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1. Einleitung

1.1. Methylsubstituierte Furanfettsauren

1.1.1. Strukturen und Vorkommen von methylsubstituierten
Furanfettsduren

Furanfettsauren (FFA) représentieren eine grofe Gruppe von Fettsiauren (FA), die durch
einen Furanring charakterisiert sind, der an der einen a-Position einen unverzweigten Séu-
rerest und an der anderen a-Position einen Alkylrest aufweist. Die natiirlich vorkommenden
FFAs sind entweder an einer oder an beiden §-Positionen des Furanrings methylsubstitu-
iert. Der Alkylrest besteht aus 3 oder 5 und der S&urerest aus 9, 11 oder 13 Kohlenstoftf-
atomen (Tab. 1.1). Die am weitesten verbreitete natiirlich vorkommenden FFA weist einen
Pentylrest und einen Sdurerest mit 11 Kohlenstoffatomen auf (Glass et al., 1975; Spiteller,
2005a).

Tabelle 1.1.: Grundstruktur und die am hiufigsten vorkommenden methylsubstituierten

Furanfettsduren
R CHs
pas

HaC=(H:C)n™ g7~ (CHy)a~COOH

[m [ n | R
2| 8 CHs
4| 8 H
4| 8 CHj
2 |10 CHj;
4 110 H
4 110 CHg
4 112 H
4 112 CHs

Die Existenz von methylsubstituierten FFAs wurde 1974 entdeckt, als diese in Euro-

paischem Hecht (FEsox lucius) nachgewiesen werden konnten (Glass et al., 1974).
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Nachdem Kluytmans und Zandee 1973 die Lipide der selben Fischspezies untersucht hat-
ten und anhand der Retentionszeiten in der GC-Analyse félschlicher Weise einige Peaks
mehrfach ungeséttigten FAs (PUFA) zugeordnet hatten, war es Glass et al. moglich, mit-
tels GC-MS acht FFAs zu detektieren und deren Strukturen aufzukliren. Des Weiteren
konnten Glass et al. 1977 zeigen, dass es wihrend der Laichzeit zu einem deutlichen An-
stieg der FFA-Gehalte in Leber und Testes unterschiedlicher Fischspezies kommt. Dies
kann aufgrund der Beobachtung von Gunstone et al. (1976), dass Dorsch (Gadus morhua)
wahrend einer Hungerperiode grofse Mengen an FFAs in der Leber anreichert, mit der

Hungerperiode wihrend der Laichzeit in Verbindung gebracht werden.

In den folgenden Jahren wurden eine Vielzahl an tierischen und pflanzlichen Organismen
auf deren Gehalt an methylsubstituierten FFAs hin untersucht. Sowohl in Siifwasserfischen
(Glass et al., 1977; Gunstone et al., 1978) als auch in Salzwasserfischen (Gunstone et al.,
1976, 1978; Ishii et al., 1988b; Ota und Takagi, 1992; Wahl et al., 1994) wurden grofke
Mengen an FFAs in unterschiedlichen Gewebetypen und in Blut nachgewiesen. Demzufol-
ge waren FFAs als Bestandteile von Lebertran ebenfalls nachweisbar (Scrimgeour, 1977;
Wahl et al., 1994). Auferdem konnten FFAs in wirbellosen Tieren (Dembitsky und Rexan-
ka; 1996), in Schalentieren (Okajima et al., 1984; Ishii et al., 1988a, 1989a), in Amphibien
und in Reptilien (Ishii et al., 1988a) detektiert werden. In marinen Bakterien (Shirasaka
et al., 1995, 1997; Carballeira et al., 2000) sowie Algen (Kazlauskas et al., 1982; Batna et al.,
1993) waren ebenfalls FFAs nachweisbar. Aber auch in Gewebe von Sdugetieren (Schiodel
und Spiteller, 1987), in tierischen Fetten wie z.B. Butter (Guth und Grosch, 1992) und
menschlichem Blut (Puchta et al., 1988; Puchta und Spiteller, 1988; Wahl, 1998) konnten
methylsubstituierte FFAs detektiert werden. Abschliefend war es auch méglich methylsub-
stituierte FFAs in einer grofien Zahl von Pflanzen wie z.B. Lowenzahn, Birken, Grésern,
Zuckerrohr (Hasma und Subramaniam, 1978; Hannemann et al., 1989; Scheinkdnig und
Spiteller, 1993a), in einer Vielzahl von Pflanzendlen wie z.B. Olivendl (Boselli et al., 2000)
und Sojaél (Guth und Grosch, 1991), sowie in Hefen und in Pilzen (Hannemann et al., 1989)
nachzuweisen. Dies ldsst auf ein ubiquitires Vorkommen von methylsubstituierten FFAs
schlieken. Ungewo6hnliche methylsubstituierte FFAs, die sich von den bisher beschriebe-
nen aufgrund ihrer mehrfach ungeséttigten Alkylreste unterscheiden, konnten aus marinen
Schwiimmen isoliert werden (Ciminiello et al., 1991). Tabelle 1.2 gibt einen Uberblick {iber
die Verteilung der FFAs in den einzelnen Lipidfraktionen unterschiedlicher Organismen und
Gewebetypen. Dabei wurden in Leber und Testes von Fischen die mit Abstand héchsten
Gehalte an FFAs nachgewiesen. Hier waren, je nach Jahreszeit und Haltungsbedingungen
der Fische, Anteile der Gesamt-FA von bis zu 40% in Leber von Gadus morhua (Gunstone
et al., 1978) und 50% in den Testes von Esoz lucius nachweisbar (Glass et al., 1977). Bei
Betrachtung der quantitativen Gehalte in verschiedenen Organismen, Gewebetypen und
Lebensmitteln ist zu sehen, dass Fische in ihren Lipiden um ein vielfaches hdhere Gehalte

an methylsubstituierten FFAs als Siuger und Pflanzen aufweisen (Tab. 1.3).
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Tabelle 1.2.: Verteilung an methylsubstituierten Furanfettsiuren in den einzelnen Lipid-
fraktionen der unterschiedlichen Gewebetypen und Blut von Tieren sowie in
Pflanzen (Spiteller, 2005a)

‘ Organismus ‘ Gewebe / Blut ‘ PL ‘ CE ‘ TG ‘
Fisch Leber - ++++ ++
Fisch Testes 4 ++ +4++
Fisch Rogen ++ + -
Fisch Muskel + ++++ -
Fisch Blut - ++++ +

Flusskrebs | Hepatopankreas + +++ +
Flusskrebs Muskel +++ + -
Schwimme - 4+ -
Rind Leber - + +
Rind Blut ++ + +
Mensch Blut ++ + +
Pflanzen Zuckerrohr +4++ + +

Tabelle 1.3.: Gehalte an methylsubstituierten Furanfettsiuren in unterschiedlichen Orga-
nismen und verarbeiteten Lebensmitteln

| Organismus / Lebensmittel | Untersuchte Probe | Gehalt [ug/g] |

Furopaischer Hecht Leber 1700
Karpfen Leber 3200
Grofmauliger Biiffelfisch Leber 19900
Rind Leber 45
Rind Blut 0,019
Mensch Blut 0,043
Gras Halme 242
Birke Blatter 194
Pilze 167
Algen 157
Olivendl 3,5
Butter 476
Lebertran 10900

In lebenden Zellen liegen methylsubstituierte FFAs in veresterter Form vor. Die freie Form
ist im Gegensatz zu allen anderen FAs nicht nachweisbar (Spiteller, 2005a). In Leber,
Muskelfleisch und Blut von Fischen stellen Cholesterylester (CE) der FFAs die Haupt-
speicherform dar. Im Gegensatz dazu liegen FFAs in den Testes von Fischen iiberwiegend
als Triglyceride (TG) vor. FFA-haltige Phospholipide (PL) sind in Testes, Rogen und
Muskelfleisch von Fischen nachweisbar (Gunstone et al., 1976, 1978; Glass et al., 1975,
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1977, Ota und Takagi, 1992; Tab. 1.2), wobei die FFAs iiberwiegend in der Fraktion des
Phosphatidylcholins (PC) detektierbar sind (Ishii et al., 1988b). Die hichsten Anteile an
FFAs in PLs konnten in Muskelfleisch von Flusskrebsen nachgewiesen werden. Auch hier
liegen die FFAs hauptsichlich in PC gebunden vor (Ishii et al., 1989a).

Die Untersuchungen von Lebergewebe von Siugetieren ergaben, dass methylsubstituierte
FFAs, wie in Fischleber, in Form von CEs und TGs vorliegen (Schodel und Spiteller, 1987).
In Blutplasma von Séugetieren und von Menschen sind FFAs hingegen iiberwiegend in den
PLs nachweisbar (Puchta et al., 1988; Tab. 1.2), wobei hier ebenfalls das PC und des Wei-
teren das Phosphatidylethanolamin (PE) die hochsten Gehalte an FFAs aufweisen (Puchta
und Spiteller, 1988). In pflanzlichem Gewebe liegen FFAs, wie bei Sdugern, iiberwiegend
in Form von PC und PE vor (Scheinkénig und Spiteller, 1993a).

Bei Untersuchungen der Strukturen der PL-Klassen konnte gezeigt werden, dass in Fisch
hauptséchlich Position sn-1 der PLs mit FFAs substituiert wird (Ishii et al., 1988b), wih-
rend bei Sdugern und Pflanzen Position sn-2 bevorzugt substituiert wird (Puchta und
Spiteller, 1988; Scheinkénig und Spiteller, 1993a).

1.1.2. Biosynthese von methylsubstituierten Furanfettsiuren

Glass et al. (1975) vermuteten zunichst, dass FFAs in Fischen biosynthetisiert wiirden.
Allerdings konnte dies nach Fiitterungsversuchen von Fischen mit #C-gelabeltem Acetat
ausgeschlossen werden. Mit diesem Experiment waren Sand et al. (1984) in der Lage zu zei-
gen, dass in Fischen nur der Sdurerest der FFAs durch das Einfiigen von Acetat-Einheiten
verlangert wird. Weder im Alkylrest noch im Furanring ist im Anschluss an die Fiitte-
rungsversuche '4C nachweisbar. Dies lieft den Schluss zu, dass eine de novo-Synthese von
FFAs in Fischen nicht stattfindet.

Um der Annahme nachzugehen, dass Linolsaure (C 18:2) die Ausgangssubstanz der Biosyn-
these fiir FFAs ist, wurden mit Ratten Versuche durchgefiihrt, bei denen Ci9-Homologe von
C 18:2 verfiittert wurden. Es konnten jedoch keine Homologe der FFAs in der untersuchten
Rattenleber nachgewiesen werden. Demzufolge miissen die Ratten FFAs iiber pflanzliche
Bestandteile in ihrer Nahrung aufnehmen (Gorst-Allman et al., 1988). Dies konnte durch
spatere Untersuchungen von pflanzlichem Gewebe bestitigt werden, da eine grofse Anzahl
an Pflanzen, wie in 1.1.1 beschrieben, methylsubstituierte FFAs enthélt (Hannemann et al.,
1989).

Die Beobachtung, dass FFAs in Pflanzen nachweisbar sind, fiihrte zu neuen Untersuchung-
en der Biosynthese mit radioaktiv markierten Verbindungen, die in Zellen von Zucker-

rohr (Saccharum spec.) in Zellkultur durchgefiithrt wurden. So konnte gezeigt werden, dass
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Lipoxygenase OOH

— S —
O, H3C—(HzCy (CHz)y-COOH

C182m=4,C16:2m=2 | l

HaC—(HoChi™ " “(CH,);~COOH

/ﬂ\ D /&/(CHZ):-COOH

HsC—(HC)y” 0~ “(CHy)5-COOH HiC— (LY, O

\ R CH;
/m
H;C—(H,C)w O (CH;)g~COOH

Abbildung 1.1.: Biosynthese von methylsubstituierten Furanfettsduren in Pflanzenzellen

die Kohlenstoffkette der FFAs analog zu geradzahligen unverzweigten FAs aus Acetat-
Einheiten aufgebaut wird (Scheinkonig und Spiteller, 1993b). Als Quelle fiir die Methyl-
gruppen an den (-Positionen des Furanrings konnte Methionin ausgemacht werden (Schein-
konig und Spiteller, 1991; Scheinkénig et al., 1995), und das Sauerstoffatom im Furanring
wird aus Luftsauerstoff gewonnen (Batna und Spiteller, 1991). Die urspriingliche Annahme
von Gunstone und Wijesundera (1979), dass FFAs aus einem Lipidhydroperoxid (LOOH)
von C 18:2 entstehen, konnte von Batna et al. (1993) fiir FFAs mit einem Pentylrest in
Zellkultur mit Algenzellen belegt werden. Nach Bildung eines LOOHs an Position 12 der
Kohlenstoffkette von C 18:2 kommt es zu einer Cyclisierung. Im Gegensatz dazu werden
FFAs mit einem Propylrest aus 9,12-Hexadecadienséure (C 16:2) gebildet (Batna et al.,
1993; Abb. 1.1). Die langerkettigen Homologe der FFAs werden durch den Einbau von
Acetat-Einheiten in die Sdurekette gebildet (Spiteller, 2005a). Alle in tierischen Organis-
men nachgewiesenen FFAs werden demnach urspriinglich in Pflanzen biosynthetisiert und
iiber die Nahrungskette aufgenommen.

CH,

Methylierung
Caty—H,C” ™ (CH,)~COOH > C5H11—|(_I:A(CHZ)9—COOH

J Dehydrierung

CH,

Cyclisierung CH;
— = CH,)g -~-COOH
[ o e
CsHit™ "0 T(CHz)-COOH 2 H

Abbildung 1.2.: Vorgeschlagener Weg der Biosynthese von methylsubstituierten Furanfett-
sduren in marinen Bakterien

Ein weiterer vorgeschlagener Weg der Biosynthese von FFAs, der jedoch nur anhand von
isolierten Intermediaten beschrieben wurde, ist, dass marine Bakterien, die in Fisch vor-
kommen, FFAs de novo synthetisieren konnen (Abb. 1.2). Dazu methylieren sie zunéchst

cis-Vaccensiure (C 18:1cis11) und fiihren eine zweite Doppelbindung ein. Es wird angenom-
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men, dass die entstandene zweifach ungesittigte FA anschliefend mit Sauerstoff reagiert

und es danach zu einem Ringschluss kommt (Shirasaka et al., 1997).

1.1.3. Metaboliten von methylsubstituierten Furanfettsiuren

Bei Untersuchungen von menschlichem Urin durch Spiteller und Spiteller (1979) waren in
der Fraktion der FAs bis dahin unbekannte Dicarbonsiuren mit einem tetra-substituierten
Furanring nachweisbar. Aufgrund ihrer Herkunft wurden diese als Urofuransiuren be-
zeichnet. Dabei bilden 3-Carboxy-4-methyl-5-propyl-2-furanpropansiure und 3-Carboxy-
4-methyl-5-pentyl-2-furanpropansaure den groften Anteil dieser Verbindungen (Spiteller
et al., 1980). Pfordt et al. konnten Urofuransduren 1981 auch in menschlichem Blut nach-
weisen. In weitergehenden Untersuchungen war es Bauer und Spiteller (1985a) moglich
Urofuransduren, die an Position 4 des Furanrings nicht methyliert sind, in Spuren in
menschlichem Urin nachzuweisen. Durch Einnahme einer definierten Menge an methyl-
substituierten FFAs war es Schodel et al. (1986) moglich durch die erhshte Ausscheidung
von Urofuransiuren im Urin nachzuweisen, dass diese tatsidchlich Metaboliten von FFAs
darstellen. In einer weiteren Humanstudie, in der Lebertran supplementiert wurde, der
reich an FFAs ist (s. 1.1.1; Tab. 1.3), konnte gezeigt werden, dass es im Urin {iber vier
Wochen zu einer drei- bis sechsfachen Steigerung des Gehaltes der Urofuransduren kommt
(Wahl et al., 1992).

Allerdings verlduft der Metabolismus von methylsubstituierten FFAs in verschiedenen S&u-
gern auf unterschiedlichen Wegen. Der Abbau des Sdurerests durch §-Oxidation bis auf
drei Kohlenstoffatome ist in allen Saugerorganismen zunéchst identisch. Im menschlichen
Organismus wird anschliefsend durch Oxidation des Methylrests an Position 3 des Furan-
rings eine Carboxylgruppe eingefiihrt. Am Alkylrest wird nur in geringem Ausmaf durch
w- und a-Oxidation eine weitere Carboxylgruppe eingefiihrt. Das ist dadurch zu belegen,
dass 3-Carboxy-4-methyl-5-propyl-2-furanpropansiure den Hauptmetaboliten in menschli-
chem Urin darstellt (Schodel et al., 1986, Abb. 1.3). Im Gegensatz dazu findet in Ratten

R CHs

‘
H3C—(HZC),“’Z:§\(CHZ),,—COOH

Menscr:/ \Ratte, Rind
R COOH R CHj,
T T3
HaC-(HaCh ™™ g (CH,),-COOH HOOC - (H,C)p o (CH3), ~-COOH

Abbildung 1.3.: Hauptmetaboliten von methylsubstituierten Furanfettsiuren in Mensch,
Ratte und Rind
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und Rindern iiberwiegend eine w-Oxidation des Alkylrests mit anschliefsender a-Oxidation
statt. Dies fiihrt zur Bildung von Furandicarbonsiuren als Hauptmetaboliten. Urofuran-
sauren sind im Urin von Ratten und Rindern nur in Spuren nachweisbar (Sand et al., 1983;
Bauer und Spiteller, 1985b; Abb. 1.3).

Menschen, die an chronischer Niereninsuffizienz leiden, reichern Urofuransiuren im Blut-
plasma an. Dabei ist zu beobachten, dass in erster Linie der Gehalt an 3-Carboxy-4-methyl-
5-propyl-2-furanpropanséure, die bei gesunden Menschen im Vergleich zu 3-Carboxy-4-
methyl-5-pentyl-2-furanpropansiure in viel geringeren Mengen im Plagsma vorliegt, um das
bis zu siebenfache zunimmt (Liebich et al., 1984). Aufgrund dessen, dass Mabuchi und
Nakahashi (1988) zeigen konnten, dass 3-Carboxy-4-methyl-5-propyl-2-furanpropanséure
die hepatische Glutathion-S-Transferase inhibiert, stellten sie einen Zusammenhang zwi-
schen der Anreicherung und der toxischen Wirkung von urémischem Plasma her. Des
Weiteren stellt die hohe Affinitét von 3-Carboxy-4-methyl-5-propyl-2-furanpropanséure zu
Plasmaproteinen bei Menschen mit chronischer Niereninsuffizienz ein Problem dar. Zum
einen ist eine Entfernung mit konventioneller Himodialyse duferst schwierig (Henderson
und Lindup, 1990; Costigan und Lindup, 1996), zum anderen kommt es zu einer Behinde-
rung der Bindung von Pharmazeutika an Plasmaproteine wie Albumin (Niwa et al., 1988;
Liebich et al., 1990). Weitere negative Auswirkungen von 3-Carboxy-4-methyl-5-propyl-
2-furanpropanséure, die in urdmischem Plasma nachgewiesen werden konnten, sind die
Hemmung der mitochondrialen Zellatmung (Niwa et al., 1993) und die Absenkung des

Bindevermdogens von Bilirubin (Tsutsumi et al., 2000).

1.1.4. Reaktionen von methylsubstituierten Furanfettsduren

Werden methylsubstituierte FFAs oxidiert, so erfolgt wie bei a,a-aryl-disubstituierten Fu-
ranen eine Ringoffnung (Boyer et al., 1975) und es werden cis-Dioxoenfettsduren gebildet
(Schédel und Spiteller, 1985; Ishii et al., 1988a; Jandke et al., 1988; Abb. 1.4). Die ur-
spriingliche Annahme von Boyer et al. (1975), dass diese Reaktion ausschlieflich durch
Singulett-Sauerstoff (1O2) hervorgerufen werden kénne, wurde 1977 von Takayama et al.
widerlegt. Sie konnten zeigen, dass LOOHs, die durch die Fenton-Reaktion Alkoxyradikale
(LO") freisetzen, ebenfalls in der Lage sind «,a-aryl-disubstituierte Furane zu Dioxoenen

zu oxidieren.

HsC CH, H;C  CH,

Oxidation
J o\ "  CHy—¢ y—(CH,)}-COOH
o™ g~~~ (CHy)s~COOH

o (o]

Abbildung 1.4.: Bildung von cis-Dioxoenfettsiuren aus methylsubstituierten Furanfettséu-
ren durch Oxidation
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C182+LOX+0, —* LOCH

Zerstérung von LOX —— Fe2+

Fe2*+ LOOH —  Fe**+LO+OH
LO + FFA ——  LOH + Dioxoen
LO +C 18:2 —  LOH+L’
L'+0, — LOO

LOQ + FFA —  LOOH + Dioxoen

Abbildung 1.5.: Sequenz, die zur Bildung von Dioxoenfettsauren aus methylsubstituierten
Furanfettsduren fiihrt

Neu in diesem Zusammenhang war die Beobachtung von Boyer et al. (1979), dass auch Li-
poxygenase (LOX) mit C 18:2 als Cosubstrat in der Lage war diese Reaktion zu induzieren.
Der erste Schritt ist dabei die enzymatische LOOH-Bildung aus C 18:2. Die meisten dieser
LOOHs werden schnell durch Enzyme, wie z.B. Glutathionperoxidasen, zu ihren entspre-
chenden Hydroxydiensduren abgebaut (Spiteller, 2005b). Allerdings kommt es durch die
Gegenwart von hohen Mengen an C 18:2 zu einer Inaktivierung und Zerstérung von LOX,
was wiederum eine Freisetzung von bivalenten Eisenionen (Fe?*) zur Folge hat (Fuchs und
Spiteller, 2000). Der daraus resultierende Ablauf der Fenton-Reaktion bringt LO" hervor,
was eine radikalische Kettenreaktion auslost. Die dabei entstehenden LO- und Peroxyradi-
kale (LOO") sind in der Lage FFAs zu Dioxoenfettsduren zu oxidieren (Batna und Spiteller,
1994b, 1994a; Abb. 1.5).

HsC. CH; H3C. CH3

LO-
TS e
05H-|-| 0O (CHQ)H -COOH C5H-|-| ') (CHQ)Q —COOH
LO CH3 l

LO Ny CHa Lo - HaC CHa
0% ™(CH,);-COOH CsHu™ g7 ~(CHz)3~COOH

H.,O

CHs

CsHyy S
[0}

0% ™(CH,)3—COOH

Abbildung 1.6.: Bildung von cis-Dioxoenfettsduren aus methylsubstituierten Furanfett-
sduren unter Bindung zweier Alkoxyradikale
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Der Mechanismus verlduft iiber die Addition des LO- an Position 2 oder 5 des Furanrings.
Infolge dessen kommt es zu einer Ringdffnung. Das entstandene Radikal ist mesomerie-
stabilisiert. Daher ist es weniger reaktiv als LO- oder LOO", was die Lebensdauer dieses
Radikals verldngert und es somit in der Lage ist ein zweites LO" unter Bildung eines Ketals
zu binden. Durch anschliefende Hydrolyse wird die cis-Dioxoenfettsiure gebildet (Spiteller,
2005a, 2005b; Abb. 1.6).

Abhéngig vom pH-Wert werden aus den cis-Dioxoenfettsduren im neutralen und leicht
sauren Milieu unter Recyclisierung ungeséttigte FFAs gebildet (Schédel und Spiteller, 1987;
Abb. 1.7, unten). In alkalischem Milieu entstehen unter Aldonringschluss Cyclopentenolone
(Schédel und Spiteller, 1985; Abb. 1.7, oben). Daher sind die hier beschriebenen Artefakte

in wissrig aufgearbeiteten Proben nachweisbar.

HsyC CHj HaC CHs
OH HO
o (CHz)g~COOH CsHyy o
C4Hg (CH),
\OH/ o
HyC  CHy
CsHyy - (CH,); ~COOH

) o
HaC CHg / HQO’H\. HaC CHg
s DN
CqHy o~ (CHz)3~COOH CsHi™ g7 ™ TN(CHy)s-COOH

Abbildung 1.7.: Recyclisierungs-Reaktionen der cis-Dioxoenfettsduren von methylsubsti-
tuierten Furanfettsduren bei verschiedenen pH-Werten im wéssrigen Milieu

Werden cis-Dioxoenfettsduren im alkalischen mit thiolischen Verbindungen, wie z.B. Mer-
captoethanol, Cystein oder Glutathion umgesetzt, so wird das Thiol an die Enolform des
Dioxoens addiert (Jandke et al., 1988; Abb. 1.8). Nach einer Eliminierung von Wasser
kommt es nach einer Recyclisierung des Furanrings zur Bildung von FFA-Thioethern. Da
sich dieser Reaktionsablauf ein zweites Mal wiederholen kann, werden auch Dithioether
gebildet.

Jede Verdanderung in der Membranstruktur von Zellen, z.B. durch homogenisieren des Ge-
webes, bringt eine Anderung der Aktivitiit verschiedener Membrankanile mit sich, was zu
einem erhéhten Einfluss an Ca?*-Tonen fiihrt (Spiteller, 2005a). Dies hat unter anderem
die Aktivierung der Phospholipase Ag zur Folge (Bingham und Austen, 1999; Andreani
et al., 2000). Die dadurch freigesetzten PUFAs stellen ein Substrat fiir LOX dar, was zum
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enzymatischen, ersten Schritt der bereits beschriebenen Lipidperoxidation (LPO) fiihrt.
Die anschlieftende Akkumulation von groferen Mengen an PUFAs und die anschlielsende
Zerstorung der LOX lassen die Reaktion in einen unkontrollierten nicht-enzymatischen Zu-
stand tibergehen, was die Bildung von LLO- und LOO" zur Folge hat. Die Beobachtung, dass
methylsubstituierte FFAs in homogenisiertem Gewebe nicht nachweisbar sind, wihrend der
Gehalt an PUFAs nahezu konstant bleibt (Schodel und Spiteller, 1985) 1dsst den Schluss zu,
dass mehylsubstituierte FFAs ein bevorzugtes Substrat fiir LO- und LOO- darstellen. Die-
ser Zusammenhang kann damit bestétigt werden, dass in homogenisiertem Gewebe, in dem
zuvor die Enzyme durch Hitze oder organische Losungsmittel inaktiviert wurden, keine Ab-
nahme der FFAs festzustellen ist (Schodel und Spiteller, 1985; Ishii et al., 1988a; Spiteller,
2005a). Uber die Nahrung aufgenommene methylsubstituierte FFAs werden hauptsichlich
in PLs in Blut und Gewebe des Menschen aufgenommen, wo sie teilweise PUFAs ersetzen
(Puchta et al., 1988; Puchta und Spiteller, 1988), und tragen so zum Schutz vor LPO bei.

H3C. CHs
H;C  CHy oK HiC CHs H,0
Ry = 4\_‘3R, — Ry Ay R —» Ry /0\ Ry
§0 HO lgp OH HO S$-g, 8
H Rs
|
/0__]
H
OH HiC CH3
HsC CH3 O
-y
Ry~ 2= R — 2, m A N R
_f \r O
OH O S~
RS-S' \ R3 \R3 Rf!
H

Abbildung 1.8.: Addition von Thiolen an cis-Dioxoenfettsduren von methylsubstituierten
Furanfettsduren

Diese Eigenschaft von methylsubstituierten FFAs antioxidativ zu wirken scheint ein Grund
fiir das Vorkommen in Pflanzen zu sein. Pflanzen besitzen so, vor allem in ihren Bldttern,
wirksame Radikalfinger, die z.B. vor den schidlichen Wirkungen von UV-Strahlung schiit-
zen. Ishii et al. konnten 1989 zeigen, dass PC Liposomen aus Sojabohnen antioxidative
Eigenschaften aufweisen. Methylsubstituierte FFAs weisen aufierdem eine gréfere antioxi-
dative Wirkung gegen Hydroxyradikale auf, wie andere natiirlich in Pflanzen vorkommende

Antioxidantien, wie z.B. Ascorbinsiure und a-Tocopherol (Okada et al., 1996).
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1.2. Nicht methylsubstituierte Furanfettsauren

1.2.1. Bildung und Strukturen von Furanfettsduren

Im Gegensatz zu den in 1.1.1 beschriebenen, in der Natur vorkommenden, methylsubsti-
tuierten FFAs werden nicht-methylsubstituierte FFAs in der Natur nicht biosynthetisiert.
Gunstone und Wijesundera (1979) war es erstmals moglich nachzuweisen, dass diese FFAs
durch Photooxidation aus konjugierten Linolsduren (CLA) entstehen (Abb. 1.9). Durch ei-
ne Diels-Alder-Addition von 'Os an das 1,3-Diensystem der CLA entsteht dabei zunichst
ein Endoperoxid. Aus diesem wird unter Temperatur- oder Lichteinfluss der Furanring ge-
bildet. Bascetta et al. (1984) konnten in ergénzender Weise den Mechanismus aufkldren
und so nachweisen, dass aukerdem Fe?* mit an der Bildung des Furanrings aus dem En-
doperoxid beteiligt ist (Abb. 1.10). Weitergehende Untersuchungen von Yuraw