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Część II

IMMOBILIZACJA LIPAZ PRZEZ PUŁAPKOWANIE®

W tej części artykułu przedstawiono problematykę immobilizacji fizycznej lipaz obejmującą techniki zamykania w sieci żelu, 
w mikro (makro) emulsjach, kapsułkowanie oraz otoczkowanie. Przedyskutowano wpływ procesu immobilizacji na aktywność, 
stabilność oraz selektywność unieruchomionych enzymów.

WPROWADZENIE
Lipazy (EC 3.1.1.3), hydrolazy estrów gliceryny, należą 

do najczęściej stosowanych biokatalizatorów w syntezie che-
micznej, zarówno w skali laboratoryjnej jak i przemysłowej 
[3, 16]. O atrakcyjności biotransformacji z udziałem lipaz, jak 
też i innych enzymów, w porównaniu z klasycznym procesem 
chemicznym decyduje szereg właściwości, m.in. łagodne wa-
runki reakcji, energooszczędność, możliwość przeprowadzenia 
reakcji trudnych bądź niemożliwych do wykonania metodami 
chemicznymi, wykorzystanie regio- i stereoselektywności bio-
katalizatorów. Lipazy stosowane są w katalizie w postaci roz-
puszczalnej lub immobilizowanej. Enzymy immobilizowane 
wykazują szereg zalet, a do najważniejszych należą: możliwość 
wielokrotnego zastosowania oraz znaczne uproszczenie me-
todyki wydzielania produktów. Wybór metody immobilizacji 
i związana z tym ostateczna forma enzymu, w wielu przypad-
kach narzuca ograniczenia jego praktycznego zastosowania.

Immobilizacja	enzymów
Immobilizacja polega na związaniu białka enzymatycz-

nego z nośnikiem nierozpuszczalnym w środowisku reakcji, 
bądź też na zamknięciu enzymu w przestrzeni ograniczonej 
strukturą żelu lub membraną (rys. 1).

Rys.	1. Sposoby immobilizacji enzymów [29].

Wśród technik immobilizacji można wyróżnić procedury 
unieruchamiania enzymów poprzez wiązanie kowalencyjne 
(metody chemiczne) oraz wiązanie niekowalencyjne (me-
tody fizyczne). Do grupy pierwszej zaliczymy techniki wią-
zania kowalencyjnego białek enzymatycznych z nośnikiem 
oraz sieciowanie białka rozpuszczonego w formie agregatów 
bądź kryształów. W grupie drugiej znajdą się metody oparte 
na adsorpcji enzymów na nośniku i inkluzji, tj. inkludowanie 
w sieci żelu, w kapsułkach, w emulsjach, w membranie ultra-
filtracyjnej i otoczkowanie [5].

Opracowanie to stanowi kontynuację problematyki unie-
ruchamiania lipaz metodami fizycznymi. W pierwszej części 
artykułu przedstawiono zagadnienia związane z adsorpcją li-
paz na nośnikach stałych.

Celem	artykułu	jest	zaprezentowanie	problemów	doty-
czących	immobilizacji	lipaz	poprzez	pułapkowanie	w	sieci	
żelu,	 zamykanie	w	mikro	 (makro)	 kapsułkach,	w	mikro	
(makro)	emulsjach,	w	materiale	membrany	oraz	otoczko-
wanie.

ZAMKNIĘCIE LIPAZ W SIECI ŻELU  
POLIMEROWEGO

Metoda polega na zmieszaniu monomeru lub polimeru 
z roztworem enzy-
mu oraz dodaniu 
czynników sieciują-
cych i ewentualnych 
inicjatorów, celem 
wywołania polime-
ryzacji bez udziału 
cząsteczek enzy-
mu. Taka procedura 
może być stosowa-
na do wszystkich 
enzymów, jednak 
warunki polimery-
zacji mogą powo-
dować denaturację 
białka [5]. Aby zmi-
nimalizować dzia-

łanie niekorzystnych dla enzymu warunków tworzenia żelu, 
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w przypadku lipaz można stosować powlekanie białka enzy-
matycznego lipidowym substratem [1, 2, 13, 28]. Metodę za-
mykania enzymu w sieci polimerowej uznaje się za technikę 
tanią i dającą trwałe preparaty. Wadami omawianego sposobu 
immobilizacji są duże opory dyfuzyjne reakcji, brak możliwo-
ści odzysku nośnika, ograniczenie zastosowań do niskoczą-
steczkowych substratów i produktów.

W badaniach dotyczących immobilizacji lipaz w sieci spo-
limeryzowanych związków naturalnych stosowano agarozę 
[4], chitozan [4, 22], alginian [1, 2, 4, 12, 17, 23, 33], kara-
genian [2] i krzemiany [23]. Wśród polimerów syntetycznych 
dominowały żele z poli (glikolu propylenowego) [13], poli 
(alkoholu winylowego) [18, 27, 28] oraz polisulfonowe [31].

Betigeri i Neau [4] porównywali wydajność pułapkowania 
lipazy Candida rugosa w różnych, pod względem fizycznym 
i chemicznym, polimerach pochodzenia naturalnego. Kulecz-
ki agarozy, w warunkach procesowych wykazywały niepożą-
dane pęcznienie i z tego względu polimer ten nie był używany 
w dalszych doświadczeniach. Żel alginianowy i chitozano-
wy przygotowano w wyniku żelowania jonowego z użyciem 
CaCl2 lub trójpolifosforanu sodu jako czynnika sieciującego 
w żelującym roztworze. Stwierdzono, że niezależnie od stę-
żeń alginianu i chitozanu, wydajność pułapkowania enzymu 
przez oba polimery była podobna (43-50%). Aktywność bio-
katalizatora związanego z chitozanem była średnio 4-krotnie 
większa od osiąganej przez enzym zamknięty w alginianie.

Preparaty otrzymane przez inkluzję w sieci polimeru w za-
sadzie zawierają enzym w formie niezmienionej. W porów-
naniu z enzymem nieimmobilizowanym aktywność biokata-
lizatora jest zbliżona lub niższa. Główną zaletą tej techniki 
unieruchamiania jest wzrost stabilności i/lub aktywności en-
zymu w kontakcie z rozpuszczalnikiem organicznym. Badano 
wpływ różnych rozpuszczalników organicznych na aktyw-
ność immobilizowanej lipazy Pseudomonas. Enzym unieru-
chomiono w sieciowanej światłem żywicy poli (glikolu pro-
pylenowego) [13]. W każdym testowanym układzie najlepsze 
efekty reakcji estryfikacji osiągano w obecności eteru diizo-
propylowego. Wzmocniona została także stabilność tempera-
turowa i odporność na działanie środowiska organicznego. Po 
inkubacji w benzenie w 60oC enzym immobilizowany zacho-
wał 75% wyjściowej aktywności, natomiast lipaza natywna 
była aktywna w 28%.

W badaniach Antczaka i wsp. [2] dotyczących lipaz kap-
sułkowanych w żelach alginianu wapnia i karagenianu potasu, 
optymalnym środowiskiem dla prowadzenia reakcji estryfika-
cji był eter naftowy z dodatkiem bezwodnego siarczanu sodu 
jako czynnika usuwającego wodę. Ponadto decydujący wpływ 
na efektywność działania unieruchomionych lipaz wywarła 
impregnacja enzymów kwasem oleinowym.

Aktywność otrzymanych biokatalizatorów w środowisku 
hydrofobowym limitowana jest szybkością wymiany masy 
przez warstwę alginianu. Jedną z możliwości przyspieszenia 
dyfuzji reagentów przez błonę polisacharydową jest utworze-
nie systemu mikroporów w warstwie żelu, w której zawieszo-
ny jest enzym. Zwiększenie porowatości matrycy polimerowej 
można osiągnąć przez dodanie związków wielkocząsteczko-
wych do roztworu wodnego podczas formowania się kapsułki 
alginianu. Stosowane związki porotwórcze to oligomery tlen-
ku etylenu (Polikol) oraz celuloza mikrokrystaliczna [1].

Ostatnio szczególnym zainteresowaniem cieszą się tzw. 
preparaty zol-żel, otrzymywane głównie z alkoholanów 
krzemu [7, 9, 10, 11, 14]. Związki te są poddawane wstęp-
nej hydrolizie, a następnie polikondensacji. W zależności od 
sposobu postępowania przyjętego po etapie polikondensacji, 
otrzymuje się hydrożele, kserożele (po suszeniu) lub aeroże-
le (po suszeniu w nadkrytycznym CO2). Cenną cechą tech-
nologii zol-żel jest możliwość tworzenia ich z domieszkami 
różnych cząstek, jak np. cząstki magnetyczne, ułatwiające od-
dzielenie nośnika z białkiem enzymatycznym od mieszaniny 
reakcyjnej [11] oraz tworzenie żeli mieszanych z naturalnymi 
lub syntetycznymi polimerami [9, 11]. W celu zwiększenia 
odporności mechanicznej można stosować dodatek włókien 
ceramicznych [7].

Problemem w procedurze immobilizacji enzymów 
w zol-żelu jest uwalnianie się podczas polimeryzacji alkoholu 
(głównie etanolu), co działa denaturująco na wiele biokata-
lizatorów. Z tego względu opracowywane są techniki oparte 
na transestryfikacji prekursorów krzemionkowych z wyżej 
rzędowym alkoholem jak glicerol. W ten sposób uzyskuje się 
nowe prekursory, które nie wydzielają szkodliwego alkoholu 
podczas żelowania. Inną alternatywą jest użycie jako prekur-
sorów krzemionki – krzemianów sodu zamiast alkoholanów. 
Niemniej najprostszą techniką jest hydroliza wstępna prekur-
sorów krzemionkowych w warunkach, gdzie hydroliza jest 
szybka a kondensacja wolna. Odparowanie tworzonego alko-
holu przeprowadzane jest przed dodaniem enzymu. Ta metoda 
była zastosowana do unieruchomienia lipazy Candida rugo-
sa w aerożelu krzemionkowym w badaniach prowadzonych 
przez Buisson i Pierre [7].

Zaobserwowano wyjątkowy wzrost aktywności tej sa-
mej lipazy po pułapkowaniu w sieci żelu zsyntetyzowanego 
z tetrametoksysilanu i alkilotrimetoksysilanu [11]. Wydajność 
immobilizacji wynosiła 95% białka w nośniku, a aktywność 
specyficzna była 59 razy większa w porównaniu z lipazą nie-
immobilizowaną. Czynnikiem zasadniczo wpływającym na 
aktywność enzymu była długość łańcucha węglowodorowe-
go grupy alkilowej RSi (OCH3) 3. Według autorów, lipofilowe 
oddziaływanie grup alkilowych w żelu z cząsteczkami lipazy 
podczas tworzenia nośnika może utrzymywać biokatalizator 
w aktywnej, otwartej konformacji wywołując efekt podobny 
do aktywacji międzyfazowej. Jednak trudno tak duży wzrost 
aktywności przypisywać tylko temu zjawisku. Prawdopodob-
nie występują tutaj także inne interakcje nośnik – lipaza, a jed-
nym z ważnych czynników jest lepsze rozproszenie enzymu. 
System z immobilizowaną lipazą odznaczał się dużą stabil-
nością termiczną. Po uwięzieniu biokatalizatora w zol-żelu 
odporność enzymu na podwyższoną temperaturę wzrosła 55 
razy w porównaniu z odpowiednikiem natywnym.

Należy wspomnieć także o immobilizacji enzymów 
w porach membrany przy zastosowaniu procesu ultrafiltracji. 
Zgodnie z Bryjak [6] oraz Giorno i Drioli [15] przyjęto, że 
wspomnianą technikę można potraktować jako odmianę im-
mobilizacji w materiale membrany polimerowej.

Po opracowaniu procedury wytwarzania membran asyme-
trycznych przez inwersję faz pojawiły się nowe możliwości 
w zakresie unieruchamiania enzymów. Uzyskanie struktury 
asymetrycznej jest możliwe w przypadku, kiedy polimeryza-
cja przebiega szybciej od inwersji faz. Po tej stronie membra-
ny, z której doprowadza się środek wywołujący polimeryzację 
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(precypitat), tworzy się mikroporowata warstwa aktywna lub 
„naskórkowa” o grubości od 0, 1 do 1 µm. „Skórka” ma pory 
o znacznie mniejszych rozmiarach od warstw leżących głę-
biej lub może mieć nawet strukturę jednorodną (bez porów). 
W tej warstwie uzyskuje się właściwy efekt sita molekular-
nego. Pozostały przekrój membrany, makroporowata warstwa 
nośna o strukturze od typowo gąbczastej do palczastej, spełnia 
funkcję nośnika nadającego membranie kształt i wytrzyma-
łość. Stanowi ona wprost idealną przestrzeń dla umieszczenia 
w niej cząsteczek enzymu. Wprowadzenie enzymu do goto-
wej membrany odbywa się przez filtrowanie roztworu zawie-
rającego enzym przez asymetryczną membranę w kierunku 
odwrotnym do normalnego przepływu ultrafiltracyjnego. Ten 
sposób immobilizacji wymaga dobrania odpowiedniej wiel-
kości porów warstwy podporowej membrany w stosunku do 
wielkości białka enzymatycznego. Aby zapobiec wymywaniu 
enzymu z nośnika można dodatkowo stosować czynnik sie-
ciujący, np. aldehyd glutarowy [29].

Innym prostym sposobem immobilizacji jest wykorzysta-
nie zjawiska polaryzacji stężeniowej towarzyszącej procesowi 
ultrafiltracji. Podczas ultrafiltracji roztworu enzymu stężenie 
jego cząsteczek przy powierzchni membrany może być na tyle 
duże, że wytworzona w ten sposób warstwa uzyskuje struktu-
rę żelu [29].

Z najnowszych doniesień dotyczących lipaz immobilizo-
wanych metodą „wtłoczenia” w pory membrany należy wspo-
mnieć o pracy Wang i wsp. [32]. Zaprojektowano membranę 
o specjalnej mikrostrukturze złożoną z hydrofilowego octa-
nu celulozy i hydrofobowego politetrafluoroetylenu. Nośnik 
ten wykorzystano do immobilizacji przez ultrafiltrację lipazy 
Candida rugosa. Enzym pułapkowany był na granicy warstwy 
hydrofilowej i hydrofobowej membrany kompozytowej oraz 
w gąbczastej części octanu celulozy. Unieruchomienie katali-
zatora na granicy warstw nośnika jest zbieżne z granicą fazy 
wodnej i organicznej, co w przypadku lipaz, jest korzystne 
dla katalizy. Zastosowana technika immobilizacji nie naruszy-
ła struktury enzymu, stąd utrzymywał on wysoką aktywność. 
Po immobilizacji wzmocniona została enancjoselektywność 
lipazy w hydrolizie mieszaniny racemicznej ibuprofenu. Czas 
utraty 50% wyjściowej aktywności białka enzymatycznego 
sprzężonego z polimerem wynosił 183, 3 godziny, co stano-
wi 373% czasu połowicznego zaniku aktywności natywnego 
odpowiednika.

OTOCZKOWANIE
Metoda polega na zamknięciu cząsteczek enzymu poprzez 

otoczenie go różnymi związkami wielkocząsteczkowymi jak 
polielektrolity, lipidy lub surfaktanty [25, 26, 34].

Zamknięcie enzymu z wykorzystaniem polielektrolitów 
zachodzi podczas traktowania białka enzymatycznego kolej-
no polianionem i polikationem (kolejność zależy od ładunku 
białka). Pierwszy z polimerów, adsorbując się na cząsteczkach 
enzymu powoduje jego wytrącanie (flokulację), a utworzone 
kompleksy polimer – białko są następnie stabilizowane i po-
większane przez dodanie polimeru o ładunku przeciwnym. 
Zaletą metody jest szybka i efektywna preparatyka, bez mo-
dyfikacji chemicznej, bez rozpuszczalników organicznych 
i bez konieczności stosowania stężonych roztworów enzy-
mów. Technika ta jest jednak rzadko stosowana ze względu 
na znaczne ograniczenia transportu masy, szczególnie gdy 

otrzymanie stabilnych i nierozpuszczalnych preparatów wy-
maga utworzenia większej ilości warstw polielektrolitów [5]. 
Aktywność immobilizowanych enzymów tą metodą zależy 
od warunków procedury: wartości pH podczas tworzenia 
kompleksu, stosunku stężenia polielektrolitu i enzymu oraz 
masy molowej polielektrolitów [34]. Kompleksowe badania 
immobilizacji lipaz w układach z polielektrolitami zostały 
przeprowadzone przez Zaitseva i wsp. [34]. Unieruchomieniu 
poddano trzy preparaty lipaz: formę nieoczyszczoną, liofilizo-
waną oczyszczoną Pseudomonas fluorescens oraz z trzustki 
wieprzowej. Stosowane polielektrolity to Na-poli (sulfonian 
styrenu) jako polianion oraz poli (chlorek diallilometylo-
amoniowy) jako polikation. Najwyższą aktywność enzymu 
w kompleksie polielektrolitów (ok.62-68%) mierzoną wzglę-
dem aktywności lipazy w supernatancie stwierdzono dla pH 
9 i wysokiej nadwyżce polielektrolitu (100 razy) w stosunku 
do lipazy. Użycie buforu fosforanowego jako rozpuszczal-
nika dla lipaz i polelektrolitów pozwoliło uzyskać biokatali-
zatory o wyższej aktywności niż enzymy natywne. Efekty te 
najprawdopodobniej spowodowane były zarówno hydrofobo-
wymi, jak i elektrostatycznymi oddziaływaniami pomiędzy 
lipazą a otoczką polielektrolitów.

ZAMYKANIE LIPAZ W MIKRO (MAKRO) 
EMULSJACH

Mikro (makro) emulsja to układ obejmujący wodne mi-
kroobszary otoczone cząsteczkami polarnego surfaktanta, 
którego łańcuchy hydrofobowe kontaktują się z otaczającym 
niepolarnym rozpuszczalnikiem organicznym [5]. Enzymy 
zamykane w mikro (makro) emulsjach zwykle znajdują się 
w fazie wodnej, a białko enzymatyczne wprowadza się do 
emulsji w formie wodnego roztworu lub liofilizatu. Stosuje 
się też dodawanie enzymu do roztworu odwróconych miceli 
[26, 30]. Efektem tych działań jest otrzymanie dynamiczne-
go układu stabilizowanego oddziaływaniami hydrofobowymi, 
van der Waalsa, elektrostatycznymi i wodorowymi. O stabil-
ności i reaktywności układu decyduje rodzaj i stężenie en-
zymu, surfaktanta (kosurfaktanta), elektrolitów, substratów 
i produktów oraz stosunek molowy wody do surfaktanta [5, 
19, 26]. Zaletami tego systemu są: duża powierzchnia kontak-
tu faz bez ograniczeń transportu masy, brak agregacji białka, 
przejrzystość optyczna umożliwiająca bezpośrednie pomiary 
spektrofotometryczne, zwiększona solubilizacja niepolarnych 
reagentów, możliwość przesunięcia równowagi termodyna-
micznej w kierunku produktów, zwiększona stabilność ter-
miczna enzymów. Do największych ograniczeń tej metody 
należy częsta denaturacja enzymów w obecności surfaktan-
tów i rozpuszczalników organicznych oraz utrudniony odzysk 
produktu i enzymu [5].

Powyższe układy reakcyjne stosowane są w: asymetrycz-
nej transestryfikacji lipidów, syntezie makrocyklicznych lak-
tonów, hydrolizie tłuszczów, produkcji emulgatorów, synte-
zach enancjoselektywnych oraz biotransformacjach steroidów 
[5, 8]. Stąd też najczęściej mikro (makro) emulsje tworzone są 
z lipazami [8, 19, 20, 21, 26, 30].

W badaniach Persson i wsp. [26] do immobilizacji lipaz 
zastosowano Span 60 (monostearynian sorbitanu). Aktywność 
uzyskanych układów w heksanie porównywano ze specyficz-
ną aktywnością (w przeliczeniu na ilość białka enzymatyczne-
go) sproszkowanych preparatów handlowych. Lipazy w ukła-
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dzie z surfaktantem były od 1, 9 do 150 razy bardziej aktywne 
niż ich „surowe” odpowiedniki. Istotnym elementem wpły-
wającym na aktywność katalityczną biokatalizatora była ilość 
lipazy w układzie z surfaktantem. Przy mniejszym stężeniu 
enzymu w emulsji aktywność specyficzna lipazy była wyższa, 
natomiast większa zawartość białka powodowała ograniczenia 
transportu masy. Z powodu słabej rozpuszczalności w medium 
reakcyjnym preparaty lipaza – surfaktant tworzyły agregaty. 
Autorzy publikacji postawili hipotezę, że lipazy adsorbują się 
na nierozpuszczalnym surfaktancie, którego cząsteczkę mo-
żemy traktować jak nośnik do immobilizacji. Zgodnie z tym 
założeniem oczekiwano, że zwiększenie powierzchni Span 60 
zaowocuje większym obsadzeniem białkiem enzymatycznym. 
Homogenizacja surfaktanta zwiększyła ilość lipazy w układzie 
z 4, 5 do 9, 2%. Zależność ilości wiązanego białka od stosunku 
wagowego Span 60/białko wskazywała na adsorpcję wielowar-
stwową, gdzie enzym wiąże się preferencyjnie z zaadsorbowa-
ną już warstwą lipazy a nie bezpośrednio z nośnikiem.

W pracy tej testowano także unieruchamianie lipaz w sys-
temie odwróconych micel złożonych z AOT/izooktan/woda. 
AOT jest anionowym surfaktantem o nazwie systematycznej 
[bis (2-etyloheksylo) sulfobursztynian sodu]. Zastosowanie 
tego układu pozwoliło przeprowadzić efektywną estryfikację 
1-fenyloetanolu kwasem kapronowym, ale specyficzna ak-
tywność katalizatora była dużo niższa w porównaniu z lipazą 
modyfikowaną Span 60.

W badaniach Lopez i wsp. [21] do immobilizacji lipazy 
z Candida rugosa opracowano układ mikroemulsji, w której 
sieć żelatynową z wodnymi „prętami” stabilizowano warstwą 
kationowego surfaktanta CTAB (bromek heksadecylometylo-
amoniowy). Ze względu na stosowaną strukturę mikroemulsji 
(stały żel), enzym można było wykorzystać w kilku cyklach 
reakcyjnych, przy czym nie zaobserwowano znaczącego ob-
niżenia aktywności biokatalizatora.

ZAMYKANIE LIPAZ W MIKRO (MAKRO) 
KAPSUŁKACH

Metoda zamykania lipaz w mikro (makro) kapsułkach 
jest rzadko stosowana w immobilizacji enzymów [5]. Istota 
tej metody polega na zamykaniu fazy wodnej zawierającej 
enzym w półprzepuszczalnej membranie polimerowej, otrzy-
mywanej w wyniku polikondensacji na granicy faz lub mię-
dzyfazowej koacerwacji i podwójnego emulgowania [5, 24]. 
Wielkość kapsułek waha się od 1 μm do kilku milimetrów, 
przy grubości ścianki od 0, 01 do 1 μm. Wadami tej meto-
dy są duże ograniczenia w odniesieniu do wielkości substratu 
i produktu oraz możliwa denaturacja enzymu w warunkach 
tworzenia się kapsułek. Membrany mikro (makro) kapsułek 
najczęściej wytwarzane są na bazie azotanu lub octanu celu-
lozy, poliuretanów, poliamidu, nylonu, polichlorku winylu, 
polietylenoiminy, poliakryloamidu, karaginianu lub z błony 
komórkowej erytrocytów [5].

Zespół Matsumoto [24] podjął próbę zamknięcia lipazy 
Candida rugosa w mikrokapsułkach utworzonych przez po-
limeryzację diwinylobenzenu oraz chlorku wapnia z krze-
mianem sodu. Rozmiar mikrokapsułek organicznych wynosił 
63, 3 μm, a nieorganicznych 34, 7 μm. Pomimo, że szybkość 
reakcji hydrolizy trimaślanu katalizowana przez lipazy kap-
sułkowane była niska w porównaniu z enzymem wolnym, to 
reakcja ta zachodziła efektywnie. Ograniczenie szybkości ka-

talizy w mikrokapsułkach organicznych wywołane było naj-
prawdopodobniej termiczną dezaktywacją enzymu podczas 
polimeryzacji. Natomiast kapsułkowanie lipazy w polimerze 
nieorganicznym spowodowało prawie całkowitą utratę aktyw-
ności biokatalizatora.

PODSUMOWANIE
Unieruchomienie lipaz ma na celu zwiększenie ich wy-

dajności w procesach przemysłowych poprzez wielokrotne 
użycie biokatalizatora. Z powodu różnorodności systemów 
reakcyjnych, w których można wykorzystać lipazy, procedura 
opracowania preparatu z immobilizowanym enzymem powin-
na uwzględniać różne punkty widzenia. Sposób przygotowa-
nia optymalnej immobilizowanej pochodnej lipazy zależy od 
typu katalizowanej reakcji. Dodatkowo lipazy, jak większość 
enzymów, nie są perfekcyjnymi chemicznymi katalizatora-
mi. Mogą być niestabilne i nie osiągać ani maksymalnej ak-
tywności, ani optymalnej enancjo- lub regioselektywności. 
W związku z tym, immobilizacja lipaz, oprócz dopasowania 
do określonego projektu przemysłowego, powinna być też 
narzędziem poprawiającym i optymalizującym niektóre pa-
rametry aktywności i stabilności. Ponadto, procedura immo-
bilizacji musi uwzględniać skomplikowany mechanizm akcji 
katalitycznej tych enzymów. Tak więc opracowanie odpo-
wiedniej techniki unieruchomienia każdej lipazy do różnych 
biotransformacji jest kombinacją czynników takich jak me-
chanizm katalizy, wymagania procesowe i aparaturowe oraz 
konieczność ulepszenia niektórych właściwości enzymu.

Immobilizacja lipaz jest niekończącym się wyzwaniem 
dla naukowców chemii bio-organicznej.
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PHYSICAL	IMMOBILIZATION	OF	LIPASES
Part	II

IMMOBILIZATION	OF	LIPASES	 
BY	ENTRAPMENT

SUMMARY
This paper summarizes methods of lipases physical immo-

bilization, including entrapment within the membrane and in 
polymeric matrices, coating, microencapsulation and micro 
(macro) emulsion system. The influence of immobilization 
process on changes of enzyme activity, stability, selectivity 
and other properties important in practical applications are 
considered.


