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NAJBLIŻSZYM



1. WSTĘP

Enzymy,  w  dobie  biologii  molekularnej,  jaką  jest  niewątpliwie  druga

połowa  XX  wieku,  zawsze  cieszyły  się  ogromnym  zainteresowaniem

biochemików,  biologów molekularnych, biofizyków, a także innych badaczy

zajmujących  się  naukami  biologicznymi.  Biokatalizatory  są  niezmiernie

ważnymi  elementami  organizmów  żywych  odpowiedzialnymi  za  przebieg

procesów metabolicznych. W ostatnim czasie zainteresowali się  nimi również

chemicy  analitycy,  teoretycy  i  organicy.  Chemika  organika  oczywiście

najbardziej zainteresuje zastosowanie enzymów w syntezie organicznej.

Enzymy  to  katalizatory  reakcji  chemicznych  zachodzących

w organizmach żywych.  Na ogół  są  to  cząsteczki  białka,  często  zawierające

cześć  niebiałkową  (koenzym;  a  jeśli  jest  związany  kowalencyjnie  -  grupa

prostetyczna), obok części białkowej (apoenzym). Czasem enzymami mogą być

cząsteczki  RNA  (rybozymy),  ale  na  ogół  działają  one  autokatalitycznie.  Za

zdolności   katalityczne  odpowiedzialne  jest  centrum aktywne  enzymu,  które

wiąże  i  przekształca  substrat.  Pozostała  część  cząsteczki  odpowiada  za

rozpoznanie substratu, inhibitorów, aktywatorów itp. 

Stosowanie  biokatalizatorów  w  syntezie  organicznej  ma  swoje  wady

i zalety. Wśród tych ostatnich można wymienić:

-  duża szybkość  i  wydajność  reakcji.  Reakcje enzymatyczne są  bardzo

wydajne  i  zachodzą  stosunkowo  szybko.  Na  ogół  czas  reakcji

enzymatycznej  nie  przekracza  kilkunastu  godzin  (tzw.  overnight),

a najczęściej reakcja taka nie trwa dłużej niż godzinę.

- brak reakcji ubocznych. Dzięki temu podczas reakcji enzymatycznej nie

powstają  inne  związki,  które  potencjalnie  mogłyby  zanieczyszczać

produkt,  zatruwać  enzym,  utrudniać  dalsze  operacje  i  w  efekcie

zmniejszać wydajność.



-  łagodne  warunki  reakcji.  Reakcje  enzymatyczne  przebiegają

w środowisku  wodnym, w temperaturach  w zakresie  0-95  0C,  na  ogół

20-400C, w pH 1-10, na ogół 7-8,5. Podczas takich syntez nie stosuje się

jakichś  szkodliwych  i  niebezpiecznych  substancji,  np.  trucizn,

łatwopalnych rozpuszczalników itp. Są to więc dość bezpieczne syntezy,

co  jest  szczególnie  ważne  w biotechnologii;  dzięki  temu produkcja  na

skalę  przemysłową  z  użyciem  biokatalizatorów  jest  możliwa,

nieszkodliwa dla środowiska i bezpieczna dla konsumentów.

-  proste  i  tanie  metody  wyodrębniania  produktów  z  mieszaniny

poreakcyjnej.

- specyficzność. Enzymy wykazują różne rodzaje specyficzności:

- substratową – w stosunku do określonego związku chemicznego,

- regiospecyficzność – w stosunku do określonego ugrupowania 

w cząsteczce,

- stereospecyficzność – w stosunku do określonego stereoizomeru.

Enzym  reaguje  więc  z  jednym,  ściśle  określonym  związkiem,  bądź

rodzajem związków.  W reakcjach enzymatycznych powstaje też na ogół

jeden, ściśle określony produkt bądź typ produktu.

- niskie koszty używania enzymów. Do syntez używa się niewielkie ilości

enzymu. Dzięki temu koszty są na ogół niskie, choć zależy to od rodzaju

używanego  enzymu.  Niemniej  jednak  w  przypadku  biokatalizatorów

dostępnych komercyjnie jest  to reguła. Nieco inaczej jest  w przypadku

enzymów niedostępnych tą drogą; wtedy trzeba się zdecydować na często

kosztowną i pracochłonną preparatykę enzymu. 

Do wad stosowania enzymów w syntezie organicznej należą:

-  ograniczona  możliwość  stosowania.  Biokatalizatory  mogą  bowiem

katalizować przemiany związków występujących w organizmach żywych

bądź związków do nich podobnych, i tylko w określonych warunkach. To



oczywiście  znacznie  ogranicza  zastosowanie  enzymów  w  syntezie

organicznej.

-  wrażliwość  enzymów.  Enzymy  podobnie  jak  większość

makrobiocząsteczek  są  wrażliwe  na  wiele  substancji  chemicznych

i  czynników  fizycznych.  Często  mają  one  bardzo  wąskie  optimum

działania,   jeśli  chodzi  o  stężenia  substratów,  moc  jonową,  pH

i temperaturę. Szczególnie dotyczy to enzymów kluczowych dla regulacji

metabolizmu. W warunkach nieoptymalnych aktywność takich enzymów

drastycznie  się  obniża.  Enzymy  mogą  też  ulegać  denaturacji  pod

wpływem  soli  metali  ciężkich,  rozpuszczalników  organicznych

i nieodpowiednich warunków fizycznych.

-  odwracalność  reakcji  enzymatycznych.  Biokatalizatory,  jak  każde

katalizatory, katalizują reakcje chemiczną, jak i reakcję do niej odwrotną

przyspieszając osiągnięcie stanu równowagi. Uniemożliwia to uzyskanie

100%  wydajności  i  czasem  powoduje  znaczne  obniżenie  stopnia

przereagowania.

- mikroskala. Stosując metody enzymatyczne można uzyskać niewielkie

ilości  produktu,  gdyż  pracuje  się  z niewielkimi  ilościami  substancji  ze

względu  na  wrażliwość  enzymu.  Praca  w mikroskali  wymaga również

specjalnej  małej  aparatury  laboratoryjnej,  co  zwiększa  koszty  syntezy

pomimo prostoty tej aparatury. Pracując z małymi ilościami często można

stracić  dużą  część  reagentów podczas wykonywania pewnych operacji.

Dlatego  też  podczas  pracy  w  mikroskali  uzyskuje  się  mniejsze

wydajności niż w makroskali.

Mimo  tych  wad  przed  enzymami  rysuje  się  wielka  przyszłość  w  syntezie

organicznej. Obecnie najczęściej używa się enzymów do:

- rozdzielania mieszanin racemicznych,

- specyficznej syntezy organicznej (ze względu na czystość produktów),



-  komercyjnej  syntezy  związków  trudnych  bądź  niebezpiecznych  do

otrzymania w syntezie chemicznej.

Bardzo  ważne  jest  poznawanie  mechanizmów reakcji  enzymatycznych.

Ich  znajomość  pozwala  lepiej  zrozumieć  naturę   reakcji   i  opracować  np.

aktywatory bądź inhibitory enzymu, a następnie wykorzystywać je w syntezach

enzymatycznych, lub jako leki. Inhibitorami będą np. związki mające strukturę

podobną  do  struktury  stanu  przejściowego.  Związki  takie,  ze  względu  na

powinowactwo,  silnie  wiążą  się  z  centrum  aktywnym  i  blokują  działanie

enzymu.

Stosuje się różne metody badania mechanizmów reakcji enzymatycznych.

Można np.  próbować  otrzymywać  związki  podobne  w swej strukturze do

struktury  stanu  przejściowego  i  badać  ich  wpływ  na  szybkość  reakcji

enzymatycznej. Jeśli związek ten jest silnym inhibitorem, to jego struktura jest

podobna do struktury stanu przejściowego (tzw. analogi stanu przejściowego).

Można też otrzymywać enzym związany z substratem i badać strukturę adduktu

lub  centrum  aktywnego  metodami  krystalograficznymi  bądź  NMR-owymi

(często  wykorzystuje  się  w  takich  badaniach  zmiany  w  stałych  sprzężenia

w zależności od konformacji związku).

W  badaniach  mechanizmów  reakcji  enzymatycznych  dużą  przyszłość

mogą mieć kinetyczne efekty izotopowe (KIE – z ang. kinetic isotope effect).

KIE  polega  na  różnicy  w  szybkości  reakcji  w  przypadku  użycia  związków

z różnymi izotopami danego pierwiastka. Najczęściej szybciej zachodzą reakcje

ze związkiem zawierającym lżejszy izotop. KIE to stosunek stałych szybkości

reakcji   z użyciem izotopu lżejszego do analogicznej  wielkości w przypadku

izotopu  cięższego.  Można  wyróżnić   dwa  rodzaje  KIE  –  pierwszorzędowy

i  drugorzędowy.  Efekt  pierwszorzędowy  występuje  wtedy,  gdy  w  etapie

decydującym o szybkości reakcji następuje rozerwanie lub utworzenie wiązania

wytworzonego  przez  atom na  którym badany  jest  efekt.  Jeśli  nie  następuje

rozerwanie (wytworzenie) wiązania przy badanym atomie to mamy do czynienia



z  efektem  drugorzędowym.  Efekt  pierwszorzędowy  jest  oczywiście  dużo

większy od drugorzędowego. W ten sposób dzięki KIE można badać struktury

etapów  przejściowych  decydujących  o  szybkości  reakcji,  również  reakcji

enzymatycznych.

Do badań takich używa się związków specyficznie, w określonej pozycji,

znakowanych  odpowiednimi  izotopami,  najczęściej  promieniotwórczymi.  Na

ogół związek taki należy najpierw otrzymać. Nie jest to sprawa prosta z kilku

powodów - pracuje się w mikroskali, wszystko –  ze względów bezpieczeństwa

–  znacznie  komplikuje  promieniotwórczość;  poza  tym  same  izotopy

promieniotwórcze  są  dość  kosztowne.  Tym nie  mniej  warto  używać  metod

izotopowych w badaniach mechanizmów reakcji enzymatycznych, gdyż często

rozwiązują  one  problemy,  w  których  tradycyjne  metody  są  bezużyteczne.

Związki organiczne znakowane izotopami znajdują również inne zastosowanie,

np.  32P  i  35S  wykorzystuje  się  w  sondach  molekularnych  DN-owych

i  RN-wych;  różne  izotopy  stosuje  się  w  badaniach  szlaków  metabolicznych

i  ostatnio  także  w tomografii  pozytonowej  (PET –  z  ang.  positron  emission

tomography).
 Metoda PET powstała w latach 70 - tych naszego wieku. Polega ona na

podaniu  organizmowi  związku  znakowanego  izotopem  krótkożyciowym,

następnie  na  detekcji  promieniowania  γ i  na  określeniu  tempa  wchłaniania

związku,  które  w  ko-mórkach  chorych,  a  zwłaszcza  nowotworowych  jest

anormalne.  W  PET  używa  się  izotopów  krótkożyciowych  o  nadmiarze

protonów  w  jądrze  w  stosunku  do  neutronów.  Stabilizują  się  one  przez

przemianę  protonu  w  neutron  z  jednoczesną  emisją  pozytonu  i  neutrina.

Pozyton  natomiast  dość  szybko   trafia   na   elektron   (jest   ich   dużo

w  otoczeniu)  i  następuje  anihilacja  (cząstka-antycząstka)  z  emisją

promieniowania  γ.  Stosowane  izotopy  i  ich  przemiany  jądrowe  przedstawia

Tabela 1 [1].



Izotop t1/2 (min) Przemiana Maksymalna energia [MeV]
11C 20,38 11

6 C → 11
5 B + 0

1e + ν + γ 0,96
13N 9,96 13

7 N → 13
6 C + 0

1e + ν + γ 1,19
15O 2,1 15

8 O → 15
7 N + 0

1e + ν + γ 1,72
18F 110 18

9 F → 18
8 O + 0

1e + ν + γ 0,635
Ogółem: 1

1 p → 1
0 n + 0

1e + ν + γ 
0
1e + 0

1− e → 2 γ 0,51

Tabela 1. Izotopy stosowane w PET i ich przemiany. 

Ze względu na krótki czas życia tych izotopów od wytworzenia izotopu

(pochodzenie cyklotronowe) do jego podania pacjentowi powinien upłynąć czas

nie  dłuższy  niż  3  okresy  jego  połowicznego  rozpadu.  W  związku  z  tym

konieczne  jest,aby blisko  siebie  były położone  ośrodki  wytwarzające  izotop,

włączające go w związki  biologicznie  czynne i  klinika,  w której  znakowany

związek  podaje  się  pacjentowi  oraz  przeprowadza  detekcję  promieniowania.

Jeśli  chodzi  o  włączenie  izotopu  to  dobrze  jest  go  włączać  w  jak

najpóźniejszym  momencie  syntezy,  a  etapy  z  obecnością  izotopu  wraz

z oczyszczaniem powinny być jak najkrótsze. Oczyszczanie często prowadzi się

na HPLC. Otrzymywane związki muszą być bardzo czyste, gdyż podaje się je

do organizmu. Dotychczas zsyntetyzowano około 600 związków znakowanych

izotopami krótkożyciowymi, ale w medycynie stosuje się około 10 z nich (na

ogół 4-5 związków). Przygotowany związek podaje się pacjentowi najczęściej

dożylnie  ze  względu  na  szybkie  rozchodzenie  się  związku  po  organizmie.

Podana  dawka  ma  niedużą  aktywność,  aby  powstające  promieniowanie  nie

wyrządziło szkody pacjentowi. Należy pewien czas odczekać, aby nastąpiło po-

branie  izotopu  przez  tkanki.  Następnie  robi  się  detekcję  promieniowania  γ

w ciele i ocenia się dzięki temu ilość  włączonego związku. Podany izotop ze

względu na krótki czas półtrwania szybko znika z organizmu. Różne rodzaje

komórek pobierają  w różnym, ale znanym, tempie podany związek. Komórki

patologiczne  tzn.  chore  pobierają  często  pobierają  związki  wolniej  bądź



szybciej  niż  normalnie.  Dzięki  temu  można  wykryć  ogniska  choroby.

Szczególnie metoda ta nadaje się do detekcji skupisk komórek nowotworowych,

które ze względu na dłuższą proliferację i często szybszy metabolizm na ogół

szybciej niż normalne komórki pobierają metabolity.

PET  jest  metodą  dość  kosztowną,  zwłaszcza  w  początkowym okresie

działania centrum PET. Później koszty są mniejsze, gdyż w stosowaniu takich

metod istotne jest doświadczenie. Jeśli chodzi o stronę chemiczną bardzo ważne

jest  opracowanie  wykonania  odpowiednich  syntez  na  związkach

nieradioaktywnych. Niewątpliwie warto tę metodę stosować przy wykrywaniu

chorób,  a  zwłaszcza  nowotworów,  ale  należy to  robić  w ostateczności  –  ze

względu na koszty, jak i  na szkodliwość  pobranego izotopu.  Często  chorobę

można wykryć tylko za pomocą PET. Ma ona bowiem tę zaletę, że pozwala na

badanie bezpośrednio w organizmie, w przeciwieństwie do NMR-u i tomografii

komórkowej.

Praca  ta,  w  omówionych  aspektach,  będzie  dotyczyła  liazy

fenyloalaninowej   (PAL –  z ang. phenylalanine ammonia lyase, EC 4.1.3.5).

Enzym ten  katalizuje  eliminację  amoniaku  z  L-fenyloalaniny.  W wyniku  tej

reakcji  powstaje  kwas  (E)-cynamonowy.  Jest  to  reakcja  stereospecyficzna,

eliminacji  ulega atom wodoru położony w pozycji  proS [2,3];  przedstawia to

schemat 1.

Schemat 1. Reakcja katalizowana przez PAL.

W zależności od pochodzenia PAL różnią się nieco właściwościami. Nie

wymagają  one  obecności  kofaktorów.  Obok  liazy  histydynowej  (HAL,  EC

4.3.1.3) PAL to jedyna amoniakoliaza nie wymagająca fosforanu pirydoksalu

NH2 COOH COOH

Hr

Hs

H+

NH4
+
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jako  kofaktora.  Substratami  tego  enzymu  (zawsze  z  mniejszym

powinowactwem  niż  L-fenyloalanina)  mogą  być:  D-fenyloalanina  [4],

L-tyrozyna  (PAL  wyizolowany  z  roślin  jednoliściennych;  podobny  enzym

z dwuliściennych nie katalizuje takiej reakcji) [5,6,7], L-m-tyrozyna [8], 4-nitro-

L-fenyloalanina  [9],  2',5'-dehydrofenyloalanina  [8,10],  kwas  2-aminoindono-

2-fosfonowy  [11].  Substratami  do  reakcji  odwrotnej  mogą  być:  kwas

p-kumarowy [12], kwas 2',5'-dehydrocynamonowy [10], (E)-cynamonian metylu

[11]. Są to inhibitory kompetycyjne tych reakcji. Istnieje też szereg inhibitorów

niekompetycyjnych  tego  enzymu,  są  to  na  ogół  związki  reagujące  z  grupą

karbonylową  i  tiole  [4].  Enzym jest  bardzo wrażliwy na NaBH4 (reaguje też

z  fenyloalaniną  i  kwasem cynamonowym;  przed  tą  inhibicją  chronią  enzym

L-cysteina  i  β-merkaptoetanol  w  niskich  stężeniach).  PAL  jest  nieco  mniej

wrażliwy na cyjanki, chlorowodorek semikarbazonu i fenylohydrazyny [3], Hg2+

(inhibicja zmniejszana przez β-merkaptoetanol), 8-hydroksychinolinę (inhibicja

nieodwracalna, nawet po dodaniu Cu1+, Cu2+ lub NaHSO4) [12], imidazole, kwas

L-α-aminooksy-β-fenylopropionowy  [5],  2,3-butanodion,  fenyloglioksal  [9],

nitro-metan  [9,13]  i  inne  nitrozwiązki,  np.  nitroetan,  2-nitroetanol,  kwas

3-nitropropionowy,  kwas  3-fenylopropynowy,  Na2S2 [14],  Cd2+,  Zn2+,  Ag+

[4,14]. Kwas  L-β-fenylomlekowy i  D,L-2-hydroksyfenyloalanina chronią  przed

inhibicją  cyjankami,  Na2S2,  NaBH4  [14].  PAL  jest  mało  wrażliwy  na  jodek

acetylu,  p-rtęciobenzoesan,  N-metylomaleimid  i  duże  stężenie  soli

nieorganicznych [4] oraz β-merkaptoetanolu [12].
Parametry kinetyczne i termodynamiczne enzymu (w warunkach optymal-

nych)  zależą  od  źródła,  z  jakiego  uzyskano  PAL.  Stała  równowagi  reakcji

eliminacji amoniaku wynosi w 300C, pH 6,8, mocy jonowej ~ 0, około 4,7M;

∆G0 = -0,93kcal/mol.  Wartość  ta  wynika z układu elektronowego cząsteczek

substratu  i  produktu  oraz  ich  struktur  rezonansowych.  Dlatego  też

(E)-cynamonian jest inhibitorem reakcji eliminacji (sprzyja temu fizjologiczne

pH  ~  7),  a  L-fenyloalanina  jest  inhibitorem  reakcji  addycji  na  zasadzie



sprzężenia zwrotnego [4]. Stała Michaelisa waha się od 11µM do 5mM i rośnie

wraz  z  obniżeniem  punktu  izoelektrycznego  białka  PAL  [11,14],  szybkość

maksymalna  od  3  do  12µmola*min-1*mg-1 białka  [11,12],  liczba  obrotów

enzymu od  1,6  do  22s-1 [6],  a  energia  aktywacji  wynosi  13,7kcal/mol.  PAL

mogą wykazywać właściwości negatywnie allosteryczne (na ogół są to enzymy

uzyskane  z  roślin  wyższych),  bądź  mieć  kinetykę  Michaelisa-Menten  (PAL

uzyskane  z  mikroorganizmów)  [10].  Dla  enzymów  allosterycznych

współczynnik Hilla wynosi od 0,6 do 1,1. Optymalna temperatura dla działania

PAL  może  wynosić  nawet  około  600C  [6],  ale  enzym  ten  dobrze  działa

w temperaturze od 25 do 300C. Optymalne pH zależy od pochodzenia enzymu

i wynosi od 8,0 do 9,2 dla reakcji eliminacji [5,12], a dla reakcji addycji około

9,7. PAL jest aktywny również w n-oktanolu i w n-heksanolu z 2% domieszką

wody. W takich warunkach enzym ten wykazuje mniejszą enancjoselektywność,

jak i specyficzność.

Wszystkie znane PAL są tetramerami, na ogół homotetramerami, ale np.

u  pszenicy PAL składa  się  z  2  podjednostek  o  masie  75kDa i  z  2  o  masie

85kDa [15]. Jedna podjednostka może mieć od 703 do 721 aminokwasów [16].

Ciężar białka wynosi na ogół 300-340 kDa (około 75-85 kDa na podjednostkę),

ale znane są PAL o masie 556kDa [12], jak i 152kDa [11]. Punkt izoelektryczny

PAL wynosi od 4,1 do 6,3 [12]. Na ogół im niższy jest punkt izoelektryczny,

tym dany PAL ma wyższą  stałą  Michaelisa [17]. Na jedno białko przypadają

2  miejsca  aktywne.  Każda  podjednostka  posiada  miejsce  aktywne,  ale  tylko

2 miejsca w całej cząsteczce zachowują aktywność katalityczną [15]. 

Liaza  fenyloalaninowa  to  białko  stare  ewolucyjnie,  istnieje  już

przynajmniej  1,5mld  lat  (czas,  jaki  upłynął  od  rozdzielenia  się  linii

ewolucyjnych  grzybów  i  roślin)  [13].  Nie  występuje  ono  u  pierwotniaków

i zwierząt. Jest to kluczowy enzym metabolizmu roślin wyższych. Powstające

w  wyniku  jego  działania  kwasy  (E)-cynamonowy  i  p-kumarowy

(z  L-tyrozyny)  są  substratami  do  biosyntezy  barwników  flawonoidowych,



(i  innych  flawonoidów),  izoflawonoidowych,  stilbenów,  kumaryn

i  furanokumaryn,  ochronnych  estrów  hydroksycynamonowych,  kwasów

chloragenowych,  lignin,  ważnych  estrów  i  amidów,  substancji  chroniących

komórkę  przed  rozpuszczalnikami,  alkaloidów,  fitohormonów,  fitoaleksyn

i  substancji  chroniących przed światłem UV [6,11].  PAL pełni  też  kluczową

rolę w katabolizmie fenyloalaniny i tyrozyny [11]. Enzym ten pełni ważną rolę

w obronie  roślin  przed  patogenami,  światłem UV i  stresem środowiskowym

[16].  Jego  biosynteza  jest  kontrolowana  przez  hormony   i  aktywowana  po

naświetleniu  promieniowaniem UV i  VIS [17].  PAL aktywuje  również  liazę

tyrozynową [5]. 

W związku ze swoją  kluczową  rolą  PAL jest  syntetyzowany w każdej

tkance [6]. Z tego samego powodu w roślinach PAL ma od 3 do 5 (na ogół 4)

kopii  w  genomie  (haploidalnym)  [6]  i  wszystkie  one  ulegają  ekspresji.

Dominują  białka   o  wyższej  stałej  Michaelisa.  Pomiędzy  tymi  izozymami

homologia  na  poziomie  sekwencji  aminokwasowej  wynosi  powyżej  90%,

a  pomiędzy  różnymi  gatunkami  powyżej  60%.  Homologia  na  poziomie

sekwencji DNA jest mniejsza, odnosi się to również do sekwencji flankujących

gen  pal [6].  Gen kodujący PAL ma introny [16]. Na ogół  podjednostki  PAL

tworzą   homomery, ale mogą  też  tworzyć  się  heteromery bądź  mikrosomalne

kompleksy  multienzymatyczne  [6,17].  Własności  kinetyczne  izozymów

w jednym organizmie są bardzo podobne do siebie [6]. W jednym organizmie

może też  występować  nawet  11 różnych izozymów PAL (np.  u fasoli)  [17].

Dominują PAL o wyższych stałych Michaelisa. Ich mnogość jest powodowana

przez różną transkrypcję i translację (w ramce odczytu są dodat-kowe kodony

stop, ale odczytywane są  one odczytywane tylko wtedy, gdy brak jest miejsc

wiążących  substrat  L–fenyloalaninę  bądź  (E)-cynamonian)   [16,17];  i  mo-

dyfikacje  posttranslacyjne  (np.  odcięcie  części  polipeptydu)  [17].  Nie

stwierdzono glikozylacji PAL [12]. Jeśli chodzi o właściwości immunologiczne,

to przeciwciała rozpoznające białko PAL jednego gatunku rozpoznają też jego



odpowiednik innego organizmu co wykorzystuje się w immunoprecypitometry-

cznym wykrywaniu    PAL [12].

Liaza fenyloalaninowa jest  białkiem dużym i  niestabilnym, dlatego też

trudnym  w  preparatyce  [15].  Do  jego  wyodrębnienia  stosuje  się  wysalanie

siarczanem amonu  i  protaminy,  filtrację  żelową,  chromatografię  podziałową

i  jonowymienną  oraz  elektroforezę  preparatywną.  W ten  sposób  można  ten

enzym oczyścić około 200-krotnie [11,17]. Można też PAL otrzymać metodami

biotechnologicznymi  –  poprzez  heterologiczną  ekspresję  klonów

cDN-owych [5,15].

PAL stosuje się przy leczeniu i diagnozowaniu fenyloketonurii – choroby

genetycznej  człowieka,  do  przemysłowej  produkcji  L-fenyloalaniny

i w biotechnologii roślin [12]. 

Ze względu na ważną rolę i zastosowanie tego enzymu należy do końca

poznać mechanizm jego działania. Celem tej pracy jest częściowe rozwiązanie

tego problemu.



2. CELE PRACY

1. Opracowanie  metody syntezy znakowanego izotopami  węgla  kwasu

malonowego i cynamonowego.

2. Synteza kwasu [1-14C]-malonowego.
3. Synteza kwasu [1-14C]-cynamonowego.
4. Synteza kwasu [2-14C]-cynamonowego.
5. Synteza [1-14C]-benzaldehydu.
6. Synteza kwasu [3-14C]-cynamonowego.

7. Opracowanie sposobu wyznaczania KIE.

8. Synteza [3-14C]-L-fenyloalaniny.
9. Wyznaczanie KIE 12C/14C w reakcji addycji amoniaku do (E)-cynamo-

nianu katalizowanej przez PAL w pozycji 3.
10.  Wyznaczanie KIE  12C/14C w reakcji  addycji amoniaku do (E)-cyna-

monianu dla pozycji 2.
11.  Wyznaczanie KIE  12C/14C w reakcji  addycji amoniaku do (E)-cyna-

monianu dla pozycji 1.
12.  Na  podstawie  określonych  KIE  zapropoponowanie  mechanizmu

reakcji addycji amoniaku do (E)-cynamonianu.

13. Rozważenie możliwości syntezy L–fenyloalaniny znakowanej 11C pod

kątem PET.



3. PRZEGLĄD LITERATUROWY

3.1. SYNTEZY AMINOKWASÓW ZNAKOWANYCH
IZOTOPAMI WĘGLA.
W literaturze opisano różne metody syntezy aminokwasów znakowanych

izotopami węgla. W tomografii pozytonowej (PET) stosuje się związki znako-

wane 11C. 

3.1.1. SYNTEZY FENYLOALANINY.

3.1.1.1. Syntezy fenyloalaniny znakowanej w grupie karboksylowej.

3.1.1.1.1. Synteza Streckera.

Schemat 2. Synteza [1-11C]-fenyloalaniny metodą Streckera.

3.1.1.1.2. Synteza Bucherera-Streckera.

Schemat 3. Synteza [1-11C]-fenyloalaniny metodą Bucherera-Streckera.

Obydwie powyższe syntezy (schematy 2 i 3) przebiegają z dużą wydajno-

ścią, ale otrzymuje się racemiczną fenyloalaninę. Można te metody wykorzystać

do znakowania fenyloalaniny izotopami węgla 14C i 13C.

3.1.1.1.3. Synteza z użyciem ftalimidu.

W  takiej  wieloetapowej  syntezie  (schemat  4)  uzyskano  niezbyt  duże

CHO

+  K11CN
1) (NH4)2CO3

2) NaOH

COO-
H2N

11

NC

1) BuLi

2) 11CO2
3) H+

+ COOHH3N
11



wydajności  (ze  względu  na  ilość  etapów).  Najpierw  otrzymuje  się  glicynę

znakowaną  w  grupie  karboksylowej  [18],  a  później  fenyloalaninę  [19].  Tą

metodą uzyskuje się tylko mieszaniny racemiczne aminokwasów.

3.1.1.1.4. Synteza z użyciem malonianu dietylu.

Synteza  przedstawiona  na  schemacie  5  jest  wieloetapowa  i  daje

w związku  z  tym niskie  wydajności.  Można  ją  wykorzystać  do  znakowania

izotopami węgla  w pozycji 1 i 2 fenyloalaniny [20].

3.1.1.1.5. Synteza z użyciem amidów.

Synteza  przedstawiona  na  schemacie  6  daje  również  racemiczną

fenyloalaninę  [21].  Ta  metoda  może  być  wykorzystana  do  znakowania

fenyloalaniny atomami węgla w pozycjach 1 i 2.

3.1.1.1.6. Synteza fenyloalaniny z użyciem N-acetyloglicyny.

Ta synteza  (schemat  7)  daje  racemiczną  fenyloalaninę  [22].  Można jej

użyć do znakowania w pozycjach 1, 2, lub 3. 

3.1.1.2. Syntezy fenyloalaniny znakowanej w pozycji 3.

3.1.1.2.1. Synteza z użyciem estru tert-butylowego
N-difenylometylenoglicyny. 

Metodą uwidocznioną  na schemacie 8 otrzymuje się czystą racemicznie

fenyloalaninę. Wydajności radiochemiczne nie są zbyt wysokie ze względu na

krótki okres półrozpadu 11C. Oksydaza D-aminokwasowa utlenia D-aminokwasy

do  α-ketokwasów,  które  można  rozdzielić  od  aminokwasów  poprzez

chromatografię  jonowymienną  na kationicie. Od momentu wytworzenia  11CO2

i  z  etapem  z  udziałem  D-AAO  synteza  zajmuje  około  100  minut.

Z  α-ketokwasów  można  otrzymać  w  reakcji   z  transaminazą  glutaminian:

α-ketoglutaran (GOT) uzyskać L-fenyloalaninę [23]. W podobny sposób można

wyznakować fenyloalaninę innymi izotopami węgla.



 

Schemat 4. Synteza [1-11C]-fenyloalaniny.
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Schemat 5. Synteza fenyloalaniny z użyciem malonianu dietylu.

Schemat 6. Synteza fenyloalaniny z użyciem amidu.

3.1.1.2.2. Synteza z użyciem oksazolonu.

Synteza ta (schemat 9) przebiega z dużymi wydajnościami i w jej wyniku

uzyskuje się L-fenyloalaninę.
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Schemat 7. Synteza fenyloalaniny z użyciem N-acetyloglicyny.

3.1.2. SYNTEZY AMINOKWASÓW POCHODNYCH
FENYLOALANINY.

Warto  zwrócić  szczególną  uwagę  na  syntezy  takich  aminokwasów  ze

względu  na  ich  podobieństwo  do  fenyloalaniny.  Dzięki  nim  podobnymi

metodami można byłoby otrzymać fenyloalaninę.

3.1.2.1. Synteza [2-14C]-o-hydroksy-D,L-fenyloalaniny.

W  metodzie  tej  (schemat  10)  otrzymuje  się  zanieczyszczone

stereoizomery o-hydroksyfenyloalaniny, które należy rozdzielić. Procedura jest

wieloetapowa i czasochłonna [24].
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Schemat 8. Synteza [3-11C]-L-fenyloalaniny z użyciem estru tert-butylowego

N-difenylometylenoglicyny.

3.1.2.2. Synteza [3-11C]-L-tyrozyny i [3-11C]-L-DOPA.

W takiej syntezie (schemat 11) uzyskuje się  racemiczną  [3-11C]-alaninę

z dużą  wydajnością  radiochemiczną  w ciągu 18 minut.  L-tyrozynę  i  L-DOPA

uzyskuje się w ciągu ok. 50 minut z niezbyt dużą wydajnością radiochemiczną
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ze względu na krótki czas półtrwania 11C, ale ze stosunkowo dużą wydajnością

chemiczną [25]. 

3.1.2.3. Synteza [3-14C]-D,L-tyrozyny.

Synteza  ta  (schemat  12)  [26,27]  jest  mało  wydajna  i  wieloetapowa,

a zatem czasochłonna. W jej wyniku powstaje mieszanina racemiczna.

Schemat 9. Synteza [3-11C]-L-fenyloalaniny z użyciem oksazolonu.
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Schemat 10. Synteza [2-14C]-o-hydroksyfenyloalaniny

3.1.2.4. Synteza [4’-14C]-D,L-tyrozyny.

Synteza taka (schemat 13) jest wydajna, choć wieloetapowa. Jest czaso-

chłonna i w jej wyniku powstaje mieszanina racemiczna [28].

3.1.3. SYNTEZY INNYCH AMINOKWASÓW ZNAKOWANYCH
IZOTOPAMI WĘGLA.

 Część syntez jest analogiczna do omówionych syntez fenyloalaniny, toteż

nie  będą  one  omawiane  dla  innych  aminokwasów,  np.  synteza  Bucherera-

Streckera  (punkt  3.1.1.1.2.),  synteza  Streckera  (punkt  3.1.1.1.1.),  synteza

aminokwasów znakowanych 11C w pozycji 3 z użyciem 2-fenylo-5-oksazolonu
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(punkt  3.1.1.2.2.),  czy  też  synteza  z  użyciem  estru  tert-butylowego

N-difenylometylenoglicyny (punkt 3.1.1.2.1.) [23]. 
Tą  ostatnią  metodą  udało  się  otrzymać  znakowane  11C  norleucynę,

leucynę,   a także – stosując enzymatyczny rozdział  racematu – alaninę,  kwas

2-aminobutanowy i norwalinę. W takiej syntezie reakcja sprzęgania z jodkami

alkilowymi  zajmuje  od  3  do  15  minut,  a  całe  syntezy  od  30  do  50  minut.

Pomimo to uzyskuje się niewielkie wydajności radiochemiczne syntez, co jest

typowe dla znakowania 11C.
Syntezę  [1-11C]-glicyny  omówiono  przy  syntezie  fenyloalaniny

znakowanej w grupie karboksylowej (punkt 3.1.1.1.3.).

3.1.3.1. Synteza [1-11C]-D,L-proliny.

Syntezę tę przedstawia schemat 14.

                                                                     Ciąg dalszy schematu na następnej stronie.

11CO2(g)
LiAlH4 / THF 

11CH3O- CH3I(g)
HI

N
COOtBu

KOH, DMF / DMSO

N
COOtBu

11CH3

H3
11C COOH

NH3

HCl / CH2Cl2

+



Schemat 11. Synteza [3-11C]-L-tyrozyny i [3-11C]-L-DOPA.

3.1.3.2. Synteza [S-11C]-S-metylotio-L-cytruliny.

Syntezę tę przedstawiono na schemacie 15.
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3.1.3.3. Synteza kwasu asparaginowego.

Syntezę  kwasu  asparaginowego  przedstawioną  na  schemacie  16  [20]

można  wykorzystać  do  znakowania  tego  kwasu  izotopami  węgla  w  każdej

pozycji zależnie od znakowanych substratów.

W  literaturze  zostało  opisanych  stosunkowo  niewiele  metod

otrzymywania  fenyloalaniny  znakowanej  izotopami  węgla.  Są  one  na  ogół

długotrwałe i pracochłonne, a w ich wyniku powstają racematy. Dlatego w tej

pracy  podjęta  zostanie  próba  otrzymania  znakowanej  fenyloalaniny  ze

znakowanych kwasów cynamonowych przy pomocy reakcji  enzymatycznych.

W  związku  z  tym  należy  również  omówić  sposoby  syntezy  kwasów

cynamonowych.

.

Schemat 12. Synteza [3-14C]-D,L-tyrozyny.
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Schemat 13. Synteza [4’-14C]-D,L-tyrozyny.

C
OH14

Me2SO4

NaOH, H2O

C

OMe
14 C CHO

OMe1) Zn(CN)2, benzen
2) HCl, 1 h
3) AlCl3, HCl, 45 0C, 5 h

14

C

CHO

OH
14

hydantoina, piperydyna, 150 - 155 0C

C

OH

NH

NH O

O

14 14

1) fosfor czerwony

2) HI, 200 0C

C
OH

NH

NH O

O

C

OH

COOH

NH3

14

HI, I2

210 0C, 5 h +

NH3(aq)

C
OH

COOH

NH2

14



Schemat 14. Synteza [1-11C]-D,L-proliny

Schemat 15. Synteza [S-11C]-S-metylotio-L-cytruliny.

Schemat 16. Synteza kwasu D,L-asparaginowego.
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3.2. SYNTEZY KWASU CYNAMONOWEGO
ZNAKOWANEGO IZOTOPAMI WĘGLA.

3.2.1. SYNTEZA POPRZEZ REAKCJĘ KNOEVENAGELA.

Syntezę tę przedstawia schemat 17. 

.

Schemat 17. Synteza kwasu cynamonowego metodą Knoevenagela.

Metodą tą najczęściej znakuje się kwas cynamonowy w pozycjach 2 i 3.

Do znakowania w pozycji 2 używano kwasu [2-14C]-malonowego [29,30]. Do

znakowania  w  pozycji  3  użyto  aldehydu  [1-13C]-benzoesowego  [31],  oraz

aldehydu  [1-14C]-benzoesowego  [32].  W  analogiczny  sposób  otrzymano  też

kwas [2,3-13C2]-cynamonowy. 
Do tej syntezy używany jest aldehyd benzoesowy, który można otrzymać

różnymi  sposobami  (schemat  18)  [20,31,33].  Najczęściej  otrzymuje  się

benzaldehyd  znakowany  izotopami  węgla  w  grupie  karbonylowej.  Różnymi

sposobami  znakuje  się  benzaldehyd  atomami  węgla  14C  (schemat  19)  [34].

Syntezy te są  jednak wieloetapowe i długotrwałe; uzyskuje się  w nich niskie

wydajności radiochemiczne. Aldehyd [1-13C]-benzoesowy otrzymano w reakcji

Grignarda  z  użyciem  13CO2 [31].  Otrzymano  też  benzaldehyd  znakowany

równomiernie we wszystkich pozycjach atomami węgla  14C (schemat 20) [34].

Jeśli  używa  się  gotowego,  nieznakowanego  benzaldehydu,  należy  go

przedestylować i przechowywać pod gazem obojętnym, gdyż związek ten łatwo

ulega utlenianiu. 
Do  syntezy  Knoevenagela  używa  się  też  kwasu  malonowego.  Do

otrzymania  znakowanego  kwasu  malonowego  można wykorzystać  sekwencję

reakcji  przedstawioną  na   schemacie  21  [34,35]. Do  syntezy  kwasu

[2-14C]-malonowego  można  użyć  [2-14C]-chlorooctanu  sodu.  Można  też  użyć

CHO COOH

COOH
+

pirydyna
piperydyna
rfx, 5 h

COOH

++ CO2 H2O



bromooctanów, które otrzymuje się w sposób podany na schemacie 22 [36].

Schemat 18. Najważniejsze sposoby otrzymywania benzaldehydu.

Reakcja  Knoevenagla  jest  wydajną  metodą  otrzymywania  kwasu

cynamonowego,  pozwala  też  na  uzyskanie  dużych  wydajności

radiochemicznych.

3.2.2. SYNTEZA POPRZEZ REAKCJĘ PERKINA.

Syntezę tę przedstawia schemat 23.

Znakowany  bezwodnik  octowy  można  otrzymać  w  reakcji  wymiany

znako-wanego  octanu  sodu  lub  potasu  z  chlorkiem  acetylu.  W  ten  sposób

można też ot-rzymać bezwodniki mieszane i użyć ich w reakcji Perkina. Inny

sposób  polega  na  reakcji  wymiany  pomiędzy  znakowanym  octanem

a bezwodnikiem (reakcję prowadzi się w temperaturze 1400C, przez 40 minut).

Tak  otrzymano  bezwodnik  [1-14C]-octowy,  jak  i  podobny  bezwodnik

znakowany atomami węgla 13C [34,37,38].
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Schemat 19. Sposoby otrzymywania aldehydu [1-14C]-benzoesowego.

Schemat 20. Otrzymywanie benzaldehydu znakowanego równomiernie we

wszystkich pozycjach atomami węgla 14C.
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Schemat 21. Synteza kwasu [1-14C]-malonowego.

Schemat 22. Synteza kwasu [2-14C]-bromooctowego.

Schemat 23. Synteza kwasu cynamonowego poprzez reakcję Perkina.

Benzaldehyd otrzymać można metodami wymienionymi w punkcie 3.2.1.

Metoda  Perkina  również  pozwala  na  wydajne  znakowanie  kwasu

cynamonowego,  choć  około  połowa  izotopu  nie  wchodzi  w  skład  produktu

podczas reakcji.

3.2.3. SYNTEZA Z UŻYCIEM REAKCJI GRIGNARDA.

W sposób przedstawiony na schemacie 24 znakuje się kwas cynamonowy

w grupie karboksylowej, ale wydajności w tej metodzie są niezbyt duże [39].

Schemat 24. Synteza kwasu [1-14C]-cynamonowego poprzez reakcję Grignarda.

ClCH2COONa
Na14CN

0 0C

HCl

1) NaOH, ∆ t

2) CaCl2
3) HCl

COOH

COOH
N14CCH2COONa

14

14CH3COOK
1) H3PO4

2) Ac2O, Br2, czerwony fosfor
1 h, 125 - 135 0C

Br14CH2COOH

CHO

+ Ac2O
karboksylany metali alkalicznych lub K2CO3

aminy III - rzedowe, pirydyna, rfx, 45 minut

COOH

+ AcOH

Ba14CO3
stez. H2SO4 14CO2

Et2O

MgBr

COOH14



3.2.4. SYNTEZA Z UŻYCIEM KWASU AKRYLOWEGO.

Metody  tej  (schemat  25)  [40]  nie  stosowano  do  znakowania  kwasu

cynamonowego.

Schemat 25. Synteza kwasu cynamonowego z użyciem kwasu akrylowego.

3.2.5. SYNTEZA POPRZEZ REAKCJĘ WITTIGA-HORNERA.

Syntezę tę przedstawiono na schemacie 26.

Schemat 26. Synteza kwasu cynamonowego poprzez reakcję Wittiga-Hornera.

Estry alkilowe kwasu cynamonowego trudno hydrolizują, dlatego też taka

synteza  jest  mało  wydajna.  Duże  wydajności  uzyskuje  się  używając  estrów

trimety-losililowych [41]. Substrat uzyskuje się  w reakcji Arbuzowa (schemat

27). Metody tej nie stosowano do znakowania kwasu cynamonowego.

Schemat 27. Reakcja Arbuzowa.

3.2.6. SYNTEZA KWASU (Z)-CYNAMONOWEGO.

Metoda  ta  (schemat  28)  pozwala  na  uzyskanie  znakowanego  kwasu

(Z)-cynamonowego [42], ale nie jest on substratem dla PAL.

Schemat 28. Synteza kwasu (Z)-cynamonowego.
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3.2.7. SYNTEZA Z UŻYCIEM ENZYMÓW.

W  tej  metodzie  wykorzystuje  się  reakcję  katalizowaną  przez  PAL,

a  substratem  jest  znakowana  równomiernie  L-fenyloalanina  [43,44].  Jest  to

metoda wydajna, ale na potrzeby tej pracy bezużyteczna, gdyż znakowany kwas

cynamonowy  jest  substratem  potrzebnym  do  syntezy  znakowanej

L-fenyloalaniny.

3.3. PROPONOWANE MECHANIZMY DZIAŁANIA
LIAZY FENYLOALANINOWEJ.

3.3.1. MECHANIZM Z UDZIAŁEM AKTYWNEJ GRUPY
KARBONYLOWEJ.

Jest to pierwszy zaproponowany mechanizm działania PAL (schemat 29).

Mechanizm  ten  zakłada  antyperiplanarną  eliminację  Hoffmana  [2,45].  Do

katalizy niezbędna jest  grupa tiolowa, która może ułatwiać  oderwanie  atomu

wodoru od atomu węgla  α [45]. W optymalnym dla działania enzymu pH 8,7

powstający addukt oznaczony "*" jest  w większości uprotonowany. Tworząca

się zasada Schiffa nie jest podatna na atak NaBH4. Z kolei  D-fenyloalanina nie

chroni  enzymu  przed  redukującym  działaniem  NaBH4,  co  świadczy

o  stereospecyficzności  PAL.  Natomiast  (E)-cynamonian  chroni  enzym przed

NaBH4, gdyż jest substratem dla PAL (dla reakcji odwrotnej). Inhibicja enzymu

może zajść przez reakcję z aktywną grupą karbonylową, np. przez wytworzenie

zasady  Schiffa  z  aminą,  co  uniemożliwia  eliminację  cząsteczki  amoniaku

z cząsteczki L-fenyloalaniny [4]. 

Późniejsze badania wykazały nieprawdziwość tego rodzaju mechanizmu.
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Schemat 29. Mechanizm działania PAL z udziałem aktywnej grupy

karbonylowej.
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3.3.2. MECHANIZM Z UDZIAŁEM DEHYDROALANINY
ZAPROPONOWANY PRZEZ HAVIR I HANSONA.

Jest  to  bardzo  prawdopodobny mechanizm (schemat  30),  gdyż  za  jego

istnieniem  przemawia  wiele  dowodów  [10].  Proponuje  się  przebieg  reakcji

kolejno przez formy pokazane na schemacie 30 : A, B, C, E, F. Reakcji ulega

zdeprotonowana  fenyloalanina,  a  grupa  akceptorowa  enzymu  musi  być

uprotonowana (pH 9).  W tym wypadku  proponuje  się  mechanizm eliminacji

E1cb (ewentualnie E2 zsynchronizowany) z tworzeniem karboanionu [10]. Jest

to wada tego mechanizmu, gdyż tworzenie tego karboanionu jest niewyjaśnione,

albowiem na oderwanie protonu od benzylowego atomu węgla potrzeba silnej

zasady, której trudno spodziewać się w cząsteczce białka [8]. Ładunek ujemny

tworzony  na  atomie  węgla  β może  być  delokalizowany  przez  pierścień

fenylowy. Jednakże stwierdzono, że reakcja enzymu z L-2-cykloheksyloalaniną

przebiega  podobnie  do  reakcji  z  L-fenyloalaniną,  pomimo,  że  ewentualnie

tworzący  się  ładunek  ujemny  na  atomie  węgla  β nie  ma  możliwości

delokalizacji. Ładunek tworzony na atomie węgla α może być delokalizowany

przez  grupę  karboksylanową.  W  centrum  aktywnym  enzymu  stwierdzono

istnienie  dehydroalaniny.  Zapewnia  to  elektrofilowość  miejsca  aktywnego,

dzięki  czemu  łatwiej  może  zachodzić  eliminacja  poprzez  atak  nukleofilowy

pary elektronowej atomu azotu na podwójne wiązanie między atomami węgla

dehydroalaniny. Deaminacja centrum aktywnego i powrót zasady katalitycznej

do stanu przed reakcją zachodzi po uwolnieniu  cynamonianu, co potwierdzono

badaniami [10].

Obecność dehydroalaniny w centrum aktywnym PAL można potwierdzić

przez reakcję ze znakowanymi trytem bądź węglem 14C (zależnie od substratu)

nitrometanem, cyjankiem potasu, lub borowodorkiem sodowym (dlatego też są

one  silnymi  inhibitorami  tego  enzymu).  Po  hydrolizie  otrzymuje  się

radioaktywne  –  odpowiednio  –  kwas  2-amino-4-nitrobutanowy,  kwas

asparaginowy, lub alaninę [13] (schemat 31).  
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Schemat 30. Proponowane mechanizmy działania PAL z udziałem

dehydroalaniny.   
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Schemat 31. Inaktywacja PAL / wykrywanie obecności dehydroalaniny

w cząsteczce białka.

Dehydroalanina w centrum aktywnym tworzona jest posttranslacyjnie po-

przez dehydratację seryny – 202 aminokwasu w sekwencji białka PAL [15]. Jest

to  proces  autokatalityczny  i  regiospecyficzny  [9].  Seryna  202  znajduje  się

w  wysoce  konserwowanej  sekwencji  PAL  (GTITASGLV),  znajdującej  się

u  wszystkich  znanych  białek  PAL  [15].  Bardzo  ważna  okazała  się  w  tych

badaniach  metoda  ukierunkowanej  mutagenezy  prowadząca  do  otrzymania

białek  o  zmienionej  w  ściśle  określony  sposób  sekwencji.  Stwierdzono,  że

zamiana seryny 202 na cysteinę nie niszczy aktywności katalitycznej PAL, gdyż

przez  eliminację  cząsteczki  siarkowodoru  z  cysteiny  może  powstać

dehydroalanina  [9].  Natomiast  zamiana  seryny  202  na  alaninę  niszczy
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aktywność  katalityczną  [15].  Stwierdzono  też,  że  istotną  rolę  w  katalizie

odgrywa  arginina  174  [9].  Stwierdzono  to  za  pomocą  ukierunkowanej

mutagenezy.  Badano  wpływ zamian  aminokwasów wysoce  konserwowanych

w  sekwencji  na  aktywność  katalityczną  PAL.  Zamiana  argininy  174  na

izoleucynę  znacznie  obniża  tę  aktywność.  Prawdopodobnie  arginina  174

znajduje  się  przestrzennie  blisko  centrum  aktywnego  enzymu.  Dlatego

fenyloalanina  chroni  enzym  przed  inhibicją  2,3–butanodionem

i fenyloglioksalanem, które mogą  reagować  z grupą  guanidynową.  Natomiast

podwyższenie pH wzmaga tę inhibicję [9].

3.3.3. MECHANIZM Z UDZIAŁEM DEHYDROALANINY
I Z ATAKIEM NA PIERŚCIEŃ FENYLOWY PROPONOWANY
PRZEZ SCHUSTER I RETEY'A.

Mechanizm  ten  jest  najmłodszy  historycznie.  Zakłada  on  przejściowy

atak  elektrofilowy  (podobny  do  reakcji  Friedla-Craftsa)  pierścienia

aromatycznego  cząsteczki  fenyloalaniny  na  wiązanie  podwójne  między

atomami węgla dehydroalaniny [8]. Taki mechanizm (schemat 32) z atakiem na

pierścień  aromatyczny  jest  rzadko  spotykany  (HAL  –  atak  atomu  węgla

w pozycji 5 pierścienia imidazolowego; i urokanaza). Mechanizm ten wysnuto

na podstawie  obserwacji,  że enzym posiadający zamiast  seryny 202 treoninę

bądź alaninę i następnie potraktowany borowodorkiem sodowym wprawdzie nie

katalizuje  reakcji  z  udziałem  L-fenyloalaniny,  ale  katalizuje  ją  z  udziałem

4-nitro-L-fenyloalaniny (podobnie HAL katalizuje reakcję  z udziałem 5-nitro-

L-histydyny).  Grupa   4-nitro  może  częściowo  zastępować  dehydroalaninę

i również stabilizować karboanion tworzacy się na atomie węgla β podobnie do

dehydroalaniny.  Uprotonowanie  grupy  karbonylowej  dehydroalaniny

upodabnia  jej  resztę  do  kationu  acylowinylowego,  który  może  atakować

pierścień  aromatyczny.  Ułatwia  to  odszczepienie  protonu  od  atomu węgla  β

przez  zasadę  w  cząsteczce  enzymu.  Dla  (β-2H2)-L-fenyloalaniny  KIE  jest

niewielki, co wskazuje na to, że decydujący dla szybkości reakcji jest etap ataku
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Schemat 32. Mechanizm działania PAL z atakiem pierścienia

aromatycznego   na dehydroalaninę.
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elektrofilowego pierścienia aromatycznego, a nie etap odszczepienia protonu od

atomu  węgla  β.  Oderwaniu  cząsteczki  amoniaku  towarzyszy  rearomatyzacja

układu i regeneracja dehydroalaniny. Oderwana cząsteczka amoniaku może być

następnie  wiązana  jako  jon  amonowy  przez  grupy  karboksylowe  białka

i  dlatego  też  może  ona  zostać  odszczepiona  po  zajściu  całej  reakcji,  jak

wskazują  na  to  badania.  W  pokrewnym  enzymie  HAL  jest  nieco  inaczej.

Mniejsza  aktywność  specyficzna  PAL  niż  HAL  może  wynikać  z  mniejszej

nukleofilowości pierścienia fenylowego niż imidazolowego [8].

Nieco lepszym substratem dla PAL od  L-tyrozyny jest  jej izomer  meta

(racemat),  gdyż  grupa hydroksylowa w pozycji  3’ ułatwia atak elektrofilowy

z pozycji  orto i  para (względem grupy hydroksylowej) na grupę prostetyczną

(schemat  33).  Niewielka  różnica  w  reaktywności  pomiędzy  tymi  dwoma

rodzajami tyrozyn może wynikać z tego, że w przypadku reakcji z  m-tyrozyną

użyto  mieszaniny  racemicznej  tego  aminokwasu  i  jego  izomer  D może  być

inhibitorem  kompetycyjnym reakcji  enzymatycznej.  W  powstałym  po  ataku

pozycji 2’ lub 6’ na grupę prostetyczną addukcie atom wodoru w pozycji proS

związany  z  atomem  węgla  β jest  aktywowany  podobnie,  jak  w  przypadku

reakcji  z  4-nitro-L-fenyloalaniną.  Dobrym  substratem  dla  PAL  jest

3-(1,4-cykloheksadienylo)-D,L-alanina,  co  wskazuje  na  to,  że  atak  zachodzi

z  pozycji  orto względem reszty alaniny.  Mniejsza  szybkość  maksymalna  dla

reakcji  z  tym  substratem  niż  dla  reakcji  z  L-fenyloalaniną  może  wynikać

z mniejszej stabilizacji tworzącego się kationu czwartorzędowego (schemat 34)

niż  podobnego  kationu  trzeciorzędowego  (allilowego),  jaki  jest  tworzony

w przypadku  reakcji  z  fenyloalaniną.  Atak  z  pozycji  para względem reszty

alaniny dałby jeszcze słabiej stabilizowany kation drugorzędowy izolowany od

reszty  alaniny,  stąd  też  bardziej  prawdopodobny  jest  atak  na  pozycję  orto

względem  reszty  alaniny.  Potwierdzeniem  tego  mechanizmu  jest  fakt,  że

3-cykloheksyloalanina  nie  jest  substratem  dla  PAL,  a  jedynie  jego

inhibitorem [8]. 



Schemat 33. Mechanizm reakcji PAL z m-L-tyrozyną

z atakiem pierścienia aromatycznego na dehydroalaninę.

Schemat 34. Tworzenie karbokationu przez

3-(1,4-cyklheksadienylo)-L-alaninę z udziałem PAL.
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4. BADANIA WŁASNE
Najistotniejszym celem tej pracy było zbadanie mechanizmu działania lia-

zy fenyloalaninowej (PAL) w reakcji addycji amoniaku do kwasu (E)-cynamo-

nowego w wyniku której tworzy się  L-fenyloalanina.  Badania te były prowa-

dzone za pomocą wyznaczania kinetycznych efektów izotopowych dla niearo-

matycznych atomów węgla. Istnieje kilka izotopów węgla, których właściwości

przedstawia tabela 2 [46].
Izotop

węgla

Zawartość

w węglu

naturalnym (%)

t1/2

Rodzaj przemiany

(produkt)

9 brak 0,1265 s β+, 2α, p, ν, γ
10 brak 19,2 s β+, ν, γ (10B)
11 brak 20,38 min β+, ν, γ (11B)
12 98,89 stabilny brak
13 1,11 stabilny brak
14 7x10-8 5730 lat β-, ν  (14N)
15 brak 2,449 s β-, ν, γ (15N)
16 brak 0,75 s β-, n, ν, γ (15N)

Tabela 2. Izotopy węgla i ich charakterystyka.

Do badań KIE można stosować izotopy węgla – 11, 12 (naturalny izotop

stanowiący  prawie  całość  węgla  w  przyrodzie),  13  i  14.  Izotop  11C  jest

krótkożyciowy  i  jest  prawie  niemożliwe  prowadzenie  badania  KIE  z  jego

udziałem  w  reakcji  addycji  katalizowanej  przez  PAL  ze  względu  na  jej

długotrwałość. Z kolei izotop 13C jest stabilny i w związku z tym trudno określić

dokładnie jego zawartość  izotopową konieczną w tych badaniach. Dlatego też

wygodnie  jest  badać  kinetyczny  efekt  izotopowy  12C/14C.  Nie  ma  sensu

znakować związków izotopem 12C, gdyż normalnie związki mają prawie 100%

atomów  węgla  jako  atomy  tego  właśnie  izotopu.  Nie  ma  potrzeby

uwzględniania  ilości  atomów węgla  14C,  które  uległy  rozpadowi,  gdyż  czas

połowicznego rozpadu tego izotopu jest wystarczająco długi, aby ilość ta była



wielokrotnie mniejsza od błędu metody. Należy otrzymać potrzebne do takich

badań kwasy cynamonowe znakowane izotopem węgla 14C w pozycjach 1, 2 i 3.

Przy okazji badania KIE otrzymuje się  L-fenyloalaniny znakowane tym samym

izotopem  również  w  pozycjach  1,  2  i  3.  Jako  pilotowy  eksperyment  przed

badaniem  KIE  można  przeprowadzić  syntezę  [3-14C]-L-fenyloalaniny

z udziałem PAL, gdyż eksperymenty te są podobne do siebie.

4.1. SYNTEZY KWASÓW CYNAMONOWYCH.

4.1.1. OPRACOWANIE METODY SYNTEZY KWASÓW
CYNAMONOWYCH.

Przed przystąpieniem do syntez radioaktywnych należało opracować do-

kładnie metody syntezy znakowanych kwasów cynamonowych. Każdy proces

przeprowadzano kilkukrotnie tak, aby zoptymalizować wydajność reakcji. Jest

to konieczne, gdyż do syntez z użyciem izotopów promieniotwórczych należy

przystąpić  z  odpowiednim bagażem doświadczeń.  Podyktowane jest  to  zwię-

kszonym ryzykiem pracy, jak i względami ekonomicznymi. Związki zawierają-

ce izotopy promieniotwórcze są drogie i nie można ryzykować ich użycia w nie-

sprawdzonych procedurach ze względu na potencjalne straty.

Do syntezy kwasów cynamonowych zdecydowano się wykorzystać reak-

cję  Knoevenagela  (punkt  3.2.1.)  ze  względu  na  jej  prostotę,  niewielką  ilość

czyn-ności  laboratoryjnych,  krótki  czas  trwania  i  duże wydajności.  Prowadzi

ona  do  otrzymania  kwasu  cynamonowego  z  użyciem benzaldehydu  i  kwasu

malonowe-go jako substratów. Syntezę tę poprzedziło otrzymanie substratów –

kwasu ma-lonowego i benzaldehydu. Reakcje temu towarzyszące pokazano na

schema-   cie 35. 



Schemat 35. Reakcje w syntezie kwasu cynamonowego o naturalnym

składzie izotopowym.

W  handlu  nie  zawsze  są  dostępne  kwasy  malonowe  znakowane

w pożąda-ny sposób izotopami węgla, dlatego też należało otrzymać taki kwas

używając ogólnie dostępnych prekursorów, np. cyjanków (jedno z najtańszych

źródeł węgla 14C), w reakcji z chlorooctanem sodu. Taka metoda otrzymywania

kwasu malonowego jest stosunkowo szybka i wydajna. Powstały 2-cyjanooctan

hydrolizuje  się  w  środowisku  zasadowym,  aby  uniknąć  wydzielania

cyjanowodoru. Wytworzony  malonian wytrąca się następnie jako sól wapniową

dodając roztworu chlorku wapnia w celu oddzielenia od jonów cyjankowych.

Otrzymany osad należy rozpuścić w stężonym kwasie solnym z zachowaniem

ostrożności, gdyż może wydzielać się cyjanowodór. Uzyskany po rozpuszczeniu
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w pozycji literaturowej [35], ale stosowano inną, nową procedurę od momentu

hydrolizy  otrzymywanego  2-cyjanooctanu.  Jednak  stosowanie  się  do  tej

procedury  dawało  małe  wydajności  kwasu  malonowego  w  obydwu

przeprowadzonych  próbach.  Następnie  zastosowano  przepis  z  pozycji

literaturowej  [47].  Dzięki  tej  procedurze  (punkt  5.1.1.1.1.)  udało się  uzyskać

satysfakcjonujące  ilości  kwasu  malonowego  (53,3%).  Decydujący  wpływ na

wydajność syntezy miało w tym wypadku oziębianie mieszaniny reakcyjnej w

trakcie dodawania cyjanku potasu. Jeśli czynność ta była prowadzona w łaźni

lodowej  uzyskiwało  się  dobre  wydajności  syntezy.  W  pierwszym

z  wymienionych  przepisów  nie  podkreślano  takiej  konieczności,  stąd  też

wydajności  tej  procedury  są  niewielkie.  Przeprowadzona  podobnie  synteza

kwasu malonowego w mikroskali (punkt 5.1.1.1.2.) dała również zadowalające

wydajności (74%). Otrzymany kwas malonowy (w makro- i  mikroskali)  miał

temperatury topnienia (odpowiednio 128 i 1330C) nieco niższe od literaturowej

(1350C) [48] wskutek obecności niewielkich ilości wody w kryształach. Mimo

niższych  temperatur  topnienia  niż  literaturowa,  ale  ze  względu  na  dobre

wydajności syntezę kwasu malonowego z cyjanków uznano za opracowaną.

Do  syntezy  kwasu  cynamonowego  jako  substrat  jest  też  potrzebny

benzaldehyd. Do reakcji należy użyć świeżo przedestylowanego aldehydu, gdyż

ulega on utlenieniu na powietrzu.  Z tego samego powodu należy ograniczyć

dostęp  powietrza  do  aldehydu.  Do  syntezy  kwasu  [3-14C]-cynamonowego

potrzebny jest jako substrat aldehyd [1-14C]-benzoesowy. Można go otrzymać

wieloma sposobami (punkt 3.2.1.). Dla potrzeb tej pracy zdecydowano się  na

enzymatyczną  syntezę  z  alkoholu  benzylowego  ze  względu  na  jej  szybkość,

prostotę  i  dobre  wydajności.  Reakcja  ta  jest  katalizowana  przez  drożdżową

dehydrogenazę  alkoholową  (YADH).  Enzym  ten  utlenia  pierwszorzędowe

alkohole do aldehydów. Reakcja ta nie daje produktów ubocznych. Związkiem

utleniającym aldehyd jest NAD, który ulega redukcji do NADH. Ze względu na

wysoką  cenę  enzymu i kofaktora zdecydowano się  nie przeprowadzać  reakcji



próbnych,  lecz  opracować  metodę  izolacji  benzaldehydu  z  mieszaniny

poreakcyjnej.  Aldehyd  ten  można  wyizolować  przez  ekstrakcję  czystym

(przedestylowanym)  eterem dietylowym.  Opracowanie  syntezy  benzaldehydu

sprowadzało  się  z  podanych  już  w  tym punkcie  względów  do  opracowania

metody izolacji produktu z mieszaniny poreakcyjnej (punkt 5.1.1.2.). Ekstrakcja

eterem dietylowym daje duże wydajności  (91%), w związku z tym można ją

użyć do syntezy z użyciem radioizotopów. 
Syntezę kwasu cynamonowego w makroskali (punkt 5.1.1.3.1.) przepro-

wadzono trzykrotnie i za każdym razem nie uzyskano satysfakcjonujących wy-

dajności (13%). Otrzymany produkt nie był wizualnie czysty, otrzymano żółta-

we kryształki wskutek obecności produktów rozpadu pirydyny i/lub piperydy-

ny.  Chromatografia  cienkowarstwowa  nie  wykazywała  obecności  zanieczy-

szczeń Prawdopodobnie bardzo słabo pochłaniają one promieniowanie ultrafio-

letowe  emitowane  przez  lampę  UV  używaną  do  detekcji  chromatografii.

Temperatura  topnienia  otrzymanego  kwasu  była  1330C  i  jest  zgodna

z literaturową (133-1350C) [48]. Niskie wydajności spowodowane były tym, że

po zakwaszeniu  mieszaniny poreakcyjnej  i  dodaniu  wody tworzący się  kwas

cynamonowy w mieszaninie pirydyny i piperydyny powodował zestalenie się tej

mieszaniny  i  uwięzienie  w  niej  znacznych  ilości  kwasu  cynamonowego.

Dlatego też mieszaninę poreakcyjną należało bardzo intensywnie mieszać przy

dodawaniu kwasu i wody. Dzięki takiej czynności  uzyskuje się  zadowalające

wydajności. Takie postępowanie zastosowano w syntezie w mikroskali (punkt

5.1.1.3.2.) i uzyskano większe wydajności (63%). Uzyskany kwas cynamonowy

(w makro-  i  w mikroskali)  nie  jest  wizualnie  czysty,  otrzymuje  się  żółtawe

kryształki  (czysty  kwas  jest  biały).  Chromatografia  cienkowarstwowa  nie

wykazała  obecności  zanieczyszczeń  (przyczyny  są  podobne,  jak  w  syntezie

w makroskali).  Podobnie temperatura topnienia otrzymanego kwasu wynosiła

1330C  i  jest  zgodna  z  literaturową  (133-1350C)  [48].  Zanieczyszczenia  są

prawdopodobnie  produktami  rozkładu  pirydyny  i/lub  piperydyny,  gdyż



w  miarę  trwania  reakcji  mieszanina  ciemniała.  Kwas  cynamonowy  można

oczyścić przez krystalizację z etanolu - wody. Po przeprowadzeniu powyższych

eksperymentów  przystąpiono  do  syntezy  znakowanych  kwasów

cynamonowych.

4.1.2. SYNTEZA KWASU [1-14C]-CYNAMONOWEGO.

Synteza ta składa się z dwóch części – z syntezy kwasu [1-14C]-malono-

wego i następnie z otrzymania z niego kwasu [1-14C]-cynamonowego. Reakcje

użyte w tej syntezie przedstawia schemat 36. 

Schemat 36. Reakcje w syntezie kwasu [1-14C]-cynamonowego.

Syntezę  kwasu  [1-14C]-malonowego  (punkt  5.1.2.)  przeprowadzono

analogicznie  do  syntezy  kwasu  malonowego  o  naturalnym składzie  izotopo-
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wym.  Zastosowano  rozcieńczenie  izotopowe,  dodając  cyjanku  sodowego  do

mieszaniny ze znakowanym prekursorem, aby uniknąć  pracy ze zbyt małymi

ilościami i związanych z tym strat.
Otrzymano z dobrą wydajnością (48,6%) kwas malonowy. Wizualnie był

on czysty, otrzymano białe kryształy. Temperatura topnienia 1330C jest  bliska

literaturowej (1350C) [48]. Różnica wynika z obecności niewielkich ilości wody

w produkcie. 

Otrzymany kwas użyto do syntezy kwasu [1-14C]-cynamonowego (punkt

5.1.3.). Należało uwzględnić to, że około połowa promieniotwórczych atomów

węgla  14C będzie wydzielała się  jako dwutlenek węgla do powietrza.  W celu

uniknięcia skażenia powietrza pochłaniano wydzielające się  w trakcie reakcji

gazy w zawiesinie wodorotlenku wapniowego. Węgiel  14C będzie więc zmaga-

zynowany jako Ca14CO3. Do wyodrębnienia kwasu cynamonowego zmieszaniny

poreakcyjnej zdecydowano się wykorzystać ekstrakcję eterem dietylowym. 

Otrzymuje się ilościowo (105,5%) kwas cynamonowy. Większa od 100%

wydajność  spowodowana  jest  obecnością  produktów  rozpadu  pirydyny i/lub

piperydyny. Wizualnie produkt nie jest czysty, ma barwę żółtą. Chromatografia

cienkowarstwowa  nie  wykazała  obecności  zanieczyszczeń,  nie  są  one

wykrywalne w świetle lampy UV. Temperatura topnienia otrzymanego kwasu

jest nieco niższa (1310C), niż  podana w literaturze (133-1350C) [48],  spowo-

dowane jest to prawdopododobnie obecnością zanieczyszczeń. Można ich poz-

być się poprzez krystalizację. Wydajność całej syntezy jest dobra (51,7%). Wy-

dajność radiochemiczna nie jest wysoka (19,4%). Spowodowane jest to kilkoma

faktami. Po pierwsze około 50% aktywności traci się poprzez eliminację jednej

z grup karboksylowych kwasu malonowego w reakcji Knoevenagla. Po drugie

radioaktywny prekursor ma bardzo dużą radioaktywność, w związku z tym sto-

sunkowo duża jego część jest niszczona w wyniku radiolizy. Po trzecie spore

straty radioaktywności notuje się na etapie wydobywania prekursora z naczynka

w którym jest on przechowywany wskutek jego niewielkiej aktywności. Udało



się  otrzymać  kwas  [1-14C]-cynamonowy  o  dużej  radioaktywności

(7,72x104dpm/µmol) z zadowalającą wydajnością chemiczną i radiochemiczną.

4.1.3. SYNTEZA KWASU [2-14C]-CYNAMONOWEGO.

Do syntezy użyto jako radioaktywnego prekursora kwasu [2-14C]-malo-

nowego. Syntezę (punkt 5.1.4.) przeprowadzono podobnie do syntezy Knoeve-

nagela użytej w przypadku syntezy kwasu [1-14C]-cynamonowego (punkt 4.2.).

Reakcje użyte w syntezie przedstawia schemat 37.

Schemat 37. Reakcje użyte w syntezie kwasu [2-14C]-cynamonowego.

Uzyskano  produkt  niezbyt  czysty wizualnie  o  kolorze  żółtym wskutek

obecności  produktów  rozkładu  pirydyny  i/lub  piperydyny.  Chromatografia

cienkowarstwowa nie wykazała obecności zanieczyszczeń. Temperatura topnie-

nia produktu 1340C jest zgodna z literaturową  (133-135  0C) [48]. Otrzymany
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kwas cynamonowy można oczyścić przez krystalizację. Synteza ta jest wydajna

(86,4%) chemicznie. Wydajność radiochemiczna nie jest tak wysoka (30,7%).

Spowodowane  jest  to  niezupełnym  wydobyciem  radioaktywnego  prekursora

z naczynka. Jego ilość była tak mała, że nie była widoczna gołym okiem (kwas

malonowy miał bardzo dużą aktywność właściwą). Do kolby reakcyjnej przeno-

szono  go  poprzez  wymywanie  eterem  dietylowym.  Duża  część  pozostała

niewymyta,  co  stwierdzono  licznikiem  Geigera-Mullera.  Aby  nie  operować

z  tak  małymi  ilościami   i  nie  ryzykować  zbyt  dużych  strat  znakowanego

substratu  zastosowano  rozcieńczenie  izotopowe  poprzez  dodanie

nieznakowanego  kwasu  malonowego.  Otrzymano  kwas  [2-14C]-cynamonowy

o dużej radioaktywności (4,17x104dpm/µmol) z dobrą wydajnością  chemiczną

i radiochemiczną.

4.1.4. SYNTEZA KWASU [3-14C]-CYNAMONOWEGO.

Synteza ta składa się z dwóch części – z syntezy aldehydu [1-14C]-ben-

zoesowego  z alkoholu [1-14C]-benzylowego (punkt 5.1.5.) i następnie z synte-

zy kwasu [3-14C]-cynamonowego (punkt 5.1.6.). Reakcje wykorzystane do tej

syntezy przedstawia schemat 38.
Syntezę  aldehydu [1-14C]-benzoesowego (punkt  5.1.5.)  przeprowadzono

enzymatycznie  wykorzystując  aktywność  dehydrogenazy alkoholowej  YADH

(drożdżowa dehydrogenaza alkoholowa). Produkt wyizolowano poprzez ekstra-

kcję eterem dietylowym. Do warstw eterowych używanych do dalszych ekstra-

kcji  dodano  nieznakowanego  przedestylowanego  benzaldehydu,  aby  poprzez

rozcieńczenie  izotopowe  wydobyć  niewyekstrahowane  resztki  benzaldehydu

i aby uniknąć ryzykownych operacji ze zbyt małymi ilościami substancji. Synte-

zę benzaldehydu prowadzono z takimi właśnie małymi ilościami,  aby reakcja

przebiegła szybko i aby nie używać dużych ilości NAD, który nie należy do ta-

nich  odczynników.  Większość  powstałego  benzaldehydu  przechodzi  do

warstwy  eterowej  podczas  pierwszej  ekstrakcji,  natomiast  resztki  należy

wymywać za pomocą rozcieńczenia izotopowego.



Schemat 38. Reakcje w syntezie kwasu [3-14C]-cynamonowego.

Otrzymany benzaldehyd  wykorzystano  do  syntezy kwasu  [3-14C]-cyna-

monowego w reakcji Knoevenagela (punkt 5.1.6.). Syntezę tę przeprowadzono

podobnie do syntezy kwasu cynamonowego o naturalnym składzie izotopowym

w mikroskali.
Otrzymany kwas [3-14C]-cynamonowy miał  żółtawą  barwę  i  w związku

z tym przekrystalizowano go z układu rozpuszczalników etanol – woda. Uzy-

skano wizualnie  czysty produkt  (białe kryształy).  Chromatografia  cienkowar-

stwowa nie wykazała obecności zanieczyszczeń. Temperatura topnienia otrzy-

manego  kwasu  wynosiła  1330C  i  była  zgodna  z  literaturową

(133-135 0C) [48]. Wydajność chemiczna syntezy była satysfakcjonująca i wy-

nosiła  63,0%.  Wydajność  radiochemiczna  wyniosła  14%.  Nie  jest  ona  duża,

gdyż  prawdopodobnie  alkohol  [1-14C]-benzylowy nie  uległ  wydajnemu prze-

kształceniu w [1-14C]-benzaldehyd. Mogło być to spowodowane zmianą środo-

wiska reakcji enzymatycznej (białka są wrażliwe na zmianę temperatury i pH,

podobnie jest z NAD). Taka wydajność radiochemiczna wystarczyła jednak do

otrzymania kwasu o odpowiednio dużej aktywności radiochemicznej. Udało się

uzyskać  kwas  [3-14C]-cynamonowy  o  aktywności  właściwej  2417dpm/µmol

z dużą wydajnością chemiczną i wystarczającą wydajnością radiochemiczną. 
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4.2. SYNTEZA [3-14C]-L-FENYLOALANINY
I PRZYGOTOWANIE DO BADANIA KIE.

4.2.1. OPRACOWANIE SYNTEZY L-FENYLOALANINY
I METODY WYZNACZANIA KIE.

Do otrzymywania L-fenyloalanin znakowanych izotopami węgla ze zna-

kowanych kwasów cynamonowych zdecydowano się  wykorzystać  PAL, który

katalizuje również reakcję odwrotną do reakcji eliminacji cząsteczki amoniaku

z  L-fenyloalaniny,  czyli  reakcję  addycji  amoniaku  do  kwasu  (E)-cynamo-

nowego.  Badanie  KIE  przeprowadzano  podobnie  do  syntezy  fenyloalaniny,

gdyż wykorzystuje się tę samą reakcję. W tym przypadku należało jednak bar-

dzo dokładnie rozdzielać produkt i substrat (np. przez ekstrakcję), aby można

było bardzo  dokładnie  wyznaczać  ich  aktywności  właściwe,  czyli  radioakty-

wność  i  ilość  każdego z tych związków.  Ich roztwory po rozdziale  należało

doprowadzić więc do ściśle określonych objętości. 

Ilość fenyloalaniny można oznaczyć enzymatycznie wykorzystując reak-

cję katalizowaną przez PAL. W jej wyniku tworzy się kwas cynamonowy, który

ma przy długości fali 290 nm (maksimum absorpcji) milimolowy współczynnik

ekstynkcji około 10. Fenyloalanina ma przy tej długości fali milimolowy współ-

czynnik  ekstynkcji  niższy od  0,15.  Różnica  ta  jest  bardzo  duża  dzięki  temu

można wyznaczyć z wystarczającą dokładnością ilość otrzymanej fenyloalaniny.

Pomiar taki jest obarczony pewnym błędem (~10%) ze względu na odwracal-

ność reakcji katalizowanej przez PAL. Jest to pomiar długotrwały. Pomiar ab-

sorbancji  fenyloalaniny  jest  trudny  ze  względu  na  niski  współczynnik

ekstynkcji  i  w  związku  z  tym  uzyskuje  się  bardzo  niedokładne  wyniki.

Klasyczny  pomiar  przez  zważenie  ilości  produktu  jest  również  niemożliwy

z powodu bardzo  małych ilości  reagentów.  Poza  tym po  odparowaniu  wody

z  roztworu  fenyloalaniny  wytrącają  się  też  sole,  które  wchodziły  w  skład

buforu, co znacznie fałszuje wyniki.



Przygotowanie do syntezy znakowanych fenyloalanin (i jednocześnie do

rozdzielania związków w badaniach KIE) polegało na opracowaniu rozdziału

fenyloalaniny od kwasu cynamonowego poprzez ekstrakcję eterem dietylowym

(punkt  5.2.1.3.).  Prowadzono  ekstrakcję  mieszaniny  tych  dwóch  związków

(w ilościach zbliżonych do branych w reakcji) do momentu uzyskania stałej ab-

sorbancji warstwy wodnej. Stwierdzono, że do wyekstrahowania kwasu cyna-

monowego wystarczy 6 ekstrakcji  porcjami  po 5ml eteru.  W syntezie  radio-

aktywnych związków rozdział można kontrolować mierząc radioaktywność ko-

lejnych warstw i prowadzić ekstrakcje do ustalenia się aktywności. Opracowano

ekstrakcję  kwasu  cynamonowego  z  połączonych  warstw  eterowych  wodnym

roztworem KOH (punkt 5.2.1.3.). Stwierdzono, że do wymycia kwasu cynamo-

nowego  trzeba  prowadzić  pięciokrotną  ekstrakcje  porcjami  po  5ml  roztworu

KOH.  Ekstrakcję  kontrolowano  spektrofotometrycznie  mierząc  absorbancję

warstw wodnych po kolejnych ekstrakcjach. 

Aby móc dokładnie określać metodami spektrofotometrycznymi stężenia

fenyloalaniny i kwasu cynamonowego należało wyznaczyć  ich współczynniki

ekstynkcji.  W literaturze  podaje  się  maksimum absorpcji  fenyloalaniny  przy

długości  fali  258nm,  a  molowy  współczynnik  ekstynkcji  wynosi  tu  200.

Wielkości współczynników ekstynkcji są podane z dokładnością niewystarcza-

jącą do badania KIE. Dlatego należało sporządzić  mianowane roztwory cyna-

monianu i fenyloalaniny i następnie zmierzyć ich absorbancję. Wyznaczone po

przeliczeniach  molowe współczynniki  wynoszą  dla  fenyloalaniny 161 (punkt

5.2.1.2.), a dla kwasu cynamonowego 9328 (punkt 5.2.2.1.).

4.2.2. SYNTEZA [3-14C]-L-FENYLOALANINY.

Przeprowadzono  syntezę  [3-14C]-L-fenyloalaniny (punkt  5.2.2.)  i  wyko-

rzystano w niej reakcje chemiczne podane na schemacie 39.



Schemat 39. Reakcje wykorzystane w syntezie [3-14C]-L-fenyloalaniny.

Do oddzielenia reagentów użyto ekstrakcji eterem dietylowym. Wymyto

nim kwas cynamonowy kontrolując radioaktywność warstw eterowych po kolej-

nych ekstrakcjach. W warstwie wodnej pozostała fenyloalanina. Jej ilość ozna-

czono za pomocą reakcji katalizowanej przez PAL wykorzystując pomiary spe-

ktrofotometryczne  absorbancji  pochodzącej  od  powstającego  kwasu  cynamo-

nowego.  Zdecydowano  się  odzyskiwać  nieprzereagowany kwas  [3-14C]-cyna-

monowy,  gdyż  jest  on  cenną  substancją.  W  tym  celu  połączone  warstwy

eterowe przeekstrahowano roztworem KOH kontrolując radioaktywność warstw

wodnych  po  kolejnych  ekstrakcjach.  Połączone  warstwy wodne  zakwaszono

i odsączono wytrącony kwas cynamonowy. 

Uzyskano z niewielką wydajnością chemiczną (3,63%) i radiochemiczną

(4,06%)  L-fenyloalaninę  o  satysfakcjonującej  aktywności  właściwej

(199dpm/µmol). Tak niska wydajność chemiczna wynikać może z kilku przy-
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czyn, np. z przechowywania enzymu w złych warunkach (zbyt wysoka tempera-

tura)  przed reakcją,  bądź  ze zmiany pH mieszaniny reakcyjnej,  co zmniejsza

efektywność działania enzymu. Wyższa wydajność radiochemiczna niż chemi-

czna oraz wyższa aktywność fenyloalaniny od wyjściowego kwasu cynamono-

wego wynikają  ze sposobu oznaczania otrzymanej fenyloalaniny poprzez po-

miar  absorbancji  pochodzącej  od  kwasu  cynamonowego  tworzącego  się

w wyniku działania PAL podczas oznaczania. Ustala się wtedy stan równowagi

i w efekcie zmierzona ilość fenyloalaniny jest mniejsza od rzeczywistej. Mimo,

że  wydajność  radiochemiczna  jest  bardzo  mała,  to  radioaktywność  jest

wystarczająca do ewentualnych dalszych badań. Odzyskano prawie całkowicie

(97,7% nieprzereagowanego kwasu cynamonowego). Jego aktywność właściwa

(179dpm/µmol) była bliska aktywności kwasu wyjściowego (178dpm/µmol). 

4.3. BADANIE KINETYCZNYCH EFEKTÓW
IZOTOPOWYCH 12C/14C W POZYCJACH 1, 2 i 3
W REAKCJI ADDYCJI AMONIAKU DO
(E)-CYNAMONIANU KATALIZOWANEJ PRZEZ PAL.

4.3.1. OBLICZANIE KIE – PROCEDURA.

KIE (k/*k)  można wyznaczać  różnymi sposobami.  Można  obliczyć  go

znając aktywności molowe substratu przed reakcją (R0) i produktu (Rp) oraz sto-

pień przereagowania f, z równania (1).
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Równanie (1) można uprościć do równania (2), gdyż liczba 1 w równaniu

(1) ma wymiar 1Bq/mol, a aktywności używane w eksperymentach są o kilka

rzędów wielkości większe od tej wielkości i uproszczenie to nie spowoduje isto-

tnego błędu. 
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KIE można też  wyznaczyć  korzystając z R0 i  z aktywności  właściwej

nieprzereagowanego substratu (Rr) oraz z f, z równania (3).
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Po podobnym uproszczeniu otrzymuje się równanie (4).
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Innym sposobem liczenia KIE jest równanie (5), w którym korzysta się

z Rr, Rp i f.
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Po uproszczeniu uzyskuje się z niego równanie (6).
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Kolejny sposób liczenia KIE polega na wykorzystaniu wzoru (7), w któ-

rym trzeba znać R0, Rr i Rp.
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Stopień  przereagowania (f) wyznaczano dzieląc ilość  moli otrzymanego

produktu  (fenyloalaniny)  przez  ilość  (substratu)  kwasu  cynamonowego



pobranego do reakcji.  Pobieranych frakcji  z  mieszaniny reakcyjnej  było pięć

(o  równej  objętości),  a  więc  ilość  fenyloalaniny  zmierzoną  dla  danej  frakcji

należało podzielić  przez ilość kwasu cynamonowego użytego do badania KIE

i  pomnożyć  przez 5.  Można też  zamiast  ilości  użyć  aktywności  całkowitych

substratu  i  produktu  (na skutek  zjawiska KIE zmienią  się  one w niewielkim

stopniu i w związku z tym popełnia się niewielki błąd). Ilość moli fenyloalaniny

wyznaczano  z  pomiarów  spektrofotometrycznych.  Aktywności  całkowite

fenyloalaniny mierzono za pomocą  licznika scyntylacyjnego i  przeliczano na

objętość  roztworu,  z  którego  wykonywano  pomiary.  Ilości  substratu

wyznaczano z masy wziętej do reakcji. Jego aktywność całkowitą wyznaczano

pobierając  określoną  ilość  roztworu  przed  dodaniem  enzymu  i  przeliczano

zmierzoną aktywność na całkowitą objętość roztworu.

Liczbę  R0  (aktywność  właściwą  substratu  przed  reakcją)  wyznaczano

dzieląc aktywność całkowitą substratu przez jego ilość.

Liczbę Rp (aktywność molową produktu) wyznaczano dzieląc aktywność

całkowitą  produktu  przez  jego  ilość.  Korzystając  z  prawa  Lamberta-Beera,

z molowego współczynnika ekstynkcji wyznaczonego w punkcie 5.2.1.2. i z ob-

jętości używanych do pomiarów roztworów uzyskano równanie (8), gdzie A oz-

nacza zmierzoną absorbancję roztworu fenyloalaniny, a R aktywność 1 ml spo-

rządzonego roztworu fenyloalaniny.

 A
RRp 1607,0=    [dpm/µmol]                                                                      (8)

Liczbę Rr (aktywność molową nieprzereagowanego substratu) wyznacza-

no dzieląc jego aktywność całkowitą przez ilość moli. Aktywność substratu po

reakcji mierzono scyntylacyjnie i przeliczano zmierzoną aktywność na całkowi-

tą objętość roztworu otrzymując aktywność całkowitą. Ilość substratu po reakcji

wyznaczano spektrofotometrycznie  korzystając  z  prawa Lamberta-Beera,  wy-

znaczonego  w  punkcie  5.2.1.1.  molowego  wpółczynnika  ekstynkcji,

i  z  objętości  roztworów  branych  do  pomiarów.  Dzięki  tym  danym  można



wyprowadzić  równanie  (9),  gdzie  A  oznacza  absorbancję  roztworu

cynamonianu, a R aktywność  1 ml roztworu cynamonianu.

A
RRr 3109,0=    [dpm/µmol]                                                                       (9)

4.3.2. BADANIE KIE W POZYCJI 3.

Zbadano  KIE  w  pozycji  3  (punkt  5.3.1.,  jednocześnie  otrzymano

[3-14C]-L-fenyloalaninę  Do  badania  użyto  kwasu  [3-14C]-cynamonowego

otrzymanego  w  punkcie  5.1.6.  Reakcje  użyte  w  tym  eksperymencie

przedstawiono na schemacie 40.

Schemat 40. Reakcje w badaniu KIE w pozycji 3.

Rozdział reagentów prowadzono przy pomocy ekstrakcji. Procedurę eks-

trakcji  kontrolowano  przez  pomiary  aktywności  licznikiem  scyntylacyjnym.

Wyekstrahowano najpierw kwas cynamonowy z mieszaniny poreakcyjnej ete-

rem dietylowym, a następnie przeniesiono go do warstwy wodnej poprzez eks-

trakcję  roztworu eterowego roztworem KOH. Dla frakcji 1 sprawdzono chro-

matograficznie czystość warstwy wodnej z fenyloalaniną i warstwy eterowej po

ekstrakcjach.  Nie  wykazano  jednak  obecności  widocznych  zanieczyszczeń.

Stwierdzono jednak dużą radioaktywność warstw eterowych. W związku z tym

eter odparowywano i mierzono całkowitą  radioaktywność  pozostałości. Zmie-
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rzone aktywności tych warstw dla wszystkich frakcji uśredniono i przeliczono

na początkową ilość frakcji. Następnie odjęto ją od aktywności kwasu cynamo-

nowego celem wyznaczenia dokładnej aktywności molowej wyjściowego kwasu

(R0). Aktywność  warstwy eterowej mogła być  spowodowana obecnością  nie-

wielkich  ilości  nieprzereagowanego  alkoholu  [1-14C]-benzylowego  z  syntezy

[1-14C]-benzaldehydu. Alkohol miał dużo większą aktywność właściwą, niż po-

wstałe z niego przy rozcieńczeniu izotopowym produkty, stąd też śladowe ilości

zaadsorbowanego  alkoholu  mogą  powodować  tak  znaczną  radioaktywność

warstw eterowych. 

Roztwory wodne fenyloalaniny i cynamonianu doprowadzono przez zatę-

żenie  i  wymywanie  wodą  destylowaną  do  objętości  5ml  w kolbkach  miaro-

wych. Z roztworów tych korzystano przy spektrofotometrycznym oznaczaniu

cynamonianu i fenyloalaniny, oraz przy pomiarach scyntylacyjnych. Niepobrane

do pomiarów resztki  bardzo dokładnie  wymywano i  mierzono ich  radioakty-

wność, aby uzyskać dokładne dane do obliczeń. Wyniki badania KIE pokazano

w tabeli 3. 

Wyznaczone aktywności właściwe fenyloalaniny różnią  się  znacznie od

siebie i od początkowej aktywności właściwej kwasu cynamonowego. Jest to

spowodowane błędem oznaczania spektrofotometrycznego fenyloalaniny, która

ma mały molowy współczynnik ekstynkcji i w związku z tym obecność niewiel-

kich  nawet  ilości  zanieczyszczeń  powoduje  zafałszowanie  wyników.

W związku z tym można wyznaczać  KIE tylko z użyciem równania (4). KIE

obliczony  dla  frakcji  4  jest  wyraźnie  mniejszy  od  1.  Spowodowane  jest  to

prawdopodobnie utratą  części aktywności pobranych próbek przed pomiarami

scyntylacyjnymi. Wyniku tego nie można więc uwzględniać przy liczeniu KIE.

Wyznaczony  przez  uśrednienie  KIE  (1,0168)  jest  niewielki,  wyniki  mają

niewielkie  odchylenie  standardowe  (0,0037).  Można  stwierdzić  z  całą

pewnością, że na atomie węgla w pozycji 3 stwierdzono istnienie kinetycznego

efektu  izotopowego  12C/14C  w  reakcji  addycji  amoniaku  do  cynamonianu



katalizowanej  przez  PAL.  Otrzymano  też  z  zadowalającą  w  tej  reakcji

wydajnością  (36,9%;  największy  stopień  przereagowania)

[3-14C]-L-fenyloalaninę.

Frakcja Aktywność
właściwa

cynamonianu
(dpm/µmol)

Aktywność
właściwa

fenyloalaniny
(dpm/µmol)

Stopień
przereagowania

(%)

KIE

1 1794 832,0 19,85 1,0101
2 1803 583,4 27,27 1,0229
3 1803 809,8 32,65 1,0183
4 1213 305,9 36,88 0,1781
5 1803 872,6 36,13 1,0161

Średnio 1,0168 
± 0,0037 

Tabela 3. Wyniki badania KIE w pozycji 3.

4.3.3. BADANIE KIE W POZYCJI 2.

Wyznaczono  KIE  w  pozycji  2  (punkt  5.3.2.;  jednocześnie  otrzymano

[2-14C]-L-fenyloalaninę).  Do  badań  używano  kwasu  [2-14C]-cynamonowego

otrzymanego w punkcie 5.1.4. Reakcje wykorzystane w przeprowadzonym eks-

perymencie pokazano na schemacie 41.

Do badania  KIE w pierwszej  frakcji  użyto  procedury podobnej  do  tej

w przypadku badania tego efektu w pozycji 3 (punkt 5.3.1.). Stwierdzono, że

warstwa  eterowa  nie  wykazuje  istotnej  radioaktywności  (mniejsza,  niż  0,5%

aktywności całej frakcji), dlatego też zmodyfikowano procedurę dla kolejnych

frakcji.  Z  połączonych  warstw  eterowych,  po  wyekstrahowaniu  kwasu

cynamonowego,  odparowywano  eter,  a  pozostałość  wymywano  wodnym

roztworem KOH uzyskując 5ml roztworu w kolbce miarowej potrzebnego do

dalszych pomiarów. Pozostała część procedury jest identyczna z badaniami KIE

w pozycji 3. Wyniki badania KIE w pozycji 2 przedstawia tabela 4.



Schemat 41. Reakcje wykorzystane w badaniu KIE w pozycji 2.

Frakcja Aktywność
właściwa

cynamonianu
(dpm/µmol)

Aktywność
właściwa

fenyloalaniny
(dpm/µmol)

Stopień
przereagowania

(%)

KIE     

1 51108 5140 8,57 1,0462
2 51187 15931 14,46 1,0364
3 51245 24012 18,33 1,0336
4 51430 20412 25,54 1,0353
5 51436 17680 22,27 1,0418

Średnio 1,0367
± 0,0039

Tabela 4. Wyniki badania KIE w pozycji 2.

Podobnie, jak w przypadku badań w pozycji 3 uzyskane aktywności wła-

ściwe fenyloalaniny różnią się znacznie od siebie i od początkowej aktywności

substratu wskutek złego oznaczenia ilości fenyloalaniny, w związku z tym nie

można brać ich do obliczania KIE. Należy zatem skorzystać z równania (4) i uś-

rednić otrzymane wielkości. Wyznaczony KIE w pozycji 2 (1,0367) ma niewiel-

kie odchylenie standardowe (0,0039). Zatem na atomie węgla w pozycji 2 ist-

nieje duży kinetyczny efekt izotopowy  12C/14C w reakcji addycji amoniaku do
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cynamonianu  katalizowanej  przez  PAL.  Otrzymano  też  z  dobrą  wydajnością

(25,5%) [2-14C]-L-fenyloalaninę.

4.3.4. BADANIE KIE W POZYCJI 1.

Wyznaczono  KIE  w  pozycji  1  (punkt  5.3.3.;  jednocześnie  otrzymano

[1-14C]-L-fenyloalaninę)  wykorzystując  kwas  [1-14C]-cynamonowy  otrzymany

w punkcie  5.1.3.  Reakcje  wykorzystane  w eksperymencie  przedstawia  sche-

mat 42.

Schemat 42. Reakcje wykorzystane w badaniu KIE w pozycji 1.

Do badania pierwszych dwóch frakcji zastosowano procedurę wykorzys-

taną do określania KIE w pozycji 2 dla frakcji 2-5 (punkt 5.3.2.). Otrzymano,

podobnie jak w poprzednich wypadkach znacznie różniące się od siebie i od ak-

tywności początkowej substratu aktywności właściwe fenyloalaniny. Z tego po-

wodu, jak i ze względów oszczędnościowych, zdecydowano się zmodyfikować

procedurę dla frakcji 3-5. Warstwę wodną z fenyloalaniną po ekstrakcji pobie-

rano do pomiarów scyntylacyjnych. Nie sporządzano roztworu fenyloalaniny do

pomiarów spektrofotometrycznych.  Reszta procedury była podobna do użytej

dla pierwszych dwóch frakcji z tym, że nie mierzono radioaktywności resztek

niepobranych do pomiarów. Wyniki badania KIE w pozycji 1 przedstawia ta-

bela 5. 
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Frakcja Aktywność
właściwa

fenyloalaniny
(dpm/µmol)

Aktywność
właściwa

cynamonianu
(dpm/µmol)

Stopień
przereagowania

(%)

KIE

1 49177 154424 13,51 1,0078
2 63811 154218 23,18 0,9992
3 n. m. 154226 38,37 0,9997
4 n. m. 154219 42,44 0,9996
5 n. m. 154160 42,55 0,9990

Średnio 1,0011
± 0,0027

Tabela 5. Wyniki badania KIE w pozycji 1.

Po skorzystaniu z wzoru (4) i uśrednieniu wyników uzyskano wielkość

KIE dla atomu węgla w pozycji 1 (1,0011) o niewielkim odchyleniu standardo-

wym (0,0027). Efekt ten jest na poziomie błędu metody. Nie stwierdzono więc

istnienia kinetycznego efektu izotopowego 12C/14C na atomie węgla w pozycji 1

w reakcji addycji amoniaku do cynamonianu katalizowanej przez PAL. Otrzy-

mano z dużą wydajnością (42,55%) [1-14C]-L-fenyloalaninę. 

4.4. DYSKUSJA.
W tabeli 6 podane są wartości KIE wyznaczone dla różnych frakcji i róż-

nych pozycji w łańcuchu bocznym kwasu (E)-cynamonowego w reakcji addycji

amoniaku katalizowanej przez PAL. Korzystając z wyznaczonych KIE można

wyciągnać kilka wniosków odnośnie mechanizmu badanej reakcji.

Na atomie węgla w pozycji 1 nie stwierdzono istnienia KIE bądź jest on

bardzo niewielki.  Oznacza to, że wiązania przy tym atomie nie biorą  udziału

w  najwolniejszych  etapach  reakcji.  Żaden  z  proponowanych  mechanizmów

reakcji nie zakłada takiej możliwości. Na atomie węgla w pozycji 2 stwierdzono

istnienie dużego efektu izotopowego, a w pozycji 3 – małego. Prawdopodobnie

w etapie najwolniejszym reakcji addycji następuje addycja amoniaku do atomu

węgla w pozycji 2 i dlatego na tym atomie węgla istnieje duży KIE. Natomiast



przyłączanie atomu wodoru do atomu węgla w pozycji 3 występuje prawdopo-

dobnie w etapie trochę szybszym, gdyż KIE jest tu nieco mniejszy. Gdyby etap

ten był dużo wolniejszy, to nie zaobserwowanoby KIE na tej pozycji. Z kolei

w przypadku mechanizmu synchronicznego (jednoczesnego dołączenia amonia-

ku i wodoru do atomów węgla w pozycji 2 i 3) obliczone KIE na tych atomach

powinny być  zbliżone  wartością.  Prawdopodobnie  etap  dołączenia  amoniaku

następuje przed dołączeniem wodoru, gdyż najczęściej pierwsze etapy reakcji są

etapami  najwolniejszymi.  W  związku  z  tym  można  stwierdzić,  że  reakcja

addycji amoniaku do kwasu cynamonowego katalizowana przez PAL biegnie

po tej samej drodze, co reakcja eliminacji z tym, że w odwrotnym kierunku. To

również jest typowe dla reakcji chemicznych.

KIE w pozycji : 1 2 3
Frakcja 1 1,0078 1,0462 1,0101
Frakcja 2 0,9992 1,0364 1,0229
Frakcja 3 0,9997 1,0336 1,0183
Frakcja 4 0,9996 1,0353 0,1781
Frakcja 5 0,9990 1,0418 1,0161
Średnio  1,0011 

± 0,0027
1,0367 

± 0,0039
1,0168 

± 0,0037
Tabela 6. Wyniki badań KIE.

Wyniki  przeprowadzonych  eksperymentów  nie  negują  któregokolwiek

z proponowanych mechanizmów eliminacji (punkty 3.3.2. i 3.3.3.). Wyznacze-

nie KIE na atomach węgla w pozycjach 1’ i 2’ może dostarczyć wiecej informa-

cji na temat mechanizmu działania PAL. Ich wystąpienie potwierdzi słuszność

mechanizmu  przedstawionego  w  punkcie  3.3.3.,  a  ich  brak  –  słuszność

mechanizmu z punktu 3.3.2.

Aby dokładniej poznać  mechanizm reakcji  addycji amoniaku do kwasu

cynamonowego  katalizowanej  przez  PAL  należałoby  wyznaczyć  kinetyczne

efekty izotopowe wodoru w pozycjach 2, 3 i 2’.



4.5. ROZWAŻANIE MOŻLIWOŚCI ZASTOSOWANIA
PRZEBADANYCH SYNTEZ W TOMOGRAFII
POZYTONOWEJ.
Przebadano syntezy kwasu malonowego z cyjanków, benzaldehydu z al-

koholu benzylowego, kwasu cynamonowego z kwasu malonowego i benzalde-

hydu, oraz  L-fenyloalaniny z kwasu cynamonowego. Rozważając ich zastoso-

wanie do tomografii pozytonowej należy pomyśleć nad skróceniem procedury

wytworzenia fenyloalaniny z radioaktywnego prekursora do 1 godziny. Jest to

możliwe, gdyż szybkość reakcji jest dużo większa, gdy dodaje się duży nadmiar

reagentów nieradioaktywnych i enzymu.

Synteza kwasu malonowego jest stosunkowo długotrwała (przynajmniej

4 godziny, z czego 3 godziny trwa ogrzewanie mieszanin reakcyjnych). Proce-

durę  tę  można  również  znacznie  skrócić  dodając  duże  nadmiary  substratów

nieradioaktywnych. Enzymatyczną  syntezę  benzaldehydu z alkoholu benzylo-

wego, która normalnie trwa około półtorej godziny można bardzo skrócić doda-

jąc duży nadmiar enzymu i kofaktora. Przy zastosowaniu dużej ilości enzymu

i kofaktora można tę reakcję skrócić do 5 minut. Synteza kwasu cynamonowego

z benzaldehydu i kwasu malonowego jest również długotrwała (5 godzin, z cze-

go 4 godziny trwa ogrzewanie mieszaniny reakcyjnej). Czas ogrzewania reagen-

tów można zdecydowanie skrócić, gdyż wydzielanie się dwutlenku węgla trwa

około 10 minut. W połączeniu z podaniem dużego nadmiaru reagentów niera-

dioaktywnych może to dać znaczne skrócenie procedury. Enzymatyczna synteza

L-fenyloalaniny z kwasu cynamonowego trwa kilkadziesiąt godzin. Przy dużym

nadmiarze enzymu reakcję tą można skrócić do 20 minut.

Opracowane w tej pracy metody syntezy związków znakowanych węglem
14C mogą być przydatne do znakowania izotopem krótkożyciowym 11C i mieć

zastosowanie w PET, ale należy przeprowadzić dodatkowe badania w celu skró-

cenia czasu syntezy.



5. CZĘŚĆ DOŚWIADCZALNA

W badaniach używano licznika scyntylacyjnego (Wallac 1409).

Pomiary scyntylacyjne  prowadzono  używając  scyntylatorów do  próbek

niewodnych i wodnych (Sigma).

Pomiary pH przeprowadzano na pH-metrze (Teleko Wrocław N5172).

Pomiary  spektrofotometryczne  przeprowadzono  na  spektrofotometrze

UV-VIS (1202 Shimadzu).

Temperatury  topnienia  oznaczano  w  aparacie  Koflera  typu  Boetius

i podawano bez poprawek.

Chromatografię  cienkowarstwową  przeprowadzano  na  płytkach

(Merck) 60F256.

Do detekcji związków po chromatografii używano lampy UV (Aldrich).

Do  wirowania  używano  mikrowirówki  (Mechanika  Precyzyjna

Warszawa).

Używano  związków  znakowanych  izotopami  węgla  14C

wyprodukowanych w Ośrodku Produkcji i Dystrybucji Izotopów w Świerku.
Do  przeprowadzania  reakcji  używano  roztworu  PAL  otrzymanego

z  Rhodotorula glutinis (produkcji Sigma) o aktywności 4,17U/ml i 0,44U/mg

białka.  Zawartość  białka  oznaczona  metodą  biuretową  wynosiła  10mg/ml.

Enzym znajdował  się  w  60% wodnym roztworze  glicerolu,  3mM Tris-HCl,

0,5M  (NH4)2SO4,  pH  7,5.  Aktywność  enzymu  oznaczano  przy  pH  8,5

i  w  temperaturze  300C;  1U  enzymu  przekształca  1µmol  L-fenyloalaniny

w (E)-cynamonian w ciągu 1 minuty.
Używano  też  stałego  YADH z  drożdży piekarskich  (produkcji  Sigma)

o  aktywności  340U/mg  i  370U/mg  białka.  Enzym  zawierał  90%  białka

oznaczanego spektrofotometrycznie przy długości fali 280nm ( %1
280E ) i mniej niż

2% soli z buforu cytrynianowego. Aktywność  enzymu określano przy pH 8,8



i  w  temperaturze  250C;  1U  enzymu  przekształca  1µmol  etanolu  w  aldehyd

octowy w ciągu 1 minuty.

5.1. SYNTEZY KWASÓW CYNAMONOWYCH.

5.1.1. PRZYGOTOWANIE DO SYNTEZ KWASÓW
CYNAMONOWYCH.

5.1.1.1. Synteza kwasu malonowego z naturalnym składem izotopowym.

5.1.1.1.1. Synteza w makroskali.

5,1g  (0,054  mola)  kwasu  chlorooctowego  rozpuszczono  w  7ml  wody

destylowanej i zobojętniono Na2CO3 (do momentu zaprzestania wydzielania się

CO2). Następnie roztwór umieszczono w łaźni lodowej, mieszano mieszadłem

magnetycznym   i dodawano porcjami 2,43g (0,0496 mola) NaCN. Na koniec

dodano 7,5ml wody destylowanej. Mieszaninę reakcyjną ogrzewano do wrzenia

pod  chłodnicą  zwrotną  przez  1,5h,  mieszając  roztwór  mieszadłem

magnetycznym. Potem dodano 3,1g (0,078 mola) NaOH i ogrzewano rozwór

pod chłodnicą  zwrotną  przez  1,5h,  mieszając go  mieszadłem magnetycznym.

Następnie  dodano  do  mieszaniny  roztwór  7,5g  CaCl2 w  18ml  wody

destylowanej  i  pozostawiono  go  do  krystalizacji.  Osad  odsączono  pod

zmniejszonym  ciśnieniem   i  rozpuszczono  w  stężonym  HCl,  a  mogący  się

wydzielać  HCN  pochłaniano  w  roztworze  wodnym  Na2S2O3.  Mieszaninę

powstałą  po  rozpuszczeniu  osadu  ekstrahowano  dziesięciokrotnie  po  25ml

przedestylowanego eteru dietylowego. Połączone warstwy eterowe suszono nad

bezwodnym MgSO4, odsączono pod zmniejszonym ciśnieniem i odparowano na

wyparce  obrotowej.  Uzyskano  2,75g  (0,0264  mola)  kwasu  malonowego

o  temperaturze  topnienia  1280C  (literatura  [48]  -  1350C).  Wydajność

syntezy 53,3%.



5.1.1.1.2. Synteza w mikroskali.

0,50g (5,3 mmola) kwasu chlorooctowego rozpuszczono w 1,45ml wody

destylowanej i zobojętniono Na2CO3 (do momentu zaprzestania wydzielania się

CO2).  Roztwór  umieszczono  w  łaźni  lodowej,  mieszając  mieszadłem

magnetycznym i  dodawano  porcjami  0,25g  (5,1  mmola)  NaCN.  Mieszaninę

ogrzewano do wrzenia pod chłodnicą  zwrotną   przez 1,5h, mieszając roztwór

mieszadłem  magnetycznym.  Następnie  dodano  0,25g  (6,25  mmola)  NaOH

i  ogrzewano  pod  chłodnicą  zwrotną  przez  1,5h,  mieszając  go  mieszadłem

magnetycznym.  Do  mieszaniny  dodano  roztwór  0,60g  CaCl2  w  1,8ml  wody

destylowanej i pozostawiono ją do krystalizacji. Następnie osad odsączono pod

zmniejszonym  ciśnieniem  i  rozpuszczono  w  stężonym  HCl,  a  mogący  się

wydzielać  HCN  pochłaniano  w  wodnym  roztworze  Na2S2O3.  Mieszaninę

powstałą  po  rozpuszczeniu  ekstrahowano  pięciokrotnie  po  25ml

przedestylowanego eteru dietylowego.  Warstwy eterowe połączono i  suszono

nad bezwodnym MgSO4. Roztwór eterowy po odsączeniu MgSO4 odparowano

na  wyparce  obrotowej.  Uzyskano  0,39g  (3,8  mmola)  kwasu  malonowego

o  temperaturze  topnienia  1330C  (literatura  [48]  -  1350C).  Wydajność

syntezy 74%.

5.1.1.2. Przygotowanie do enzymatycznej syntezy benzaldehydu.

0,5ml  benzaldehydu  zmieszano  z  4,5ml  wody  destylowanej

i  ekstrahowano  czterokrotnie  po  5ml  przedestylowanego  eteru  dietylowego.

Połączone  warstwy  eterowe  suszono  nad  bezwodnym  CaCl2,  a  następnie

odsączono pod zmniejszonym ciśnieniem i odparowano na wyparce  obrotowej.

Uzyskuje się 0,48g benzaldehydu. Wydajność preparatyki 91%.



5.1.1.3. Synteza kwasu cynamonowego o naturalnym składzie
izotopowym.

5.1.1.3.1. Synteza w makroskali.

2,75g (0,0264 mola) otrzymanego kwasu malonowego (punkt 5.1.1.1.1.)

zmieszano  z  3,000ml  (0,02972  mola)  przedestylowanego  benzaldehydu

przechowywanego  pod  argonem,  2,500ml  przedestylowanej  pirydyny,  150µl

przedestylowanej  piperydyny  i  0,50g  bezwodnego  Na2SO4.  Mieszaninę  tę

ogrzewano pod chłodnicą zwrotną przez 4h na wrzącej łaźni wodnej mieszając

ją  mieszadłem magnetycznym. Następnie  do  mieszaniny dodano  70ml  wody

destylowanej  i  zakwaszono  ją  7ml  stężonego  HCl.  Otrzymany  kwas

cynamonowy  odsączono  pod  zmniejszonym  ciśnieniem.  Otrzymano  0,44g

(3,0  mmola)  kwasu  o  temperaturze  topnienia  1330C  (literatura  [48]  -

133-1350C).  Czystość  kwasu  sprawdzano  za  pomocą  chromatografii

cienkowarstwowej (silikażel,  n-heptan:lodowaty kwas octowy 4:1 (v/v), Rf dla

kwasu  cynamonowego  (nanoszenie  z  roztworu  eterowego)  wynosił  0,14,

wzorce  -  kwasy  cynamonowy  i  benzoesowy   (Rf=0,20)   (rozpuszczone

w eterze), detekcja w UV). Produkt nie zawierał  widocznych zanieczyszczeń.

Wydajność  syntezy  kwasu  cynamonowego  od  kwasu  malonowego  wyniosła

13%, a całkowitej syntezy 6,9%.

5.1.1.3.2. Synteza w mikroskali.

0,39g  (3,8  mmola)  otrzymanego  kwasu  malonowego  (punkt  5.1.1.1.2.)

zmieszano  z  0,390ml  (3,86  mmola)  przedestylowanego  benzaldehydu

przechowywanego  pod  argonem,  0,360ml  przedestylowanej  pirydyny,  21µl

przedestylowanej  piperydyny  i  0,08g  bezwodnego  Na2SO4.  Mieszaninę  tę

ogrzewano  pod  chłodnicą  zwrotną  przez  4h  mieszając  mieszadłem

magnetycznym.  Następnie  dodano  do  niej  17ml  wody  destylowanej

i zakwaszono 1,5ml stężonego HCl. Odsączono kryształki kwasu. Otrzymano

0,35g  (2,4  mmola)  kwasu  cynamonowego  o  temperaturze  topnienia  1330C



(literatura  [48]  -  133-1350C).  Czystość  sprawdzono  tak,  jak  podczas  syntezy

w makroskali  (punkt  5.1.1.3.1.).  Produkt  (Rf=0,14)  nie  zawierał  widocznych

zanieczyszczeń.  Wydajność  syntezy  od  kwasu  malonowego  wyniosła  63%,

a całkowita wydajość syntezy 47%.   

5.1.2. SYNTEZA KWASU [1-14C]-MALONOWEGO.

1,00g (10,6 mmoli) kwasu chlorooctowego rozpuszczono w 2,9ml wody

destylowanej i zobojętniono stałym Na2CO3. Do tego roztworu dodano porcjami

0,50g  (10,2  mmoli)  NaCN  i  5,8mg  (8,9x10-5 mola)  K14CN  o  aktywności

właściwej  414MBq/mmol  roztwór  mieszano  za  pomocą  mieszadła

magnetycznego  i  chłodzono  w  łaźni  lodowej.  Po  dodaniu  NaCN  roztwór

ogrzewano  do  wrzenia  pod  chłodnicą  zwrotną  i  mieszano  go  mieszadłem

magnetycznym przez 1h. Następnie dodano  0,51g (9,1 mmola) stałego KOH

i  ogrzewano  do  wrzenia  pod  chłodnicą  zwrotną  przez  12h  (do  odpędzenia

amoniaku; kontrola za pomocą wilgotnego papierka uniwersalnego) mieszając

roztwór mieszadłem magnetycznym. Następnie dodano roztworu 1,27 g CaCl2

w 3,6ml  wody destylowanej  i  pozostawiono  osad  do  krystalizacji,  a  później

odsączono.  Osad  rozpuszczono  w  stężonym  HCl  pochłaniając  ewentualnie

tworzący  się  HCN  w  wodnym  roztworze  Na2S2O3.  Powstały  roztwór

ekstrahowano  pięciokrotnie  po  10ml  przedestylowanego  eteru  dietylowego.

Połączone  warstwy eterowe suszono  nad  bezwodnym MgSO4 i  przesączono.

Eter  odparowano  pod  zmniejszonym  ciśnieniem.  Otrzymano  0,5202g

(5,002  mmola)  kwasu  [1-14C]-malonowego  o  temperaturze  topnienia  1330C

(literatura [48] - 1350C). Wydajność syntezy wyniosła 48,6%.

5.1.3. SYNTEZA KWASU[1-14C]-CYNAMONOWEGO.

0.5202g  (5,002  mmola)  otrzymanego  kwasu  [1-14C]-malonowego

(punkt  5.1.2.)  zmieszano  z  1,000ml  (9,906  mmola)  przedestylowanego

benzaldehydu  przechowywanego  pod  argonem,  0,500ml  przedestylowanej

pirydyny,  30µl  przedestylowanej  piperydyny  i  0,10g  bezwodnego  Na2SO4.



Mieszaninę  ogrzewano  do  wrzenia  pod  chłodnicą  zwrotną  i  mieszano

mieszadłem magnetycznym przez 4h. Wydzielający się CO2 ze względu na jego

radioaktywność  pochłaniano w zawiesinie Ca(OH)2. Następnie do mieszaniny

dodano 13,5ml wody destylowanej, zakwaszono stężonym HCl i przesączono.

Uzyskano  19,2mg  (0,130  mmola)  osadu  kwasu  [1-14C]-cynamonowego  (po

suszeniu  w  eksykatorze  nad  P2O5)  o  aktywności  2,4x105dpm/µmol

i  o  temperaturze  topnienia  1330C  (literatura  [48]  -  133-1350C).  Pozostałość

w kolbie  wymyto  dwukrotnie  po  5ml  eteru  dietylowego  i  warstwę  eterową

ekstrahowano  trzema  porcjami  zalkalizowanego  przesączu  pozostałego  po

pierwszym  odsączeniu  kwasu  cynamonowego.  Połączone  warstwy  wodne

zakwaszono stężonym HCl i  odsączono.  Otrzymano 761,9mg (5,148 mmola)

osadu  kwasu  (po  suszeniu  w  eksykatorze  nad  P2O5)  o  aktywności

7,72x104dpm/µmol  i  o  temperaturze  topnienia  1310C  (literatura  [48]  –

133-1350C).  Czystość  otrzymanych  kwasów  sprawdzano  chromatograficznie

tak,  jak  w  punkcie  5.1.1.3.1.  z  tym,  że  zrobiono  również  rechromatografię

(układ  n–heptan:lodowaty kwas octowy 99:5 (v/v), wzorce: kwas benzoesowy

Rf=0,14  i  0,32,  kwas  cynamonowy Rf=0,11  i  0,22).  Kwasy cynamonowe po

pierwszym  i  drugim  sączeniu  (Rf=0,11  i  0,22  w  obydwu  wypadkach)  nie

zawierały widocznych zanieczyszczeń.  Wydajność  syntezy bazując na kwasie

[1-14C]-malonowym  wyniosła  105,5%,  a  od  Na14CN  51,7%.  Wydajność

radiochemiczna 19,4%. Pomiary radioaktywności: z osadu kwasu po pierwszym

sączeniu  pobrano 1,2mg substancji,  a  z  osadu  po drugim sączeniu  12,2  mg.

Każdą  próbkę  rozpuszczono  w  5ml  scyntylatora  do  próbek  niewodnych

i  pobrano  po  100µl  z  każdego  roztworu  do  pomiarów  radioaktywności

w scyntylatorze  do  próbek  niewodnych.  Pomiary  wykonano  przez  2  minuty.

Aktywność  próbki  pobranej  z  osadu  po  pierwszym  sączeniu  wyniosła

38613dpm, a podobna aktywność w przypadku drugiego osadu 127200dpm.



5.1.4. SYNTEZA KWASU [2-14C]-CYNAMONOWEGO.

Kwas  [2-14C]-malonowy  o  aktywności  całkowitej  250µCi  i  właściwej

56,7mCi/mmol  przeniesiono  do  kolbki  reakcyjnej  rozpuszczając  go

w przedestylowanym eterze dietylowym. Eter odparowano pod zmniejszonym

ciśnieniem.  Dodano  0,5017g  (4,824  mmola)  kwasu  malonowego,  1,000ml

przedestylowanego  benzaldehydu  (9,906  mmola)  przechowywanego  pod

argonem, 0,500ml przedestylowanej pi-rydyny, 30µl destylowanej piperydyny

i  104,8mg  bezwodnego  Na2SO4.  Mieszaninę  ogrzewano  do  wrzenia  pod

chłodnicą zwrotną przez 4h mieszając ją mieszadłem magnetycznym. Następnie,

po ochłodzeniu mieszaninę  przeniesiono do rozdzielacza,  dodano dwukrotnie

po 5ml eteru dietylowego i  ekstrahowano pięciokrotnie po 5ml 2M wodnym

roztworem KOH. Połączone warstwy wodne zakwaszono 6ml stężonego HCl

wobec  papierka  uniwersalnego  i  przesączono.  Po  suszeniu  osadu  w  eksy-

katorze  nad  P2O5 otrzymano  604,2mg  (4,082  mmola)  kwasu

[2-14C]-cynamonowe-go  o  aktywności  4,17x104dpm/µmol  i  temperaturze

topnienia  1340C  (literatura  [48]  -  133-1350C).  Czystość  sprawdzano

chromatograficznie tak, jak w punkcie 5.1.1.3.1. Produkt (Rf=0,14) nie zawierał

widocznych zanieczyszczeń. Wydajność syntezy wyniosła 84,6%, a wydajność

radiochemiczna 30,7%. Pomiary radioaktywności: 10,1 mg otrzymanego kwasu

rozpuszczono  w  5ml  benzenu.  Z  roztworu  tego  pobrano  100µl  do  pomiaru

radioaktywności w scyntylatorze do próbek niewodnych. Czas pomiaru próbki

wynosił 100 minut. Aktywność próbki wyniosła 56965dpm.  

5.1.5. SYNTEZA ALDEHYDU [1-14C]-BENZOESOWEGO.

Do  mieszaniny  134,2mg  NAD  i  7,95mg  YADH  w  5ml  buforu

pirofosforanowego (0,083M względem Na4P2O7 doprowadzonego Na2HPO4 do

pH  8,7)  dodano  1,8ml  roztworu  alkoholu  [1-14C]-benzylowego  w  eterze

dietylowym  o  aktywności  5,8x107dpm/ml.  Mieszaninę  inkubowano

w temperaturze pokojowej  przez 1h pod argonem, a następnie  ekstrahowano



5ml  przedestylowanego  eteru  dietylowego  i  potem  dwukrotnie  po  5ml

przedestylowanego eteru dietylowego z dodatkiem 0,500ml przedestylowanego

benzaldehydu (łącznie 9,906 mmola) przechowywanego pod argonem i jeszcze

5ml przedestylowanego eteru dietylowego. Połączone warstwy eterowe suszono

przez  15 minut  nad  bezwodnym Na2SO4 pod  argonem i  zdekantowano.  Eter

odparowano pod zmniejszonym ciśnieniem.

5.1.6. SYNTEZA KWASU [3-14C]-CYNAMONOWEGO.

Do otrzymanego znakowanego [1-14C]-benzaldehydu (punkt 5.1.5.) naty-

chmiast  dodano  2,056g  (19,77  mmola),  1,000ml  przedestylowanej  pirydyny,

50µl przedestylowanej piperydyny i 307,6mg bezwodnego Na2SO4. Mieszaninę

ogrzewano do wrzenia pod chłodnicą zwrotną przez 4h mieszając ją mieszadłem

magnet-cznym.  Następnie  dodano  do  niej  20ml  wody  destylowanej  i  5ml

stężonego HCl ciągle mieszając mieszadłem magnetycznym. Wytrącony osad

odsączono i rekrystalizowano rozpuszczając go w minimalnej ilości wrzącego

etanolu  i  wytrącając  zimną  wodą  destylowaną.  Po  odsączeniu  i  suszeniu

w eksykatorze  nad  P2O5 otrzymano  923,4mg  (6,240  mmola)  kwasu  [3-14C]-

cynamonowego o aktywności  2417dpm/µmol i  temperaturze topnienia  1330C

(literatura [48] - 133-1350C). Czystość  kwasu sprawdzano chromatograficznie

tak,  jak  w  punkcie  5.1.1.3.1.  Produkt  (Rf=0,15)  nie  zawierał  widocznych

zanieczyszczeń.  Wydajność  syntezy  wyniosła  63,0%,  a  wydajność

radiochemiczna 14%. Pomiary radioaktywności:  13,8 mg otrzymanego kwasu

rozpuszczono  w  5ml  benzenu  i  z  otrzymanego  roztworu  pobrano  100µl  do

pomiaru aktywności w scyntylatorze do próbek niewodnych przez 100 minut.

Aktywność próbki wyniosła 4491dpm.



5.2. SYNTEZA [3-14C]-L-FENYLOALANINY.

5.2.1. PRZYGOTOWANIE DO SYNTEZY I BADANIA KIE. 

5.2.1.1. Wyznaczanie molowego współczynnika ekstynkcji dla
cynamonianu.

44,10mg  (0,2980  mmola)  kwasu  cynamonowego  rozpuszczono

w rozcieńczonym wodnym roztworze NaOH i doprowadzono jego objętość do

25,00ml.  Następnie  z  tego  roztworu  pobrano  1,000ml  i  uzupełniono  go  do

100,0ml wodą  destylowaną.  Zmierzono absorbancję  (do trzech pomiarów nie

różniących się między sobą  o więcej niż 0,5%) tego roztworu przy długości fali

290nm.  Wyniosła  ona  1,110  (szerokość  kuwety  1,000cm).  Molowy

współczynnik  ekstynkcji  dla  cynamonianu  przy  długości  fali  290nm

wynosi 9328.

5.2.1.2. Wyznaczanie molowego współczynnika ekstynkcji dla
L-fenyloalaniny.

49,2mg  (0,298  mmola)  L-fenyloalaniny  rozpuszczono  w  wodzie

destylowanej  i  uzupełniono  do  objętości  50,0ml.  Następnie  mierzono

absorbancję  (do  trzech  pomiarów nie  różniących  się  od  siebie  o  więcej  niż

0,5%) tego roztworu przy długości fali 258nm (spektrofotometr wyzerowano na

wodę  destylowaną).  Absorbancja  wyniosła  0,960  (przy  szerokości  kuwety

1,000cm). Molowy współczynnik ekstynkcji dla  L-fenyloalaniny przy długości

fali 258nm wynosi 161.

5.2.1.3. Opracowanie metody rozdziału kwasu cynamonowego
i L-fenyloalaniny.

17,0mg kwasu  cynamonowego  i  6,80mg  L-fenyloalaniny  rozpuszczono

w 5,000ml buforu amonowego (1,8M względem NH4Cl doprowadzanym NaOH

do  pH  9,5).  Pomiar  absorbancji  tego  roztworu  przy  długości  fali  290nm

wykonano  dodając  20µl  roztworu  do  3,000ml  wody  destylowanej  (na  którą

wyzerowano spektrofotometr). Absorbancja wyniosła 1,563. Następnie roztwór



zakwaszono  1,000ml  stężonego  HCl  i  wyekstrahowano  kwas  cynamonowy

porcjami po 5ml eteru dietylowego. Po każdej kolejnej ekstrakcji (począwszy

od  drugiej)  eterem  pobierano  z  warstwy  wodnej  po  100µl  i  dodawano  do

3,000ml wody destylowanej  (na którą  zerowano spektrofotometr)  i  mierzono

absorbancję takiej próbki przy długości fali 290nm. Po kolejnych ekstrakcjach

absorbancje  te  wynosiły  kolejno:  0,219,  0,169,  0,116,  0,048,  0,025,  0,021,

0,022. 22,8mg kwasu cynamonowego rozpuszczono  w 30ml eteru dietylowego

i ekstrahowano porcjami po 5ml 2M wodnego roztworu NaOH. Począwszy od

trzeciej ekstrakcji z warstwy wodnej po każdej ekstrakcji pobierano po 100µl

i  dodawano  je  do  3,000ml  wody  destylowanej  (na  którą  zerowano

spektrofotometr),  a następnie mierzono absorbancję  próbki  przy długości  fali

290nm.  Po  kolejnych  ekstrakcjach  absorbancje  te  wynosiły  kolejno:  0,450,

0,050, 0,018, 0,013, 0,011.

5.2.2. SYNTEZA [3-14C]-L-FENYLOALANINY.

Mieszaninę 48,1mg (0,325 mmola) kwasu cynamonowego o aktywności

178dpm/µmol,  200µl  roztworu  PAL  w  3,800ml  buforu  amonowego

(1,8M względem NH4Cl doprowadzany NaOH do pH 9,7) inkubowano w 300C

przez  22h.  Mieszaninę  zakwaszono  0,500ml  stężonego  HCl  i  ekstrahowano

pięciokrotnie  po  3ml eteru  dietylowego.  Od trzeciej  ekstrakcji  kontrolowano

radioaktywność  warstw  eterowych  pobierając  po  100µl  warstwy  i  mierząc

aktywność w scyntylatorze do próbek niewodnych przez 2 minuty. Z warstwy

wodnej pobrano 100µl zmierzono jej radioaktywność w scyntylatorze do próbek

wodnych przez 100 minut. Wyniosła ona 52,2dpm. Następnie warstwę wodną

odwirowano  w  mikrowirówce  i  określono  ilość  otrzymanej  L-fenyloalaniny.

Mieszaninę  100µl otrzymanego roztworu  L-fenyloalaniny, 40µl roztworu PAL

i 3,000ml buforu boranowego (0,20M względem H3BO3 doprowadzany NaOH

do  pH 8,8) inkubowano w temperaturze pokojowej do momentu ustalenia się

absorbancji.  Absorbancja  przy  długości  fali  290nm  zmieniła  się  o  0,788



(szerokość  kuwety wynosiła 1,000cm). Otrzymano więc 1,94mg (11,8  µmola)

[3-14C]-L-fenyloalaniny  o  aktywności  199dpm/µmol.  Wydajność  syntezy

wyniosła  3,63%,  a  wydajność  radiochemiczna  4,06%.  Połączone  warstwy

eterowe po ekstrakcjach przemywano porcjami wodnego roztworu KOH aż do

uzyskania  alkalicznego  odczynu  warstwy  wodnej.  Ilość  kwasu  pozostałego

w eterze kontrolowano pomiarami aktywności podobnie, jak podczas ekstrakcji.

Warstwę  wodną  zakwaszono  stężonym  HCl  i  odsączono  nieprzereagowany

kwas  cynamonowy.  Po  suszeniu  w  eksykatorze  nad  P2O5 uzyskano  45,3mg

(0,306  mmola)  osadu  o  aktywności  179dpm/µmol  (pomiar:  5,5mg  osadu

rozpuszczono  w  scyntylatorze  do  próbek  niewodnych,  aktywność  wyniosła

6615dpm) i o temperaturze topnienia 132 0C (literatura [48] - 133-135 0C).

5.3. BADANIE KINETYCZNYCH EFEKTÓW IZOTOPOWYCH
12C/14C W POZYCJACH 1, 2 i 3, W REAKCJI ADDYCJI
AMONIAKU DO (E)-CYNAMONIANU KATALIZOWANEJ
PRZEZ PAL.

5.3.1. KIE W POZYCJI 3.

20,0mg  (135  µmoli)  otrzymanego  (punkt  5.1.6.)  kwasu

[3-14C]-cynamonowego  rozpuszczono  w 5,000ml  buforu  amonowego  (1,87M

względem NH4Cl doprowadzonego NaOH do pH 9,645).  Z takiego roztworu

pobrano  pięciokrotnie  po  100µl  do  pomiarów  radioaktywności.  Pomiar

wykonywano przez 100 minut w scyntylatorze do próbek wodnych. Aktywność

wyniosła  6366dpm.  Aktywność  właściwa  wyjściowego  kwasu  wynosiła

1790dpm/µmol. Następnie  do roztworu dodano 250µl  roztworu PAL i 250µl

wody destylowanej. Frakcje reakcji pobierano kolejno po 10, 18,5, 34, 40 i 48

godzinach  od  momentu  rozpoczęcia  reakcji  (dodanie  PAL).  Reakcję

prowadzono  w  temperaturze  250C.  Pobierano  po  1,000ml  z  mieszaniny

reakcyjnej  i  odwirowywano ją  w mikrowirówce  przez  15 minut,  supernatant

oddzielano i zakwaszano 100µl stężonego HCl wobec papierka uniwersalnego. 



Mieszaninę  ekstrahowano  porcjami  po  5  ml  przedestylowanego  eteru

dietylowego (odpowiednio dla kolejnych frakcji 6, 5, 5, 6 i 6 razy). Z warstw

eterowych po końcowych ekstrakcjach (od drugiej frakcji kolejno po 4, 5, 5 i 6

ekstrakcji) pobierano po 0,5ml (poza frakcją 1) i kontrolowano radioaktywność

mierząc ją w scyntylatorze do próbek niewodnych przez 2 minuty. Ekstrakcje

prowadzono  do  uzyskania  stałej  aktywności  warstw  eterowych.  Połączone

warstwy eterowe ekstrahowano porcjami po 5ml 2M wodnego roztworu KOH

(odpowiednio  dla  kolejnych  frakcji  5,  6,  7,  9  i  7  razy).  Po  końcowych

ekstrakcjach  (od  drugiej  frakcji  kolejno  po  4,  5,  7  i  6  ekstrakcji)  pobierano

z warstw wodnych po 0,5 ml (poza frakcją 1) i kontrolowano radioaktywność

mierząc  ją  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  2  minuty.  Ekstrakcje

prowadzono  do  uzyskania  stałych  aktywności  warstw  wodnych.  Warstwy

wodne  łączono.  Roztwory  wodne  po  ekstrakcjach  zawierające  cynamonian

i  L-fenyloalaninę  zagęszczano  na  wyparce  obrotowej  pod  zmniejszonym

ciśnieniem i doprowadzano wodą destylowaną (wypłukując związki) do 5,00ml

w  kolbkach  miarowych.  Niewymyte  resztki  cynamonianu  i  fenyloalaniny

odpłukiwano  wodą  destylowaną  do  uzyskania  stałych  aktywności;  ich

radioaktywność mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych przez 2 minuty. 
Następnie  z  otrzymanych  roztworów  cynamonianu  pobierano  100µl

i  dodawano  do  2,900ml  wody  destylowanej  (na  którą  zerowano

spektrofotometr).  Mierzono  absorbancję  przy  długości  fali  290nm  do

otrzymania  trzech pomiarów nie różniących się  od siebie  o  więcej  niż  0,5%

(szerokość  kuwet  wynosiła  1,000cm).  Następnie  pobierano  z  roztworu

cynamonianu po 1,000ml (odpowiednio dla poszczególnych frakcji 4, 3, 3, 3 i 4

razy) i mierzono radioaktywność w scyntylatorze do próbek wodnych przez 100

minut.  Pozostałość  przemywano  wodą  destylowaną  i  zagęszczano  wraz

z  resztkami  pozostałymi  po  pomiarach  spektrofotometrycznych,  a  następnie

mierzono  jej  radioaktywność  w scyntylatorze  do  próbek  wodnych przez  100

minut. Resztki cynamonianu wymywano wodą destylowaną do uzyskania stałej



aktywności; ich radioaktywność mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych

przez 2 minuty. 

Ze  sporządzonych  roztworów  L-fenyloalaniny  pobierano  próbki

i  mierzono  ich  absorbancję  przy  długości  fali  258nm  do  uzyskania  trzech

pomiarów nie różniących się między sobą o więcej niż 0,5%. Spektrofotometr

zerowano na wodę destylowaną, grubość kuwety wynosiła 0,998cm. Następnie

z  roztworów  fenyloalaniny  pobierano  czterokrotnie  po  1,000ml  roztworu

i mierzono radioaktywność  próbek w scyntylatorze do próbek wodnych przez

100 minut. Pozostałość zagęszczano na wyparce obrotowej pod zmniejszonym

ciśnieniem i mierzono jej radioaktywność w scyntylatorze do próbek wodnych

przez 100 minut. Resztki wymywano wodą destylowaną do stałej aktywności;

ich  radioaktywność  mierzono  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez

2 minuty. 

Warstwy  eterowe  po  ekstrakcjach  zagęszczano  pod  zmniejszonym

ciśnieniem  i mierzono ich radioaktywność w scyntylatorze do próbek wodnych.

Resztki  wymywano  eterem dietylowym do  uzyskania  stałej  aktywności;  ich

radioaktywność  mierzono  w  scyntylatorze  do  próbek  niewodnych  przez

2 minuty. Aktywność przypadająca na frakcję wynosiła 13763dpm. Aktywność

właściwa substratu wynosiła więc 1790dpm/µmol.
 Warstwę wodną z fenyloalaniną z pierwszej frakcji zbadano za pomocą

dwukrotnej  chromatografii  cienkowarstwowej  na  silikażelu  w  układzie

n–heptan:lodowaty  kwas  octowy  19:1  (v/v)  z  detekcją  w  zakresie

promeniowania UV. Wzorzec (próbka rozpuszczona w eterze dietylowym) kwas

cynamonowy o naturalnym składzie izotopowym miał Rf=0,26, próbka warstwy

wodnej miała  Rf=0,00, a próbka tejże warstwy z naniesionym wzorcem miała

Rf=0,26.  Warstwę  eterową  zbadano  w  podobny  sposób  z  tym,  że  zrobiono

pojedynczą  chromatografię.  Rf wzorca  wyniósł  0,17,  warstwa  eterowa  nie

dawała widocznych śladów, a jej próbka z nałożonym wzorcem miała Rf=0,17.

Z warstwy tej pobrano 0,5ml i zmierzono jej radioaktywność w scyntylatorze do



próbek  niewodnych  przez  2  minuty.  Aktywność  była  stosunkowo  wysoka.

Następnie  z  obydwu  chromatogramów  wycięto  plamki  zawierające  kwas

cynamonowy (ze ścieżek z nałożonym wzorcem na próbki  badanych roztwo-

rów) i zmierzono ich radioaktywność  w scyntylatorze do próbek niewodnych

przez  2  minuty.  Zmierzone  aktywności  były  na  poziomie  tła.  Wyniki

przedstawia tabela 6.

 

Frak
-cja

Aktywność
cynamo-

nianu
(dpm/ml) 

Absorbancja
cynamonianu

Aktywność
L-fenylo-
alaniny

(dpm/ml)

Absorbancja
L-fenylo-
alaniny

Aktywność
niepobranej

L-fenylo-
alaniny
(dpm)

1 7427 1,287 1920 0,371 n. m.
2 6047 1,043 2638 0,727 n. m.
3 5370 0,926 3158 0,627  n. m. 
4 3298 0,845 3568 1,875 n. m.
5 4738 0,817 3034 0,559 2305

Tabela 6. Wyniki badań KIE w pozycji 3.

5.3.2. KIE W POZYCJI 2.

Otrzymany  kwas  [2-14C]-cynamonowy  (punkt  5.1.4.)  dwukrotnie

krystalizowano  rozpuszczając  go  w  minimalnej  ilości  wrzącego  etanolu

i  wytrącając  zimną  wodą  destylowaną,  oraz  sącząc  pod  zmniejszonym

ciśnieniem. Odważono  29,7mg (0,201 mmola) takiego oczyszczonego kwasu

i  rozpuszczono  go  w 5,000ml  buforu  amonowego  (1,82M względem NH4Cl

doprowadzonego  NaOH  do  pH  9,655).  Z  takiego  roztworu  pobrano

pięciokrotnie  po  100µl  do  pomiarów  radioaktywności  w  scyntylatorze  do

próbek  wodnych  przez  100  minut.  Aktywność  ta  wyniosła  190284dpm.

Aktywność właściwa wyjściowego kwasu wynosiła 47209dpm/µmol. Następnie

do roztworu dodano 250µl roztworu PAL i 250µl wody destylowanej. Frakcje

reakcji pobierano kolejno po 11, 20, 35, 40 i 48 godzinach od rozpoczęcia re-

akcji (dodanie PAL). Reakcję prowadzono w temperaturze 250C. Pobierano po



1,000ml roztworu i wirowano go w mikrowirówce przez 15 minut. Supernatant

oddzielano  i  zakwaszano  stężonym  HCl  wobec  papierka  uniwersalnego.

Niepobrane  resztki  wypłukiwano  wodą  destylowaną  do  uzyskania  stałej

aktywności; ich radioaktywność mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych

przez 2 minuty, a w przypadku dużych aktywności również  przez 100 minut.

Roztwory  L-fenyloalaniny i kwasu cynamonowego z frakcji 1 i z pozostałych

frakcji w różny sposób doprowadzono do objętości 5,00ml. 

Frakcję 1 ekstrahowano siedmiokrotnie po 5ml przedestylowanego eteru

dietylowego.  Od  piątej  ekstrakcji  kontrolowano  radioaktywność  warstw

eterowych pobierając z nich po 0,5ml i mierząc ich aktywność w scyntylatorze

do próbek niewodnych przez 2 minuty. Ekstrakcję  prowadzono do uzyskania

stałych  aktywności  warstw  eterowych.  Połączone  warstwy  eterowe

ekstrahowano  siedmiokrotnie  po  5ml  2M  wodnego  roztworu  KOH.

Radioaktywność warstw wodnych kontrolowano pobierając z nich (począwszy

od szóstej  ekstrakcji)  po 0,5ml i  mierząc radioaktywność  w scyntylatorze do

próbek  wodnych  przez  2  minuty.  Warstwy  wodne  po  ekstrakcji  połączono.

Roztwory  L-fenyloalaniny i  cynamonianu zagęszczono na wyparce obrotowej

pod zmniejszonym ciśnieniem i doprowadzono wodą destylowaną (wypłukując

związki) do objętości 5,00ml w kolbkach miarowych. Niepobrane resztki wy-

płukiwano  wodą  destylowaną  do  stałej  aktywności;  ich  radioaktywność

mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych przez 2 minuty. Warstwę eterową

po  obydwu  ekstrakcjach  odparowano  pod  zmniejszonym  ciśnieniem

i zmierzono jej radioaktywność w scyntylatorze do próbek wodnych przez 100

minut.  Resztki  wypłukiwano  eterem  dietylowym  do  uzyskania  stałej

aktywności;  ich  radioaktywność  mierzono  w  scyntylatorze  do  próbek

niewodnych  przez  2  minuty.  Zmierzona  suma  aktywności  była  stosunkowo

niewielka.

 Roztwory  pozostałych  frakcji  ekstrahowano  porcjami  po  5ml

przedestylowanego eteru dietylowego (odpowiednio dla kolejnych frakcji 8, 7,



7  i  7  razy).  Radioaktywność  warstw  eterowych  z  ostatnich  ekstrakcji

(odpowiednio  dla  poszczegól-nych  frakcji  od  5,  6,  6  i  6  ekstrakcji)

kontrolowano  pobierając  po  0,5ml  warstwy  i  mierząc  jej  radioaktywność

w  scyntylatorze  do  próbek  niewodnych  przez  2  minuty.  Ekstrakcję

przeprowadzano do uzyskania stałych aktywności warstw eterowych. Warstwę

wodną  zagęszczono  na  wyparce  obrotowej  pod  zmniejszonym  ciśnieniem

i  doprowadzano  wodą  destylowaną  (wypłukując  fenyloalaninę)  do  objętości

5,00ml w kolbce miarowej. Niepobrane resztki wypłukiwano wodą destylowaną

do uzyskania stałej aktywności; ich radioaktywność mierzono w scyntylatorze

do  próbek  niewodnych  przez  2  minuty.  Z  połączonych  warstw  eterowych

odparowano  rozpuszczalnik  pod  zmniejszonym  ciśnieniem,  a  pozostałość

wymywano  2M  wodnym  roztworem  KOH  do  uzyskania  5,00ml  roztworu

w kolbce miarowej. Niepobrane resztki wypłukiwano 2M wodnym roztworem

KOH, zakwaszano stężonym HCl i wymywano eterem dietylowym oraz wodą

destylowaną  do  uzyskania  stałej  aktywności.  Radioaktywność  popłuczyn

mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych przez 2 minuty.
 Następnie z otrzymanych roztworów cynamonianu  o objętości 5,00ml

pobierano  po  100µl  i  dodawano  do  2,900ml  wody  destylowanej  (na  którą

zerowano spektrofotometr) i mierzono absorbancję przy długości fali 290nm do

uzyskania  trzech  pomiarów nie  różniących  się  od  siebie  o  więcej  niż  0,5%

(grubość kuwet wynosiła 1,000cm). Z roztworów cynamonianów pobierano  po

1,000ml do pomiarów radioaktywności (dla kolejnych frakcji 1, 4, 4, 4 i 4 razy)

w scyntylatorze do próbek wodnych przez 100 minut. Następnie pozostałość po

pomiarach  spektrofotometrycznych  i  niepobrane  resztki  zagęszczano  na

wyparce  obrotowej  pod  zmniejszonym  ciśnieniem  i  mierzono  ich

radioaktywność  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100  minut.

Niepobrane  resztki  wypłukiwano  wodą  destylowaną  do  uzyskania  stałej

aktywności; ich radioaktywność mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych

przez 2 minuty.



Mierzono też  absorbancję  otrzymanych roztworów  L-fenyloalaniny przy

długości fali 258nm do uzyskania trzech pomiarów nie różniących się między

sobą   o  więcej  niż  0,5%  (grubość  kuwety  wynosiła  0,998,  spektrofotometr

zerowano  na  wodę  destylowaną).  Następnie  z  roztworów  L-fenyloalaniny

pobierano  czterokrotnie  po  1,000ml  do  pomiarów  radioaktywności

w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100  minut.  Niepobrane  resztki

zagęszczono na wyparce obrotowej pod zmniejszo-nym ciśnieniem i zmierzono

ich  radioaktywność  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100  minut.

Niepobrane resztki wypłukiwano wodą  destylowaną  do stałej aktywności; ich

radioaktywność mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych przez 2 minuty.

W  celu  dokładnego  określenia  aktywności  wyjściowego  kwasu

[2-14C]-cynamonowego  odważono  12,1  mg  (81,7  µmola)  i  rozpuszczono  go

w  5,000ml  scyntylatora  do  próbek  niewodnych.  Następnie  roztwór

rozpipetowano  pięciokrotnie  po  1,000ml,  dodano  scyntylatora  do  próbek

niewodnych  i  zmierzono  radioaktywność  próbek.  Wynosiła  ona  831559dpm.

Aktywność  wyjściowego  kwasu  była  równa  50897dpm/µmol.  Zmierzone

wielkości podano w tabeli 7.

Frak-
cja

Aktyw-
ność

cynamo-
nianu

(dpm/ml)

Absor-
bancja

cynamo
-nianu

Aktyw-
ność 

L-fenylo-
alaniny

(dpm/ml)

Absor-
bancja 

L-fenylo-
alaniny

Aktyw-
ność

niepo-
branęj 

L-fenylo-
alaniny
(dpm)

Aktyw-
ność

niepo-
branej
frakcji
(dpm)

1 221321 1,346 27029 0,845 10179 10607
2 354588 2,154 48881 0,493 n. m. 14981
3 326148 1,979 61873 0,414 972 12688
4 335262 2,027 86643 0,682 1936 1885
5 266655 1,612 73285 0,666 10403 13360

Tabela 7. Wyniki badań KIE w pozycji 2.



5.3.3. KIE W POZYCJI 1.

Otrzymany kwas [1-14C]-cynamonowy (punkt 5.1.3.) przekrystalizowano

dwukrotnie rozpuszczając go w minimalnej ilości wrzącego etanolu i wytrącając

go  zimną  wodą  destylowaną  oraz  sącząc  pod  zmniejszonym  ciśnieniem.

29,9  mg  (202  µmoli)  takiego  kwasu  rozpuszczono  w  5,000ml  buforu

amonowego (1,82M względem NH4Cl doprowadzonego NaOH do pH 9,687).

Z  takiego  roztworu  pobrano  pięciokrotnie  po  100µl  do  pomiarów

radioaktywności  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100  minut.

Aktywność  wyniosła  623873dpm.  Aktywność  właściwa  wyjściowego  kwasu

wyniosła  154249dpm/µmol.  Następnie  do  roztworu  dodano  250µl  roztworu

PAL  i  250µl  wody  destylowanej.  Mieszaninę  inkubowano  w  temperaturze

28-300C. Frakcje reakcji pobierano kolejno po 11, 22,5, 35, 42 i 47 godzinach

od  momentu  rozpoczęcia  reakcji  (dodanie  PAL).  Pobierano  po  1,000ml

roztworu  i  wirowano  go  przez  15  minut  w  mikrowirówce.  Supernatant

oddzielono i zakwaszono stężonym HCl. Niepobrane resztki wymywano woda

destylowaną  do  uzyskania  stałej  aktywności;  ich  radioaktywność  mierzono

w  syntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  2  minuty  i  przez  100  minut

w przypadku dużych aktywności.

 Następnie mieszaninę ekstrahowano porcjami po 5ml przedestylowanego

eteru dietylowego (dla kolejnych frakcji 9, 8, 8, 7 i 7 razy). Radioaktywność

kontrolowano  pobierając  z  warstw  eterowych  z  końcowych  ekstrakcji  (dla

kolejnych frakcji od 6, 6, 7, 7 i 7 ekstrakcji). Ekstrakcję prowadzono do stałej

aktywności warstw eterowych po ekstrakcji. Następne czynności różniły się dla

frakcji 1 i 2 od procedury dla frakcji pozostałych.

Warstwy  wodne  z  pierwszych  dwóch  frakcji  zagęszczano  na  wyparce

obrotowej i wypłukiwano wodą destylowaną do uzyskania roztworu o objętości

5,00ml w kolbce miarowej. Niepobrane resztki wypłukiwano wodą destylowaną

do uzyskania stałej aktywności; ich radioaktywność mierzono w scyntylatorze

do  próbek  wodnych  przez  2  minuty.  Połączone  warstwy  eterowe  po



ekstrakcjach  odparowywano  pod  zmniejszonym  ciśnieniem.  Pozostałość

wymywano 2M wodnym roztworem KOH do uzyskania roztworu o objętości

5,00ml.  Niepobrane  resztki  wymywano  eterem  dietylowym  i  2M  wodnym

roztworem KOH do uzyskania stałej aktywności; ich radioaktywność mierzono

w scyntylatorze do próbek wodnych przez 2 minuty.
Ze  sporządzonych  roztworów  cynamonianu  pobierano  po  100µl

i  dodawano  do  2,900ml  wody  destylowanej  (na  którą  zerowano

spektrofotometr),  a  następnie  mierzono absorbancje  roztworów przy długości

fali 290nm do uzyskania trzech pomiarów nie różniących się od siebie o więcej

niż  0,5%  (szerokość  kuwet  wynosiła  1,000cm).  Następnie  z  roztworów

pobierano  trzykrotnie  po  1,000ml  i  jeszcze  0,900ml  (frakcja  1),  bądź

pięciokrotnie  po  0,800ml  (frakcja  2)  do  pomiarów  radioaktywności

w scyntylatorze  do próbek wodnych przez 100 minut.  Resztki  po pomiarach

spekrofotometrycznych i niewypłukany cynamonian zatężano na wyparce obro-

towej  pod  zmniejszonym  ciśnieniem  i  zmierzono  ich  radioaktywność

w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100  minut.  Niepobrane  resztki

wymywano wodą destylowaną do uzyskania stałej aktywności; radioaktywność

mierzono w scyntylatorze do próbek niewodnych przez 2 minuty.

Mierzono  absorbancję  sporządzonego  roztworu  fenyloalaniny  przy

długości fali 258nm do uzyskania trzech pomiarów nie różniących się od siebie

o więcej niż 0,5%; szerokość kuwety wynosiła 0,998cm. Następnie z roztworów

pobierano  czterokrotnie  po  1,000ml,  w przypadku  frakcji  2  pobrano  jeszcze

0,500ml, i mierzono ich radioaktywność  w scyntylatorze do próbek wodnych

przez 100 minut. Niepobrane resztki wymywano wodą destylowaną i zatężano

na  wyparce  obrotowej  pod  zmniejszonym  ciśnieniem  i  mierzono  ich

radioaktywność  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100  minut.

Niewypłukane  resztki  wymywano  wodą  destylowaną  do  uzyskania  stałej

aktywności; ich radioaktywność mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych

przez 2 minuty. 



Warstwy  wodne  po  ekstrakcjach  pozostałych  frakcji  mierzono

scyntylacyjnie  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100  minut.

Niepobrane resztki wypłukiwano wodą  destylowaną  do stałej aktywności; ich

radioaktywność mierzono w scyntylatorze do próbek wodnych przez 2 minuty.

Połączone warstwy eterowe po ekstrakcjach odparowywano pod zmniejszonym

ciśnieniem.  Pozostałości  wypłukiwano  2M  wodnym  roztworem  KOH  do

uzyskania roztworów o objętości 5,00ml.

Z  tak  sporządzonych  roztworów  cynamonianu  pobierano  po  100µl

i dodawano do 2,900ml wody destylowanej na którą zerowano spektrofotometr.

Mierzono absorbancję takich roztworów przy długości fali 290nm do uzyskania

trzech pomiarów nie różniących się od siebie o więcej niż 0,5%. Grubość kuwet

wynosiła 1,000ml. Następnie pobierano z roztworów cynamonianów próbki do

pomiarów  radioaktywności  w  scyntylatorze  do  próbek  wodnych  przez  100

minut. Z frakcji 3 pobrano czterokrotnie po 0,800ml i jeszcze 0,900ml; z frakcji

4  pięciokrotnie  po  0,700ml  i  jeszcze  0,650ml;  z  frakcji  5  pięciokrotnie  po

0,700ml  i jeszcze 0,750ml. Wyniki badań przedstawiono w tabeli 8.

Frak-
cja

Aktyw-
ność

cynamo-
nianu

(dpm/ml)

Absor-
bancja

cynamo-
nianu

Aktyw-
ność 

L-fenylo-
alaniny
(dpm)

Aktyw-
ność

niepo-
branej
frakcji
(dpm)

Aktyw-
ność 

L-fenylo-
alaniny

(dpm/ml)

Absor-
bancja L-
fenylo-
alaniny

Aktyw-
ność

niepo-
branej 

L-fenylo-
alaniny
(dpm)

1 1018584 2,051 n. m. 771 151509 0,496 822
2 1078724 2,175 n. m. 10045 259742 0,654 527
3 829295 1,672 2067163 226956 n. m. n. m. n. m.
4 824417 1,591 2376811 14969 n. m. n. m. n. m.
5 857694 1,730 2372577 38854 n. m. n. m. n. m.

Tabela 8. Wyniki badania KIE w pozycji 1.



6. PODSUMOWANIE

Postawione w tej pracy cele zostały osiągnięte. 

Opracowano metodę syntezy kwasu (E)-cynamonowego selektywnie zna-

kowanego  izotopami  węgla  metodą  Knoevenagela.  Opracowano  syntezy

substratów do tej reakcji – kwasu malonowego z cyjanków, oraz benzaldehydu

z  alkoholu  benzylowego  w  reakcji  katalizowanej  przez  drożdżową

dehydrogenazę alkoholową. 

Otrzymano  z  dobrą  wydajnością  chemiczną  kwas  [1-14C]-malonowy

z [14C]-cyjanku potasu.
Uzyskano  metodą  enzymatyczną  [1-14C]-benzaldehyd  z  alkoholu

[1-14C]-benzylowego.
Poprzez reakcję Knoevenagla zsyntetyzowano, z zadowalającymi wydaj-

nościami chemicznymi i radiochemicznymi, kwasy (E)-cynamonowe selektyw-

nie znakowane węglem 14C w pozycjach 1, 2 i 3, wychodząc odpowiednio z ot-

rzymanego kwasu [1-14C]-malonowego, kwasu [2-14C]-malonowego i z uzyska-

nego wcześniej [1-14C]-benzaldehydu.
Wychodząc z kwasów (E)-cynamonowych opracowano syntezę  L-fenylo-

alanin znakowanych selektywnie izotopami węgla  14C w reakcji katalizowanej

przez liazę fenyloalaninową.
Startując  z  otrzymanych kwasów (E)-cynamonowych,  selektywnie  zna-

kowanych węglem 14C, otrzymano po raz pierwszy enzymatycznie L-fenyloala-

niny znakowane węglem 14C w pozycjach 1, 2 i 3. Związki te otrzymano z do-

brymi  wydajnościami  chemicznymi,  radiochemicznymi  i  o  dużej  aktywności

właściwej.
Opracowano  metodę  wyznaczania  kinetycznego  efektu  izotopowego

12C/14C dla reakcji addycji amoniaku do (E)-cynamonianu katalizowanej przez

liazę fenyloalaninową.
Po raz pierwszy wyznaczono wspomniane wyżej kinetyczne efekty izoto-

powe w enzymatycznej reakcji addycji amoniaku do kwasu (E)-cynamonowego.



Wyniosły one: 1,0011 ± 0,0027 dla atomu węgla w pozycji 1, 1,0367 ± 0,0039

dla atomu węgla w pozycji 2 i 1,00168 ± 0,0037 dla atomu węgla w pozycji 3.

Na podstawie zmierzonych kinetycznych efektów izotopowych zapropo-

nowano  po  raz  pierwszy  prawdopodobny  mechanizm  addycji  amoniaku  do

(E)-cynamonianu  katalizowanej  przez  PAL.  Reakcja  ta  najprawdopodobniej

biegnie po tej samej drodze, którą proponuje się dla reakcji eliminacji amoniaku

z  L-fenyloalaniny katalizowanej przez ten enzym, ale w odwrotnym kierunku.

Duża wartość KIE na atomie węgla w pozycji 2 sugeruje, że najpierw dołączana

jest  cząsteczka amoniaku do tego atomu.  Kolejnym etapem jest  przyłączenie

atomu wodoru do atomu węgla w pozycji 3. Atom węgla w pozycji 1 nie bierze

bezpośredniego udziału w tej reakcji. 

Zaproponowano dalsze badania w celu bardziej dokładnego poznania me-

chanizmów reakcji katalizowanych przez PAL.

Bazując na opracowanych syntezach  L-fenyloalaniny znakowanej izoto-

pami węgla rozważano i zaproponowano dalsze badania nad syntezą tego ami-

nokwasu (po raz pierwszy taka metodą) znakowanego węglem 11C, która może

być przydatna do stosowania w tomografii pozytonowej.
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8. WYKAZ SKRÓTÓW I SYMBOLI STOSOWANYCH
W PRACY

A – alanina (bądź absorbancja, gdzie zaznaczono)

Ac – acetyl 

ang – angielskiego 

(aq) – roztwór wodny danej substancji (jako indeks dolny)

B – zasada

Bq – bekerel

BSAO – oksydaza z albuminy osocza wołu

Bu – butyl 

Bz – benzoil
0C – stopień Celsjusza 

cDN – deoksyrybonukleinowy otrzymany w wyniku odwrotnej transkrypcji na

matrycy kwasu rybonukleinowego 

Ci – kiri

D-AAO – oksydaza D-aminokwasowa

DABCO – diazabicyklo-[2,2,2]-oktan 

DMF – dimetyloformamid

DMSO – dimetylosulfotlenek

DN – deoksyrybonukleinowy 

DOPA – 3’-hydroksytyrozyna 

dpm – ilość rozpadów promieniotwórczych na minutę

E2 – eliminacja dwucząsteczkowa
%1

280E  - absorbancja preparatu białkowego przy długości fali 280 nm, pozwalająca

wyliczyć  ilość  białka,  gdy  zna  się  absorbancję  wzorcowego  roztworu  białka

o stężeniu 1%

e – elektron 

EC – skrót przed systematyczną nazwą enzymu 



E1cb – eliminacja jednocząsteczkowa z udziałem silnej zasady

Et – etyl 

f – stopień przereagowania

G – glicyna 

∆G0 – zmiana energii swobodnej (potencjału termodynamicznego Gibbsa) 

g – gram 

GOT – transaminaza glutaminian:α–ketoglutaran 

GPT – transaminaza glutaminian:pirogronian

[H] – reduktor

h – godzina

HAL – liaza histydynowa

HPLC – wysokosprawna chromatografia cieczowa 

I – izoleucyna 

k – stała szybkości reakcji z udziałem izotopu lżejszego

*k – stała szybkości reakcji z udziałem izotopu cięższego

kcal – kilokaloria

kDa – kilodalton

KIE – kinetyczny efekt izotopowy 

L – leucyna 

l – litr

ln – logarytm naturalny

M – mol na decymetr sześcienny bądź mega (przedrostek) 

m – mili (przedrostek) 

Me – metyl

MeV – megaelektronowolt 

min – minuta 

mld – miliard

n – neutron 

NAD – nukletyd nikotynamidoadeninowy



NADH – forma zredukowana nukleotydu nikotynamidoadeninowego 

nm – nanometr

NMR – magnetyczny rezonans jądrowy 

p – proton 

pal – genu kodujący liazę fenyloalaninową

PET – tomografia pozytonowa 

Ph – fenyl

pH – ujemny logarytm ze stężenia jonów wodorowych 

PLP – fosforan pirydoksalu

PTC – kataliza przez przeniesienie fazowe

R, R’ – alkil (bądź aktywność molowa, gdzie zaznaczono) 

R0 – aktywność molowa substratu przed reakcją 

Rp – aktywność molowa produktu

Rr – aktywność molowa substratu po reakcji

r – pozycja pro R (jako indeks dolny)

Rf – współczynnik podziału

rfx – ogrzewanie pod chłodnicą zwrotną

RNA – kwas rybonukleinowy 

RN – rybonukleinowy 

S - seryna

s – sekunda bądź pozycja proS (jako indeks dolny)

T - treonina

t1/2 – okres połowicznego rozpadu

∆t – ogrzewanie 

tBu – tert-butyl 

THF – tetrahydrofuran 

Tris – 1,3-dihydroksy-2-hydroksymetylo-2-propyloamina

U – jednostka aktywności enzymatycznej

UV – promieniowanie (światło) ultrafioletowe 



V - walina

VIS - promieniowanie (światło) widzialne 

v/v – stosunek objętościowy

X – chlorowiec (bądź reszta cząsteczki, gdzie zaznaczono) 

YADH – drożdżowa dehydrogenaza alkoholowa

ν − antyneutrino elektronowe

β- – elektron pochodzący z rozpadu promieniotwórczego

α − jądro helu

γ − kwant promieniowania gamma

µ − mikro (przedrostek)

ν − neutrino elektronowe

β+ – pozyton pochodzący z rozpadu promieniotwórczego
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