirale Alkohole

LPL/H2O: > 99 % ee [153]

(S)-Betablocker ¹C3-Synthesebausteinª PPL/BuOH: 97 % ee, [154]
49% Umsatz
PCL/Vinylacetat:
> 99% ee,
50% Umsatz

PPL/H2O: sehr hohe [155]
Substratkonzentration,
ohne Solvens

L/H2O: 99.8 % ee, [156]
49% Umsatz

(S,S)-Fenvalerat,
ein Pyrethroidinsektizid

CRL: > 98 % ee, [157]
42% Umsatz

l-Menthol

chirale Säuren

[158, 159]

Enalapril,
ein ACE-Inhibitor

Serratia marcesceus :
100 % de

[153, 160, 161]

Diltiazem,

trans-(2R,3S)

ein Calcium-Antagonist

Esterase NP: 98 % ee, [162]
39% Umsatz

(S)-Naproxen, ein nicht-
steroidaler Entzündungshemmer

PPL: 95% ee [163]

(R)-Carnitin, ein vitaminartiges Nahrungsmittel
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7.1. Physiologische Eigenschaften

Nahrungsfette bestehen zu etwa 95 % aus Triglyceriden
(TG).[169] Bis vor kurzem glaubte man, daû die Verdauung
dieser Fette im Zwölffingerdarm (Duodenum) beginnt und
ausschlieûlich von Pankreas-Lipase katalysiert wird. Mehrere
Autoren hatten zwar eine präduodenale Lipolyse beim
Menschen und am Tier festgestellt, man führte dies jedoch
auf eine Enzymkontamination nach einem Reflux aus dem
Zwölffingerdarm in den Magen zurück. Dieses Bild hat sich
mittlerweile völlig verändert, und es wird immer wahrschein-
licher, daû gastrische und Pankreas-Lipase bei der Verdauung
zusammenwirken. Viele gastrische und prägastrische Lipasen
konnten mittlerweile gereinigt und charakterisiert werden,
z. B. eine Zungen-Lipase der Ratte,[170] die gastrische Lipase
des Menschen (HGL),[171, 172] Lipasen der Speiseröhre von
Kalb und Lamm,[173] eine gastrische Lipase des Kaninchen
(RGL)[174] und des Hundes (DGL).[175] Untersuchungen an
freiwilligen, gesunden Probanden haben ergeben, daû gast-
rische und Pankreas-Lipase die Acylketten der Triglyceride in
einer flüssigen Testmahlzeit zu 18 bzw. 48 % (also im
Verhältnis 1:3) hydrolysierten (für eine vollständige Absorp-
tion des Fetts im Darm ist eine Hydrolyse der Triglyceride von
66 % ausreichend). Weiterhin wurde klar, daû die gastrische
Lipolyse langkettiger Triglyceride von gröûter Bedeutung für
die Aufnahmefähigkeit von Fetten durch Patienten mit

pankreatischer Insuffizienz ist und dabei die Funktion der
Pankreas-Lipase teilweise kompensieren kann.[176] Ferner
wurde durch In-vitro-Versuche gezeigt, daû ein Zusatz von
gastrischer Lipase des Menschen oder des Kaninchens zu
menschlicher Pankreas-Lipase die Fetthydrolyse beschleu-
nigt.[177]

7.2. Lipasen in der Substitutionstherapie

Patienten mit exokriner Pankreasinsuffizienz, wie sie
häufig mit cystischer Fibrose einhergeht, leiden vor allem
unter Fehlernährung und Fettdurchfall (Steatorrhoe). Beide
Probleme können zum Teil durch Gabe von Schweine-
Pankreas-Lipase als Substitutionspräparat gelöst werden. In
der Vergangenheit waren derartige Präparate allerdings
wegen ihrer schnellen Denaturierung bei der Magenpassage
unbefriedigend. Der Zusatz einer Lipase, die Nahrungsfette
unter sauren Bedingungen zu hydrolysieren vermag, sollte
hier weiterhelfen, einige der mit Fettabsorptionsstörungen
und Fettdurchfall verbundenen klinischen Probleme zu lösen.
Zur Untersuchung der Wirksamkeit säurestabiler Lipasen aus
Pilzen als Substitutionspräparat bei exokriner pankreatischer
Insuffizienz wurden klinische Studien an Tieren und Men-
schen durchgeführt; die Ergebnisse dieser Studien blieben
aber trotz tendenzieller Besserungen in bezug auf Gewichts-

1714 Angew. Chem. 1998, 110, 1694 ± 1720

Tabelle 13. Beispiele von industrieller Bedeutung (Fortsetzung).

gewünschtes Endprodukt chirales Zwischenprodukt optimierte Ergebnisse Lit.
oder Endprodukt

CCL: 95% ee [164]

(R)-a-Phenoxypropionsäure,
ein Herbizid

99.8 % ee [165]

Prallethrin,
ein Pyrethroidinsektizid

chirale Amine

PCL: 99 % ee, [166]
43% Umsatz

substituierte Phenethylamine,
Herbizide

PCL: 98 % ee, [167]
90% Ausb.

LTD4-Antagonist
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zunahme und Abnahme der Steatorrhoe hinter den Erwar-
tungen zurück.[178] Die Wirksamkeit derartiger Enzyme ist
wegen ihrer Empfindlichkeit gegenüber der proteolytischen
Wirkung des Pepsins im Magen begrenzt. Die erfolgreiche
Klonierung und Expression humaner gastrischer Lipase
(HGL) könnte hier zu nachhaltigen Verbesserungen führen.
Die Expression rekombinanter HGL in High-Five-Zellen
betrug etwa 32 mg pro Liter Kulturmedium. Das durch
Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese
(SDS/PAGE) bestimmte Molekulargewicht lag mit 45 kDa
allerdings unter dem Wert von 50 kDa für die native HGL
und deutet damit auf eine geringere Glykosylierung des
Enzyms im verwendeten Baculovirus-Expressionssystem hin.
Die maximal erzielbare spezifische Aktivität des rekombi-
nanten Enzyms betrug 434 Umgÿ1 gegenüber langkettigen
Triglyceriden (Intralipid) und war gegenüber mittel- und
langkettigen Triglyceriden etwas höher.[179] Da die gastrische
Lipase des Hundes (DGL) im Unterschied zum Human-
Enzym bevorzugt langkettige Triglyceride spaltet, wäre sie in
Verbindung mit Pankreas-Lipase als Substitutionsprodukt
noch besser geeignet.[180] DGL könnte wahrscheinlich auch
die Fettabsorption bei Patienten mit cystischer Fibrose ver-
bessern, wenn sie in Verbindung mit Pankreas-Lipase appli-
ziert würde.[181]

7.3. Lipase-Inhibitoren als Schlankheitsmittel

Die konventionelle Therapie zur Behandlung von Über-
gewicht besteht in der Kontrolle der Energieaufnahme.
Alternativ könnten auch Lipase-Inhibitoren eingesetzt wer-
den. Klinische Untersuchungen zum Einsatz von Tetrahydro-
lipstatin 16 (THL, Schema 18), einem Stoffwechselprodukt

Schema 18. Tetrahydrolipstatin (THL) 16, ein starker Inhibitor von
Pankreas- und gastrischer Lipase sowie von Cholesterinester-Hydrolase.

von Streptomyces toxytricini, sind bei Hoffmann LaRoche
bereits in Phase III der klinischen Erprobung. THL inhibiert
nicht nur gastrische und Pankreas-Lipasen in vitro und in
vivo, sondern auch Cholesterinester-Hydrolase.[182, 183] Man
nimmt an, daû sich dabei ein stöchiometrischer Enzym-
Inhibitor-Komplex in Form eines Acylenzyms bildet, der
unter Rückbildung der funktionsfähigen Enzyme und inak-
tivierten THLs langsam hydrolysiert.[184] THL ist ein amphi-
philer Inhibitor, der sogar in Gegenwart von Gallensäure-
Salzen mit Triglycerid assoziiert ist ± eine entscheidende

Voraussetzung für seine Wirksamkeit in vivo, da Pankreas-
Lipase in einer Fettphase gemeinsam mit Gallensäuren und
Triglyceriden vorliegt und wasserlösliche Inhibitoren deshalb
nicht zum aktiven Zentrum gelangen könnten.[185] Versuche
an gesunden Versuchspersonen haben ergeben, daû die
Infusion von THL in den Zwölffingerdarm die Pankreas-
Lipase stark inhibiert, was angesichts der Versuchsbedingun-
gen sowohl auf eine verringerte Sekretion als auch auf
Enzymhemmung zurückgeführt werden kann.[186]

8. Die Zukunft: hochreine und gentechnisch
optimierte Lipasen

8.1. Hochreine Lipasen

Lipasen finden zahlreiche Anwendungen z. B. in Wasch-
mitteln, in der Fettchemie, bei der Käseproduktion, in der
medizinischen Therapie und in der organischen Synthese. Bis
jetzt wurden bereits über 30 Lipasen unterschiedlicher
Herkunft kloniert und in geeigneten Wirtsstämmen expri-
miert. Reine rekombinante Lipasen aus Humicola lanugino-
sa, Pseudomonas pseudoalcaligenes, Pseudomonas aerugino-
sa, Mucor miehei, Candida antarctica (Typ B), Bacillus
thermocatenulatus und anderen Quellen sind in löslicher oder
immobilisierter Form kommerziell erhältlich, oft auch in
kombinierter Form für das Screening (z. B. Chirozym von
Boehringer-Mannheim). Quervernetzte Kristalle von CRL
und PCL (ChiroCLEC) werden von Altus (Cambridge, MA)
angeboten. Die Tertiärstrukturen von zwölf Lipasen wurden
aufgeklärt, und wegen des groûen Anwendungspotentials
dieser Enzymgruppe darf man annehmen, daû diese Zahl in
den nächsten Jahren zunehmen wird.

8.2. Protein-Engineering von Lipasen

Die Substratbindungsdomänen verschiedener Lipasen un-
terscheiden sich deutlich, so daû sich die Unterschiede in ihrer
katalytischen Wirkung rational erklären lassen. In Abbil-
dung 6 sind die Substratbindungsstellen für vier Lipasen in
ihrer aktivierten Form (mit offenem Deckel) dargestellt.
Obwohl diese Abbildungen auf der Homologie-Modellierung
von Lipase-Inhibitor-Komplexen und Moleküldynamikrech-
nungen und nicht auf Röntgenstrukturanalysen beruhen,
legen sie nahe, daû unterschiedliche Lipase-Typen im Bereich
des aktiven Zentrums unterschiedliche sterische und elek-
tronische Umgebungen aufweisen. So variiert der Abstand
des aktiven Serins von der Oberfläche zwischen 5 (ROL) und
16 � (PCL). In Tabelle 14 sind Veröffentlichungen über
gentechnisch modifizierte Lipasen zusammengestellt, wobei
die meisten Informationen aus der Patentliteratur stammen.

Da Waschmittel derzeit das bedeutendste wirtschaftliche
Einsatzgebiet für Lipasen sind, beschäftigen sich die meisten
Patente mit der Verbesserung des Enzyms für diesen Ein-
satzbereich.[78] Im Vergleich dazu sind Beispiele zum Lipase-
Design für fettchemische Prozeûe oder für die organische

Angew. Chem. 1998, 110, 1694 ± 1720 1715
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Synthese noch rar. Ein Beispiel bezieht sich auf die Modifika-
tion von Lipase aus Rhizopus delemar : Durch Mutagenese
der Reste F95, F112, V 206 und V 209 konnte die Ketten-
längenspezifizität des Enzyms gegenüber Triglyceriden beein-
fluût werden.[196]

8.2.1. Kombinatorisches Design

Im Hinblick auf ihre zahlreichen Anwendungsmöglichkei-
ten sind Lipasen interessante Kandidaten für Versuche zur
Erhöhung der Stabilität oder zur Veränderung der Substrat-

1716 Angew. Chem. 1998, 110, 1694 ± 1720

Abb. 6. Die Polarität und Geometrie der Substratbindungsstellen von Lipasen unterscheiden sich nachhaltig. Von oben: Lipasen aus Candida antarctica
(Typ B), Candida rugosa, Pseudomonas cepacia, Rhizomucor miehei. Links: Darstellung als Kalottenmodell (Aufsicht), Farbgebung wie in Abb. 2. Zum
Vergleich wurde die Bindung des tetraedrischen Übergangszustands bei der Hydrolyse von Essigsäureethylester an die Enzyme modelliert, wobei auf
Röntgenstrukturanalyse mit substratanalogen Inhibitoren zurückgegriffen wurde. Rechts: Darstellung des Querschnitts des aktiven Zentrums in der
Nachbarschaft des aktiven Serinrestes als ¹Conolly-Oberflächeª.
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spezifizität durch kombinatorisches Design. Die Esterase-
Aktivität der Rhizomucor-miehei-Lipase konnte auf diesem
Weg bereits verbessert werden.[198] Man darf sicher davon
ausgehen, daû die Erfolge bei der Verbesserung der Lösungs-
mittelstabilität einer Protease[184] oder bei Veränderungen der
Substratspezifizität[198±201] in naher Zukunft auch auf Lipasen
unter Verwendung kombinatorischer Methoden übertragen
werden und die Einsatzmöglichkeiten für diesen Enzymtyp
bei industriellen Prozeûen erweitern.
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