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RESUMEN 

El objetivo de este trabajo es contribuir al conocimiento de las necesidades nutricionales 

en ácidos grasos poliinsaturados del pez marino dentón (Dentex dentex, L.). Para ello se 

realizaron cuatro experimentos en los cuales se suministraron a larvas de dentón dietas con 

diferentes contenidos de ácidos grasos poliinsaturados (PUFA) utilizando como vehículo 

de introducción presas vivas (rotífero y Artemia). Posteriormente se evaluó el efecto de 

dichas dietas sobre la calidad y supervivencia final de las larvas. 

 

En el Experimento I, se alimentaron larvas de corta edad hasta los 22 días posteclosión 

(dph) con el rotífero (Brachionus plicatilis). Dichos rotíferos fueron sometidos a una serie 

de tratamientos de enriquecimiento con varias especies de microalgas (Chlorella sp., 

Nannochloropsis gaditana, Tetraselmis suecica e Isochrysis galbana) y un enriquecedor 

comercial (Protein - Selco®), con diferentes contenidos en PUFA. En el tratamiento con 

Protein – Selco se alcanzaron valores significativamente superiores (ρ < 0.05) de talla y 

peso de las larvas, mientras que en el tratamiento con la microalga Isochrysis galbana, las 

larvas alcanzaron mayores valores de biomasa y supervivencia final con respecto a las 

larvas de los otros tratamientos.  

 

En los Experimentos II y III se partió de larvas de mayor edad (desde 22 hasta 48 dph) que 

fueron alimentadas con el crustáceo Artemia sp. La Artemia, se enriqueció con una serie 

de emulsiones experimentales (ICES®) con diferentes contenidos de PUFA. En el 

Experimento II, se encontró que las larvas a las que se les suministró mayores contenidos 

de PUFA, presentaron valores significativamente superiores (ρ < 0.05) en supervivencia y 

biomasa final. En el Experimento III, se observó que en las larvas a las que se les suministró 

el menor nivel de PUFA, se obtuvieron resultados significativamente menores (ρ < 0.05) 

en peso, talla, biomasa y supervivencia final. No se encontraron grandes diferencias en 

peso y talla entre las larvas a las que se les suministraron los PUFA en forma de triglicéridos 

o de etilésteres. 

  

En el Experimento IV se estudió la variación de contenidos de ácidos grasos a lo largo de 

un periodo de puestas (abril, mayo y junio) y durante cuatro fases de desarrollo endotrófico: 

huevo, huevo embrionado, larvas recién eclosionadas y larvas con apertura de la boca. Se 

evaluó la repercusión de estas variaciones de contenidos de ácidos grasos sobre los 

parámetros de calidad de huevos y larvas. También se compararon los contenidos de ácidos 

grasos de estas fases endotróficas con los contenidos encontrados durante las fases de 

alimentación con rotífero y Artemia. No se observaron grandes diferencias a lo largo del 

periodo de puesta en cuanto a contenidos de ácidos grasos y a las proporciones entre ellos, 

aunque si se observaron cambios en los parámetros que indicaban calidad de las puestas. 

Por el contrario, se observaron diferencias significativas (ρ < 0.05) en el grado de 

saturación de ácidos grasos, contenido de PUFA y ácidos grasos de 18 carbonos entre las 

larvas en fase de apertura de la boca con respecto a las otras fases de desarrollo endotrófico. 
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SUMMARY 
 

The aim of this paper is to contribute to the knowledge of the polyunsaturated fatty acids 

requirements of marine fish dentex (Dentex dentex, L.). Four experiments were carried out 

feeding dentex larvae with diets containing different polyunsaturated fatty acids (PUFAs) 

profiles, using as vehicle live preys (rotifers and Artemia). Subsequently the effect of these 

diets on the quality and final survival of the larvae was assessed. 

 

In Experiment I, larvae were fed until 22 days posthatching (DPH) with rotifers 

(Brachionus plicatilis) enriched with different species of microalgae (Chlorella sp, 

Nannochloropsis gaditana, Tetraselmis suecica, and Isochrysis galbana) and a commercial 

enrichment diet (Protein-Selco®), with different content in PUFA. The treatment with 

Protein-Selco resulted in significantly (ρ <0.05) higher values of larvae length and weight 

of larvae, while with the treatment with Isochrysis galbana, larvae reached higher final 

biomass and survival comparing with larvae of other treatments. 

 

In Experiments II and III larvae from 22-48 dph were fed the crustacean Artemia sp. 

enriched with a series of experimental emulsions (ICES®) with different PUFA content. 

In Experiment II, the larvae fed with higher PUFA content presented significantly (ρ <0.05) 

better values for final survival and biomass. In Experiment III, it was observed that the 

larvae which were given the lower level of PUFA presented worse results (ρ <0.05) for 

weight, height, and final biomass and survival. No major differences in height and weight 

were found in larvae which were provided with PUFAs as triglycerides or ethyl esters. 

  

In Experiment IV variation in fatty acid content throughout the spawning season (April, 

May, June) and during four phases of endotrophic development: egg, embryonated egg, 

newly hatched larvae and mouth opening larvae was studied. The effect of the variation  in 

fatty acid content on the quality parameters of eggs and larvae was evaluated. Fatty acid 

content of these endotrophic phases were also compared with those found during the 

periods of larval feeding with rotifer and Artemia. No major differences along the spawning 

period in content of fatty acids and their proportions were observed, although some 

differences in the egg quality parameters were observed. In contrast, significant differences 

(ρ <0.05) were observed in the degree of saturation of fatty acids, PUFA and 18 carbon 

fatty acids content, in opening mouth larvae with respect to the other phases of endotrophic 

development. 
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INTRODUCCIÓN 

 

En la actualidad la pesca cubre con dificultad la creciente demanda mundial para 

consumo humano debido al estancamiento de la pesca tradicional o extractiva, ya que cerca 

del 70% de las especies comercializadas en el mundo están sobreexplotadas o en proceso 

de agotamiento (González-Serrano  2000). La acuicultura podría suplir parcialmente este 

déficit puesto que es uno de los sectores con mayor potencial de crecimiento, hasta el punto 

de que la FAO estima que en el año 2030 el 50% del pescado consumido será producido 

en cultivos (FAO 2000).La acuicultura mundial suministró 90.4 millones de toneladas 

(TM) en 2012 frente a 92.5 millones de TM capturadas por la pesca, y puesto que 24 

millones de TM de esta última no se destinan a consumo humano, la acuicultura ya provee 

más alimento a las personas que la pesca. A pesar de que en el futuro se pronostica este 

crecimiento del sector a nivel mundial; sin embargo, en los últimos años se produjo un 

ligero decaimiento en el ritmo de crecimiento que afortunadamente logró repuntar en un 

8.9% en 2012 (APROMAR 2014). 
 

En  la Unión Europea, la acuicultura produjo 1.27 millones de TM en 2012. Lo que 

supone una reducción del 1.3% con respecto a lo producido en 2011, y un descenso 

acumulado del 12% desde el pico de producción de 1999 (APROMAR 2014). La 

acuicultura de peces marinos en la Unión Europea está consolidada pero presenta el 

inconveniente de estar centrada en dos únicas especies, la dorada (Sparus aurata L.) y la 

lubina (Dicentrarchus labrax L.) con una producción conjunta que se han incrementado 

desde las 140.821 TM en 2002 hasta las 175.422 TM en 2012 (http:// www.feap.org; FAO 

2012); en España, la producción de dorada fue de 16.795 TM mientras que la de lubina fue 

de 14.707 TM en 2013 (APROMAR 2014). El aumento de la oferta de estas especies ha 

ocasionado una saturación en el mercado europeo y una caída brusca de los precios. 

Además, sus costos de producción son muy fluctuantes dada la diversidad de tecnologías 

de producción y tallas de comercialización existentes en los diferentes países del área.  
 

En las últimas dos décadas se ha buscado diversificar las especies cultivadas con el 

fin de ampliar la oferta del mercado, estabilizar los precios y contribuir al desarrollo de la 

acuicultura (Stephanis y Divanach 1993, Abellán y Basurco 1999, Planas y Cunha 1999, 

Abellán 2000 b, Abellán y Arnal-Atarés 2013). 
 

Dentro del conjunto de las familias de peces explotadas en acuicultura, la de los 

Espáridos es la más importante en la acuicultura mediterránea (23 especies). Incluye peces 

de gran interés comercial como la dorada, los sargos  (Diplodus sp.) y los dentones (Dentex 

spp.) (García-Gómez et al. 1992). Dentro de este grupo, el dentón (Dentex dentex L.) es 

una de las especies con mejores posibilidades de ser explotada por la acuicultura intensiva 

(Abellán 2000 b, Abellán y Arnal-Atarés 2013). Es un carnívoro demersal que vive sobre 

fondos duros a profundidades entre 15 y 20 m, aunque puede llegar a los 150 m. Alcanza 

una talla máxima de 100 cm y un peso de hasta 12 kg, aunque los ejemplares capturados, 

normalmente, no sobrepasan los 50 cm. Su área de distribución comprende el Mediterráneo  

y el Atlántico desde el golfo de Vizcaya hasta Senegal (Bauchot 1987). 

 

http://www.feap.org/
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El dentón presenta un gran potencial por ser muy valorado en toda la región, donde 

se comercializa fresco y alcanza un elevado precio en el mercado. Por otra parte, el 

continuo incremento en las capturas sugiere la existencia de una alta demanda del mismo 

(Pavlidis 1999).   

 

Esta especie muestra una importante velocidad de crecimiento si la comparamos 

con otras próximas como la dorada y cumple con casi todos los demás requisitos para ser 

cultivada con éxito: se adapta bien a la cautividad y al alimento inerte, los índices de 

conversión del alimento son altos y se reproduce sin problemas en cautividad (Franicevic 

1991, Riera et al. 1993, Pastor et al. 1997, Abellán 2000 a y b). 

 

El cultivo del dentón es relativamente reciente, si lo comparamos con el de especies 

tradicionalmente cultivadas como son la dorada y la lubina, por lo que aún hay muchos 

aspectos por investigar sobre su biología, ecología y cultivo en cautividad (Pavlidis 1999, 

Abellán 2000 b, Skalli 2001, Abellán y Arnal-Atarés 2013). Actualmente, debido a las 

dificultades técnicas que conlleva, aún no se cultiva comercialmente tanto a nivel de 

alevines como de peces de engorde (JACUMAR 2013). 

 

Existen diversos trabajos relacionados con la reproducción (Glamuzina et al. 1989, 

Riera et al. 1993, Méndez et al. 1995, Abellán et al.2007 y 1997,Pavlidis 1999, Pastor et 

al. 2000, Pavlidis et al. 2000, Basurco et al. 1999, Pavlidis y Milonas2011, Abellán y 

Arnal-Atarés 2013), el desarrollo embrionario y larvario (Glamuzina et al. 1989, Jug-

Dujakovic et al. 1995, Pastor et al. 1997; Koumoundouros et al. 1999 y 2004), el cultivo 

larvario (Franicevic 1991, Riera et al. 1993, Pastor et al. 1995 y 1997, Abellán et al. 1997 

y 2007, Ibeaset al. 2000, Koumoundouros et al. 2004, Morais et al. 2004, Giménez et al. 

2006 y 2007 a y b, JACUMAR 2008, Pavlidis y Milonas 2011, Abellán y Arnal-Atarés 

2013), engorde (Bibiloni et al. 1993, Riera et al. 1993 y 1995; Efthimiou et al. 1994, 

Cardenete et al. 1997, Jover et al. 1999, Giménez 2008, Pavlidis y Milonas 2011), 

alimentación y nutrición (Efthimiou et al. 1994, Tibaldi et al. 1996, Cardenete et al. 1997, 

Jover et al. 1999, Renobell et al. 1999,Ibeas et al. 2000, Skalli 2001, Koumoundouros et 

al. 2004, Giménez et al. 2006, Abellán y Arnal-Atarés 2013), y la fisiología digestiva 

(Ueberschär 1993, Moyanoet al. 1996, Martínez et al. 1997, Díaz-López et al. 1997, 

Alarcón y Martínez 1998). 

 

En el cultivo del dentón no existe dificultad en la obtención de huevos ya que se 

producen puestas espontaneas en cautividad. Sin embargo, el cultivo larvario y el 

preengorde presentan serias dificultades, especialmente en cultivos intensivos, puesto que 

son frecuentes los altos índices de mortalidad y los signos externos de deficiencias 

atribuibles a carencias nutricionales y/o a procesos patológicos y también a canibalismo 

(Abellán 2000 a y b, Giménez 2008, Pavlidis y Milonas 2011, Abellán y Arnal-Atarés 

2013). Por lo tanto, para alcanzar el éxito en el cultivo intensivo es necesario controlar los 

procesos patológicos y la nutrición larvaria, la cual pasa por el establecimiento de una dieta 

adecuada que satisfaga todos los requerimientos nutricionales y permita obtener larvas y 

alevines de alta calidad, con buen crecimiento, elevadas tasas de supervivencia, y 
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resistencia a agentes patógenos y al estrés (Abellán, 2000 b).  También es necesario 

controlar todos los parámetros en las diferentes etapas del cultivo en larvas y alevines 

(Abellán y Arnal-Atarés 2013). 

 

Gran parte del éxito de la acuicultura actual se basa en el control de la larvicultura 

de las especies ya establecidas. La supervivencia, tasas de crecimiento, resistencia a los 

agentes patógenos y la calidad de larvas y alevines ha mejorado considerablemente en los 

últimos años, y en buena medida estos avances se han debido a una adecuada utilización 

de alimento vivo durante los primeros estadios del crecimiento larvario. Esta dependencia 

es debida al reducido tamaño de las larvas (al inicio de su alimentación activa) y a su gran 

selectividad trófica, ya que tienen preferencia por las presas vivas zooplanctónicas (Amat-

Domènech 1993, Watanabe and Kiron 1994, Planas y Cunha 1999, Abellán 2000 b, 

Abellán y Arnal-Atarés 2013). 

 

Dada la importancia del suministro de presas vivas durante los estadios iniciales del 

crecimiento larvario, es necesario prestar atención tanto a su composición bioquímica 

como al valor nutritivo de las mismas, y de manera especial valorar su contenido en 

elementos esenciales tales  como los ácidos grasos altamente insaturados (HUFA), los cuales 

han demostrado ser de gran importancia en la alimentación de larvas y alevines.  Dentro 

de estos HUFA debe existir, además, un adecuado balance entre las series n-3 y n-6, 

especialmente entre el ácido docosahexaenoico (DHA, 22:6 n-3), el ácido eicosapentaenoico 

(EPA, 20: 5n-3) y el ácido araquidónico (ARA, 20:4n-6), así como el efecto beneficioso de 

algunas sustancias como las vitaminas C y E (que actúan como antioxidantes) y también el 

uso de probióticos (Navas-Antón 1997, Planas y Cunha 1999,Sargentet al. 1999, Abellán 

2000 b, Skalli 2001). 

 

Las primeras evidencias sobre la importancia de los ácidos grasos esenciales fueron 

dadas por Watanabe et al. (1978 a y b, 1983) quienes observaron que el cultivo larvario de 

peces marinos mejoraba sensiblemente, desapareciendo los síntomas de malnutrición y 

altas mortalidades, cuando el rotífero (Brachionus plicatilis) se alimentaba con una 

microalga marina rica en HUFA (Chlorella sp.) en lugar de sólo levadura de panificación. 

Estas observaciones se hicieron extensivas al caso de los nauplios de Artemia. Algunos 

autores (Léger et al.1985, 1986 y 1987) también pusieron de manifiesto la escasez de 

ciertos ácidos grasos poliinsaturados, esenciales para animales marinos, en la composición 

lipídica de algunos nauplios de Artemia dependiendo de su origen geográfico. Todos estos 

estudios confirmaron que los peces para su normal crecimiento y desarrollo, necesitan tres 

clases de HUFA: ácido docosahexaenoico (DHA), ácido eicosapentaenoico (EPA) y ácido 

araquidónico (ARA).  

 

Las funciones bioquímicas, celulares y fisiológicas de los HUFA (DHA, EPA y ARA) 

son de dos categorías: 1) de mantenimiento de la integridad estructural y funcional de las 

membranas celulares; 2) de precursores del grupo de las hormonas paracrinas, conocidas 

colectivamente como eicosanoides. 
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En general los peces, al igual que los mamíferos, son incapaces de sintetizar ácidos 

grasos de las series 3 y 6, por lo que éstos deben ser suministrados en la dieta (Sargent et 

al. 1997, 1999 a y b). Su importancia en peces marinos ha sido ampliamente estudiada, y 

se han determinado sus requerimientos para varias especies: dorada, rodaballo 

(Scophtalmus maximus) y lenguado japonés (Paralichthys olivaceus) entre otros (Sargent 

et al. 1997, Watanabe et al. 1987 y 1994). En dentón existen algunos estudios sobre la fase 

de alimentación con Artemia (Mourente and Tocher 1999, Abellán 2000 a y b), pero es 

necesario mejorar la calidad nutritiva de las presas vivas por diferentes métodos de 

enriquecimiento y determinar las necesidades en HUFA y las proporciones óptimas 

DHA/EPA/ARA para larvas de dentón. 

 

Esta tesis doctoral se ha realizado en los laboratorios de la Planta de Cultivos 

Marinos del Centro Oceanográfico de Murcia – Puerto de Mazarrón (Instituto Español de 

Oceanografía) y ha sido financiada por la CICYT mediante el proyecto de investigación 

ACU00-011-C4-1 (Programa Nacional de Alimentación). 
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1. OBJETIVOS 
 

Dadas las dificultades técnicas y la, relativamente, poca información existente sobre el 

cultivo larvario del dentón, este trabajo pretende contribuir al mejor conocimiento de esta 

especie, enfocando los esfuerzos hacia el campo de la alimentación  y nutrición larvaria. 

El objetivo general es contribuir al conocimiento de las necesidades nutritivas en HUFA 

en larvas y alevines de dentón en la etapa de alimentación con presas vivas, determinando 

los efectos de suministrar diferentes proporciones DHA/EPA/ARA sobre el crecimiento, 

supervivencia y la composición bioquímica de larvas y alevines de dentón. Se utilizarán 

como medios para alcanzar estos objetivos las microalgas y las emulsiones artificiales (que 

servirán como enriquecedores) y como vehículo de introducción el rotífero (Brachionus 

plicatilis) y Artemia sp. 
 

Este objetivo general incluye los siguientes objetivos parciales: 

 

Determinación del perfil de ácidos grasos en cuatro especies de microalgas (Chlorella 

sp., Nannochloropsis gaditana, Tetraselmis suecica e Isochrysis galbana var. Tahitiense) 

y en el enriquecedor Protein-Selco®. 

Determinación del perfil de ácidos grasos del rotífero enriquecido con microalgas y con el 

enriquecedor Protein-Selco. 

 

1. Determinación del perfil de ácidos grasos de Artemia enriquecida con emulsiones ICES 

durante el primer y segundo año.  

2. Determinación del perfil de ácidos grasos de larvas en fase de alimentación con rotífero 

y su efecto sobre los parámetros de crecimiento y supervivencia de estas larvas. 

3. Determinación del perfil de ácidos grasos de larvas en fase de alimentación con Artemia 

durante el primer y segundo año y su efecto sobre los parámetros de crecimiento y 

supervivencia de estas larvas. 

4. Evolución del perfil de ácidos grasos durante los estadios endotróficos (huevo, huevo 

embrionado, larva en eclosión y larva con apertura de la boca) a lo largo del periodo de 

puestas y su efecto sobre la calidad de huevos y sobre el crecimiento y supervivencia 

de las larvas. 
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2. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1. EL DENTÓN 

 

2.1.1. BIOLOGÍA 

El dentón (Dentex dentex Linnaeus, 1758) es una especie de la familia de los 

Espáridos. En su morfología (Figura 1), presenta un cuerpo ovalado, elevado y 

comprimido lateralmente. El perfil de la cabeza es casi recto en jóvenes y redondeado en 

adultos, presentando los ejemplares más grandes una ligera giba frontal, ojos pequeños y 

espacio suborbital grande, mejillas y preopérculo escamosos. También se caracteriza por 

poseer una boca baja y poco inclinada, provista de poderosos dientes caniniformes en las 

mandíbulas, en la parte frontal aparecen entre 4-6 dientes, en cada mandíbula, mucho más 

desarrollados que los laterales; presenta 9-10 branquiespinas inferiores y 8-9 superiores 

sobre el primer arco branquial. La aleta dorsal tiene 11 espinas de longitud creciente y 11-

12 radios blandos, la anal 3 espinas y 7-9 radios blandos. La línea lateral presenta 62-68 

escamas.  

 
Los individuos jóvenes presentan coloración grisácea con manchas negras en el 

dorso, adoptan una tonalidad rosácea cuando alcanzar la madurez sexual y los adultos de 

mayor edad se tornan gris-azulados (Figura 1). Ciertos individuos presentan una mancha 

amarilla detrás de la boca y sobre el opérculo. Los ejemplares pueden alcanzar una talla de 

100 cm, sin embargo el rango más común suele estar entre 20-50 cm; el peso máximo 

registrado es de 12 kg (Bauchot 1987, Skalli 2001). 
 

 

   Figura 1. Ejemplar de dentón cultivado en el IEO. 

 

Son peces demersales que viven sobre fondos rocosos o conglomerados, 

normalmente a profundidades de 15-50 m, aunque pueden alcanzar los 150 m. Es un 

carnívoro estricto como la mayoría de espáridos, y en libertad suele alimentarse de peces 

y cefalópodos. Los adultos son solitarios y los jóvenes gregarios. 
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En estado natural, la reproducción tiene lugar desde marzo hasta julio (Lo Bianco 

1909, Grubisic 1962, Bini 1968, Pastor et al. 1997, Abellán et al. 2000 a). Se considera 

como una especie gonocórica con sexos separados (Riera et al. 1993, Morales-Nin y 

Moranta 1997, Abellán et al. 2000 a y b, Pavlidis et al. 2000, Loir et al. 2001) aunque 

algunos estudios sugieren que presenta bisexualidad juvenil (Grau et al. 2001). Estos 

hechos se han logrado establecer después de varios estudios realizados tanto con 

ejemplares salvajes como cultivados. 

 

Presenta una extensa área de distribución que comprende toda la cuenca del 

mediterráneo y Mar Negro, y el Océano Atlántico desde el Golfo de Vizcaya, las Islas 

Madeira, y la costa Africana hasta Senegal (Figura 2). Habitan en aguas costeras y sobre 

la plataforma continental (Bauchot y Hureau 1986, Bauchot 1987, Pastor et al. 2000, 

Skalli2001). 

 

 

Figura 2. En el mapa se representa la distribución del dentón. La intensidad de color rojo a amarillo 

indica un gradiente de mayor a menor presencia (Fuentes: www.fishbase.org y 

www.aquamaps.org). 

 

Se pesca semiindustrialmente, (en Sicilia y Chipre), también de forma artesanal o 

deportiva. Es frecuente en los mercados de España, Italia, Grecia, Turquía, Túnez y 

Marruecos, y más escaso en los de Francia, Sicilia e Israel. Se comercializa en fresco 

alcanzando un elevado valor en el mercado (Bauchot 1987, Basurco and Abellán 1999, 

Skalli 2001). 
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2.1.2. TECNOLOGÍA DE CULTIVO 

 

2.1.2.1. Mantenimiento de reproductores 

 

Las condiciones de mantenimiento de los reproductores son diferentes en función 

del estudio consultado (Pastor et al. 1997, Abellán et al. 2000 a y b, Skalli2001). Así, la 

densidad de estabulación tiene un amplio rango de variación, pero generalmente suele 

estar entre 1.3 y 7 kg/m3. Los tanques son de hormigón o cemento con unas dimensiones 

entre 1.6 y 100 m3, con circuito abierto y en la mayoría de los casos fotoperiodo, 

temperatura y salinidad en condiciones naturales. La proporción de sexos está en torno a 

1:1. Aunque la maduración sexual se produce entre 0.5 y 2 años, los reproductores 

seleccionados suelen tener una edad comprendida entre 2 y 4 años. Los ejemplares se 

alimentan con una dieta a base de piensos secos y se les suministra un suplemento de 

pescado de descarte (sardina, caballa, boga, caramel, alacha, etc.) y cefalópodos, 

especialmente en los periodos de vitelogénesis y puesta (Glamuzina et al. 1989, Pastor et 

al. 1997, Abellán et al. 2000 a, Loir et al. 2001, Skalli 2001). 

 

2.1.2.2. Obtención de puestas 

 

Los huevos son pelágicos, flotantes y transparentes (Riera et al. 1993, Abellán et 

al. 2000 a). Las puestas son espontaneas, asincrónicas y secuenciales, tienen lugar 

diariamente al atardecer y a primeras horas de la mañana, en el período comprendido entre 

mediados de marzo y finales de junio (en la zona Mediterránea), a temperaturas 

comprendidas entre 15 y 25ºC. La mayor intensidad tiene lugar en mayo (17.5 – 23.5ºC) 

(Lo Bianco 1909, Bauchot y Hureau 1986, Glamuzina et al. 1989, Méndez et al. 1995, 

Abellán et al. 1997, Pastor et al. 1997, Loir et al. 2001). Pavlidis et al. (1999), mediante 

manipulación del fotoperiodo y temperatura, lograron producir huevos viables durante 

nueve meses (diciembre a agosto), sin encontrar diferencias en fecundidad, viabilidad o 

características del esperma. 
 

En cautividad, los huevos son recogidos en el rebosadero a la salida de los tanques, 

se concentran en redes de 500 m, y luego son colocados en un incubador o directamente 

en los tanques de cultivo larvario. Tienen un diámetro medio comprendido entre 9587 

my 108919 m (Abellán et al. 1997), una gota lipídica de 217.8612.20 m (Pastor et 

al. 1997), observándose una disminución del tamaño al ir avanzando la estación de 

reproducción y al ir aumentando la temperatura (Figura 3). Las tasas de viabilidad son 

elevadas, en general, durante casi todo el período de puesta, siendo el porcentaje medio de 

huevo viable de 62 – 80 % (Abellán et al. 1997, Pastor et al.1997). Las Tablas 1 y 

2muestran variaciones en parámetros de hembras reproductoras, huevos y larvas de dentón. 
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Figura 3. Huevos de dentón fecundados en estado de 16 divisiones, a las 4 horas tras la 

fecundación. Barra: 500 mµ. 

 

 

Tabla 1. Variaciones en los parámetros de huevos y hembras reproductoras. 

 
Puestas 

(huevos/kg 

hembra) 

Densidad de 

incubación 

(huevos/l) 

Peso medio 

(g)/ hembra 

Diámetro huevo 

(m) 

Referencias 

 

600000 -

700000 

 

--- 

 

 

--- 

 

 

 
950 – 1050 

 

Loir et al. 2001 

 

760000-

1500000 

10000 

(incubador) 

30 – 50 

(tanques) 

80745 (año 1) 

160069 (año 2) 

 

108919 

 

Abellán et al. 2000a 

 

317000-

923000 

 

120 (tanques) 

 

2000500 

 

10050.02 

Pastor et al. 1997, 

1995 

 

--- 

 

--- 

 

--- 

 

98318 

 

Tulli y Tibaldi 1997 

<1000000 

         1000000 

--- 

--- 

--- 

--- 
100040 

--- 

Méndezet al. 1995 

Efthimiou et al. 1994 

97000 ---  

700100 

 

9587 

 

Glamuzinaet al. 1989 

 

--- 

 

--- 

 

--- 

 

101020 

 

Lo Bianco 1909 
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Tabla 2. Parámetros relacionados con la calidad de huevos y larvas  

Periodo de  

Cultivo 

(dias) 

Tasa de 

Viabilidad 

(%) 

Tasa de 

eclosión 

(%) 

Tasa de 

Superviven.l

arvas (%) 

Tasa de 

Fertilidad 

(%) 

 

Referencia 

 

15  

 

--- 

 

--- 

 

8 

 

--- 

 

Abellan et al. 2000 a 

 

 

15 

 

80 

 

91.3 

 

70.8 

 

81 

 

Pastor et al. 1997 

 

 

90 

 

--- 

 

--- 

 

2 

 

--- 

 

Bibiloni et al. 1993 

 

12  

--- 

 

--- 

 

72* 

 

40 - 84 

 

Glamuzina et al. 1989 

 

 

Nota*: Hasta reabsorción del saco vitelino. 

 

 

2.1.2.3. Incubación y desarrollo embrionario. 
 

Después de la recolección de los huevos fecundados, mediante redes 500 m 

colocadas en el rebosadero de los tanques, comienza el proceso de incubación que se lleva 

a cabo en tanques cilindrocónicos o bien se transfieren directamente a tanques de cultivo 

larvario con renovación de agua y aireación conveniente. Esta última modalidad es más 

adecuada ya que elimina el traslado de las larvas recién eclosionadas de los incubadores a 

los tanques de cultivo. La densidad en incubadores es de hasta 10000 huevos/l. Por el 

contrario cuando la incubación se lleva a cabo en tanques circulares de cultivo larvario, la 

densidad puede variar desde 30-50 huevos/l  hasta 120 huevos/l (Pastor et al. 1997 y 1995, 

Abellán 2000 a). La duración del periodo de desarrollo embrionario varía con la 

temperatura del agua. Así, Glamuzina et al. (1989)  y Jug-Dujakovicet al. (1995) incubaron 

a una temperatura de 17ºC obteniendo una duración entre 79 h:10 minutos y 81 h: 5 

minutos, mientras que Pastor et al. (1997) incubaron a una temperatura de 17.6ºC 

obteniendo una duración del desarrollo embrionario de 56 h: 10 minutos, con tasas de 

eclosión superiores al 90%. La Tabla 3condensa la información sobre el desarrollo 

embrionario. 

 

 

 



 
11 

 

 

Tabla 3. Desarrollo embrionario del dentón (Pastor et al., 1997). 

 

TIEMPO 

 

 

 

ESTADIO 

 

 

DESCRIPCIÓN 

 

HORAS 

 

MINUTOS 

  

 

0 

 

00 

 

Fecundación 

 

0 

 

50 

  

Aparición del disco germinal 

 

1 

 

10 

 

Primera división 

 

2 células 

 

2 

 

20 

 

Mórula inicial 

 

16 células 

 

3 

 

20 

 

Mórula tardía 

 

32 células; huevo en forma oval 

 

4 

 

00 

 

Blastodisco 

Forma una cápsula, 1/3 del volumen del 

huevo, gran espacio perivitelino 

 

5 

 

30 

 

Blástula tardía 

Gran multiplicación celular, tamaño de las 

células muy reducido 

 

17 

 

50 

 

Gástrula 

 

Ocupa 1/4 del volumen del huevo 

 

22 

 

55 

 

Gástrula 

 

Canal neural 

 

26 

 

30 

 

Embrión 

 

Formación de vesículas ópticas 

 

42 

 

15 

 

Embrión 

Ocupa ¾ del volumen del huevo. 

Cromatóforos diseminados por el cuerpo. 

Formación de lentes y cristalino 

 

44 

 

40 

 

Embrión 

Contracción del corazón 

Sacos óticos con otolitos 

Tubo neural definido 

 

47 

 

30 

 

Embrión 

 

Movimientos rítmicos 

 

52 

 

30 

 

Embrión 

Cuerpo bien desarrollado.  

Cola separada del vitelo. 

Melanóforos marcados 

Movimientos muy frecuentes 

 

55 

 

15 

 

Larva 

 

Comienza la eclosión del huevo 
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2.1.2.4. Cultivo y desarrollo larvario 

 

El cultivo larvario se extiende desde la eclosión hasta la metamorfosis que se inicia 

el día 21-22 y se completa el día 35 (Franicevic 1991). Comprende el paso de las larvas a 

los tanques de cultivo, el uso de alimento vivo y la adaptación a la alimentación inerte.  

 

2.1.2.4.1. Desarrollo larvario  

            Inmediatamente después de la eclosión la larva, todavía encorvada, sigue 

moviéndose rítmicamente. Pasadas dos horas, se ha extendido a lo largo del eje cefalo-

caudal y se mantiene flotando en la superficie con la parte ventral hacia arriba (Pastor et 

al., 1997). 

 

En el desarrollo larvario se pueden distinguir dos periodos: la fase lecitotrófica en 

la cual la larva se alimenta de las reservas del saco vitelino, y la fase exotrófica que se 

inicia con la apertura de la boca y en la cual la larva comienza la alimentación externa. Este 

proceso termina con la metamorfosis a través de la cual los peces van adquiriendo las 

características morfológicas de los adultos (Pastor et al. 1997, Koumoundouros et al. 

1999). La Tabla 4, describe en detalle los diferentes eventos del desarrollo larvario, y la 

Tabla 5 señala variaciones en algunos parámetros según diversos autores. 

 

La mayoría de los cambios ontogénicos se expresan durante el estadio de metamorfosis, 

mientras que el estado juvenil se caracteriza por la estabilidad en el desarrollo. Finalmente, 

el desarrollo normal de los dentones seriamente afectado por las condiciones de cultivo 

aplicadas durante la primera fase exotrófica. (Koumoundouros et al. 1999).  
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Tabla 4. Principales eventos del desarrollo larvario  

(Pastor et al. 1997, Koumoundouros et al. 1999). 

 

PERIODO 

 

DESCRIPCIÓN 
 

Larva recien eclosionada 

Orientación a lo largo del eje cefalocaudal 

Flota en superficie con el vientre hacia arriba 

 

Fase Lecitotrófica 
(Estadío 1)  

 

Boca cerrada 

Las larvas se alimentan a expensas de las reservas internas del 

Saco vitelino y gota de lípidos 

 

Subestadío 1 a 

 (día 0 ó de la eclosión) 

Cabeza encorvada hacia delante. 

Saco vitelino extendido y unido posteriormente con  la gota 

lipídica. 

Ojos no pigmentados. 

Intestino no funcional y cerrado 

Corazón funcional, sacos óticos 

 

 

Subestadío 1b  

(días 1-3) 

Cabeza alargada,  saco vitelino reducido.  

Engrosamiento del tubo digestivo en la zona media, vesícula 

urinaria posterior. 

Formación de la aleta dorsal. 

Melanóforos en estrella extendidos hacia aleta primordial, 

pigmentación zona dorsal del digestivo. 

 

Fase Exotrófica 

 

 

Comprende dos etapas:  

Larva exotrófica (hasta 10 mm de longitud total) 

Metamorfosis (desde 10 hasta 24 mm de longitud total) 

Se inicia con la apertura de la boca y pigmentación de los ojos 

 

 

Larva exotrófica 

Estadio 2 (días 4 - 5) 

Apertura de la boca; disminución  del vitelo. 

Ojos pigmentados, cristalino negro. 

Tubo digestivo en dos partes (separadas por una válvula), anterior 

con engrosamiento ventral y posterior más gruesa conectada al 

exterior. 

Aleta pectoral bien desarrollada. 

La pigmentación disminuye ligeramente con respecto a 1b. 

 

Estadio 2 (días 6-9) 

Reabsorción total del vitelo. Réstos del glóbulo lipídico. 

Ojos azul metálico; pérdida de melanóforos en estrella. 

Desarrollo del corazón (atrio y ventrículo). 

 

 

Larva exotrófica 
Estadio 3 (días 10 – 13) 

Desarrollo de espinas operculares y vejiga natatoria. 

Vejiga natatoria pequeña pero visible sobre el estómago. 

Corazón dividido en: seno venoso, atrio y ventrículo. 

Pigmentación de la musculatura dorsal en forma de puntos y/o 

estrellas. Aleta primordial con pigmentación y melanóforos en 

estrella. 

 

Estadio 3 (días 14 – 15) 

Estrechamiento aleta marginal a nivel del pedúnculo caudal. 

Incremento de la musculatura. 

Pigmentación anaranjada en zona anterior.  

 

Metamorfosis 

Se inicia con el comienzo de la escamación 

También se denomina periodo postlarvario 

 

Juveniles 

 Se adquieren las características morfológicas de los adultos. 

Termina el desarrollo larvario y postlarvario 
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Tabla 5. Variaciones en los parámetros del desarrollo larvario según diversos autores.  
 

 

PARÁMETRO 

 

DESCRIPCIÓN 

 

REFERENCIA 

 
 

Metamorfosis larvaria 

 

 

Inicia días 21-22 hasta día 35 

 

Franicevic, 1991 

 

Saco vitelino 

Reabsorción día 4 (22ºC) 

 

217 m (en la eclosión) 

Reabsorción día 5 (17ºC) 

Abellán et al. 1997 

 

Jug-Dujakovic, 1995 

 

 

Inflación de vejiga 

 

 

8 días (19ºC) 

11 días (23ºC) 

 

Abellán et al., 2000 a 

 

Talla larvaria (mm) 

(recién eclosionada) 

2.60 0.10 

2.61 0.04  

2.28 0.08 

2.17 0.2 

Abellán et al. 1997 

Pastor et al. 1997 y 1995 

Jug-Dujakovic 1995 

Glamuzinaet al. 1989 

 

Descripción del 

desarrollo larvario 

Hasta los 15 Días (17.6ºC) 

Hasta los 7 días (17ºC) 

Pastor et al. 1997 y 1995 

Jug-Dojakovic 1995 

 

Diámetro de huevos y 

talla de larvas 

 

Estos parámetros están 

relacionados con diferencias 

de temperatura y edad de las 

hembras 

Arizcun et al. 2003 

Skalli 2001 

Koumoundouros et al. 1999 

Glamuzina et al. 1989 

 

 

 

2.1.2.4.2. Condiciones de cultivo larvario  

El cultivo larvario se realiza en tanques de 1-10 m3 y la densidad inicial de 

huevos/tanque suele ser de 30-120 huevos/l (Abellán et al. 1997, Pastor et al. 1997). El 

fotoperiodo es de 18 horas luz/6 horas oscuridad y la intensidad luminosa de 500 lux. La 

temperatura del agua es la natural durante el periodo de puesta (15ºC en febrero – 25ºC en 

junio) y la salinidad es la del mar (37-40 ppt). El oxígeno disuelto (OD) es de 5 -7 mg/l y 

la renovación del agua esta en función de la edad, inicialmente es de 30% del volumen total 

del tanque/día y posteriormente es de 20% del volumen total del tanque/hora (Abellán 2000 

a).  
 

2.1.2.5. Preengorde y engorde  

El preengorde comienza cuando los alevines alcanzan 1 g de peso. Suele tener 

lugar en tanques, preferiblemente en cargas bajas de 2.5 kg/m3. El flujo del agua se 

mantiene, aproximadamente, entre 2-2.5 l/minuto y el oxígeno disuelto normalmente 

supera los 6 mg/l. A los alevines se les suministran piensos comerciales que contienen, 
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altos niveles de proteínas. En esta fase es fundamental clasificar frecuentemente los peces 

para obtener un crecimiento homogéneo y con el propósito de reducir o evitar el 

canibalismo (Riera et al. 1993, Efthimiou 1996). Cultivando alevines hasta los 90 días  se 

han logrado aumentos en peso desde los 3 hasta los 5-7 g (Bibiloniet al. 1993, Efthimiou 

et al. 1994, Abellán et al. 2000 a y b). 

 

Existen pocas referencias sobre el engorde del dentón. Bini (1968) realizó el 

engorde en acuarios a partir de juveniles de 13-14 cm procedentes del medio natural. Al 

cabo de 14 meses los ejemplares alcanzaron una talla de 27 cm y un peso de 300 g. Riera 

et al. (1993), realizaron el engorde en jaulas flotantes, utilizando dentones con 150 días de 

edad y 15 g de peso medio inicial. A los 20 meses de edad, dichos ejemplares alcanzaron 

un peso medio de 830 g. Posteriormente, Riera et al. (1995) realizaron también el engorde 

en jaulas flotantes de juveniles de dentón, esta vez, con peces de menor tamaño (2 g de 

peso medio inicial). A estos animales se les suministraron diferentes dietas, obteniéndolos 

mejores rendimientos en los lotes alimentados con pescado (274 g) y pienso semihúmedo 

(272.1 g). A los diez meses de edad, los ejemplares alcanzaron una talla de 24 cm y un 

peso medio de 230 g.  

 

2.1.3. ALIMENTACIÓN Y NUTRICIÓN DE LARVAS A JUVENILES 

2.1.3.1.  Fisiología de alimentación en larvas 

Una parte de los recientes estudios que buscan incrementar la supervivencia y la 

viabilidad de las larvas se basan en el conocimiento detallado de la fisiología digestiva en 

las distintas etapas de la vida larvaria y postlarvaria mediante la determinación de la 

actividad de las enzimas digestivas. Dicha actividad actúa como buen indicador del estado 

nutricional de la larva, de manera que los datos obtenidos pueden ser relevantes para 

establecer el momento más óptimo para realizar el destete (Ueberschär 1993). Otra utilidad 

es que la información obtenida permite realizar comparaciones con otras especies de interés 

en acuicultura, evaluando de esta forma el grado de desarrollo e incluso la posibilidad de 

utilización de dietas artificiales para reducir los costes de producción en las hatcheries. 
 

2.1.3.1.1. Desarrollo del sistema digestivo   

Las larvas de peces marinos, a pesar de ser las formas libres más pequeñas de los 

vertebrados, poseen tasas de crecimiento muy elevadas y una progresiva diferenciación 

durante la etapa  larvaria hasta completar el desarrollo de sus órganos y funciones en las 

fases juvenil y adulta (Blaxter 1988). Para llevar a cabo estos cambios, la larva debe estar 

capacitada para ingerir  y procesar el alimento. No obstante, el sistema digestivo de las 

larvas de peces es morfológica, histológica y fisiológicamente menos desarrollado que el 

de los peces adultos. En la mayoría de los peces marinos el estómago aparece después de 

iniciar la alimentación exógena y en algunos casos hay desfase entre su aparición y su 

funcionalidad (Dabrowski 1982, Lauff y Hoffer 1984, Govoni et al. 1986).  
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El periodo embrionario comprende desde la eclosión hasta el inicio de la 

alimentación exógena. Algunos autores lo consideran hasta la eclosión y denominan fase 

de prelarva al intervalo comprendido entre ésta y el inicio de la primera alimentación 

exógena (Balon 1975, Il’Ina y Turetskiy 1988). En las larvas de peces marinos recién 

eclosionadas el digestivo es un tubo recto y sin diferencias histológicas que descansa 

dorsalmente sobre la vesícula vitelina y está cerrado por ambos extremos (boca y ano). Tan 

sólo después de la absorción de las reservas vitelinas se pueden observar varias regiones 

con diferencias histológicas y funcionales (Govoni et al. 1986). La metamorfosis de la 

larva a juvenil supone el desarrollo del estómago, así como de los ciegos pilóricos 

intestinales. 

 

En el tubo digestivo de la larva se diferencian tres segmentos: 1) intestino anterior 

que comprende entre 60-75% de la longitud, interviene en la degradación de lípidos, 2) 

intestino medio en el cual se realiza la absorción de las proteínas y 3) intestino posterior 

que representa un 5% de la longitud (sus enterocitos intervienen en procesos de 

recuperación de agua e iones) Govoni et al. (1986). 

 

Etapas de desarrollo del sistema digestivo: la caracterización y ontogenia del 

sistema digestivo en larvas de peces puede describirse en varios estadios (Mourente, 1989). 

1) Estadio prelarvario (eclosión-apertura de la boca): inicialmente el tracto digestivo es 

incompleto o embrionario (conexión sólo con el ano), posteriormente se produce una 

diferenciación de intestino anterior y posterior (formación del esófago que comunica con 

la boca, inicio de la actividad de pepsina, proteasa alcalina, tripsina y quimiotripsina). 

2) Inicio de la alimentación exógena: comienza con la absorción del saco vitelino. 

Además se inicia la diferenciación del estómago (actividad pepsina, proteasa alcalina, 

tripsina, quimiotripsina y aumento de la amilasa). 

3) Estadio incipiente de la metamorfosis: se caracteriza por varios eventos como 

formación de ciegos pilóricos, diferenciación del estómago-intestino (aumento de la 

actividad pepsina, tripsina, quimiotripsina y descenso de la amilasa). 

4) Estadio de metamorfosis completa del sistema digestivo: se produce entre las 7-8 

semanas. El sistema digestivo está completo y aumenta su actividad pépsica. 

 

Evaluación del desarrollo de la capacidad enzimática digestiva: el desarrollo de 

la capacidad enzimática de larvas y alevines puede establecerse mediante el análisis de su 

actividad (caracterización bioquímica y electroforética de enzimas). Esta técnica permite 

realizar un seguimiento de la evolución ontogénica de las enzimas digestivas a lo largo del 

desarrollo larvario de cualquier especie cultivada. Los niveles de actividad enzimática 

están relacionados con la viabilidad de las larvas y con su capacidad de crecimiento, y 

permiten determinar cuando se deben realizar los cambios alimentación y el momento más 

adecuado para el destete en distintas especies; además permiten evaluar la capacidad que 

tienen distintas especies para aprovechar diferentes dietas artificiales (Alarcón y Martínez 

1998). 
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2.1.3.1.2. Caracterización del sistema digestivo en peces  

 

El sistema digestivo de los peces puede ser abordado desde diferentes puntos de 

vista, de tal forma que en conjunto podemos obtener una imagen bastante completa de sus 

características, funcionamiento y evolución. Desde el punto de vista del desarrollo 

cronológico encontramos varios periodos de desarrollo en los peces: 1) embrionario, 2) 

larval, 3) juvenil, 4) adulto y 5) senescente (Balon 1975). 

 

Los tipos de evolución y desarrollo del sistema digestivo tienen que ver mucho con 

los hábitos de alimentación y la cantidad de reservas acumulada en el huevo:  

1) Salmónidos y Cíclidos, inician la alimentación exógena con el estómago bien 

desarrollado y funcional.  

2) Peces marinos, el estómago aparece después del inicio de la alimentación (en algunos 

hay desfase entre la aparición y su funcionalidad).  

3) Ciprínidos y herbívoros, no forman estómago pero presentan un intestino muy largo 

(Dabrowsky 1982). 

 

Según la estructura y función del sistema digestivo, encontramos varios segmentos: 

1) la boca, captura y tritura el alimento; 2) el esófago, permite el paso del alimento hacia 

el estómago; 3) el estómago, permite la degradación parcial del alimento; 4) intestino 

anterior,  produce la degradación y absorción de lípidos, constituye el 60-75% de la 

longitud del intestino; 5) intestino medio, en el se completa la degradación y absorción de 

proteínas, representa entre el 25-35% de la longitud del intestino; 6) intestino posterior, 

permite la recuperación de agua e iones, su longitud constituye el 5% de la longitud del 

intestino; y 7) el ano, expulsa las excreciones del tubo digestivo (Alarcón y Martínez 1998). 

 

Desde el punto de vista de las fases de la asimilación del alimento tenemos: 

ingestión que comprende la búsqueda y captura del alimento y procesamiento que incluye 

la digestión, absorción, metabolismo y excreción del alimento (Alarcón y Martínez 1998). 

 

Existen varios tipos de factores que afectan la duración de los periodos del 

desarrollo: ambientales (temperatura del agua, fotoperíodo) y nutricionales (cantidad y 

calidad del alimento) (Alarcón y Martínez 1998). 

 

El tamaño y la densidad de los huevos influyen ampliamente sobre los procesos 

ontogénicos de la larva, así: los huevos demersales, grandes y pesados, producen un 

desarrollo acelerado del sistema digestivo larvario. Por el contrario los huevos pelágicos, 

pequeños y flotantes, originan larvas con sistema digestivo poco desarrollado (Alarcón y 

Martínez 1998).  
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2.1.4. NUTRICIÓN LARVARIA 

Se puede considerar que el ideal de la dieta larvaria es aquella que más se ajuste a 

la composición del vitelo. El contenido en lípidos y la composición de los huevos de 

diferentes especies de peces marinos es muy similar, y se parece también a la composición 

de los copépodos que son la dieta natural de las larvas. La mayoría de los huevos de peces 

marinos tiene en los fosfolípidos uno de sus principales componentes (10% del peso seco 

total) seguidos de los triglicéridos (5% del peso seco total). Por tanto una dieta que 

contenga estas proporciones suministrará las cantidades requeridas de HUFA, fosfolípidos, 

inositol y colina (Sargent et al. 1999 a). 

 

2.1.4.1. Requerimientos energéticos 

 En la fase previa a la eclosión (nutrición endógena), tanto los nutrientes requeridos 

para el desarrollo del embrión como la energía necesaria para los procesos metabólicos es 

suministrada por el vitelo. Aunque la composición del vitelo puede variar, su dinámica de 

absorción es similar entre las diferentes especies. El vitelo es digerido por el sincitio o un 

tejido análogo, y luego los nutrientes son transportados hacia los tejidos en desarrollo para 

la organización somática y las demandas energéticas del metabolismo basal (Heming y 

Buddington 1988, Watanabe y Kiron 1994). Los carbohidratos son los nutrientes más 

utilizados como fuente de energía entre la fertilización y la eclosión, aunque también son 

empleados en menor medida los lípidos y proteínas. Estos dos últimos son los principales 

componentes catabolizados para obtener energía después de la eclosión (Heming y 

Buddington 1988, Watanabe y Kiron 1994). Los patrones precisos de utilización de estos 

componentes del vitelo dependen de la composición particular de cada especie (Heming y 

Buddington 1988). Cuando las reservas del vitelo han sido completamente agotadas, la 

capacidad de alimentación exógena ya está desarrollada (estructura bucal y tubo digestivo), 

y la supervivencia larvaria dependerá entonces de la disponibilidad y calidad del alimento 

en cantidad suficiente (Rosenthal y Alderdice 1976, Watanabe y Kiron 1994). 

 

2.1.4.2. Requerimientos nutricionales generales 

 

De Proteínas: entre los nutrientes contenidos en el huevo, la proteína es el 

componente más abundante. Se encuentra en el vitelo y provee aminoácidos para el 

crecimiento tisular y energía para todos los procesos catabólicos (Watanabe y Kiron 1994).  

 

La disminución de la proporción de proteínas (56 a 34 %) suministrada a los 

reproductores ocasiona reducción del peso, talla, factor de condición y fecundidad absoluta 

y relativa, así como alteraciones hormonales. También tiene repercusión en la viabilidad 

de huevos y larvas, al disminuir significativamente la tasa de flotabilidad y eclosión, y la 

calidad de las reservas (Carrillo 1998). 
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Los requerimientos de proteína en la dieta suelen ir disminuyendo con la 

edad/tamaño hasta estabilizarse en los adultos. Este efecto se relaciona con la disminución 

de la capacidad de síntesis proteica corporal a lo largo del desarrollo, y supone una gradual 

disminución de la velocidad de crecimiento (Fauconneau and Arnal 1985,Houlihanet 

al.1986). Por ejemplo, los requerimientos de proteína en dorada varían desde un 50-55% 

en larvas y alevines, un 45-48% en juveniles hasta un 42% en peces de 80 g (Kissil 1981, 

Vergara et al. 1996, Skalli 2001).  

 

De Aminoácidos libres (AL): la importancia de estos componentes en las dietas 

de las larvas de peces se deduce del hecho de que constituyan el 50% del total de 

aminoácidos presentes en las larvas y de su alta concentración en el alimento natural 

(copépodos). Los AL son importantes en el metabolismo aeróbico y en la síntesis de la 

proteína muscular durante la fase embrionaria y vitelina en especies marinas con huevos 

pelágicos. La provisión de estas sustancias se establece durante la maduración final del 

oocito y procede de la hidrólisis de la proteína del vitelo. Posteriormente cuando la larva 

eclosiona y se produce la reabsorción del vitelo, el nivel de AL desciende drásticamente y 

debe ser aportado por la dieta exógena (García-Alcazar 2001). 

 

 De Carbohidratos: los carbohidratos del vitelo (de huevos y larvas) están 

disponibles en forma libre o como glucoproteinas pero en cantidades relativamente 

pequeñas. El glucógeno es el carbohidrato primario empleado como fuente de energía en 

todos los huevos y en los primeros estadios embrionarios de los peces estudiados 

(Nakagawa 1970, Terner 1979, Cetta y Capuzzo 1982, Vetteret al. 1983). 

  

Los carbohidratos son los nutrientes más utilizados entre la fertilización y la 

eclosión y por tanto se les ha atribuido un papel importante como nutriente en la división 

celular inicial  (Moroz y Luzhin 1976). 

 

Después de la eclosión, disminuye la capacidad de utilizar los carbohidratos como 

fuente de energía (especialmente en las especies carnívoras como el dentón) en 

comparación con los lípidos  y proteínas (Furuichi y Yone 1980, Muraiet al. 1980, Hilton 

y Slinger 1981, Tacon y Cowey 1985). Varios autores (Cowey y Luquet 1983, Kaushik y 

Gomes 1988) han puesto de manifiesto que la capacidad de los peces para utilizar los 

carbohidratos es menor que en animales terrestres y que su utilización difiere entre las 

distintas especies. 

 

En cuanto a los espáridos, los datos disponibles parecen señalar que las especies de 

esta familia están poco capacitadas para utilizar los carbohidratos de la dieta. Numerosos 

trabajos realizados en varias especies pusieron de manifiesto la disminución de los 

coeficientes de digestibilidad aparente de la materia orgánica y de la energía. Esto ocurre, 

por ejemplo, en dorada al aumentar la concentración de carbohidratos en las dietas 

(Santinha et al. 1996), sin embargo en la lubina (familia Moronidae) parece haber una 

mejor capacidad digestiva para los carbohidratos (Morales y Oliva-Teles 1995).  



 
20 

 De Vitaminas: los peces en general no pueden sintetizar vitaminas, por lo que han 

de suministrarse en la ración, salvo en el caso de la carpa y la tilapia cuya flora intestinal 

es capaz de sintetizar la vitamina B12 (Lovell 1980). 

  

 Los peces normalmente no exhiben síntomas de deficiencia en condiciones 

naturales. Esto se debe a que los alimentos naturales, que pueden ser limitados en cantidad, 

generalmente están bien equilibrados con respecto a las vitaminas y otros factores 

esenciales de crecimiento. Cuando están confinados en condiciones artificiales y se les da 

de comer dietas suplementarias para obtener un crecimiento rápido, entonces aparecen los 

problemas nutricionales. 

 

 A la hora de formular dietas para peces marinos, es importante tener en cuenta los 

requerimientos vitamínicos con el objetivo de evitar problemas carenciales como son las 

afecciones de la visión y el sistema nervioso, reducción de la velocidad de crecimiento, 

anemia, hemorragias, hígado graso, trastornos del sistema digestivo y aumento de la 

susceptibilidad a enfermedades patogénicas (García-Alcazar 2001, Skalli 2001). 

 

Se ha encontrado que las Vitaminas (especialmente la C y E) poseen propiedades 

inmunoestimulantes. Deficiencias combinadas de ácido ascórbico y –tocoferol, afectan 

varias funciones del suero y del complemento (capacidad hemolítica y opsónica) y la 

función fagocítica de los macrófagos del exudado peritoneal (Skalli 2001). 

 

Las Vitaminas C y E son particularmente importantes en larvas de peces porque 

sus reservas experimentan grandes reducciones (hasta del 50% en salmón) en los primeros 

días de vida. La Vitamina C tiene una función antiestrés y su carencia produce 

malformaciones y la aparición de enfermedades bacterianas. En lubina y rodaballo se ha 

determinado que 20 mg de ácido ascórbico/kg de dieta son suficientes para obtener larvas 

con crecimiento y supervivencia normales. La Vitamina E actúa principalmente como 

antioxidante metabólica y evita la oxidación de los fosfolípidos insaturados en las 

membranas celulares. En larvas de peces marinos, las cuales tienen altos requerimientos 

de HUFA, necesitan también altos niveles de -tocoferol que eviten su peroxidación. Las 

cantidades suministradas en las dietas larvarias están alrededor de 700 mg/kg (García-

Alcazar 2001). Respecto a la Vitamina A (en forma de pigmentos carotinoides) presente 

en diversas presas vivas (Copepoda, Artemia) ha sido recientemente relacionada con la 

función visual y la pigmentación de larvas de algunas especies como el lenguado 

(Ronnestad et al. 1998 a y b,Shields et al. 1999). 

 

 De minerales: debido a la interacción activa que existe entre los peces y su entorno 

(el agua), éstos pueden absorber los minerales disueltos en el agua a través de las 

membranas branquiales y, en el caso de los peces marinos que beben agua, absorbiéndolos 

del intestino. Según el NCR (1981), la mayor parte de las necesidades de calcio (Ca+2) y 

algunas de las de hierro (Fe +2, Fe+3), magnesio (Mg+2), cobalto (Co+2), potasio (K+), 

sodio (Na+) y cinc (Zn+2) podrían ser cubiertas a partir del agua. 
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2.1.4.3. Requerimientos de lípidos. 

 

Los tipos de lípidos más importantes en la nutricion animal son los triacilgliceridos 

(TAG) y fosfolípidos (PL). Los TAG son triésteres de glicerol con tres ácidos grasos y los 

PL son ésteres con dos ácidos grasos y un ácido fosfórico, el cual está unido por un enlace 

diester con otro alcohol (usualmente etanolamina, colina, serina o inositol). En el ambiente 

marino, otros tipos de lípidos, las ceras, pueden ser encontrados en grandes cantidades. 

Estas son ésteres de un ácido graso y un alcohol graso. Los esteroles libres o esterificados 

también están presentes y juegan un papel particular en la nutrición de crustáceos 

(Guillaume et al. 2001). 

 

Los lípidos suministrados en el alimento de los peces, al igual que en los mamíferos, 

son vitales para satisfacer los requerimientos de ácidos grasos esenciales (AGE), estos son 

ácidos grasos que no son sintetizados por los organismos y son necesarios tanto para el 

metabolismo celular (síntesis de prostaglandinas y compuestos similares)  como para 

mantener la integridad y fluidez de las membranas celulares. Los lípidos también sirven 

como vectores para la absorción intestinal de vitaminas liposolubles y pigmentos 

carotenoides. Finalmente, los lípidos juegan el principal papel en el aporte de energía, papel 

que alcanza la mayor importancia en los peces, puesto que la mayoría de ellos digieren mal 

los carbohidratos complejos (Guillaume et al. 2001). 
 

Actualmente se conocen las principales etapas del metabolismo de los lípidos en 

los peces y muestra similaridades con el de los mamíferos. Sin embargo, la nutrición 

lipídica en los peces difiere de la de otros vertebrados superiores en algunos aspectos. El 

ambiente acuático se caracteriza por una gran riqueza en ácidos grasos poliinsaturados 

(PUFA) y en particular en los de cadena larga (con 20 carbonos o más) o HUFA(ácidos 

grasos altamente insaturados). Los HUFA de la serie n-3 (HUFA n-3) son aquellos por los 

cuales los peces tienen los mayores requerimientos, en contraste con los vertebrados 

terrestres. Los requerimientos cuantitativos de lípidos en la alimentación de los peces han 

sido ampliamente estudiados para mejorar tanto la rentabilidad de la producción como la 

protección del medio ambiente (Guillaume et al. 2001). 

 

2.1.4.3.1. Influencia de los lípidos en la alimentación de los reproductores 

y la calidad de huevos y larvas. 

 

2.1.4.3.2. Requerimientos de ácidos grasos en la dieta 

 

2.1.4.3.2.1.  Biosíntesis y conversión de ácidos grasos. 

 
El valor nutritivo de los lípidos se halla determinado por su contenido en ácidos 

grasos. Algunos ácidos grasos se obtienen por biosíntesis a partir de los productos 

carbonados más simples del metabolismo energético: anhídrido carbónico en forma de 

bicarbonato, y ácido acético en forma de acetil-coenzima A (A-CoA). Esta biosíntesis 

tienen lugar en el citosol y conlleva el encadenamiento de átomos de carbono de dos en 
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dos; los principales ácidos grasos que se obtienen de este modo son los ácidos mirístico 

(14:0) y palmítico (16:0) (Mellinger 1995). 

 

Para producir toda la gama de ácidos grasos necesarios para las células de los 

diferentes tejidos, otros sistemas enzimáticos proceden al alargamiento de las cadenas 

hidrocarbonadas hasta llegar a C18, C20 y C22, e incluso a unidades más largas, así como 

a la inserción de dobles enlaces en las cadenas, proceso denominado desaturación. Estos 

dos tipos de reacciones tienen una localización preferencial: las reacciones de elongación 

se producen en las mitocondrias y las reacciones de desaturación en las membranas del 

retículo endoplasmático. Los ácidos grasos obtenidos se incorporan a los fosfolípidos (PL) 

de membrana y, bajo esta forma, son redistribuidos a todo el sistema de membranas de la 

célula (Mellinger 1995). 

 

En el sistema de elongación mitocondrial, los grupos acilo son transportados por el 

grupo CoA, mientras que en el citoplasma es una proteína especial, la ACP (“AcilCarrier 

Protein”) la que los transporta. El alargamiento de la cadena se realiza por el extremo –

COOH terminal, que contiene el primer átomo de carbono. Las desaturaciones tienen lugar 

en puntos precisos de la cadena y normalmente dan lugar a una isomería cis, que desvía la 

cadena 30º en cada doble enlace. Las enzimas que provocan estas desaturaciones se llaman 

desaturasas y son denominadas con la letra griega  (delta) seguida de una cifra que indica 

el número de orden del átomo de carbono, contado a partir del extremo –COOH terminal, 

en el que se produce el doble enlace (Navas-Antón 1997). 

 

Las desaturasas vegetales pueden operar entre el primer doble enlace y los grupos 

metilo o carboxilo terminal. El primer doble enlace aparece entre los átomos de carbono 9º 

y 10º; la enzima responsable es una desaturasa 9 y el principal producto de esta reacción 

es el ácido oleico (18:1 n-9), aunque también se puede producir el ácido palmitoleico (16:1 

n-7). Los dobles enlaces siguientes aparecen por la acción de otras desaturasas. A 

diferencia de los vegetales, en los tejidos animales sólo se producen desaturaciones a partir 

del extremo de la cadena correspondiente al grupo carboxilo terminal. Debido a ello sus 

ácidos grasos forman series distintas (n-9, n-6 y n-3) entre las cuales no hay ninguna 

conversión posible. En la Figura4 se muestran los ácidos grasos obtenidos tras las 

diferentes reacciones de alargamiento y desaturación (Navas-Antón 1997). 

 

Las desaturasas 6, 5 y 4 están directamente relacionadas con la formación de 

los ácidos grasos poliinsaturados (PUFA, ácidos grasos con tres o más dobles enlaces) de 

20 y 22 átomos de carbono a partir de los ácidos grasos 18:3 n-3 (linolénico) y 18:2 n-6 

(linoleico). Los ácidos grasos de la serie n-3 tienen una mayor afinidad por la desaturasa 

6 y, probablemente también, por la desaturasa 5 que sus homólogos de la serie n-6. 

Debido a la competencia que se establece entre los ácidos grasos de las series n-3 y n-6 por 

las mismas enzimas es necesario que exista un adecuado balance entre los ácidos 18:2 n-6 

y 18:3 n-3, puesto que un exceso de 18:2 n-6 puede ralentizar la desaturación y 

alargamiento que origina el 18:3 n-3 y viceversa (Sargent et al. 1995). 
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Por otra parte, no hay una evidencia directa de la existencia de una 4 desaturasa 

que lleve a cabo los últimos pasos representados en la Figura 4 (Sargent et al. 1995). Se 

ha demostrado que, en realidad, la reacción que debería llevar a cabo la desaturasa 4 

consiste en una serie de reacciones en las que se halla envuelta la desaturasa 6 (Voss et 

al. 1991, Sprecheret al. 1995). Así, el ácido 20:5 n-3 se alarga primero hasta 22:5 n-3 y, 

después, hasta 24:5 n-3. Luego la 6 desaturasa convierte el 24:5 n-3 en 24:6 n-3 que es 

entonces acortado hasta 22:6 n-3. Todas estas reacciones tienen lugar en los microsomas, 

excepto la conversión de 24:6 n-3 hasta 22:6 n-3 que tiene lugar en los peroxisomas 

(Navas-Antón 1997). 
 

 

Síntesis de Novo      Dietas 

 

 
    

  16:0 

 
  

                       18:0 

 

9 

 

 
18:1(n-9)   18:2(n-6)       18:3 (n-3) 

 

6     20:2(n-6)    20:3(n-3) 

 
                 18:2(n-9)   18:3(n-6)       18:4(n-3) 

 

Elong + 2C 
 

 

20:2(n-9)   20:3 (n-6)  Prostaglandinas    20:4(n-3) 
     E1, F1  

5 

 
 

 

20:3(n-9)   20:4(n-6)       20:5 (n-3)                         Prost 
                 E3, F3 

Elong+2C                                                                                          Prost 

E2, F1 
Thomboxano 

      A2      

 
22:3(n-9)   22:4 (n-6)       22:5(n-3) 

 

4? 

 
 

22:4(n-9)   22:5(n-6)     22:6(n-3)  Prost 

          F4  
 

Figura 4. Diagrama de las principales rutas de bioconversión de los ácidos grasos y prostaglandinas (Bell et 

al. 1986). 

Rutas principales:                        ,  Rutas segundarias 
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    2.1.4.3.2.2. Necesidades de ácidos grasos en la dieta 

 

Los peces, al igual que el resto de los animales no poseen las desaturasas 12 y 13 

necesarias para la formación de los ácidos linoleico (18:2 n-6) y linolénico (18:3 n-3) a 

partir del ácido oleico 18:1 n-9. Como consecuencia, todos los PUFA de las series n-3 y n-

6 presentes en los lípidos de los peces provienen de los PUFA de las series n-3 y n-6 que 

se han formado en las plantas (Sargent et al. 1989). A partir de los ácidos linoleico y 

linolénico se pueden producir reacciones de elongación y desaturación que permiten la 

formación de los ácidos grasos de las series n-3 y n-6 con mayor número de átomos de 

carbono (Sargent et al. 1989). Ahora bien, la capacidad para llevar a cabo estas reacciones 

varía de unas especies a otras. Así, las especies marinas, en general, carecen de las enzimas 

necesarias para alargar (elongasas) y desaturar (desaturasas 6, 5 y 4) los ácidos 

linoleico y linolénico y, como consecuencia, han de poseer en la dieta una fuente de ácidos 

grasos de 20 y 22 átomos de carbono de las series n-3 y n-6 (Bell et al. 1985, 1986). Para 

confirmar estas cuestiones se realizaron experimentos en rodaballo (Linares y Henderson 

1991), dorada (Mourente y Tocher 1993 a) y Liza aurata (Mourente y Tocher 1993 b) 

consistentes en la inyección intraperitoneal de ácidos grasos C18 y C20 de las series n-3 y 

n-6 marcados radiactivamente con 14C y en el estudio posterior de los ácidos grasos que 

aparecían marcados radiactivamente en diversos tejidos. Estos estudios han confirmado la 

limitada capacidad de las especies marinas para sintetizar los ácidos grasos altamente 

insaturados (HUFA) de C20 y C22 de la serie n-3, ácidos eicosapentaenoico (EPA, 20:5 n-

3) y docosahexaenoico (DHA, 22:6 n-3) y el ácido graso C20 de la serie n-6, ácido 

araquidónico (ARA, 20:4 n-6). Como resultado estos ácidos grasos han de ser 

administrados a través de la dieta y resultan ser ácidos grasos esenciales (AGE) para el 

normal desarrollo de los individuos (Watanabe 1993). 

 

 Watanabe and Kiron (1995) recomienda incluir en la dieta niveles de 3% o más de 

HUFA n-3 sobre el peso seco de la dieta. Sargent y colaboradores recomiendan incluir 

fosfolípidos marinos (huevos de peces) ricos en HUFA n-3 a niveles del 10% del peso seco 

de la dieta (Sargent et al. 1999b). De todas formas, es importante mencionar que en 

términos energéticos, la inclusión de altos niveles de HUFA en las dietas puede resultar en 

una limitante energética para las larvas, ya que estos son sustratos relativamente pobres 

para los sistemas generadores de energía por vía de oxidación de ácidos grasos. Por lo cual, 

es necesario un balance adecuado entre ácidos grasos poliinsaturados, monoinsaturados y 

saturados, y este puede ser obtenido mediante la inclusión de fosfolípidos en las dietas 

(Sargent et al. 1999a y b). 

 

En cuanto a las proporciones requeridas de ácidos grasos esenciales, el 

requerimiento de DHA es mayor al de EPA debido a su importancia en diversas funciones 

fisiológicas. Sin embargo, el DHA y el EPA deber ser incluidos en las dietas artificiales en 

una proporción adecuada para evitar un efecto negativo en los sistemas neurológicos y 

visuales. Como norma general, la proporción utilizada en la formulación de dietas es de 

2:1 (DHA/EPA). Además, puesto que las prostaglandinas y los leucotrienos producidos a 
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partir de 20:4 n-6 (ARA) tienen mayor actividad biológica que los derivados de 20:5 n-3 

(EPA) (Sargent et al. 1999 b) es indispensable incluir una proporción adecuada de estos 

dos AGE. Hasta ahora, está proporción no ha sido plenamente definida, pero se recomienda 

la de 1.5:1 (ARA/EPA) (Sargent et al. 1997). El aceite de pescado contiene 

aproximadamente 1% de ARA con respecto a los ácidos grasos totales, lo cual 

generalmente es considerado suficiente (Sargent et al. 1999 b). 

 

   2.1.4.3.3. Función de los ácidos grasos en el cultivo larvario  

 

    2.1.4.3.3.1. Digestión de lípidos en larvas 

 

Puesto que las larvas tienen un sistema digestivo menos complejo, se puede esperar 

que tengan una menor eficiencia digestiva que los peces adultos. No obstante, las enzimas 

digestivas están presentes desde el comienzo de la alimentación externa en muchas 

especies de peces. Existen investigaciones sobre la digestión de proteínas y carbohidratos 

pero pocos estudios centrados en las enzimas que digieren las grasas. La actividad 

lipasa/esterasa fue registrada primeramente en larvas de especies de peces marinos tales 

como rodaballo (Scophthalmus maximus) (Cousin et al. 1987) y lubina (Alliot et al. 1977). 

 

Varios tipos de lipasas han sido reconocidos en el tracto digestivo de peces juveniles 

y adultos. Entre ellas, la actividad de las “lipasa activada por sales biliares no específicas” 

(BAL) de las cuales se ha sugerido que juegan un importante papel en la digestión de los 

lípidos neutros en algunas especies de peces tales como la anchoa (Engraulis encrasicolus), 

salmón rosado (Onchorhyncus  gorbuscha), tiburón leopardo (Triakis semifasciata), trucha 

arcoiris (Onchorhynchus mykiss), bacalao (Gadus morhua) y dorada japonesa (Pagrus 

major). Actúan a un pH neutro, en dorada japonesa tiene un rango de 7.7 a 8.3 y su 

actividad se incrementa con la adición de colato y taurocolato de sodio (Iijima et al. 1998). 

Este tipo de enzimas catalizan la hidrólisis de los enlaces de ester carboxílico, no solamente 

de los acilgliceroles, sino también de las grasas dietarias minoritarias incluyendo ésteres 

de colesterol (CE) y ésteres de vitaminas (Wang y Hartsuck 1993). 

 

Existe también evidencia de la presencia de MPL (Lipasa Pancreatica de 

Mamíferos), aislada en trucha arcoiris (Léger et al. 1977). También se ha encontrado 

actividad de la Fosfolipasa A2 (PLA2) en varias especies de peces (Izquierdo y Henderson 

1998). La PLA2 cataliza la hidrólisis de los enlaces ester de los ácidos grasos en la 2ª 

posición de los fosfoacilglicéridos (PL) y producen ácidos grasos libres y lisofosfolípidos. 

Esta enzima cataliza tanto los PL de la dieta como los biliares y es Ca+2 dependiente 

(Izquierdo et al. 2000). La PLA2 purificada de hepatopáncreas y ciegos pilóricos de dorada 

japonesa, muestra varias isoformas, se activa en presencia de sales biliares y tiene un rango 

de pH óptimo de 8 a 9 (Iijima et al.1990 y 1997). 

 

A pesar de los grandes avances en el entendimiento de la digestión de lípidos en 

peces adultos y juveniles, el conocimiento de las enzimas lipolíticas en las larvas, 

particularmente el de las enzimas de la digestión luminal de los lípidos de la dietas es 
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escaso. En larvas de rodaballo se ha encontrado actividad esterasa (a un pH de alrededor 

de 6.0) (Munilla et al. 1993), aumento de actividad lipasa durante el desarrollo inicial 

(Cousinet al. 1987) y también incremento de actividad lipasa neutra y fosfolipasa con el 

aumento en peso en los peces muy jóvenes (Izquierdo y Henderson 1998). En larvas de 

dorada que inician la alimentación no se ha podido demostrar actividad de la PLA2 pero si 

se ha detectado actividad de lipasa neutra (día 4), también se ha encontrado un aumento 

significativo de la actividad lipolítica (BAL) con un incremento entre 5 y 8 veces del nivel 

inicial entre los días 9 y 15 respectivamente (Izquierdo et al. 2000). Aunque algunos 

autores afirman que no existe una carencia generalizada de capacidad digestiva en las 

larvas que inician la alimentación externa (Segner et al. 1993) otros sugieren que las larvas 

cuentan principalmente con las enzimas digestivas de las presas y consideran que esto es 

uno de los efectos beneficiosos de la alimentación de larvas con presas vivas en lugar de 

dietas artificiales (Munilla et al. 1993). Varios autores han incluido enzimas en las 

microdietas con éxito variable en cuanto a crecimiento y supervivencia larvaria. Por 

ejemplo añadieron enzimas pancreáticas porcinas (incluida la MPL) a lubinas de 20-34 días 

y lograron mejorar la deposición de lípidos en las larvas, especialmente cuando fueron 

alimentadas con Artemia, aunque no afectó el crecimiento larvario (Kolkovski et al. 1997). 

Suplementando las microdietas de larvas de dorada (21-45 días) con MPL bovino lograron 

incrementar la absorción pero sólo en peces mayores (32-45 días) (Koven et al. 1993). 

Estos autores sugieren que los niveles de lecitina dietaria fueron insuficientes o que la 

longitud intestinal es demasiado corta como para incrementar la absorción en los primeros 

estadios larvarios.  

 

A pesar de que la MPL ha sido detectada en algunas especies, este tipo de enzima 

no parece ser la principal responsable de la digestión de los lípidos neutros en los peces 

marinos (Izquierdo et al. 2000). Además, los PUFA predominantes en los lípidos marinos 

y esenciales para los peces marinos son más resistentes a la hidrólisis por MPL. Por otra 

parte se ha demostrado la especificidad de la BAL de bacalao por los PUFA (Gjellesvik et 

al. 1992). La BAL de peces hidroliza preferencialmente al 20:4n-6 y al 20:5n-3, seguido 

por el 18:2n-6 y luego por el 18:1n-9 y 22:6n-3 (Iijimaet al. 1998). Las larvas de dorada 

muestran un incremento de la actividad lipasa neutra cuando son alimentadas con rotíferos 

que contenían TG ricos en EPA o DHA en lugar de ácidos grasos monoinsaturados, estos 

resultados sugieren que el BAL está presente en el sistema digestivo de estas larvas desde 

el inicio de la alimentación exógena y su activación es regulada por los lípidos dietarios 

(Iijimaet al. 1998, Izquierdo et al. 2000).  

 

Se han estudiado los patrones de distribución de actividad lipasa a lo largo de varios 

segmentos del tracto digestivo de peces juveniles y adultos y parecen diferir entre las 

especies (Koven et al. 1994 a, b, Chakrabarti et al. 1995, Izquierdo y Henderson 1998). La 

actividad lipasa neutra está extensamente distribuida a lo largo del tracto digestivo 

(Chakrabarti et al. 1995, Izquierdo et al. 1997 c, Izquierdo y Henderson 1998), con una 

muy baja proporción de la actividad total intestinal en el estómago (Borlongan 1990, 

Koven et al. 1994 b). En bacalao, dorada y pargo se ha encontrado la más alta actividad 

lipolítica en el intestino anterior (Izquierdo et al. 1997 c), mientras que en especies como 
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el rodaballo la mayor proporción de la actividad lipasa neutra total y fosfolipasa ocurre en 

la región posterior (Koven et al. 1994 b, Izquierdo y Henderson 1998). Estos autores 

sostienen que el tracto digestivo generalmente corto del rodaballo, con un muy extenso 

plegamiento de la mucosa, tienen una absorción intestinal significativamente mayor que 

los peces con intestino más largo, y podría ser responsable de las mayores actividades de 

la lipasa neutra y fosfolipasa encontradas en el intestino posterior de esta especie. Es 

interesante que este patrón de distribución de las actividades lipolíticas encontrada en el 

rodaballo adulto, casi desaparece en los juveniles, sugiriendo una muy baja diferenciación 

funcional de los diferentes tractos digestivos en los peces jóvenes  (Izquierdo y Henderson 

1998). 

 

2.1.4.3.3.2. Absorción y transporte de lípidos 

La absorción de lípidos en los peces es similar a la de los mamíferos. Después de 

la hidrólisis intraluminar, las grasas de la dieta es captada en las células epiteliales del 

intestino mediante difusión de las formas micelares de monoglicéridos y de ácidos grasos. 

La posterior reacilación ocurre por dos vías: 1) la ruta de los monoglicéridos en el retículo 

endoplasmático liso en el cual se sintetizan triglicéridos y 2) la ruta del L--glicerofosfato 

tanto en el retículo rugoso como en el liso en la cual se sintetiza tanto TAG como PL (Sire 

et al. 1981). Los lípidos absorbidos son finalmente descargados en la submucosa como 

VLDL (lipoproteínas de muy baja densidad) o partículas semejantes a quilomicrones. La 

importancia relativa tanto de las vías de reacilación como de síntesis de lipoproteínas ha 

sido discutida por muchos autores (Sire et al. 1981, Léger et al. 1988) y parecen ser 

afectadas por los lípidos dietarios (Sire y Vernier 1981). 

 

Desde el comienzo de la alimentación exógena las larvas de varias especies parecen 

ser capaces de absorber lípidos por el epitelio intestinal. Sin embargo la localización 

específica de los diferentes segmentos del tracto digestivo, en donde ocurre, parece diferir 

entre las especies. En Coregónidos la absorción está localizada en la parte anterior (Segner 

et al. 1989). En larvas de dorada la absorción se observa a lo largo de todo el intestino 

prevalvular (Izquierdo et al. 2000), en lubina la absorción también se produce en el 

segmento prevalvular pero es particularmente marcada en la porción distal (Deplano et al. 

1991). Esta localización distal permanece a lo largo de todo el desarrollo larvario y ha sido 

relacionada con la diferenciación incompleta del tracto digestivo, especialmente por la 

ausencia de un estómago funcional (Deplano et al. 1991). 

 

Deplano et al. (1991) encontraron que a pesar de la habilidad precoz de las larvas 

de lubina para absorber lípidos y debido a que al final de la fase lecitotrófica los enterocitos 

son funcionales pero pobremente desarrollados, sólo una pequeña proporción de los lípidos 

absorbidos es incorporada dentro de las partículas de lipoproteína, sugiriendo una reducida 

capacidad de transporte de lípidos: La eficiencia de transporte de lípidos en las larvas 

parece mejorar desde el día 9 en adelante, cuando hay una clara intensificación de la síntesis 

de lipoproteínas junto con un incremento de la deposición de glucógeno en el hígado. 

Deplano et al. (1989) sugieren que desde el día 18 hay un mejoramiento de las capacidades 
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de síntesis y transporte de lipoproteínas semejante al de los adultos, basado en un desarrollo 

extremo del retículo endoplasmático rugoso y del sistema de Golgi. 

 

Sin embargo, en larvas de lubina alimentadas con dieta artificial, el transporte de 

lípidos parece reducirse debido al pobre desarrollo del retículo endoplasmático y el sistema 

de Golgi de los enterocitos (Deplano et al. 1991). Se ha sugerido que en algunos peces 

marinos, el transporte de lípidos de los enterocitos a los hepatocitos en larvas alimentadas 

con dietas artificiales se incrementa por la suplementación de la dieta con PL (Kanazawa 

1993 a). 

 

Efecto de los fosfolípidos dietarios: en términos generales, la adición de 

fosfolípidos (PL) a las microdietas produce un efecto benéfico sobre el crecimiento y la 

supervivencia larvaria de varias especies de peces tales como el lenguado japonés 

(Paralichthys olivaceous) (Kanazawa et al. 1983), el ayu (Plecoglossusaltivelis) 

(Kanazawa et al. 1985), dorada japonesa (Kanazawa 1993 a) y carpa (Radünz-Neto et al. 

1994). La PC (fosfatidilcolina) y el PI (fosfatidilinositol) han sido señalados como los 

principales componentes de los PL responsables de tales efectos, aunque la acción 

particular de cada tipo de lípido parece ser diferentes: la PC parece más efectiva en 

promover el crecimiento que el PI en larvas de lenguado japonés (Kanazawa 1993 b) y 

carpa mientras que el PI parece más efectivo en mejorar la supervivencia y prevención de 

las deformidades esqueléticas en larvas de carpa (Guerden et al. 1995 a y b). 

 

Los PL de la dieta también parecen tener un marcado efecto sobre el transporte de 

lípidos. La alimentación de larvas de dorada con dietas sin la suplementación de lecitina 

produce acumulación de vacuolas lipídicas en la zona basal de los enterocitos y esteatosis 

en el tejido hepático. Ambas respuestas son marcadamente reducidas por la adición de 2% 

de lecitina de soya, denotando un mejoramiento en la actividad de transporte de lípidos en 

intestino e hígado (Izquierdo et al. 2000), lo cual sugiere que los PL tienen un papel 

específico en la síntesis de VLDL como en los mamíferos (Fontagné 1996). El 

mejoramiento de esta síntesis de lipoproteínas es debido principalmente a la PC y puede 

estar relacionado con su predominancia en las lipoproteínas de los peces en comparación 

con otros PL (95% del total de PL en las lipoproteínas) y una posible estimulación de la 

secreción de apoproteínas como ocurre en los mamíferos (Field y Mathur 1995). 

 

A su vez, el mejoramiento del transporte de lípidos por los PL puede ser responsable 

del mejoramiento de la retención encontrada en varias especies. Así, el incremento de los 

PL dietarios mejora la retención de lípidos, particularmente la PC y el colesterol (CHO), en 

larvas de quisquilla (Teshima et al. 1986), incrementó la incorporación de ácido oleico 

marcado en la dorada (Koven et al. 1993) y mejoró la retención de PL y TG así como la 

incorporación del DHA en los lípidos polares de las larvas de dorada (Salhi et al. 1995 y 

1999). 

 

 



 
29 

La composición de ácidos grasos de los PL también parece determinar los efectos 

beneficiosos de esta clase de lípidos. Cuando la PC y el PI contienen PUFA mejora el 

crecimiento y supervivencia del ayu, mientras que no mejora con la PC de huevos de pollo 

o dipalmitato (Kanazawa et al. 1985). En larvas de lenguado japonés también se ha 

encontrado que la lecitina de soja es más efectiva en promover el crecimiento que la lecitina 

de huevos de pollo (Kanazawa 1993 a). En larvas de dorada, disminuye la acumulación de 

vacuolas lipídicas en la zona basal de los enterocitos cuando la dieta se suplementa con 

0.1% de PC (sea esta de calamar o soja). Sin embargo, la PC de calamar fue más eficiente 

en reducir la esteatosis hepática que la de soja, lo cual sugiere un efecto combinado de la 

PC y los HUFA n-3 dietarios en promover la utilización hepática de los lípidos. En realidad 

se ha encontrado que ambos tipos de moléculas promueven la síntesis de lipoproteínas 

(Izquierdo et al. 2000). 

 

Eficiencia de los PL vs. Los TG dietarios: los HUFAn-3 dietarios de los PL o de 

los TG parecen ser más eficientes en prevenir la deficiencia de ácidos grasos esenciales 

que los ácidos grasos libres (FFA) (Izquierdo 1988, Izquierdo et al. 1989 a y b). Estos 

autores sugieren que además del contenido de ácidos grasos también es importante la forma 

molecular en la cual son presentados en la dieta para obtener un buen crecimiento y 

supervivencia de las larvas de peces marinos. Estos hechos han sido corroborados en 

estudios realizados con larvas de dorada (Izquierdo 1988, Salhi et al. 1995). La 

incorporación entre diferentes ácidos grasos libres también parece diferir, después de 

alimentar larvas de dorada con PL marinos, se ha observado una mayor incorporación de 

EPA marcado que de ácido oleico marcado en los PL de las larvas (Salhi et al. 1995 y 

1999). Esto parece reflejar una mayor afinidad de las enzimas implicadas en la síntesis y 

transporte de PL por el EPA. 

 

Algunos autores también han sugerido una más rápida digestión y una más efectiva 

incorporación de los PL con HUFA n-3 en comparación con los TG con HUFA n-3 (Ackman 

y Ratnayake 1989). Alimentando larvas de dorada con TG y PL marinos (con niveles 

similares de HUFA n-3) se observó, que las alimentadas con TG marinos mostraban 

acumulación de vacuolas lipídicas en la zona basal de los enterocitos y esteatosis hepática, 

denotando una buena absorción de los TG dietarios pero sólo un reducido transporte de 

lípidos hacia los tejidos periféricos, mientras que en las larvas alimentadas con PL marinos 

las proporciones relativas de PC y PE (fosfatidiletalonamina) fueron mayores y más ricas 

en HUFA n-3 (Salhi et al. 1999). 

 

Las evidencias enzimáticas, histológicas y bioquímicas sugieren que las larvas de 

peces marinos son capaces de digerir y absorber efectivamente los TG ricos en HUFAn-3, 

pero alimentándolas con PL, particularmente si ellos son ricos en HUFA n-3, puede mejorar 

la digestión PL y especialmente el transporte de lípidos permitiendo una mejor 

incorporación de HUFA n-3 dentro de los lípidos de membrana de las larvas y promoviendo 

el crecimiento de los peces (Izquierdo et al. 2000). 
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3.1.4.3.3.3. Metabolismo y utilización de ácidos grasos  

2.1.4.3.3.3.1. Requerimientos cuantitativos de AGE 

Los huevos de los peces marinos se caracterizan por altos contenidos en DHA y 

EPA entre los otros ácidos grasos, los cuales son retenidos a lo largo del desarrollo 

embrionario, particularmente el DHA, sugiriendo la importancia de estos HUFA en el 

desarrollo embrionario (Lie 1993, Rainuzzo et al. 1993). El ARA, el EPA y, especialmente 

el DHA son también preferencialmente retenidos en los lípidos larvarios a expensas de 

otros ácidos grasos durante los periodos de ayuno (Tandler et al.1989), permitiendo la 

preservación de valiosos componentes esenciales de las membranas biológicas durante 

tales periodos críticos. En juveniles, la deficiencia en los HUFA n-3 retrasa el crecimiento 

de los peces, induce mortalidad y reduce la resistencia al estrés (Izquierdo 1996, Montero 

et al. 1998). Adicionalmente, estas deficiencias han sido asociadas con algunas alteraciones 

anatómicas tales como hipomelanosis del lado ocular de los peces planos (Kanazawa 1993 

b), disgregación del epitelio branquial y edema. Estos signos también parecen estar 

conjuntamente asociados a deficiencias de vitaminas liposolubles o contenidos de PL en 

las dietas (Izquierdo 1996). Basándose en estos efectos, se han determinando los niveles 

dietarios óptimos de HUFA n-3 para las larvas de varias especies, y difieren en un rango 

entre 0.3 y 39 g/kg. El DHA parece tener una mayor eficiencia como ácido graso esencial 

que el EPA (Watanabe et al. 1989, Watanabe 1993), y es particularmente acumulado en 

los nervios olfatorios, retina y sistema nervioso central (Sargent et al. 1993). 

 
Recientes estudios han demostrado la importancia del ARA dietario en las larvas de 

algunas especies de peces marinos. El mayor crecimiento encontrado en juveniles de 

rodaballo, alimentados con vitelo de huevos de pollo, se ha relacionado con su mayor 

contenido de ARA(Castell et al. 1994). En larvas de dorada, el ARA dietario parece ser 

importante en el aumento de la supervivencia (elevando el nivel de ARA de 0.1 a 1.0%), 

pero no es tan eficiente en mejorar el crecimiento como el DHA o el EPA (Bessonart et al. 

1999). El aumento de los niveles dietarios de ARA incrementa el total de lípidos y los 

lípidos polares de las larvas, particularmente la PC, así como la incorporación del ARA en 

los lípidos neutros y PL. El ARA parece también jugar un importante papel en la 

pigmentación de peces planos (Estévez et al. 1997). 

 
2.1.4.3.3.3.2. Proporciones entre los AGE e interacciones competitivas 

 
Además de un requerimiento mínimo dietario para cada ácido graso esencial, las 

proporciones relativas entre los diferentes PUFA en los tejidos de las larvas parecen estar 

relacionadas con la mejora en las tasas de crecimiento. Y la existencia de diferentes tipos 

de interacciones competitivas entre los ácidos grasos implica la necesidad de controlar 

tanto las proporciones dietarias como las cantidades absolutas. 
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Competencia en la digestión de los AGE: en adultos de dorada japonesa la 

competencia entre ARA, EPA y DHA se establece ya desde el proceso de digestión, puesto 

que la BAL ha mostrado tener una mayor afinidad por la EPA o por el ARA que por el DHA 

esterificados de los lípidos neutros dietarios (Iijima et al. 1998). 

 

Competencia en la síntesis de fosfolípidos: puesto que las acilasas y transacilasas 

que esterifican los ácidos grasos dentro de los diferentes fosfoacilglicéridos (PL) tienen 

preferencias por algunos ácidos grasos, es obvio que se establezca competencia entre ellos. 

Por ejemplo, la afinidad de la PC y, especialmente, la PE sintetasas por el DHA, 

particularmente en la 2ª posición de los PL parece ser muy fuerte. Por una parte, la 

elevación del DHA en las dietas de la dorada de 0.7 a 2.6% con un nivel constante de EPA 

(0.7%), incrementó el contenido de DHA en la 2ª posición de la PC y la PE larvarios, 

mientras que sólo inhibió la incorporación del EPA dentro de la 2ª posición de la PE y no 

en otros lípidos, siendo mejorado significativamente el crecimiento larvario. De otra parte, 

la elevación de los niveles dietarios de EPA de 0.3 a 1.1%, con niveles constantes de DHA 

y ARA (0.7 y 0.06% respectivamente), no es capaz de desplazar el DHA de estas clases de 

lípidos en las larvas de dorada. Por el contrario, mejora la incorporación de DHA en la 2ª 

posición de la PC y el PE, mientras que el EPA se incremento en la PC pero decreció 

igualmente en la PE, el crecimiento larvario fue sólo ligeramente mejorado. Una elevación 

adicional del EPA dietario a 1.7% con niveles constantes de DHA y ARA de 1.1 y 0.7% 

respectivamente (1 - 0.5 DHA/EPA) tiene un efecto deletéreo, desplaza el DHA de la 2ª 

posición de la PC e incrementa el EPA en la 2ª posición de la PE, y reduce el crecimiento. 

También se han encontrado efectos deletéreos del EPA en el stripedjack, al incrementar el 

EPA dietario de 0.8 a 1.7 % (sin DHA) se produce una reducción significativa del 

crecimiento aunque la supervivencia fue muy similar entre las larvas alimentadas con 

cualquiera de los dos niveles (Takeuchi et al.1992). Lo anterior sugiere la importancia de 

una proporción balanceada entre los ácidos grasos de 20 y 22 C. 

 

La elevación del ARA dietario de 0.1 a 1.5% (DHA: 1.2%; EPA: 0.7%) no desplazó 

el DHA y el EPA de los PL larvarios, sino que por el contrario incrementó la incorporación 

de los tres ácidos grasos dentro de la 2ª posición de la PC y la PE. Hay que notar que los 

niveles de EPA en estos lípidos fueron siempre mayores que los del ARA, a pesar de los 

bajos niveles dietarios de EPA, demostrando la incorporación preferencial del EPA en la 

PC y la PE (Izquierdo et al. 2000). En larvas de lenguado japonés también se ha encontrado 

incremento en la incorporación del EPA al incrementar el nivel de ARA dietario (Estévez 

et al. 1997). 

 

Competencia en la Síntesis de eicosanoides: ocurre entre el ARA y el EPA, ya que 

tanto el ARA como el EPA son sustratos adecuados para las lipoxigenasas en la producción 

de leucotrienos de las series 4 y 5 respectivamente, y para las cicloxigenasas en la 

producción de prostanoides de las series 2 y 3 respectivamente. Las lipoxigenasas parecen 

tener una alta afinidad por el EPA mientras que el ARA es el sustrato preferido para las 

cicloxigenasas, los niveles relativos de ambos ácidos grasos en el PI de los diferentes tejidos 

regulan la síntesis proporcional de cada serie (Hwang 1989). Los productos de cada ácido 
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graso tienen diferentes actividades fisiológicas y a su turno compiten entre ellos por los 

receptores celulares. 

 

Competencia en la biosíntesis de ácidos grasos: este tipo de competencia ocurre 

básicamente en los peces de agua dulce y tiene poca importancia en los peces marinos ya 

que estos requieren HUFA preformados que son adquiridos en la dieta (Sargent et al. 1999 

a y b). Finalmente, la competencia entre los HUFA por la incorporación dentro de diferentes 

tipos de lípidos probablemente puede mostrar diferencias entre cada tejido puesto que la 

composición de ácidos grasos de cada clase de lípido difiere marcadamente entre los tipos 

celulares (Lie et al. 1992). 

 

2.1.4.3.4. Diseño de dietas larvarias 

Sargent et al. (1999 a y b) proponen una dieta compatible con las diferentes 

investigaciones efectuada sobre nutrición de lípidos (Tabla 6), abarca los hallazgos sobre 

niveles y proporciones de DHA, EPA y ARA, y requerimientos de inositol y colina (la 

dieta no considera la energía contenida y está basada en huevos de bacalao). Representa la 

dieta natural de los embriones en desarrollo, de las larvas con saco vitelino, y también es 

semejante a la dieta natural de las larvas y postlarvas de vida libre.  
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Tabla 6. Dieta para larvas que suple los requerimientos de lípidos. 

 

CANTIDADES DE AGE, INOSITOL Y COLINA EN UNA DIETA QUE 

CONTIENE 10% DE SU PESO SECO COMO FOSFOLÍPIDOS 

MARINOS a (PL) 

 

100 g de peso seco de la dieta contienen 10.0 g de fosfolípidos totales (PL) 

 

10.0 g de fosfolípidos contienen 0.42 g Fosfatidilinositol 

 

0.42 g de fosfatidilinositol contienen 72 mg  de inositolb 

 

10.0 g de fosfolípidos totales contienen 6.34 g Fosfatidilcolina 

 

6.34 g fosfatidilcolina contienen 624 mg de colina c 

 

10.0 g de fosfolípidos totales contienen 1740 mg DHA y 949 mg EPA 

(2699) mg de HUFA n-3 y 118 mg de ARAd 

Proporción de DHA/EPA/ARA en la dieta es de 183:100:12 e 

Proporción de HUFA n-3/HUFA n-6 es de 24:1 
 

 

a. Los fosfolípidos marinos son los PL de huevos de bacalao (Tocher y Sargent 1984); b. El valor para salmón 

es de 30- 40 mg/100 g de dieta (Halver 1989); c. El valor para salmón es de 60-80 mg/100 g de dieta (Halver 

1989); d. El valor para  rodaballo es de 800-1300 mg/100 g de dieta (Gatesoupe et al. 1977, Le Milenaire et 

al. 1983); e. El ARA puede ser incrementado hasta el doble en larvas de rodaballo, sin efectos deletéreos 

(Sargent 1999 a y b). 
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Sargent et al. (1999 a y b) plantean que la suplementación actual de los nauplios 

con aceites de pescado comerciales no es satisfactoria puesto que sólo alcanzan niveles 

moderados de HUFA n-3 (tal vez con la excepción del uso de aceite de globos oculares de 

atún), y por lo tanto el énfasis en futuras investigaciones debería ponerse en la utilización 

de preparaciones purificadas de DHA, EPA y ARA preferiblemente en forma de 

triacilglicéridos. Con tal fin, ahora están disponibles cultivos de células especializadas en 

la producción de aceites de triglicéridos: a) el dinoflagelado heterotrófico Crypthecodinium 

cohnii contiene fosfolípidos con DHA como único HUFA, b) ciertas algas verdes contienen 

sólo EPA, y c) el hongo Mortiella sp. contiene sólo ARA. Además también es posible 

sintetizar bioquímica o químicamente los fosfolípidos ricos en HUFA n-3 mediante 

reacciones de trans e inter-esterificación, y estos procesos pueden hacerse crecientemente 

competitivos en la medida en que sean demandados. 

 

2.1.4.3.5. Requerimientos de HUFA en larvas de dentón 

En el dentón, al igual que en otros peces marinos, se ha encontrado una fuerte 

correlación entre el contenido de HUFA suministrado en la dieta, y el crecimiento y la 

supervivencia entre las fases larvaria y juvenil. Por ejemplo, se puede señalar que la 

composición en ácidos grasos de las larvas de dentón está fuertemente influenciada por el 

contenido en ácidos grasos de la Artemia enriquecida suministrada en la dieta. Con respecto 

a la tasa de crecimiento, el enriquecimiento de Artemia con HUFA n-3 está positivamente 

interrelacionado con el crecimiento en talla y peso de las larvas de dentón (Mourente et al. 

1999). 

 

Niveles óptimos de HUFA: las larvas de dentón alimentadas con Artemia 

enriquecida con niveles supraóptimos de n-3 HUFA mostraron niveles significativamente 

bajos de contenidos de Vitamina E y altos niveles de MDA (Malondialdehido; un producto 

de la peroxidación de los HUFA n-3) indicando un incremento en el estrés oxidativo y bajo 

desempeño en crecimiento y supervivencia. Lo anterior indicaría, tanto en el dentón como 

en otras especies de peces marinos, que existe la necesidad de un balance entre las 

cualidades como promotores  del crecimiento de los ácidos grasos esenciales (AGE) y sus 

cualidades potenciales como inhibidores del crecimiento (de sus formas pro-oxidantes),  lo 

cual podría ser prevenido o compensado con un uso adecuado de antioxidantes en la dieta 

(p.e. Vitaminas E y C) (Mourente et al. 1999). 

 

 

2.1.5. TECNOLOGÍA DE ALIMENTACIÓN EN LARVAS Y ALEVINES 

 

2.1.5.1. Cultivos auxiliaries 

 

La cría y el mantenimiento de las larvas de los peces en cautividad conllevan la 

necesidad de suministrarles su alimento natural el fito y zooplancton.  Dado que se requiere 

una disponibilidad constante y en cantidades suficientes de alimento vivo es necesario 

producirlo en el laboratorio. Lamentablemente, las especies de las cuales suelen 
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alimentarse las larvas y alevines en el medio natural presentan gran diversidad y muchas 

dificultades para ser cultivadas en forma masiva, como es el caso de los Copépodos, por lo 

cual son reemplazadas con especies de plancton fácilmente cultivables y manipulables en 

el laboratorio o en condiciones de confinamiento. Estos cultivos auxiliares son básicamente  

monocultivos de fitoplancton (varias especies de microalgas), del rotífero Brachionus 

plicatilis y estadíos larvarios del crustáceo branquiópodo anóstraceo Artemia sp.(Mourente 

1989, Navarro-Tárrega 1999). 
 

Para el cultivo de nuevas especies es conveniente utilizar el método de producción 

semi-extensiva (Mesocosmos) que podría describirse como un híbrido entre los 

ecosistemas naturales complejos y los artificiales simplificados, utiliza grandes volúmenes 

(30-100 m3)  de agua de mar filtrada a través de una simple red de plancton (250-350 m). 

El método está basado en la proliferación de una cadena pelágica de alimentos de origen 

silvestre la cual está asociada con tres características: 1) una ligera tonalidad verdosa del 

medio con diversidad de poblaciones sucesivas de fitoplancton (principalmente diatomeas, 

picoplancton, flagelados y dinoflagelados, 2) una sucesión característica de poblaciones 

zooplanctónicas asociadas, y 3) además una población béntica inducida por la fijación de 

larvas meroplanctónicas transportadas por el agua. Además, una baja tasa de renovación 

de agua (1-3%/día) que permite reponer nutrientes en el tanque. Esta metodología es 

considerada como la mejor para la larvicultura de todas las especies nuevas y las 

dificultosas. Las condiciones que brinda este medio permite obtener larvas y juveniles de 

mejor calidad (ausencia de deformaciones óseas, mejores índices de supervivencia, baja 

tasa de mortalidad, resistencia al estrés) (Divanachet al. 1996, Divanach y Kentouri 2000).  
 

2.1.5.1.1. Fitoplancton 

El primer eslabón de la cadena trófica es el fitoplancton. Se suele emplear para alimentar 

al resto de componentes de la cadena artificial, incluyendo las larvas que precisen presas 

de un tamaño comprendido entre 20-80 m (peces herbívoros, moluscos y crustáceos). 

Existen pruebas de que la utilización de fitoplancton en los tanques de cultivo larvario 

(técnica del agua verde) permiten obtener mayores tasas de supervivencia y crecimiento en 

larvas de peces marinos, además de que se producen interacciones simbióticas entre algas 

y bacterias que podrían incrementar o mantener su valor nutritivo, funcionando como 

probióticos y/o previniendo la proliferación de agentes patógenos  (Esteban et al. 1999, 

Planas y Cunha 1999). Reitan et al. (1993) encontraron que los rotíferos que permanecían 

por un tiempo de 2-6 días en tanques con aguas verdes mantuvieron los niveles iniciales de 

lípidos, sin embargo los rotíferos de los tanques con aguas claras (enriquecidos con 

emulsiones) pierden alrededor del 20% de los lípidos cada día (Planas y Cunha 1999). 
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2.1.5.1.1.1. Efectos nutricionales de las algas sobre los cultivos 

 

Las microalgas administradas a los tanques de cultivo larvario actúan como 

alimento tanto para las presas vivas suministradas como para las propias larvas de los 

peces. Sus efectos positivos en los tanques pueden ser sintetizados de la siguiente manera: 

a) modifican y estabilizan las cualidades nutricionales de los rotíferos, b) probablemente, 

modifican favorablemente la flora bacteriana del agua y la flora intestinal del rotífero. 

También producen efectos positivos sobre los propios estadios juveniles de los peces: a) 

activan los procesos digestivos de las larvas, b) contribuyen al establecimiento de la 

primera flora intestinal, c) incrementan el apetito de las larvas y, d) modifican la 

luminosidad del medio (tanques). Estos efectos se traducen en un incremento de la 

supervivencia y crecimiento larvarios y la calidad de los alevines (Reitan et al. 1997). 

 
2.1.5.1.1.2. Métodos de producción de microalgas marinas 

 

El uso de diferentes técnicas de cultivo de microalgas, induce importantes 

variaciones en la composición final y la calidad de los cultivos, y por tanto estos 

presentarán diferencias importantes en la calidad nutritiva del alimento ofrecido a rotíferos, 

Artemia o larvas. Además, cuando se cultivan masivamente las microalgas, se suelen 

presentar diferencias en la composición bioquímica (carbohidratos, proteínas y lípidos) 

entre las especies, así como entre las diferentes fases de cultivo. Se debe tener en cuenta 

que las especies seleccionadas suelen ser aquellas que tengan un equilibrio entre la 

composición de ácidos grasos y proteínas, y deben ser cosechadas cada una en el estado 

apropiado de crecimiento (Fernández-Reiriz 1989). La composición bioquímica de las 

microalgas puede ser alterada fácilmente cambiando las condiciones de cultivo aunque los 

efectos varían de una especie a otra. Por lo tanto es posible optimizar los niveles de 

nutrientes específicos mediante la alteración de las condiciones ambientales del cultivo 

(Brown et al. 1997). 

 
Los cambios en la composición bioquímica de un cultivo durante las diferentes 

fases de crecimiento pueden ser condicionados por el agotamiento simultaneo de los 

nutrientes, (Antia 1963, Myklestand – Hung 1972), y por una progresiva acumulación de 

metabolitos en el medio. Se pueden observar variaciones en la relación 

carbohidratos/Proteínas con respecto a la edad del cultivo, y estas pueden ser evaluadas 

mediante la relación C/N, la cual es una expresión de la variación del contenido relativo de 

carbohidratos/proteínas en los cultivos de microalgas a través del tiempo. El incremento en 

la relación C/N indica que el agotamiento de nitratos puede ser la principal causa del 

decrecimiento relativo en la síntesis de proteínas y el incremento en la síntesis de productos 

de almacenamiento (Moal et al. 1978, Yul-Rhee 1978, Piorreck et al. 1984, Wikfors et al. 

1984, Gang et al. 1986, Whyte 1987). 

 
La eficiencia total de un cultivo puede ser también notablemente diferente en 

relación con las técnicas de cultivo utilizadas: la producción diaria de células en un cultivo 

continuo o semicontinuo es generalmente mayor que la producción obtenida en cultivo por 
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ciclos (lotes). El incremento en la producción de células no está siempre relacionado con 

el incremento en cada uno de los componentes bioquímicos, y por esto las técnicas de 

cultivo son un factor importante en la obtención de una fuente adecuada de alimentos 

(Fernández-Reiriz 1989). 

 
El valor nutricional de las microalgas depende, en una buena proporción, de su 

composición en ácidos grasos. En las microalgas, los ácidos grasos saturados y 

monoinsaturados representan entre el 70 y 100% del total, siendo los ácidos grasos 

saturados los más abundantes. En cuanto a los ácidos grasos poliinsaturados, están 

presentes en muy pequeñas cantidades excepto en el caso de las Diatomeas y las 

Rhodomonas en las cuales se alcanzan niveles entre 6 – 30% sobre el total de ácidos grasos. 

 
Los ácidos grasos poliinsaturados y especialmente de los HUFA n-3 son de gran 

importancia para los organismos marinos, y por tanto es necesario incorporarlos en su dieta 

(Langdon1980, Langdon y Waldock 1981, Webb y Chu 1982). Por tal razón se deben 

utilizar especies de microalgas que contengan niveles adecuados de ácidos grasos 

poliinsaturados, tales como Isochrysis galbana, Pavlova lutheri, Tetraselmis suecica y 

Rhodomonas sp. También son importantes las proporciones existentes entre los diferentes 

grupos de ácidos grasos, la relación n-3/n-6 es óptima alrededor de 2/1  a 3/1 (Webb y Chu 

1982) y de igual forma especies como Isochrysis galbana, Pavlova lutheri y Rhodomonas 

sp. rondan dichas proporciones. Las Rhodomonas no suelen ser usadas como alimento para 

organismos marinos, sin embargo tienen altos porcentajes de ácidos grasos poliinsaturados 

(especialmente durante su fase exponencial, 10-12%) y pueden ser consideradas como 

especies potencialmente aprovechables. (Fernández-Reiriz 1989). 

 
Algunos autores (Brown et al.1997) señalan que dado que las microalgas suelen 

tener limitaciones en uno o más nutrientes esenciales, deberían establecerse dietas con 

mezclas de algas para proveer un mejor balance de nutrientes.  
 

2.1.5.1.2. Zooplancton 

 

2.1.5.1.2.1. Alimentación de larvas con presas vivas 

 

Durante las etapas iniciales de vida, las larvas de los peces marinos cultivados 

dependen casi exclusivamente del aporte de alimento vivo. El primer alimento que se les 

suministre debe tener una proporción adecuada al tamaño de la boca, a su gran selectividad 

trófica y a la capacidad de captura de las larvas (talla inferior a 400 m, flotabilidad, 

movilidad y color adecuados, y facilidad de cultivo masivo). 

 
Bajo los anteriores criterios se han seleccionado algunos invertebrados acuáticos, 

el más utilizado en la actualidad es el rotífero Brachionus plicatilis(B. plicatilis). Fue 

introducido por Okanamoto (1969) en el cultivo de dorada japonesa. En los primeros días 

de alimentación de las larvas suelen utilizarse sucesivamente las cepas S(100-210 m) y L 

(130-340 m) del rotífero B. plicatilis (Dhert 1996, Van Stappen 1996). 
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A partir de las 2-3 semanas de edad, se utilizan los nauplios de Artemia sp. (400-

600 m). La Artemia (tercer eslabón de los cultivos auxiliares) es un crustáceo 

branquiópodo anostráceo que nada activamente. Debido a que este organismo presenta 

muchas dificultades para su reproducción masiva en el laboratorio, suele adquirirse en 

forma de cistes (huevos enquistados de 200-300 m) lo cual hace elevar en mucho el costo 

de producción de las hatcheries. 

 

El factor determinante del valor nutritivo de los nauplios de Artemia y de los 

rotíferos como alimento para las larvas de peces y crustáceos, es la presencia de ácidos 

grasos esenciales (AGE), especialmente del linoleico (18:2 n-6), linolénico (18:3 n-3), 

eicosapentaenoico (20:5 n-3) y docosahexaenoico (22:6 n-3), y de las proporciones 

relativas de ácidos grasos n-3/n-6. No obstante, se suelen presentar muchas variaciones en 

la calidad nutritiva y costo de los nauplios de Artemia según el lugar de procedencia de los 

mismos, los de origen marino suelen tener mayor valor nutritivo que los de origen 

continental (Amat-Domènec 1993, Dhert 1996, Van Stappen 1996). Además, ni B. 

plicatilis ni Artemia tienen origen evolutivo en el medio marino, pues proceden, por 

ecología y filogenia, de medios dulceacuícolas y mixohalinos, debido a esto carecen de los 

HUFA de cadena larga esenciales para los organismos marinos, especialmente del 22:6 n-

3. Sin embargo, actualmente se realiza el enriquecimiento de los rotíferos y de los nauplios 

de Artemia y con las sustancias de las que carecen (principalmente AGE),  las cuales son 

necesarias para la correcta nutrición de las larvas cultivadas. Este ha resultado ser un 

método eficaz de superar los cuadros patológicos producidos por las carencias nutritivas 

de las presas vivas utilizadas y ha permitido un avance en la larvicultura actual (Navarro-

Tárrega et al. 1999).  
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2.1.5.1.2.2. Composición del alimento vivo 

En la Tabla 7, se describe la composición general del rotífero (B. plicatilis) y de 

Artemia que se usan normalmente como alimento vivo para la mayoría de las especies de 

larvas de peces. 

 

 

 
Tabla 7. Composición general de Rotífero y Artemia 

 

Composición 

 

Rotífero 

Artemia 

(cistes) 

Artemia 

(nauplios) 

Aminoácidos    

Isoleucina 4.1 --- 3.8 

Leucina 7.8 --- 8.9 

Metionina 1.2 --- 1.3 

Cisteina 1.6 --- 0.6 

Fenilalanina 5.0 --- 4.7 

Tirosina 4.4 --- 5.4 

Treonina 4.6 --- 2.5 

Triptofano 1.8 --- 1.5 

Valina 5.2 --- 4.7 

Lisina 8.5 --- 8.9 

Arginina 6.6 --- 7.3 

Histidina 2.1 --- 1.9 

Alanina 4.7 --- 6.0 

Ácido Aspártico 11.0 --- 11.0 

Äcido Glutámico 13.0 --- 12.9 

Glicina 4.3 --- 5.0 

Prolina 8.7 --- 6.9 

Serina 5.5 --- 6.7 

Lípidos totales 24.1± 7.2±2.4 19.4±3.0 

18:2n-6 3.4 – 19.3 2.5 – 11.8 5.1 – 8.2 

18:3n-3 0.1 – 10.2 2.3 – 28.1 2.8 – 17.9 

20:4n-6 (ARA) Trazas --- 0.86 

20:5n-3 (EPA) 1.0 – 27.7 0.6 – 13.2 2.3 – 15.2 

22:6n-3 (DHA) 0 – 1.0 Trazas 0.7 – 3.6 

Proteínas totales 66.7±4.3 51.1±2.8 61.6±4.6 

Carbohidratos Trazas --- 11 

Cenizas 4.3±0.8 11.5±3.8 10.1±2.3 

 

Esta tabla que señala perfiles de aminoácidos, perfiles de AGE y composición general (en peso seco), fue 

adaptada de Amat-Domènech (1993), Watanabe y Kiron (1994)  y Van Stappen (1996). 
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2.1.5.2. Dietas con alimento inerte 

Al final del periodo larvario – postlarvario (comienzo del alevinaje)  se inicia el 

“destete” que es el proceso mediante el cual se van sustituyendo presas vivas por piensos 

(0.2-1 mm). Este alimento debe adecuarse a los requerimientos nutricionales y fisiológicos 

de los peces que inician su alimentación exógena. Las dietas artificiales ofrecen varias 

ventajas frente al alimento vivo: fácil disponibilidad, más bajos costos de producción, 

mayor flexibilidad en las fórmulas y la posibilidad de adelantar el destete. Sin embargo, 

esta sustitución ha tenido un éxito parcial, tanto en el número de especies a las que se aplica 

como en la supervivencia obtenida. (Amat-Domènec 1993, Dhert 1996, Van Stappen 

1996). 
 

Se pueden diferenciar dos tipos de alimentos artificiales: microdietas (preparados 

con un tamaño de partícula heterogéneo, no se pueden suministrar durante las primeras 

fases larvarias, su uso se limita a las fases intermedias del cultivo, especialmente al destete), 

y dietas microencapsuladas (tamaño adecuado de partícula para las larvas, composición 

homogénea, sustitutos potenciales de los cultivos auxiliares). No obstante las 

microcápsulas presenta algunas limitaciones que deben ser solucionadas o atenuadas: 

equilibrio nutritivo de la fórmula para una especie determinada, homogeneidad y tamaño 

de partícula adecuada, densidad de partículas en los tanques, estabilidad en el agua, 

solubilidad y digestibilidad, palatabilidad, y estabilidad en el envasado y almacenado 

(Alarcón y Martínez 1998)  
 

2.1.5.3. Método de coalimentación (cofeeding) 

La alimentación simultánea (“co-feeding”) con dietas artificiales y con presas 

vivas, hace aumentar la ingestión y asimilación de las primeras. La explicación de este 

fenómeno estudiado en dorada de 22 días (“coalimentadas” con Artemia o sus extractos y 

dietas artificiales) puede atribuirse a: 1) la estimulación de la actividad alimentaria por 

estímulos visuales o químicos, 2) la influencia de la composición bioquímica de los 

nauplios en la digestión y asimilación y 3) la acción de factores tanto sobre la actividad 

como sobre la digestión y asimilación (García-Alcázar 2001). 

 
2.1.5.4. Tasas y ritmos de alimentación 

 

Uno de los objetivos primordiales de la alimentación y nutrición de los peces es el 

establecimiento de raciones equilibradas que cumplan con las funciones biológicas y 

fisiológicas, relacionadas principalmente con la reproducción, crecimiento, 

osmoregulación, natación, etc. 

 
Es primordial saber que las diferencias fisiológicas entre los vertebrados terrestres 

y los acuáticos condicionan sus requerimientos energéticos y sus ritmos alimentarios: 1) 

los peces por ser heterotermos tienen menores requerimientos energéticos; 2) requieren 
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menor cantidad de energía para mantener su cuerpo en contra de la gravedad y 3) excretan 

el nitrógeno en forma de amonio (NH4+) y no como moléculas complejas (urea) lo cual 

les permite ahorro de energía. 

 
La energía es el producto final de los nutrientes absorbidos por el animal, cuando 

se metabolizan y se oxidan. Los componentes orgánicos de una dieta para peces son 

considerados fuentes potenciales de energía. Desde el punto de vista fisiológico, los lípidos 

y las proteínas constituyen un componente importante de la estructura de un pez, si bien, 

la necesidad de energía calorífica puede evitar su incorporación a los tejidos y obligar a su 

catabolismo, siendo usadas como fuente energética. Por tanto, el nivel de ingesta de la 

dieta, junto con la composición de la misma, condiciona la utilización de la energía y los 

nutrientes de cada dieta (Madrid y Zamora 1995). 

 
La existencia de ritmos biológicos en la ingesta y metabolismo de los peces justifica 

el que se les considere como un sistema funcional distinto en diferentes momentos del día, 

del mes o del año. De tal manera que los peces responderán ante el mismo alimento de 

diferente manera dependiendo de la fase del ciclo en la que se administre. Así, la cantidad 

de alimento ingerido, el aprovechamiento nutritivo de la dieta e incluso la composición 

corporal van a depender en gran medida del momento del día en el que tiene lugar la 

alimentación. Los ritmos biológicos naturales imponen un condicionante a la hora de elegir 

la estrategia de alimentación más adecuada para la obtención de los mejores rendimientos 

del alimento. La utilización de alimentadores a demanda permite una correcta regulación 

de la ingesta por parte del pez. Sin embargo, para evitar los problemas que genera la 

alimentación a demanda indiscriminada, es necesario incorporar un control informatizado 

que evite la sobrealimentación y mejoren la utilización del alimento (Madrid y Zamora 

1995). 

 
Los ritmos de alimentación de los peces parecen ser el resultado de un efecto directo 

inducido por la alternancia luz-oscuridad (control exógeno) junto con una aportación 

endógena generada por relojes biológicos internos que periódicamente activan el 

comportamiento trófico. La importancia del primer componente ha sido ampliamente 

demostrada, sin embargo, la existencia de componentes endógenos, circadianos, en el 

patrón de alimentación de los peces cuenta con muy pocos resultados  que lo avalen. Hasta 

el momento, sólo la trucha (Cuenca y De La  Higuera 1994), la lubina (Sánchez-Vázquez 

et al.1994) yIctalurus nebulosus (Eriksson y Van Veen 1980) han mostrado poseer un 

ritmo endógeno de actividad alimentaria (Madrid y Zamora 1995). 

 
2.1.5.5. Secuencias y estrategias de alimentación 

 

2.1.5.5.1. Secuencia de alimentación 

 

En términos generales, la alimentación larvaria en acuicultura suele comenzar con 

el suministro secuencial de varios tipos de alimento vivo, posteriormente van siendo 

remplazados paulatinamente por alimento inerte un proceso denominado destete. Sin 
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embargo la secuencia que se debe utilizar en cada caso en particular depende de factores 

tales como la especie, método y temperatura de incubación, y tecnología de cultivo larvario 

empleada (Watanabe y Kiron 1994). 

 

A medida que las larvas crecen, también lo hace la abertura bucal, por lo que el 

tamaño de las presas debe incrementarse paulatinamente con la edad, con el fin de adecuar 

ambos parámetros. Se debe tener en cuenta que las presas suministradas deben tener un 

tamaño similar al 40% de la abertura bucal de las larvas para que puedan ser ingeridas. 

 

La primera presa que se suele suministrar es el rotífero Brachionus sp, se empieza 

a introducir en los tanques de cría uno o dos días antes de la apertura de la boca de la larva. 

Es conveniente suministra inicialmente la cepa enana (S ó B. rotundiformis; <100 m), 

posteriormente se pasa a una cepa mayor (L ó B. plicatilis). Los rotíferos se suministran 

vivos, la concentración de rotífero en los tanques de cultivo larvario oscila entre 5 y 10 

rotíferos/ml. 

 

Entre la segunda o tercera semana de vida de la larva comienza la sustitución de los 

rotíferos por nauplios de Artemia sp., con una talla entre 200 y 400 micrómetros, en función 

de la cepa empleada, y con una concentración entorno a 2 individuos/ml. Dado que la 

dispersión de tallas entre las larvas suele ser grande, no todas están en condiciones de 

capturar nauplios a la misma edad. Por lo cual los nauplios se comienzan a suministrar 

antes de que sean realmente necesarios y los rotíferos se continúan suministrando hasta 

diez días después de iniciar la alimentación con Artemia (aunque reduciendo su 

concentración a la mitad). 

 

Hacia los 20 días de edad, la mayoría de las especies pueden alimentarse con la 

siguiente forma larvaria de Artemia sp., los metanauplios, cuya longitud se aproxima al 

milímetro y que se combina con los nauplios en proporciones muy variables en función de 

la especie y la técnica de cultivo. La concentración total de presas se mantiene en este 

periodo entorno a las 2 presas/ml (Watanabe y Kiron 1994). 

 

Finalmente, en torno a los 30 – 40 días de edad se inicia la alimentación con pienso 

(alimento inerte), se deben seguir suministrando metanauplios de Artemia aunque 

reduciendo paulatinamente la cantidad. Un resumen de todo el proceso puede observarse 

en la Tabla 8. 

 

Tabla 8. Secuencia de alimentación en larvas de peces marinos 

 

Tipo Alimento 
1º Semana 

(Días 1a 7) 

2º- 3º Semanas 

(Días 8a21) 

 

Días 20 a 30 

 

Días 30 a  40 

Rotífero Cepa S; 5-10 Rtf/ml  Cepa L; 5-10 Rtf/ml   
Nauplios (Artemia)  200-400 m 2/ml 200-400 m 2/ml  

Metanauplios (Artemia)   2 presas/ml 2 presas/ml 

Alimento Inerte    Destete 
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2.1.5.5.2. Estrategia de alimentación. 

 
Se refiere al protocolo de alimentación que se sigue para unas determinadas 

especies y edades, e incluyen el horario y la forma como se suministra el alimento a los 

animales. Tanto los ritmos biológicos como los sistemas de alimentación empleados tienen 

gran influencia sobre las estrategias de alimentación utilizadas en la nutrición de los peces: 

 

La existencia de Ritmos Biológicos (RB) en los peces, permite considerar que en 

ellos se producen variaciones en la ingesta de alimento, en el metabolismo y probablemente 

en la eficacia de los procesos digestivo y absortivo a lo largo del día, de las estaciones y 

del año. Se ha podido comprobar que el horario de alimentación puede afectar, tanto el 

crecimiento del animal, como su composición corporal (Noeskeet al. 1983, Carrillo et al. 

1986 y Madrid y Zamora 1995). 

 

El sistema de alimentación también tiene incidencia sobre el aprovechamiento del 

alimento suministrado, los peces alimentados con sistemas que no se adecuen a sus RB 

naturales es posible que no alcancen el máximo rendimiento de la dieta (Madrid y Zamora 

1995). 
 

Estrategia de alimentación en dentón: cuando se produce la apertura de la boca 

(3-4 días desde la eclosión), comienza a aplicarse la estrategia de alimentación larvaria que 

previamente se ha diseñado. Inicialmente estaba basada en la empleada en dorada y se ha 

ido adaptando. Generalmente se inicia con el suministro de rotífero enriquecido con 

fitoplancton (24 h) o emulsiones (8-12 h), desde la apertura de la boca hasta los 18-20 días, 

se suele añadir simultáneamente con fitoplancton a los tanques de cultivo larvario. Los 

primeros días debe seleccionarse el rotífero (> 100 mμ) debido al pequeño tamaño de la 

boca de las larvas (Glamuzina 1989, Franicevic 1991). Se suministra a los tanques en dos 

tomas diarias (mañana y tarde) durante un tiempo aproximado de tres semanas, la 

concentración varía con la edad de las larvas y normalmente se mantiene entre 10 y 20 

rotíferos/ml, se debe cerrar el circuito de agua durante un periodo de 2-3 horas en cada 

toma con el objeto de que las larvas aprovechen mejor el alimento. Entre la segunda y 

tercera semana se produce un periodo de solapamiento, de 5-7 días, en el cual se continúa 

dando rotífero y se comienza a suministrar Artemia. Una vez que se suspende el uso de 

rotífero se mantiene el circuito abierto y con renovación lenta. 

 

La alimentación con nauplios de Artemia se inicia a partir del día 13-14 y hasta el 

día 18-20. Primero se suministran nauplios de la cepa AF (variedad de alta calidad, menor 

tamaño y buen perfil de AGE) por espacio de 3-5 días, y a continuación nauplios de la cepa 

EG, la cual requiere ser enriquecida con emulsiones (24 h) antes de suministrarse a las 

larvas. Seguidamente y hasta los 30-35 días se les distribuye metanauplios de Artemia 

enriquecida. La Artemia (nauplios y metanauplios) se añade en concentración de 1.5-5 

individuos/ml en dos tomas diarias (mañana y tarde) vertiéndola en un cubo surtidor  de 

donde van saliendo lentamente por goteo a los tanques. 
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El cambio de presas vivas se hace remplazándolas paulatinamente por alimento 

inerte. En dentón podría iniciarse una vez que ha comenzado la metamorfosis, a partir de 

los 21-22 días. Sin embargo, Martínez et al. (1997) al estudiar una serie de actividades 

enzimáticas relacionadas con el proceso digestivo a lo largo de su desarrollo larvario 

comprobaron la activación de las proteasas en respuesta al suministro de alimento inerte. 

Como resultado de esta investigación, ellos sugieren que se debe iniciar el destete entre los 

días 25 y 35 con el suministro de microdietas (pequeñas escamas de tamaño heterogéneo) 

diseñadas para dorada u otras especies cultivadas. 
 

Tabla 9. Estrategias de alimentación en larvas de peces marinos 

 

PARÁMETROS 

 

VALORES 

 

REFERENCIA 

 

Apertura de la boca 

 

Día 4 (18 ºC) 

Día 6 (17 ºC) 

 

Pastor et al. 1995 

Jug-Dujakovic 1995  

Diámetro de la boca Máximo (246-319 mμ) 

Funcional (98-124 mμ) 

 

 

 

 

Abellán 2000 a y b 

Suministro de rotífero Desde día 3-4 (apertura boca) 

Hasta día 18-20 

Tamaño de rotífero Inicialmente < 100 m 

Concentración de rotífero 10-20 rotífero/ml 

Concentración de 

nauplios de Artemia 

1.5-5 nauplios/ml 

(desde día 13-14 hasta 18-20) 

Concentración de 

metanauplios de Artemia 

3-5 metanauplios/ml 

(desde día 18 hasta 30-35) 

Inicio de alimentación 

Inerte (destete) 

Días 21-22 

Días 25-35 

Abellán 2000 a 

Martínez et al. 1997 

 

 

2.1.6. CRECIMIENTO Y SUPERVIVENCIA LARVARIA 

2.1.6.1. Causas de la mortalidad de larvas y alevines  

Efectos de la abundancia y la talla de las presas en el crecimiento y 

supervivencia larvaria: en peces cultivados se ha demostrado con frecuencia la fuerte 

relación entre la calidad y cantidad del alimento suministrado y la supervivencia de las 

larvas (May 1974, Leggett 1986). También se ha podido demostrar en verificaciones de 

campo (en capellán, Mallotus villosus) que el crecimiento y supervivencia de los individuos 

del capellán está fuertemente correlacionado con la concentración de presas de un rango 

de tallas adecuado para el consumo de las larvas (Frank y Legget 1986).  

 

Efecto de la Temperatura y salinidad: Glamuzina et al. (1989), estudiaron el 

efecto de la temperatura y la salinidad en la supervivencia de las larvas, encontrando que 

en condiciones naturales, con una temperatura de 19ºC y una salinidad normal (38 %o), los 

índices de supervivencia de las larvas fueron altos. El incremento de la temperatura por 

encima de la temperatura ambiente (21 y 23ºC) no tuvo un efecto significativo sobre la 
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supervivencia de las larvas, sin embargo el cambio en la salinidad del medio, sí tuvo una 

repercusión negativa, incrementando la mortalidad de las larvas. La mortalidad fue 

significativamente alta en los medios hipohalinos e hiperhalinos (20 y 50 ‰, 

respectivamente). 

 

Indicadores Específicos de Condición (IEC): evalúan y controlan las variaciones 

introducidas en las condiciones de cultivo, especialmente en las fases larvaria y de 

alevinaje. Pueden basarse en indicadores fisiológicos internos (niveles de enzimas u 

hormonas, proporción ADN/ARN, composición química de las muestras) o en parámetros 

externos (peso, talla, medidas anatómicas, Índice gonadosomático, Índice hepatosomático 

y consumo de alimento) Alarcón-Martínez (1998). 

 

Crecimiento y Supervivencia Larvaria en dentón: Durante la fase larvaria las 

tasas de crecimiento son elevadas pero las de supervivencia suelen ser bajas (ver Tabla 10). 

Se ha observado que no existen grandes diferencias respecto al crecimiento larvario en talla 

(hasta los 30 días) con respecto a la densidad de incubación (30, 50 y 65 huevos/l). Sin 

embargo, la evolución del crecimiento en peso y la supervivencia larvaria si que dependen 

de la densidad inicial de incubación, obteniendo los mejores resultados cuando se parte de 

una densidad de 30 huevos/l. Por ejemplo para dicha densidad se obtiene un peso de 

5.721.28 g a los 90 días, y respecto a la supervivencia larvaria se tiene una proporción de 

3.5% a los 60 días (Bibiloni et al. 1993, Efthimiou et al. 1994, Pastor et al. 1995, Abellán 

et al.1997). 

 

Tabla 10. Crecimiento y supervivencia larvaria en dentón 

 

PARÁMETRO 

 

VALORES 

 

REFERENCIA 

 

 

Supervivencia larvaria 

(a densidad de 30 huevos/l)  

 

 

3.5% (60 días) 

2.5% (50-55 días) 

2% (90 días) 

 

Abellán et al. 2000 a 

Pastor et al. 1995 

Bibiloni et al. 1993 

 

Crecimiento en longitud 

(talla) 

No existen diferencias 

significativas  a diferentes 

densidades (hasta los 30 días) 

 

Abellán et al. 2000 a 

 

Crecimiento en peso (g) 

(a los 90 días y 30 huevos/l) 

5.72 1.28 

5.17 

3 

 

Abellán et al. 2000 a 

Pastor et al. 1995 

Bibiloni et al. 1993 

 

2.1.6.2. Problemas actuales del cultivo 

El cultivo del dentón es relativamente reciente y son numerosos los problemas 

técnicos que se presentan, aunque parte de ellos están en vías de solución. Entre los 

principales destacan la carencia de una técnica adecuada de cultivo, el comportamiento 

agresivo, el estrés  y determinadas patologías.  
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2.1.6.2.1.  Técnicas de cultivo 

El cultivo de larvas y alevines presenta elevadas tasas de mortalidad ocasionadas 

por múltiples factores, pero en general se considera que son debidas a la ausencia de una 

técnica adecuada de cultivo (Pastor et al. 1995, Abellán 2000 a). Por lo tanto, para obtener 

larvas y alevines de calidad y con elevadas tasas de supervivencia es necesario determinar 

las necesidades nutricionales de esta especie y conocer los parámetros óptimos de cultivo: 

densidad, secuencia de alimentación, tipos de tanques, etc., en las diferentes fases del 

proceso (Abellán 2000 a y b). 
 

2.1.6.2.2. Comportamiento agresivo 

Es común en postlarvas y juveniles de muchas especies de peces cultivados. Los 

ataques son realizados por los individuos dominantes, los más grandes, y tienen como 

objetivo los individuos más pequeños, cuyo peso medio individual suele estar por debajo 

del peso medio de su grupo (Efthimiou et al.1994). Al parecer, está fuertemente 

relacionado con la nutrición y puede ocasionar no sólo retraso en el crecimiento sino 

también altas tasas de mortalidad (Knights 1987, Hecht y Pienaar 1991, Smith y Reay 1991, 

Ruzzante 1994). También está relacionado con la presencia de ciertos factores estresantes 

como detallaremos en el siguiente apartado. Con referencia al dentón, se ha encontrado que 

en postlarvas y juveniles existe una fuerte correlación entre la nutrición, la dispersión de 

tallas y el comportamiento agresivo, y que este último es la principal causa de elevadas 

tasas de mortalidad (entre un 65 y 78%) (Efthimiou et al.1994). 
 

2.1.6.2.3.  Estrés 

Los estadios larvario y juvenil, presenta una alta sensibilidad a la exposición a 

factores estresantes tales como las practicas de manejo, el efecto de tanque, la existencia 

de dispersión de tallas en el mismo grupo, el tipo de dieta utilizada (piensos secos),  la 

ausencia de vejiga natatoria y la presencia de malformaciones, la sobreproducción de 

radicales libres (estrés oxidativo), las deficiencias nutricionales, y exposición a factores 

ambientales adversos (Chatain y Dewavrin 1989, Glamuzina et al. 1989, Franicevic 1991, 

Sweetman 1992, Pastor et al., 1995, Efthimiou et al. 1994 y 1996, Tibaldi et al. 1996, 

Lavens et al. 1998, Rigoset al. 1998). El estrés ocasiona aumento de las patologías (por 

bacterias y parásitos), elevación de las tasas de mortalidad y disminución de las tasas de 

alimentación y crecimiento (Riera et al. 1993, Pickering 1993, Efthimiou et al. 1994, 

Company et al. 1999). 

 

El uso de las vitaminas antioxidantes C y E en las dietas de larvas y juveniles pueden 

reducir el efecto de algunos factores estresantes. La vitamina C disminuye los niveles de 

estrés y previene la aparición de malformaciones y enfermedades bacterianas. La vitamina 

E actúa principalmente como antioxidante metabólico, previniendo la peroxidación  de los 

HUFA y otros fosfolípidos insaturados (Abellán 2000 a, García-Alcázar 2001). 
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2.1.6.2.4.  Patologías 

Como hemos comentado anteriormente, el cultivo del dentón es reciente y son 

numerosos los problemas patológicos que se presentan (Tabla 11). La mortalidad en la 

fase inicial del cultivo podría deberse (en buena parte) al tamaño inadecuado de las presas 

vivas (Glamuzina et al. 1989) ó a las condiciones generales de cultivo y problemas 

nutricionales (Pastor  et al. 1995). 

 

Estas condiciones inadecuadas y la sensibilidad de esta especie a las enfermedades 

traen consigo problemas patológicos tales como la parasitosis provocada por el protozoo 

Uronema marinum que causa elevadas mortalidades a la edad de 35 días (Pastor et al. 

1995). La presencia de factores estresantes conlleva un debilitamiento general del sistema 

inmunitario, un desvío de reservas energéticas en la búsqueda de la adaptación a dichas 

condiciones, y finalmente una menor resistencia a las enfermedades y menores tasas de 

supervivencia. 

 

Riera (1993), observó otra enfermedad la granulomatosis sistémica que aparece 

alrededor del día 70 causando elevadas mortalidades, pero logró disminuir marcadamente  

la mortalidad a los 90 días con un tratamiento a base de Vitamina C y E. 

 

Otros problemas son la hiperinflación de vejiga, lordosis y canibalismo (este 

último favorecido por la falta de homogeneidad en el crecimiento). También la ausencia 

de vejiga natatoria que induce la aparición de malformaciones esqueléticas y operculares 

que deprimen el crecimiento (en talla y peso) y provocan una mortalidad elevada en 

situaciones estresantes en las fases larvaria, postlarvaria y juvenil (Divanach and Kentouri 

1982, Chatain y Dewavrin 1989, Divanach et al. 1997). 

 

Company et al. (1999), elaboraron el primer registro amplio de la fauna bacteriana 

y parasitaria del dentón, y han reflejado las principales patologías en el cultivo de esta 

especie. Consideran que las condiciones de enfermedad en dentón tienen un origen 

multifactorial, y además han puesto de manifiesto una correlación directa entre la 

temperatura del agua y la mortalidad. También señalan que las patogénesis relacionadas 

con el estrés son muy importantes en el cultivo de esta especie. Adicionalmente, una dieta 

o régimen de alimentación inadecuados durante el desarrollo larvario puede ser la causa 

inicial de una condición debilitada que origina animales susceptibles a organismos 

patógenos. 
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Tabla11. Las Patologías en larvas y alevines de dentón 

 

Patologías/Problemas 

 

 

Descripción 

 

Referencia 

 

Etapas de mayor mortalidad 

(días) 

9-15 y 25 

6-15 y 25-30 

9-15 

1-12 y 21-45 

Franicevic 1991 

Riera et al. 1993 

Pastor et al. 1995 

Abellán et al. 1997 

 

Uronema marinum 

 

Elevada mortalidad 

(a los 35 días) 

 

Pastor et al. 1995 

 

Granulomatosis sistémica 

 

Elevada mortalidad a partir día 70  

(Tratamiento con vitaminas C y E) 
 

Riera et al.1993 

 

Hiperinflación de vejiga  y 

lordosis 

 

Debido a problemas de manejo 
 

 

Abellán 2000 a 
 

Canibalismo 

 

 

Falta de homogeneidad en tamaño 

 

 

Factores estresantes 

 

 Debilitamiento general del sistema 

inmunológico. 

 Menor resistencia a enfermedades 

 Menores tasas de crecimiento y 

supervivencia 

 

 

 

Sánchez-Muros 1999 

 

 

Morbilidad y mortalidad en 

animales cultivados 

 Tiene un origen multifactorial 

 Las patogénesis relacionadas con el 

estrés son importantes en la especie 

 Existe una interrelación entre la 

temperatura del agua y la mortalidad. 

 

 

 

 

 

 

 

Company et al.1999 

 

Primer registro amplio de 

patógenos y parásitos en 

dentón 

 Provee evidencia sobre las amenazas 

patológicas en el cultivo 

 

Vibrio harvery 

 

Asociado con alta mortalidad 

 

 

Parásitos multicelulares 

 Atacan órganos vitales especialmente 

el tronco renal y las branquias. 

 Debilitan física e inmunológicamente, 

inducen a la anorexia y aumentan la 

susceptibilidad a bacterias patógenas. 
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3. MATERIAL Y MÉTODOS 
 

Este trabajo se llevó a cabo en las instalaciones del IEO de Murcia (Planta de Cultivos 

Marinos – Puerto de Mazarrón). 
 

 

 Figura 5. Vista aérea del IEO – Puerto de Mazarrón (Murcia). 

 

3.1. CULTIVO DE MICROALGAS 

La producción de microalgas se utilizó no sólo para el enriquecimiento de rotífero 

sino para suministrarla a las fases iniciales del cultivo larvario, lo cual mejoró la calidad 

del agua en los tanques (“técnica del agua verde”). Se emplearon varias especies de 

microalgas utilizadas normalmente en acuicultura marina: Chlorella sp., Nannochloropsis 

gaditana, Tetraselmis suecica e Isochrysis galbana variedad T-Iso (Figura 6). Estas 

especies se seleccionaron con base en su talla, valor nutritivo, facilidad de cultivo y 

ausencia de toxicidad. 
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a.                                 b.                                      c.                                        d. 

 

Figura 6. a. Chlorella sp. b. Nannochloropsis gaditana, c. I. galbana, d. Tetraselmis suecica. 

 

 

3.1.1. PROCESO DE CRECIMIENTO DE LA POBLACIÓN 

El crecimiento de la población presentó varias fases: 1) la fase inicial (o de reposo), 

en la que se inoculó la cepa y hay incremento de la talla de las células debido a la absorción 

de nutrientes del medio de cultivo, en ésta no hubo multiplicación celular, 2) la fase 

logarítmica o exponencial, donde las células se reprodujeron aceleradamente y el 

crecimiento de la población fue muy rápido, 3) la fase de disminución del ritmo de 

crecimiento, 4) fase de transición o meseta, donde la tasa de crecimiento se estabilizó, y 5) 

La fase de declive o senescencia, donde el número de células decreció y la tasa de 

mortalidad excede al crecimiento (Figura 7). Se cosechó el fitoplancton durante la fase 

exponencial, ya que en este periodo de expansión las células se multiplican rápidamente y 

producen una población más viable. 
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Figura 7. Ciclo de crecimiento de un cultivo de algas. 1. Fase de inducción, 2. Fase 

exponencial, 3. Fase de reducción del crecimiento, 4. Fase estacionaria (meseta), 5. Fase 

senescente. 

 

3.1.2. TÉCNICAS DE PRODUCCIÓN MASIVA 

En acuicultura se cultivan las microalgas de tres formas: 1) sistema en ciclos 

(también llamado en serie, lotes, discontinuo o de retorno), 2) cultivo semi-continuo, y 3) 

cultivo continuo.  

 

En nuestro caso se utilizó el método de cultivo en ciclos, en el cual se inicia con 

unas cepas axénicas (250 ml) a partir de las cuales se produce una serie de cultivos a los 

que se les va aumentando progresivamente el volumen (6, 25, 200 y 400 litros). Estas 

poblaciones de algas se cosecharon enteramente cuando alcanzaron su pico de densidad y 

conservaban un buen potencial de crecimiento. Cada serie se utilizó para enriquecer a los 

rotíferos y para suministrarse a los tanques de larvas, aunque ocasionalmente alguna serie 

se utilizó como inóculo para nuevos ciclos de cultivo (Figura 8). Varios autores 

(Fernández-Reiriz et al. 1989, Brown et al. 1997) consideran que éste es el método más 

fácil y fiable ya que permite mantener una producción estable y de calidad de las 

microalgas, además es la técnica más utilizada por las hatcherys del Mediterráneo. 

 

 

 

 



 
52 

 

CULTIVO DE MICROALGAS POR CICLOS 

 

 

Cepa inicial (250 ml)                                         Balones (6 litros) 

 

 

Bolsas (400 litros)                                             Bolsas (25 litros) 

 

 

Cultivo larvario                                                   Enriquecimiento  

de rotífero          

 

Figura 8. Esquema del cultivo de microalgas por ciclos. 
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3.1.3. INSTALACIONES PARA EL CULTIVO MASIVO DE MICROALGAS 

La producción se realizó en el área destinada al fitoplancton, compuesta por dos 

salas: una cámara de cultivo isotérmica en donde se realizó la renovación y conservación 

de las cepas puras y se mantuvieron pequeños volúmenes (Figura 9a), y un invernadero 

para el cultivo de grandes volúmenes en bolsas de plástico (200 y 400 litros) y tanques 

(Figura 9b). El área de fitoplancton cuenta con sistemas de tratamiento del agua de mar: 

filtros de arena y de cartucho, y esterilización con UV. 

 

 

a      b 

Figura 9. a. Cámara isotérmica para cultivo de microalgas, b. Invernadero 

En el cultivo se utilizaron varios tipos de recipientes y materiales: para las cepas 

puras matraces de 250 ml y para pequeños volúmenes balones de 6 litros (ambos de vidrio 

pírex), estos recipientes se colocaron dentro de la cámara isotérmica (20-22ºC) en 

estanterías de vidrio equipadas con luz fluorescente y suministro de aire; para volúmenes 

mayores (25, 200 y 400 l) se usaron bolsas de plástico transparentes (de un grosor de 0.25 

mm), también equipadas con suministro de aire y localizadas tanto en la cámara como en 

el invernadero. 

 

3.1.4. FILTRACIÓN Y ESTERILIZACIÓN DEL AGUA DE MAR  

En la producción masiva de fitoplancton, el agua de mar es el medio básico de 

cultivo, por lo tanto debe ser tratada para eliminar sólidos en suspensión, contaminantes y 

patógenos, mejorando así su calidad estándar y facilitando un crecimiento adecuado de las 

algas. 
 

La primera etapa consistió en eliminar sólidos en suspensión. El agua de mar se 

hizo pasar inicialmente por tanque de sedimentación que decantan la materia en 

suspensión, a continuación se filtró mediante filtros de polietileno que retiene pequeñas 

partículas de entre 50 y 10 m. Puesto que el cultivo de fitoplancton, rotífero y Artemia 

requiere un alto grado de filtración, el agua se hizo pasar luego por cartuchos de espuma 

que filtran hasta 5 m, finalmente el agua utilizada para replicar las cepas puras se hizo 

pasar por un sistema de kitasatos a presión reducida con filtros Millipore de 0.45 m y 
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filtro de porcelana. Sin embargo, esta filtración no puede garantizar totalmente la 

eliminación de microorganismos por lo que el agua destinada al cultivo de fitoplancton, 

rotífero y Artemia se sometió previamente a esterilización con hipoclorito (40 g/l). 
 

El agua de mar destinada a cultivar el alimento vivo se esterilizó con radiaciones 

UV. Los rayos UV de onda corta (265 nm) tienen un fuerte efecto germicida, basado en su 

capacidad de romper las moléculas de ADN y las membranas celulares. El agua se 

esterilizó a través de cámaras que se irradian con una o más lámparas de mercurio puestas 

en tubos de cuarzo (transparentes a los UV). El grosor de la capa de agua en la cámara de 

irradiación utilizada, su potencia y diseño permitieron el máximo efecto de esterilización 

en unos pocos segundos (con una intensidad de 40 mJ/cm2 se eliminaron el 99% de los 

microorganismos del volumen de agua tratada). 

 

3.1.5. ESTERILIZACIÓN DEL EQUIPO DE CULTIVO 

Para prevenir la contaminación del equipo de trabajo, éste se limpió y desinfectó 

utilizando varios métodos: el autoclave para pequeños recipientes como pipetas 

volumétricas, placas de Petri, pipetas Pasteur, tubos de ensayo, etc.; la estufa (calor seco) 

para matraces, balones, varillas, equipo de filtración, vasos de precipitado; hipoclorito o 

HCl para los materiales plásticos como mangueras, tuberías, tanques. 
 

3.1.6. ENRIQUECIMIENTO DEL MEDIO DE CULTIVO 

Para que un cultivo de algas crezca adecuadamente deben tenerse en cuenta cuatro 

parámetros: luz, pH, turbulencia y nutrientes. Los tres primeros pueden regularse, pero los 

nutrientes deben añadirse específicamente al medio de cultivo en proporciones adecuadas. 

Los principales nutrientes requeridos son nitrógeno y fósforo (macronutrientes), seguidos 

por minerales trazas (micronutrientes), vitaminas y agentes quelantes. Las soluciones de 

nutrientes se prepararon con antelación, teniendo la precaución de no esterilizar las 

vitaminas con calor.  
 

Para replicar las cepas y cultivar pequeños volúmenes (placas de Petri, tubos de 30 

ml, matraces de 250 ml, y balones de 6 litros) se utilizó el medio de cultivo Walne que 

consta de dos soluciones A y B, más una solución de vitaminas. Al medio utilizado para 

los cultivos se añadió 1 ml de solución A y 0.1 ml de solución de vitaminas por cada litro 

de agua de mar. Para volúmenes mayores (25, 200 y 400 litros) se utilizó un abono 

comercial agrícola (8N:4P:10K) en una proporción de 1 ml de abono/litro de agua de mar. 

 

Solución A (Macronutrientes) 

FeCl3.6H2O       1.30 g 

MnCl2.4H2O       0.36 g 

H3BO3        33.6 g 
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EDTA (sal sódica)      45.0 g 

NaH2PO4.2H2O      20.0 g 

NaNO3                 100.0 g 

Solución B       1.0 ml 

Agua destilada hasta completar    1 litro de solución 

 

Solución B (trazas de metales) 

ZnCl2        2.1 g 

CoCl2.6H2O       2.0 g 

(NH4)6Mo7O24.4H2O      0.9 g 

CuSO4.5H2O       2.0 g 

Agua destilada hasta completar              100 ml de solución 

Acidificar con HCl hasta obtener un líquido transparente 

 

Solución de vitaminas 

B12        10 mg 

B1 (Tiamina)                200 mg 

Agua destilada hasta completar             200 ml 

 

3.2. CULTIVO DE ROTÍFERO 

3.2.1. TÉCNICAS GENERALES DE CULTIVO 

Como primer alimento de las larvas se utilizó el rotífero Brachionus plicatilis de la 

variedad L (large) con una talla media de 240 m (Figura 10). El medio de cultivo 

utilizado fue una mezcla de agua de mar filtrada a 5 m, agua dulce y fitoplancton 

(normalmente Tetraselmis suecica) en una proporción de 1/3:1/3:1/3, mezcla a la cual se 

añadió levadura de panificación (Saccharomyces cerevisiae). Para realizar el cultivo se 

utilizaron tanques cilíndricos de 1000 litros provistos de un sifón para purgar diariamente 

los restos de levadura y rotíferos, previniendo su descomposición (Figura 11). El tanque 

se mantuvo a una temperatura homogénea de alrededor de 28ºC mediante una resistencia, 

con iluminación constante y suave mediante un fluorescente, y con aireación constante 

en varios puntos para mantener la mezcla de rotífero, levadura y fitoplancton en 

suspensión. La Densidad inicial en los tanques de cultivo fue de 200 rotíferos/ml. 
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Figura 10. Hembra amíctica de Rotífero         Figura 11. Tanques de cultivo de rotífero. 

(A. Mástax; B. Estómago; C. Vitelario; D. Vejiga; E. Huevo; F. Boca). 

 

 

3.2.2. SIEMBRA Y MANTENIMIENTO 

 

El protocolo de cultivo de rotífero fue el siguiente: volumen total inicial: 400 l, del 

cual 1/3 fue agua de mar (133 l), otro 1/3 de agua dulce y 1/3 de fitoplancton. Luego se fue 

aumentando paulatinamente el volumen, el día 1 se añadieron 100 l, con la misma 

proporción volumétrica de agua de mar, agua dulce y fitoplancton. El día 2 se agregaron 

150 l y el día 3 se añadieron otros 150 litros, siempre con la misma proporción de 

1/3:1/3:1/3. Diariamente se añadieron 0.3 g de levadura seca por millón de rotífero. 

Finalmente se cosecha el tanque el día 4. 
 

A pesar del aumento de volumen se procuró mantener las características de 

temperatura, aireación e iluminación. Diariamente se realizaron varias tareas: 

determinación de parámetros fisicoquímicos, recuento de rotífero y hembra ovada, 

alimentación y limpieza. Esta última consistente en retirar los residuos de la superficie y 

purgar el tanque, abriendo la válvula inferior para extraer del fondo los restos de levadura 

y rotíferos muertos. 

 

3.2.3. COSECHA Y CAMBIO DE TANQUE 

Al cuarto día y una vez que el rotífero ha alcanzado la fase exponencial de 

crecimiento, se empieza a cosechar diariamente, entre un 15 y 20% del volumen, para 

extraer parcialmente la producción. La extracción se realiza con salabre de 60 m, evitando 

F 
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que el rotífero quede en seco. A continuación se rellena el tanque de cultivo hasta su 

volumen inicial con agua de mar, agua dulce y fitoplancton, en la proporción señalada 

1/3:1/3:1/3. 
 

  

Frecuentemente se realizó la renovación del medio de cultivo, cambiando el 

rotífero a un nuevo tanque, para prevenir un deterioro del medio de cultivo (elevación de 

la concentración de NH3, disminución del oxígeno, acumulación de desechos) o 

variaciones bruscas de los parámetros ambientales, los cuales podrían haber ocasionado 

inestabilidad en el cultivo y disminución de la tasa de reproducción y la densidad de 

población. La técnica de renovación fue idéntica a la utilizada para la cosecha del rotífero, 

preparando previamente el nuevo tanque con las condiciones de agua, temperatura, 

iluminación y aireación que se describieron, y sembrando el rotífero a la densidad indicada. 

 
3.2.4. ALIMENTACIÓN Y ENRIQUECEDORES 
 

B. plicatilis, es un rotífero filtrador que se puede cultivar con microalgas 

unicelulares. Sin embargo, en grandes volúmenes no se puede alimentar exclusivamente 

con fitoplancton y debe agregársele levadura (Saccharomyces cerevisiae). En nuestro caso, 

se agregó levadura en proporción de 0.3-1 g por millón de rotíferos/día, disolviéndola en 

agua dulce y homogeneizándola mediante agitación magnética, luego se añadió al cultivo 

de rotífero en varias tomas diarias. Esta dieta permitió producir grandes cantidades de 

rotífero pero de baja calidad nutritiva, por lo que fue sometido a enriquecimiento antes de 

suministrarlo a las larvas. Los enriquecedores que utilizamos fueron 4 especies de 

fitoplancton concentrado (en fase de crecimiento exponencial) o una formulación especial 

(Protein-Selco) con emulsiones lipídicas, que contenían HUFA y otros componentes como 

vitaminas y minerales, adecuadas a las necesidades reales de las larvas. La técnica de 

enriquecimiento consistió en alimentar el rotífero con las formulaciones, señaladas 

anteriormente, durante 12-24 horas antes de su uso en la alimentación larvaria. El rotífero 

enriquecido de esta forma se suministró a las larvas de los peces en el menor tiempo posible 

(dos tomas diarias, mañana y tarde) con el objetivo de que no se produjera pérdida de su 

valor nutritivo. 

 

3.3. CULTIVO DE ARTEMIA 

3.3.1. OBTENCIÓN DE NAUPLIOS Y ENRIQUECIMIENTO DE ARTEMIA 

Usualmente se emplean dos cepas de Artemia con diferente composición y calidad 

nutritiva. Inicialmente se suelen utilizar nauplios de la cepa AF (Figura 12a), que tiene un 

alto valor nutritivo y no requiere enriquecimiento y Posteriormente metanauplios de la cepa 

EG (Figura 12b). Nosotros utilizamos la cepa EG que tiene un bajo perfil de ácidos grasos 

HUFA n-3 lo cual permitió enriquecerla con las diferentes emulsiones experimentales ICES 

y modular hasta cierto punto el contenido en éstos ácidos grasos del alimento que se 

suministró a las larvas de dentón (Figura 12c). 
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                    a.                             b.                                                          c. 

 

 

Figura12.  a. Nauplio, b. Metanauplio, c. Tanque de cultivo de Artemia       
 

 

3.3.2. TRATAMIENTO DE LA CEPA EG DE ARTEMIA 

3.3.2.1. Desinfección 

Se efectuó para eliminar la contaminación por microorganismos y mejorar la tasa 

de eclosión. Se llevó a cabo en recipientes de 10 litros, utilizando una concentración de 5-

10 g de cistes/litro de solución de hipoclorito que contenía una concentración de 200 ppm 

de cloro activo, dejándola actuar durante 20 - 30 minutos con fuerte aireación. 

Seguidamente se vació el contenido del cubo en un salabre de 100 m y se enjuagó 

abundantemente con agua dulce hasta eliminar los restos de lejía. 
 

3.3.2.2. Descapsulación 

Se realizó para eliminar la capa externa de los cistes (el corion) por oxidación 

química y mejorar el valor nutricional de los nauplios y las tasas de eclosión, ya que 

disminuye la energía requerida para eclosionar. Se realizó en un tanque troncocónico de 

100 litros (Figura 12c), llenándolo con agua de mar hasta el volumen requerido según la 

cantidad de cistes a descapsular (máximo 80 l). El proceso de descapsulación se efectuó en 

tres etapas. 

 

*Hidratación del quiste de Artemia para que adquiera una forma esférica y el 

agente descapsulador pueda destruir completamente el corion. Se utilizan tanques 

troncocónicos en los cuales se introducen los cistes durante 1-2 horas en un volumen de 

agua determinado y con aireación intensa.  
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*Descapsulación. Se prepara la solución descapsuladora con hipoclorito 

(concentración 100 g/l), NaOH (40%) y agua de acuerdo con la siguiente fórmula (Figura 

13). A continuación se introducen los cistes durante varios minutos (dependiendo de las 

cepas, entre 5 y 15 min), produciéndose un  aumento de temperatura, generación de espuma 

y que los cistes se tornen de color naranja por eliminación del corion. La temperatura de la 

solución se debe controlar para que no sobrepase los 40ºC porque inactivaría los embriones. 
 

 

 

Volumen de agua = Vsd – Vsh – V sosa = 893 ml 
 

 
 

Figura 13. Para 100 g de cistes tenemos: Vsd = Volumen solución descapsuladora = 1400 

ml, Vsh = Volumen solución de hipoclorito = 474 ml (50 g producto activo/100 g cistes), 

Vsosa = Volumen solución NaOH 40% = 33 ml. 

 

*Lavado y eliminación de residuos, se recolectan los quistes en un salabre de 125 

m y se lavaron con agua dulce hasta eliminar el olor a lejía. Los cistes descapsulados se 

escurrieron y se sometieron a incubación o se guardaron en la malla en refrigeración. 

Cuando no se van a utilizar inmediatamente, se conservan en salmuera (400 0/00 de 

salinidad) y refrigeración.  

 

3.3.2.3. Incubación 

 Preparación del tanque, se utilizó un tanque de 100 litros de volumen, el cual se 

preparó con un día de antelación a la incubación. Se limpiaron las paredes con detergente 

y abundante agua, se llenó con una solución de hipoclorito de sodio (que contenga 200 mg 

de cloro activo/litro de solución) dejándolo actuar por 1-2 horas, seguidamente se aclaró 

con abundante agua. Finalmente se llenó el tanque con agua de mar filtrada y esterilizada, 

y se mantuvo con aireación intensa (con una concentración de oxígeno disuelto mayor a 2 

mg/litro) durante todo el periodo de incubación. 
 

Incubación, se añaden los cistes de Artemia en un tanque troncocónico de 100 litros 

(a una concentración 2-3 g de cistes/litro) llenando el tanque sólo hasta 80 litros (Figura 

12c). Manteniendo condiciones ambientales adecuadas para la eclosión: una temperatura 

de alrededor de 28ºC (para lo cual se colocó una resistencia con termostato), aireación 

fuerte para mantener oxigenados los cistes, iluminación suave (2000 lux), el pH entre 7-8, 

y salinidad de 28 a 35 ppt. Este proceso duró entre 24-48  horas según la cepa utilizada. 
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3.3.2.4. Cosecha 

Una vez que los nauplios han eclosionado se procede a extraerlos de los 

incubadores, evitando el paso de cistes no eclosionados o restos de corion que puedan 

ocasionar infecciones u obstrucción intestinal en las larvas. Para separarlos se aprovecha 

el fototropismo positivo de los nauplios y la flotabilidad de los restos de corion y cistes no 

hidratados. Para la extracción se cubre el tanque y la superficie, y se cierra el aire, el tanque 

debe disponer de una ventana en su cono inferior en donde se colocó una fuente de luz para 

que se concentren los nauplios. Se procede a extraerlos por la válvula inferior con sumo 

cuidado para que no pasen los restos de cistes, recolectándolos en un salabre de 100 m y 

lavándolos intensamente. Seguidamente se echó la Artemia en un cubo de 10 litros, 

efectuando el recuento a ojo o en lupa (por triplicado) y añadiendo agua suficiente para 

dejar la Artemia a una concentración de 1 o 2 millones por litro, se dejó el cubo en 

refrigeración y con aireación hasta su utilización. Puesto que los metanauplios de la cepa 

EG requieren enriquecimiento se les añadió emulsiones antes de suministrarlos a las larvas. 
 

3.3.2.5. Enriquecimiento 

 Las emulsiones ICES utilizadas para enriquecer los metanauplios de Artemia 

fueron elaboradas en el Laboratorio de Acuicultura del “Artemia Reference Center” de la 

Universidad de Gante – Bélgica, y contienen emulsiones experimentales obtenidas a partir 

de aceite de pescado.  
 

Una vez establecida la cantidad de nauplios de EG obtenida en la incubación, se 

corrigió el volumen de agua que existente en el tanque preparado para realizar el 

enriquecimiento de forma que los metanauplios quedaron a una concentración de 

200.000/litro (5 litros de agua/millón de EG). Se suministró aireación fuerte, oxígeno sobre 

2 - 4 mg/l y la resistencia conectada para mantener la temperatura entorno 28ºC. La 

duración del proceso y el tipo de producto a usar dependen del contenido en HUFA 

requerido, aunque normalmente dura 24 horas, en este caso la cantidad de enriquecedor fue 

de 0.6 g/l para cada tipo de mezcla (se preparó disolviendo la emulsión necesaria en 100 

ml de agua destilada), y se suministró a la Artemia en dos tomas (mañana y tarde).   

 

3.3.2.6. Cosecha, almacenamiento y suministro 

Los metanauplios de  Artemia (Figura 12b) se recolectaron con un salabre de 150 

mµ lavando con agua de mar, abriendo cuidadosamente la llave del tanque para prevenir 

la colmatación de la malla, cuando el agua filtrada salió clara se transfirió la Artemia a un 

cubo de 10 l. El recuento de metanauplios se realizó en una lupa por triplicado y se añadió 

el agua necesaria para dejar la Artemia a una concentración de 1 o 2 millones por litro. Se 

deja el cubo en refrigeración (4ºC) y con aireación hasta su utilización en el cultivo larvario. 
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3.4. REPRODUCTORES 

 

Los huevos se obtuvieron del stock de reproductores de la Planta de Cultivos 

Marinos del IEO de Murcia, constituido por un grupo integrado por 76 ejemplares 

distribuidos en dos tanques, uno de 45 m3 (46 estabulados y 4 salvajes), este tanque es 

rectangular de hormigón con una profundidad de 1.5 m (Figura14). El otro tanque de 20 

m3 (26 salvajes),  rectangular de fibra de vidrio con una profundidad de 1 m. 
 

La proporción de macho/hembra fue de 1/1 y la edad media de los individuos fue 

de 5 años (1997-2002). El fotoperiodo utilizado fue de 12h luz: 12h oscuridad y la 

temperatura del agua fue la natural para la época 20-25ºC. La densidad media fue de 1.2 

animales/ m3 (2.8 kg/ m3). Se mantuvo abierto el circuito de agua, el oxígeno disuelto en 

torno a 5-7 mg/litro, la salinidad de 37 0/00 y pH entre 7.5-8.5. 
 

A los reproductores estabulados se les suministró pienso seco, complementado con 

pescado congelado (alacha, sardina, caballa) y cefalópodos, especialmente en periodos de 

vitelogénesis y puestas. 

 

El período de freza fue de abril-mayo-junio y las puestas fueron espontaneas y 

secuenciales. Se colectaron diariamente mediante un sistema automático que recolectó y 

retuvo los huevos viables que flotaban en los tanques de los reproductores, el colector era 

una cubeta recubierta de malla (de 300 m) que se colocó justo en el rebosadero del tanque, 

los huevos se mantuvieron en buenas condiciones gracias al flujo constante de agua. Para 

retirar los huevos se extrajo la cubeta, se lavaron y se vertieron suavemente en un vaso de 

cristal. Los huevos viables flotaron en la superficie, los huevos muertos se precipitaron y 

se extrajeron mediante sifonado, a continuación se transfirieron los viables a los tanques 

de cultivo. 
 

Figura 14.Tanque de Reproductores con cubeta y salabre para recolección de huevos en el 

rebosadero 
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3.5. CULTIVO LARVARIO 

Se realizó dentro de una nave con ambiente controlado, la incubación y el cultivo 

larvario (en la fase de alimentación con rotífero, Figura 15) se efectuaron en los mismos 

tanques: cilíndricos, de fibra de vidrio, de color gris oscuro, capacidad de 1300 litros, en 

circuito abierto (durante un periodo determinado del día) (Figura 15a). Para facilitar la 

inflación de la vejiga natatoria, los tanques fueron provistos de limpiadores de superficie. 

La densidad inicial fue de 52 huevos/litro (media de 62000 huevos/tanque, Figura 15b). 

Se utilizó agua de mar filtrada, a temperatura y salinidad ambiente, y con aireación débil 

mediante difusores. El tiempo de cultivo fue desde la eclosión hasta los 22 días. El 

fotoperiodo fue de 12h: 12h y una intensidad de 500 lux, la temperatura entre 16 - 20 ºC, 

salinidad de 37 0/00 y pH entre 7.5 - 8.5 y el oxígeno disuelto se mantuvo entre 5 -7 mg/litro. 

Diariamente se limpiaron los tanques mediante sifonado y se efectuó recuento de huevos y 

larvas (Figura 15c) para establecer mortalidad. 

 

 

  a.                                             b.                                                 c.  

 
Figura 15. Cultivo larvario de dentón. a. Tanque de cultivo, b. huevos, c. larva (con apertura de la boca). 

 

El cultivo de larvas (en la fase de alimentación con Artemia) se llevó a cabo en tanques 

rectangulares de 180 litros, a una densidad de 54 larvas/tanque, en circuito abierto (desde 

las 20 horas hasta las 8 horas), aireación suave y fotoperiodo de 12h: 12h. Se controló 

diariamente temperatura y oxígeno disuelto, también se sifonaron diariamente los tanques 

para controlar acumulación de desechos y contabilizar bajas. En Artemia el periodo de 

cultivo fue desde los 22 días hasta el final de la prueba. 
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3.6. DISEÑO EXPERIMENTAL 

 
3.6.1. EXPERIMENTO I: DETERMINACIÓN DE PERFILES DE ÁCIDOS 

GRASOS EN LARVAS EN FASE DE ALIMENTACIÓN CON ROTÍFERO  

 
Se diseñó un experimento con larvas de dentón de 1 a 22 dph sometidas a un bloque 

de ensayos con cinco tratamientos de alimentación con rotífero enriquecido con cuatro 

especies de microalgas (Chlorella sp, N. gaditana, T. suecica e I. galbana) y el 

enriquecedor Protein-Selco. Se determinaron los contenidos de ácidos grasos en las 

microalgas y el enriquecedor P-S, en el rotífero de los diferentes tratamientos y en las larvas 

alimentadas con dichos rotíferos. Se evaluó el efecto de los diferentes tratamientos sobre 

el crecimiento y supervivencia de las larvas. 
 

3.6.1.1. Determinación del perfil de ácidos grasos en microalgas 

Las algas se cultivaron con múltiples propósitos, en primera instancia la 

determinación del contenido de lípidos totales y perfil de ácidos grasos, pero también para 

el enriquecimiento de rotífero y el suministro a los tanques de cultivo larvario. Se utilizaron 

cuatro especies de microalgas: Chlorella sp. y Tetraselmis suecica (IEO de Murcia), 

Isochrysis galbana (variedad Tahitiense) y Nannochloropsis gaditana (IGAFA, Vigo). 

Estas especies se seleccionaron por presentar diferente valor nutritivo y su facilidad de 

cultivo. A partir de las cepas puras se cultivaron volúmenes crecientes de 6, 25, 200 y 400 

litros. Se determinaron las curvas de crecimiento, se analizaron los contenidos de lípidos 

totales  y los perfiles de ácidos grasos para cada una de las especies. Un esquema del 

proceso se presenta en la Figura 16. 
 

Las curvas de crecimiento de las especies cultivadas se determinaron para los 

diferentes volúmenes utilizados 6, 25 y 400 litros, esto con el fin de establecer las 

concentraciones máximas alcanzadas, la duración del ciclo de crecimiento y planificar el 

suministro de algas a los diferentes tratamientos de enriquecimientos del rotífero y a los 

tanques de cultivo larvario. Las curvas de crecimiento se establecieron mediante recuento 

diario de la concentración de células para los diferentes volúmenes cultivados, para ello se 

utilizaron las cámaras de recuento de eritrocitos Neubauer mejorada (cuadrícula de 

recuento de 25 cuadros con lados de 5 cuadros, área de 0.0025 mm2 y profundidad de 0.1 

mm). La fórmula empleada para calcular la concentración fue la siguiente: 
 

 

 

        Concentración de células  =      Número células      x 106  células/ml 

            Número cuadros x 4 
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Chlorella sp.,  N gaditana,  T suecica e I. galbana 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
FITOPLANCTON (Bolsas de 25 litros) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Determinación del perfil de ácidos grasos de microalgas. 
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3.6.1.2. Determinación de contenidos en ácidos grasos de rotíferos y larvas en fase rotífero  
 

En este experimento de cultivo larvario de dentón se suministró como primer 

alimento rotífero enriquecido con las cuatro especies de fitoplancton estudiadas y con un 

enriquecedor comercial (Protein Selco). Se utilizó el rotífero Brachionus plicatilis por ser 

un organismo de relativo fácil manejo y reproducción, y adecuado tamaño para ser 

suministrado como primer alimento a las larvas. Sin embargo, tiene la característica de 

tener baja calidad nutricional (Lavens y Sorgeloos 1996) lo cual lo hace ideal para utilizarlo 

como vehículo de introducción de microalgas y enriquecedores comerciales cuyo valor 

nutritivo se pretenda evaluar. Se determinaron las concentraciones de lípidos totales y los 

perfiles de ácidos grasos tanto en los 5 tratamientos de rotífero enriquecido como en las 

larvas alimentadas con los mismos con el fin establecer la influencia de los ácidos grasos 

sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas. 
 

El rotífero se obtuvo de un cultivo mantenido en una mezcla de levadura 

(Saccharomyces cerevisiae) y la microalga Tetraselmis suecica. Para eliminar el efecto 

enriquecedor de T. suecica, se transfirió el rotífero a bolsas de 400 litros, alimentándolo 

exclusivamente con levadura (durante un mínimo de 24 h) y posteriormente se cosechó y 

colocó en los recipientes de enriquecimiento. 
 

Se realizaron cinco tratamientos de enriquecimiento por duplicado/triplicado con 

cuatro cepas de microalgas: Chlorella sp, Nannochloropsis gaditana, Tetraselmis suecica, 

Isochrysis galbana (T-Iso), y el enriquecedor Protein Selco. El rotífero se inoculó en el 

cultivo de microalgas en cubos de 30 litros, con un tiempo de enriquecimiento de 24 horas, 

en una concentración de 5 millones de rotíferos/cubo, y con aireación constante por 

inyección de aire desde el fondo. El enriquecimiento se llevó a cabo en cámara isotérmica 

(20 - 22ºC), con una intensidad luminosa de 200 - 500 lux y luz fluorescente permanente. 

Se utilizó agua de mar filtrada y esterilizada  con una salinidad de 37 0/00. Un esquema del 

experimento se observa en la Figura17. 

 

El rotífero enriquecido, por los diferentes tratamientos, se suministró en una 

cantidad de 5 millones de rotíferos/día (en dos tomas, mañana y tarde) a los tanques de 

cultivo larvario los cuales tenían una densidad inicial de 50 - 70 larvas/l. Se controló la 

renovación diaria del agua, entre 20 - 30% tanque/día (manteniendo abierto el circuito entre 

9:00 - 12:00 y 17:00 - 19:00 horas). Con el objeto de facilitar la inflación de vejiga, todos 

los tanques fueron provistos de un limpiador de superficie. Diariamente se limpiaron los 

tanques mediante sifonado y se efectuó recuento de larvas para establecer mortalidad. 
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Rotífero + levadura 

 

 

 

 

 

 

  
      R + Chlorella sp.             R + N gaditana                R + T suecica                R + I galbana                       R + Protein-Selco 
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Figura 17. Esquema del proceso de cultivo larvario en fase rotífero (1 – 22 dph) 
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3.6.2. EXPERIMENTO II: DETERMINACIÓN DE CONTENIDOS DE ÁCIDOS 

GRASOS DE LARVAS EN FASE DE ALIMENTACIÓN CON ARTEMIA – PRIMER 

AÑO 
 

Se diseñó un experimento con larvas de dentón de 22 a 48 dph a las cuales se les 

suministró alimento vivo como metanauplios de Artemia enriquecidos con cuatro tipos de 

emulsiones experimentales ICES (International Council for the Exploration of the Sea). 

Los metanauplios de Artemia se utilizaron como vehículo de introducción de una serie de 

emulsiones enriquecedoras (elaboradas a partir de aceites de pescado) a las larvas de 

dentón. Finalmente se evaluó el contenido de lípidos y el perfil de ácidos grasos de la 

Artemia, su efecto sobre el contenido en lípidos y el perfil de ácidos grasos de las larvas de 

dentón, y también sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas. 

 

Enriquecimiento de Artemia EG, los metanauplios recién eclosionados se 

colocaron en un cubo con agua de mar esterilizada a una densidad de 200 nauplios/ml. La 

dosis de enriquecedor fue de 0.6 g/l (se preparó disolviendo la cantidad requerida en 100 

ml de aguas destilada) añadiéndola en dos tomas (cada 12 horas). Se mantuvo una 

temperatura de 28 ºC, una aireación fuerte y una concentración de oxígeno disuelto superior 

a 4 mg/l. Los metanauplios enriquecidos se cosecharon a las 24 h, se lavaron bien y se 

añadieron en dos tomas (mañana y tarde) al tanque de cultivo larvario. 

 

Los tratamientos se realizaron en tanques de 180 litros, con una densidad inicial de 

54 larvas/tanque, la edad inicial media de 22 días y final de 48 días en el primer año (hasta 

41 días en el segundo año). El circuito se mantuvo abierto de las 20 horas hasta las 8 horas 

y con aireación suave. Se le suministró alimento en una densidad de 3-5 Artemia/ml. 

Fotoperiodo de 12 horas luz: 12 horas oscuridad (apagado 20 h y encendido a las 8 h). 

 

3.6.2.1. Contenido en ácidos grasos de emulsiones, Artemia y larvas del primer año 
 

En el primer año se realizó un bloque de pruebas con 4 emulsiones experimentales 

(ICES STD a la cual denominamos A, ICES 30/0.6/C denominada B, ICES 30/4/C 

denominada C e ICES 50/0.6/C denominada D) usadas como enriquecedores de Artemia. 

Se determinaron los contenidos de lípidos y los perfiles de ácidos grasos en las emulsiones 

ICES, en la Artemia enriquecida con dichas emulsiones, así como en las larvas alimentadas 

con los diferentes tratamientos de Artemia. Se evalúo también la influencia de los ácidos 

grasos sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas. 
 

Estas emulsiones disponen de distintas relaciones DHA/EPA (Tabla 12), además 

contienen vitaminas, antioxidantes, preservantes, emulgentes y agua. En la Figura18 se 

esquematiza el experimento. 
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Tabla 12. Composición de las emulsiones ICES utilizadas en el experimento I. 

 
    

HUFA n-3 

(como % del total de HUFA) 

 

Proporción 

DHA/EPA 

 

Clase de lípidos más 

abundantes 

STD (A) 0 --- Triglicéridos 

30/0.6/C  (B) 30 0.6 Triglicéridos 

30/4/C (C) 30 4 Triglicéridos 

50/0.6/C (D) 60 0.6 Etilésteres 

 

 

          Artemia +ICES A             Artemia +ICES B                 Artemia +ICES C               Artemia +ICES D 
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Figura18. Esquema del cultivo larvario en fase Artemia del primer año (22 – 48 dph). 
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3.6.3. EXPERIMENTO III: DETERMINACIÓN DE CONTENIDO DE ÁCIDOS 

GRASOS EN LARVAS EN FASE DE ALIMENTACIÓN CON ARTEMIA – SEGUNDO 

AÑO 

 

En el segundo año se realizó un experimento con larvas de dentón entre 24 y 41 dph 

sometidas a un bloque de ensayos con 9 tratamientos de enriquecimiento de Artemia, éstos 

fueron elaborados a partir de mezclas de 3 emulsiones base (ICES STD, ICES 30/4/C e ICES 

50/0.6/C) incorporadas en diferentes proporciones. Las proporciones de los ácidos grasos 

DHA/EPA/ARA en las emulsiones base se muestran en la Tabla 14, y las proporciones de 

cada una de las emulsiones base en las 9 mezclas se indican en la Tabla 15. Se 

determinaron los contenidos de lípidos y los perfiles de ácidos grasos en cada una de las 

mezclas, en la Artemia enriquecida con dichas mezclas, así como en las larvas alimentadas 

con los diferentes tratamientos. Se evalúo también la influencia de los perfiles de ácidos 

grasos sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas. Un esquema del experimento se 

muestra en la Figura 19. 

 

Tabla 14.  Proporciones de ácidos grasos DHA, EPA y ARA en las emulsiones base 
 

 

Emulsión 

 

EPA (%) 

 

DHA (%) 

 

ARA (%) 

30/4/C 7.2 23.6 1.3 

50/0.6/C 31.3 28 0.3 

STD/C 0.3 0.05 --- 

 

 

Tabla 15. Proporciones de emulsiones ICES en los tratamientos del Experimento III. 
 

 

Emulsiones 

ICES 

 

1 

 

2 

 

3 

 

4 

 

      5 

 

     6 

 

     7 

 

     8 

 

     9 

50/0.6/C (%) 100 80 60 40 20 0 60 30 0 

30/4/C (%) 0 20 40 60 80 100 0 0 0 

STD    (%) 0 0 0 0 0 0 40 60 100 
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ICES 50/0.6/C     ICES 30/4/C         ICES STD 
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TANQUES DE CULTIVO LARVARIO 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 19. Esquema del cultivo larvario en fase Artemia del segundo año (24 – 41 dph). 
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3.6.4. EXPERIMENTO IV: DETERMINACIÓN DELOS PERFILES DE 

ÁCIDOS GRASOS EN LOS ESTADIOS ENDOTRÓFICOS (DESDE HUEVO HASTA 

LARVASCON APERTURA DE LA BOCA). 
 

En el Experimento IV se utilizaron puestas provenientes de un lote de 50 

reproductores del IEO – Planta de cultivos marinos de Murcia para estudiar la evolución 

del contenido de lípidos a través de las fases endotróficas (incluyendo los estadios de 

huevo, huevo embrionado, larva en eclosión y larva con apertura de la boca). Se 

determinaron los contenidos de ácidos grasos desde el huevo y durante el desarrollo 

embrionario y larvario hasta la apertura de la boca. Se recolectaron tres series de puestas 

consecutivas de los meses de abril, mayo y junio para evaluar su efecto sobre la calidad de 

huevos y sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas endotróficas.  
 

Los huevos de estas series se incubaron llevando el cultivo larvario hasta la apertura 

de la boca (7 dph). Se colectaron varias series de muestras que incluían: huevo, huevo en 

fase de desarrollo embrionario, larvas en fase de eclosión y larvas en fase de apertura de la 

boca. La incubación se realizó en tanques de fibra de vidrio cilindrocónicos de 300 litros 

de capacidad y de color gris, a temperatura ambiente (14-20 ºC), circuito de agua abierto, 

aireación suave, fotoperiodo de 12:12 horas con iluminación suave (500 lux) y salinidad 

de 37 0/00. Se controló diariamente temperatura y oxígeno disuelto, también se realizó 

sifonado diario de los tanques para prevenir acumulación de desechos y recolectar huevos 

y larvas muertos. En cada una de las series se tomaron muestras de huevo, huevo 

embrionado, larvas recién eclosionadas, y larvas con apertura de la boca. Un esquema del 

experimento se puede observar en la Figura 20. 
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Figura 20. Evolución del perfil de ácidos grasos desde huevo hasta larva con apertura de la boca. 
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3.7. MUESTREOS 

 

3.7.1. RECOLECCIÓN DE MUESTRAS DE MICROALGAS 

Para elaborar las curvas de crecimiento se tomaron diariamente muestras de las 

diferentes cepas de algas y en los diferentes volúmenes cultivados (6, 25 y 400 litros). 

Las muestras de algas destinadas a los análisis químicos se colectaron en la fase de 

crecimiento exponencial, sometiéndolas a continuación a ciclos de centrifugación, lavado 

y centrifugación para concentrar la biomasa de algas y retirar el exceso de sal. Finalmente 

se liofilizaron por 24-48 horas y se congelaron (- 30 ºC) para conservar las muestras hasta 

su análisis. Para dichos análisis se tomaron dos muestras de cada especie de alga (n = 2). 

 

3.7.2. RECOLECCIÓN DE MUESTRAS DE ROTÍFERO 

Para los análisis químicos se tomaron varias series de muestras: rotífero cultivado 

en levadura (24 horas), rotífero enriquecido con las diferentes cepas de algas y con el 

enriquecedor Protein-Selco® (24 horas). Para recolectar el rotífero se tamizaron las 

muestras mediante un salabre con diámetro de malla de 60 m, sometiéndolas a 

continuación a lavado con agua destilada para extraer el exceso de sal. Posteriormente se 

liofilizaron (por 24 a 48 horas, según volumen de la muestra) y congelaron (a –30ºC) hasta 

la realización de los análisis químicos. Para dichos análisis se tomaron 2 réplicas de rotífero 

de cada tipo de tratamiento (n = 2). 

 

3.7.3. RECOLECCIÓN DE MUESTRAS DE ARTEMIA 

Se colectaron muestras de Artemia de los diferentes tratamientos: metanauplios de 

Artemia de la cepa EG sin enriquecer, y muestras de metanauplios sometidos a los 

diferentes tratamientos de enriquecimiento de los dos bloques (primer y segundo año). Las 

muestras se colectaron mediante un salabre con diámetro de malla de 100 m y a 

continuación se lavaron intensamente con agua destilada para retirar el exceso de sal. 

Finalmente se liofilizaron las muestras (24 a 48 horas) y se congelaron (-30 ºC) hasta su 

posterior análisis químico. En este caso, se tomaron dos réplicas de Artemia de cada 

tratamiento (n = 2). 

 

3.7.4.  RECOLECCIÓN DE MUESTRAS DE LARVAS 

Las muestras de larvas sometidas a alimentación con rotífero enriquecido se 

colectaron al final del experimento I, se midieron y pesaron, a continuación se lavaron en 

un salabre con agua destilada, finalmente se liofilizaron (24  a 48 horas) y se congelaron (-

30ºC) para su posterior análisis químico. Generalmente, para cada tratamiento de larvas se 

tomaron dos réplicas (n = 2). 

 

Las muestras de larvas sometidas alimentación con Artemia enriquecida durante los 

dos bloques de experimentación (Primer año y Segundo año) se colectaron al principio y 

final de sus respectivos bloques, se determinó presencia de vejiga natatoria (al inicio de la 
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prueba), se pesaron y midieron, seguidamente se lavaron en un salabre con agua destilada, 

finalmente se liofilizaron (24 a 48 horas) y congelaron (-30ºC) para realizar los análisis 

químicos correspondientes a los experimentos II y III. El primer año las larvas se extrajeron 

el día 48 después de la eclosión y el segundo año se extrajeron el día 41. Se seleccionaron 

dos réplicas de larvas de cada tratamiento (n = 2).   

 

Para realizar el experimento IV, se colectaron varias series de muestras que 

incluían: huevo, huevo en fase de desarrollo embrionario, larvas en fase de eclosión y 

larvas en fase de apertura de la boca. Se determinó el diámetro de huevo y de su gota de 

lípidos, a las larvas se les determinó longitud total, longitud y anchura del saco vitelino, y 

diámetro de la gota de lípidos. Las muestras se lavaron en un salabre con agua destilada, 

seguidamente se liofilizaron (24 - 48 horas) y congelaron (-30 ºC) para realizar los análisis 

químicos correspondientes. De cada tratamiento de larvas se seleccionaron dos réplicas (n 

= 2). 

 

3.8. TÉCNICAS ANALÍTICAS 

Se realizaron análisis químicos de proteínas, lípidos totales y ácidos grasos 

presentes en las muestras de microalgas (Chlorella sp, Nannochloropsis gaditana, 

Tetraselmis suecica e Isochrysis galbana), rotífero (B. plicatilis, con y sin 

enriquecimiento), Artemia (con y sin enriquecimiento), emulsiones enriquecedoras, 

levadura (Saccharomyces cerevisiae), huevos y larvas en diferentes fases de evolución. 

 

3.8.1. DETERMINACIÓN DE HUMEDAD Y CENIZAS 

Humedad, para determinación de humedad y peso seco, las muestras fueron 

sometidas a calentamiento en estufa a 110ºC por 24-48 horas hasta peso constante. 

Cenizas, posteriormente las muestras secas se sometieron a incineración en mufla 

a 450ºC durante 24-48 horas hasta peso constante.  

 

3.8.2. DETERMINACIÓN DE PROTEÍNAS 

Se realizaron análisis de proteínas totales presentes en las diferentes muestras 

recolectadas, mediante el siguiente proceso. 

 

La determinación proteínica se realizó mediante el método modificado de Lowry et 

al. 1951. El análisis se efectuó mediante colorimetría y tomando como referencia una curva 

patrón previamente establecida.  
 

Reactivos utilizados: 

Reactivo A = 1.3 g de Tartrato tetrahidratado de sodio y potasio (250 ml de agua destilada) 

+ 0.5 g de CuS04. 

Reactivo B = 20 g de Na2CO3 (en 1 litro NaOH 0.1 N) 
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Reactivo C = 2.5 ml de A a 50 ml de B 

Patrón de Albumina 0.2 – 1.2 mg/ml (mantenido a temperatura ambiente) 

 

Procedimiento: 

 Colocar 100 l de cada una de las muestras (diluidas convenientemente) 

 Añadir 5 ml de Reactivo C y agitar en vórtex. Dejar 40 minutos a temperatura ambiente  

y oscuridad. 

 Añadir 0.5 ml de Reactivo Folin (diluido x 2). Agitar y esperar 25 minutos. 

 Medir en espectrofotómetro a 595 nm. 

 

3.8.3. DETERMINACIÓN DE LÍPIDOS TOTALES 

Se determinaron los lípidos presentes mediante el método de Soxhlet. Cada una de 

las muestras (por separado) se sometió a extracción mediante una batería extractora o 

destilador Soxhlet (Figura21), cartucho extractor, rotavapor, matraz recolector, baño de 

maría y estufa), utilizando como disolvente éter dietílico por un periodo de 20 horas (la 

primeras 4 horas con velocidad de destilación de 4-5 gotas/seg y luego 16 horas con 

velocidad de destilación de 2-3 gotas/seg). Seguidamente se recoge el disolvente en el 

matraz y se destila para recuperar los lípidos extraídos. Posteriormente se secó la muestra 

en estufa, se enfrió y pesó. Finalmente se determinó la proporción de lípidos contenidos 

mediante la siguiente ecuación:        

 

 
% Grasa  = [G x 100]  

                        M 

 
 

Figura 21.  Extractor Soxhlet universal 

En donde: P1 = Peso del matraz (g);  P2 = Peso del matraz + 

grasa obtenida (g);  M =  Peso de la muestra (g);  

G  =  Grasa obtenida = (P2 – P1). 
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3.8.4. DETERMINACIÓN DE ÁCIDOS GRASOS. 

 

3.8.4.1. Extracción 

Eliminando previamente la humedad remanente en las muestras mediante 

liofilización, se procedió a la extracción mediante la técnica de Folch et al. 1957 

modificada, con una mezcla de cloroformo-metanol (en la primera extracción en 

proporción 1:1 y 2:1 en la segunda extracción). 

 

Se toma 1 gramo de muestra triturada para obtener 100 mg de lípidos en un tubo 

con 8 ml de una mezcla solvente cloroformo-metanol (1:1) y BHT (hidroxitolueno butilato; 

20 mg/l), manteniéndolo en agitación en un vórtex por 1 min. Se taponó el tubo 

herméticamente colocándolo a baño maría (60 ºC) durante 20 minutos. Posteriormente se 

añadieron 4 ml de cloroformo para que la mezcla adquiera una relación 2:1 cloroformo-

metanol (manteniendo nuevamente en agitación en vórtex antes de filtrar mediante papel 

Wathman con poro menor de 45 m, lavando posteriormente tubo y embudo con la mezcla 

cloroformo-metanol 2:1. Se separa la fase lipídica con una solución KCl (4 ml de 0.1 M), 

dejándola en reposo por 8 horas/4 ºC (se forman 3 capas: la de KCl hidrosoluble, la de 

oligopéptidos y la de lípidos). Con una pipeta Pasteur se eliminaron las capas de KCl y 

oligopéptidos.  A la capa de lípidos se le agregó 1-1.5 g de sulfato sódico anhidro pasándola 

por un embudo con papel de filtro, lavando el tubo 2-3 veces con una mezcla cloroformo-

metanol (2:1). Se guardó en atmósfera de nitrógeno a –20 ºC y oscuridad hasta someterla 

a metilación. 

 

3.8.4.2. Metilación, análisis e identificación de muestras 

 La muestra se secó en baño a 40-50 ºC en atmósfera de nitrógeno y se le agregó la 

mezcla metilante [300-400 ml de metanol: HCl (3 N) de Supelco] agitando en el vórtex. 

Calentando los tubos en estufa a 70-85 ºC durante 1 hora. Se lavaron los ésteres metílicos 

con una mezcla hexano-agua bidestilada (2:1), agitando en el vórtex recuperando la fase 

orgánica con el hexano y los ésteres metílicos. Se guardó a –20 ºC hasta el análisis (Stoffel 

et al. 1959).   

 

Análisis de las muestras: se analizaron los ésteres metílicos con un cromatógrafo 

de gases Hewlett-Packard 5890 con detector FID, un integrador 3390 A, y una columna 

semicapilar empaquetada SP-2380. Se utilizó el nitrógeno como gas transportador con un 

flujo de 2,5-5 ml/minuto. La identificación de picos se realizó con un patrón conocido  

(Sigma Chemical Co. Tabla 15). La concentración de cada tipo de ácido graso fue 

expresada en porcentaje del total y en cantidad sobre el peso seco de la muestra (g). 

 

 

 

 

 

 



 
77 

Tabla 15. Patrón de comparación en el análisis de las muestras. 

 

 

Fórmula 

 

 

Nombre 

1.    C 10:0 Ácido cáprico 

2.    C 12:0 Ácido láurico 

3.    C 13:0 Ácido tridecanoico 

4.    C 14:0 Ácido mirístico 

5.    C 15:0 Ácido pentadecanoico 

6.    C 16:0 Ácido palmítico 

7.    C 16:1n7 Ácido palmitoleico 

8.    C 18:0 Ácido esteárico 

9.    C 18:1n9 Ácido oleico 

10.  C 18:2n6 Ácido linoleico 

11.  C 18:3n6 Ácido -linolénico 

12.  C 18:3n3 Ácido -linolénico 

13.  C 20:1n9   Ácido eicosaenoico 

14.  C 20:2n6 Ácido eicosadienoico 

15.  C 20:3n6 Ácido eicosatrienoico 

16.  C 20:4n6 Ácido araquidónico 

17.  C 20:5n3 Ácido eicosapentaenoico 

18.  C 22:1n9 Ácido erúcico 

19.  C 22:6n3 Ácido docosahexaenoico 

20.  C 24:1n9 Ácido nervónico 

 

Programa de rampas utilizado 

Se han utilizado 2 programas de tiempo o rampas diferentes para obtener una buena 

separación y cuantificación de los diferentes ácidos grasos: 

 

a) El primer tipo se utilizó para todas las muestras de cultivos auxiliares. La temperatura 

del inyector 220 ºC y la del detector = 240 ºC, la temperatura inicial de 110 ºC se 

mantiene durante 10 minutos, incrementándola a continuación a 3 ºC/minuto hasta 

alcanzar 160 ºC, luego se incrementa a 4ºC/minuto hasta 210 ºC, permanece a esta 

temperatura durante 20 minutos para a continuación disminuir a 15 ºC/minuto hasta 

alcanzar los 110 ºC. 

b) El segundo tipo se utilizó para huevos y larvas. La temperatura del inyector = 220 ºC, 

la del detector = 240 ºC, la temperatura inicial 110 ºC hasta alcanzar los 160ºC, 

posteriormente se incrementó a 4 ºC/minuto hasta los 210 ºC, permaneció a esa 

temperatura durante 10 minutos para a  continuación disminuir a 15 ºC/minuto hasta 

alcanzar los 110 ºC.  
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3.9. ANÁLISIS ESTADÍSTICO DE LOS RESULTADOS 

 

Para realizar los análisis estadísticos de los resultados se utilizó el programa 

“Statgraphics Plus Vol.5.” 

 

Los resultados fueron expresados como la media  SD, indicando el número de 

réplicas. Los datos fueron sometidos al análisis de la varianza de una vía (ANOVA) para 

comparar las medias de los diferentes tratamientos y con ajuste estadísticamente 

significativo de ρ < 0.05. Posteriormente se realizó el test Fisher para determinar la 

existencia de diferencias significativas entre las medias  y test de rangos múltiples para 

establecer cuáles medias eran significativamente diferentes de otras, estas diferencias se 

señalaron en las tablas de resultados por medio de letras minúsculas (a, b, c, d …) colocadas 

a la derecha de los valores numéricos. 
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4. RESULTADOS 

 
4.1. INTRODUCCIÓN.  

Los resultados se han organizado en los siguientes apartados, de acuerdo con los objetivos y el  

dieseño experimental. 

 

 

 El apartado inicial presenta los resultados concernientes al Experimento I 

sobre el cultivo de larvas en fase rotífero. Incluye los perfiles de ácidos grasos de las 4 

especies de microalgas y del enriquecedor P-S®, y las curvas de crecimiento de las 

diferentes especies de microalgas. También presenta los perfiles de ácidos grasos de 

los rotíferos enriquecidos con las especies de microalgas y P-S. Por último, incluye los 

perfiles de ácidos grasos de las larvas en fase de alimentación con rotífero y los 

parámetros biológicos que reflejan el crecimiento de dichas larvas.  

 

 Los dos siguientes apartados presenta los resultados de los Experimentos 

II y III correspondientes al cultivo larvario en fase de alimentación con Artemia. En 

ellos se indican los perfiles de ácidos grasos de las emulsiones, Artemia enriquecida y 

larvas de todos los tratamientos. También incluye los parámetros biológicos que 

describen el crecimiento de las larvas de los diferentes tratamientos 

 

 El último apartado presenta los resultados del Experimento IV que estudia 

la evolución de los perfiles de ácidos grasos durante los diferentes estadios de las fases 

endotróficas (huevo, huevo en embrión, larva eclosionada y larva con apertura de la 

boca). Incluye los perfiles de ácidos grasos y los parámetros biométricos que describen 

la evolución de los diferentes estadios endotróficos. También presenta las 

comparaciones entre los perfiles de ácidos grasos de los estadios endotróficos con los 

perfiles de las larvas en fase de alimentación con rotífero y fase de alimentación con 

Artemia.  
 

4.2. EXPERIMENTO I – DETERMINACIÓN DE PERFILES DE ÁCIDOS GRASOS EN 

LARVAS EN FASE DE ALIMENTACIÓN CON ROTÍFERO 

 

Para el experimento se emplearon larvas de dentón de 1-22 dph sometidas a cinco 

tratamientos de alimentación con rotífero enriquecido con cuatro microalgas y el 

enriquecedor Protein-Selco. En este apartado se incluyen los contenidos de ácidos grasos 

en microalgas y el enriquecedor P-S (Tabla 16 y Figura 22),las curvas de crecimiento de 

las cuatro especies de microalgas (Figuras 23 a 26 y Tabla 17) y los contenidos de ácidos 

grasos en el rotífero de los diferentes tratamientos (Tabla 18 y Figura 27),también incluye 

los contenidos de ácidos grasos en las larvas alimentadas con dichos rotíferos (Tabla 19 y 

Figura 28)y los parámetros biológicos que evalúan el efecto de los diferentes tratamientos 

sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas (Tabla 20, Figuras 29 y 30).  
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4.2.1. Tabla y diagramas de los perfiles de ácidos grasos de microalgas y Protein-Selco 

Tabla 16. Perfiles de ácidos grasos de las cuatro especies de microalgas, del enriquecedor 
Protein – Selco y la levadura de panificación. 

 
 
Ácido graso 

 
Chlorella sp. 

 
N. gaditana 

 
T. suecica 

 
I. galbana 

 
P-S 

 
Levadura 

C14:0 0.540.10 c 4.831.71b 0.880.48 c 15.781.37 a 3.80.3b 0.22c 

C14:1 0.030.02 a 0.410.25a 0.0 b 0.0 b 0.080.03 a 0.0b 

C15:0 0.0350.01 b 0.120.1b 0.140.16 b 0.410.03 a 1.00.02 b 0.010b 

C16 :0 22.150.9 ab 24.57.4a 17.33.32 b 11.760.9 c 22.81.8ab 9.630.23d 

C16 :1n-11 0.0 0.060.05 0.0 0.0 0.350.01 0.08 

C16 :1n-9 0.590.05 a 0.070.04 b 0.0 c 0.0 c 0.20.01 ab 0.38ab 

C16 :1n-7 1.540.14 d 24.152.7b 2.060.66 d 5.90.57 c 3.50.03b 42.50.5a 

C16:2n-7 0.0 c 0.0 c 1.310.27 a 0.810.18 b 0.50b 0.0c 

C17:0 2.020.16 a 0.240.03 b 0.0 c 0,0 c 1.20.04c 0.560.03b 

C18:0 9.90.50 a 0.540.10 cd 0.810.29 cd 0.320.15 d 6.00.3 b 5.60.4b 

C18:1n-9 22.790.59 b 6.451.6c 19.79.71 b 16.92.8b 30.21.4 ab 38.40.4a 

C18:2n-6 16.590.42 a 4.40.53 c 5.60.94 c 12.81.02 b 4.10.3c 0.280.06d 

C18:3n-6 0.0 c 0.0 c 0.730.09 b 2.930.70 a 0.0 c 0.0c 

C18:3n-3 21.10.27 a 0.20.07 c 21.63.57 a 4.730.18 b 1.40.1bc 0.10c 

C18:4n-3 0.0 0.030.01 5.012.9 3.314.85 2.70.5 0.010 

C18:3n-9 0.0 c 0.0 c 0.540.4a 0.160.14 b 0.0 c 0.0c 

C19:0 3.440.41 5.51.7 0.0 0,0 3.80.3 1.260.1 

C20:1n-9 0.0 d 0.160.03 c 13.06.1a 12.594.92 a 1.80.5 b 0.170.06c 

C20:3n-6 0.0 b 0.0 b 0.060.02 ab 0.110.09 a 0.350 a 0.0b 

C20:4n-3 0.0 0.030.01 0.0 0.0 1.10.1 0.08 

C22:1n-9 0.0 c 0.560.34 a 0.550.14 a 0.30.05 b 0.270.03 b 0.010bc 

C22:4n-3 0.0 c 0.0 c 0.160.2b 0.360.07 a 0.0 c 0.0c 

C22:5n-3 0.050.01 bc 0.110.03 b 0.090.08 bc 0.030.03 c 2.90.4 a 0.0d 

C20:4n-6 (ARA) 0.090.0 c 6.341.73 a 0.710.16 c 0.320.07 c 1.750.5 b 0.030c 

C20:5n-3 (EPA) 0.040.03 d 24.142.1a 7.81.6c 0.390.06 d 200.7b 0.260.07d 

C22:6n-3 (DHA) 0.060.02 c 0.040.02 c 0.080.01 c 5.931.1 b 23.50.2 a 0.0560c 

       

Saturados 38.11.83 a 35.795.29 a 19.02.96 c 28.31.74 b 34.81.8a 16.10.56c 

Monoinsaturados 27.40.81 c 33.45.92 c 35.314.72 b 38.75.43 b 37.93.2 b 82.10.35a 

Poliinsaturados 37.90.62 c 36.31.28 c 43.9612.17 b 32.36.06 c 67.34.7 a 1.820.2d 

HUFA total 0.230.07 d 30.61.98 b 9.22.17 c 7.451.13 c 52.42.3 a 0.20.03d 

HUFA n-3 0.150.06 d 24.31.26 b 8.11.82 c 6.71.24 cd 48.51.2 a 0.170.04d 

HUFA n-6 0.080.03 6.351 1.090.2 0.740.05 3.90.3 0.030 

Total n-9 23.40.54 ab 7.242.9 b 33.815.65 a 32.95.70 a 15.750.8 b 390.1a 

Total n-7 3.580.3d 24.252.59b 3.360.9 d 6.70.40 c 5.80.6 c 42.50.5a 

Total n-6 16.680.41 a 10.772.2b 7.41.37 c 16.50.98 a 9.31.2 b 0.30 d 

Total n-3 21.20.21 c 24.545.1c 34.6910.93 b 14.755.59 d 30.146.7 a 0.990.03e 

n3/n6 0.790.01 b 0.480.14 bc 0.220.03 c 1.230.34 b 3.250.2a 1.40.36b 

n3/n9 0.910.01 b 5.473.91 a 1.471.21 b 0.490.30 b 1.90.6b 0.010.0d 

DHA/EPA 1.50.6 b 0.0020.0 c 0.010,0 c 15.131.16 a 1.20.4 b 0.220.04c 

EPA/ARA 0.440 3.810.5 10.980.9 1.20.1 11.41 8.60.01 

EPA/C18:3n-3 0.0020 120.72 0.360.01 0.080 14.30.5 3.30.3 

 

Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media  SD de 

las muestras. Las letras a-e expresan diferencias significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test 

de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples). 
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La Figura 22 permite visualizar los principales tipos de ácidos grasos encontrados 

en microalgas y Protein-Selco, estos ácidos se discriminan por grupos según el grado de 

saturación, presencia de AGE, HUFA, C18 y las proporciones entre los ácidos grasos. 
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Figura 22. Diagramas de barras de los perfiles de ácidos grasos de microalgas y P – S. 

Las barras representan los valores de las medias + SD. 

 

 

De acuerdo con la Tabla 16 y la Figura 22 encontramos que: En Chlorella sp. los 

principales ácidos grasos son 16:0, 18:0, 18:1n-9, 18:2n-6, 18:3n-3 (que en conjunto 

representan el 92,4%) y carece de AGE. En N. gaditana encontramos altos contenidos de 

16:0, 16:1n-7, ARA, y EPA, pero sólo en ARA, EPA, HUFA, HUFA n-3 y las proporción 

n3/n9 presenta niveles significativamente superiores (ρ < 0.05) con respecto a las otras 

microalgas. En T. suecica encontramos altos niveles de 16:0, 18:1n-9, 20:1n-9 y 18:3n-3; 

y entre los AGE destaca sólo el EPA que presenta contenidos significativamente superiores 
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(ρ < 0.05) a los de I. galbana y Chlorella sp; mientras que ARA y DHA aparecen sólo a 

nivel de trazas. En I. galbana encontramos altos contenidos de 14:0, 16:0, 18:1n-9, 18:2n-

6y 20:1n-9; entre los AGE destaca sólo el DHA y la proporción DHA/EPA que son 

significativamente superiores(ρ < 0.05) a los del resto de tratamientos con microalgas; el 

enriquecedor P-S presenta contenidos significativamente superiores (ρ < 0.05) de DHA, 

EPA, poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3 con respecto a los niveles de las microalgas. Entre 

el conjunto de tratamientos con microalgas y P-S no se observaron grandes variaciones a 

nivel de saturados, monoinsaturados, poliinsaturados con la excepción de un mínimo de 

saturados en T.suecica y un máximo de poliinsaturados en P-S; sin embargo, a nivel HUFA, 

HUFA n-3, DHA y EPA el enriquecedor P-S tiene diferencias significativamente mayores (ρ 

< 0.05)  con respecto a las microalgas. 
 

Refiriéndonos solo a las microalgas encontramos que algunas de ellas presentan 

concentraciones similares en varios tipos de ácidos grasos. Así, entre Chlorella sp. y T. 

suecica hay similitudes en los contenidos der 16 tipos de ácidos grasos entre los cuales 

están ARA, DHA, poliinsaturados y total de n3; entre Chlorella sp. y N. gaditana 

encontramos similitudes en 13 tipos de ácidos grasos entre los que tenemos DHA, 

saturados, monoinsaturados, poliinsaturados, total de n-3 y proporción n3/n6; entre N. 

gaditana y T. suecica existen similitudes en 11 ácidos grasos incluyendo DHA, 

poliinsaturados, total de n3 y proporciones n3/n6 y DHA/EPA; y entre T.suecica e I. 

galbana hay similitudes en 11 ácidos grasos incluyendo ARA, monoinsaturados, HUFA y 

HUFA n-3. 

 

 

 

4.2.2. Curvas de crecimiento de las microalgas utilizadas. Chlorella sp., N. 

ganitana, T. suecica e I. galbana. Las curvas se representan mediante el log 2 del número 

de células/ml (y) frente a días de cultivo (x) para los tres volúmenes de cultivo 6, 25 y 400 

litros. 
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Figura 23. Curvas de crecimiento de Chlorella sp. Para volúmenes de 6, 25 y 400 litros.  
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Para Chlorella sp.se incluyen las curvas de crecimiento exponencial para los 

diferentes volúmenes cultivados (Figura 23). Así, para volúmenes de 6, 25 y 400 litros se 

obtuvieron ciclos de crecimiento entre 16 y 20 días. En Chlorella sp.se observó una 

relación inversa entre la concentración y el volumen de cultivo, es decir una tendencia a 

disminuir la concentración máxima alcanzada en la medida en que aumentó el volumen 

Cultivado. Así, para un volumen de 6 litros se alcanzó una concentración máxima de 15,4 

x 106 cel/ml, al aumentar el volumen a 25 litros la concentración máxima alcanzó 14,9 x 

106 cel/ml, y finalmente para un volumen de 400 litros la concentración máxima sólo 

alcanzó 6,5 x 106 cel/ml. 
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Figura 24. Curvas de crecimiento de N. gaditana para volúmenes de 6, 25 y 400 litros. 
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Para N. gaditana se incluyen las curvas de crecimiento exponencial para los diferentes 

volúmenes cultivados (Figura 24). Los ciclos de crecimiento para volúmenes de 6, 25 y 

400 litros se completaron en periodos entre 16 y 25 días. Al igual que en Chlorella, en N. 

gaditana se observó una relación inversa entre la concentración y el volumen de cultivo. 

Así, para un volumen de 6 litros se alcanzó una concentración máxima de 11,8 x 106 cel/ml, 

al aumentar el volumen a 25 litros la concentración máxima alcanzó 8,9 x 106 cel/ml, y 

finalmente para un volumen de 400 litros la concentración máxima sólo alcanzó 5,7 x 106 

cel/ml. 
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Figura 25. Curvas de crecimiento de T. suecica para volúmenes de 6, 25 y 400 litros. 
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Para T. suecica se obtuvieron curvas de crecimiento exponencial para los diferentes 

volúmenes cultivados (Figura 25). Los ciclos de crecimiento para volúmenes de 6, 25 y 

400 litros se completaron en periodos entre 24 y 25 días. En T. suecica también se encontró 

una relación inversa entre la concentración y el volumen de cultivo. Así, para un volumen 

de 6 litros se alcanzó una concentración máxima de 3,76 x 106 cel/ml. Al aumentar el 

volumen a 25 litros la concentración máxima alcanzó 2,35 x 106 cel/ml, y finalmente para 

un volumen de 400 litros la concentración máxima sólo alcanzó 1,29 x 106 cel/ml. 
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Figura 26. Curvas de crecimiento de I. galbana  para volúmenes de 6, 25 y 400 litros. 
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Se obtuvieron curvas de crecimiento exponencial de los diferentes volúmenes 

cultivados de I. galbana (Figura 26).  Los ciclos de crecimiento para los volúmenes de 6, 

25 y 400 litros se completaron entre 16 y 25 días. En I. galbana también se observó una 

relación inversa entre la concentración y el volumen de cultivo. Así, en I. galbana y para 

un volumen de 6 litros se alcanzó una concentración máxima de 16,3 x 106 cel/ml, al 

aumentar el volumen a 25 litros la concentración máxima alcanzó 10,9 x 106 cel/ml, y 

finalmente para un volumen de 400 litros la concentración máxima sólo alcanzó 5,6 x 106 

cel/ml.  

 

 

Tabla 17. Rangos de concentraciones de células alcanzadas por las diferentes especies de 

microalgas para los tres volúmenes cultivados.  

 
 
Tratamiento 

 
6 litros 
(cel/ml) 

 
25 litros 
(cel/ml) 

 
400 litros 
(cel/ml) 

 
 
 
Chlorella sp. 

 
C. inicial 

 

0.08x106 

 

0.159x106 

 

0.18x106 

 
C. máxima 

 

15.46x106 

 

14.9x106 

 

6.5x106 

 
C. final 

 

5.4x106 

 

4.7x106 

 

3.25x106 

 
 
 
N. gaditana 

C. inicial  

0.021x106 

 

0.25x106 

 

0.089x106 

 
C. máxima 

 

11.8x106 

 

8.9x106 

 

5.7x106 

 
C. final 

 

5.27x106 

 

4.8x106 

 

2.55x106 

 
 
 
T. suecica 

 
C. inicial 

 

0.009x106 

 

0.095x106 

 

0.015x106 

 
C. máxima 

 

3.7x106 

 

2.35x106 

 

1.29x106 

 

C. final 

 

0.87x106 

 

0.75x106 

 

0.42x106 

 
 
 
I. galbana 
 

 
C. inicial 

 

0.025x106 

 

0.15x106 

 

0.067x106 

 
C. máxima 

 

16.3x106 

 

10.9x106 

 

5.6x106 

 
C. final 

 

4.5x106 

 

3.48x106 

 

2.8x106 

 

 

Enresumen se puede afirmar que en las cuatro especies de microalgas cultivadas se 

observó una relación inversa entre la concentración máxima de células y el volumen de 

cultivo, es decir una tendencia a disminuir la concentración máxima alcanzada por cada 

una de las especies en la medida en que aumentaron los volúmenes cultivados. Así, las 

especies de algas alcanzaron su mayor concentración cuando se cultivaron en balones de 6 

litros, concentraciones intermedias para volúmenes de 25 litros y las concentraciones 

mínimas se encontraron en volúmenes de 400 litros; es decir, que la concentración de algas 

esta en función de la intensidad de luz recibida. Las muestras de Chlorella sp. e I. galbana 
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fueron las que mayores concentraciones alcanzaron, mientras que la muestra de T. suecica 

fue la que alcanzó las concentraciones mínimas (para los tres volúmenes de cultivo 6, 25 y 

400 litros). Por último, se debe indicar que para hacer las curvas de crecimiento de los 

cultivos de microalgas se decidió tomar como parámetro el logaritmo en base dos (log2) de 

la concentración en cel/ml contra días de cultivo para facilitar la posterior comparación con 

los resultados de otros autores consultados. 
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4.2.3. Tabla y diagramas de los perfiles de ácidos grasos de rotífero enriquecido. 

La Tabla 18 presenta los perfiles de ácidos grasos de los rotíferos enriquecidos con 

microalgas, rotífero con P-S y rotífero con Levadura. Se incluyen los principales tipos 

ácidos grasos y las proporciones entre ellos. 
 

 
Ácido graso 

Rotífero - 
Chlorella sp. 

Rotífero - 
N. gaditana  

Rotífero - 
T. suecica 

Rotífero - 
I. galbana 

Rotífero - 
P – S 

Rotífero - 
Levadura 

C14:0 1.930.18c 7.10.3b 2.080.09c 9.70.1 a 1.790.1c 2.00.1c 

C15:0 0.030.003d 0.220.05c 0.150.05c 0.220.03c 0.460.01b 0.560.03a 

C16 :0 15.71.6b 19.30.4a 19.60.7a 10.10.2c 17.60.03ab 7.10.4d 

C16 :1n-7 7.50.5d 32.31.3a 6.60.1d 10.10.1c 7.40.12d 24.20.3b 

C16:2n-7 5.20.1b 6.10.4a 1.60.3c 1.50.04c 0.90.01d 0.90.1d 

C17:0 1.70.8 a 0.540.02 ab 0.60.01 ab 0.40.03 ab 0.0 b 0.0 b 

C18:0 5.690.6a 4.10.3bc 4.70.4ab 3.50.1bc 3.80.1c 4.970.3ab 

C18:1n-9 10.171.1e 11.790.4de 17.10.2b 14.20.1cd 15.50.1bc 34.21.5a 

C18:2n-6 19.61.8a 1.90.1d 10.70.1bc 13.460.3b 9.70.1c 8.71.0c 

C18:3n-6 0.130.03d 0.670.17c 0.90.07c 1.50.03a 0.10.05 d 0.10.02d 

C18:3n-3 14.973.4a 0.550.05c 6.950.15b 4.750.4bc 5.10.1bc 1.390.7c 

C18:4n-3 0.390.1d 0.0 d 3.270.2b 5.30.6a 2.00.1c 1.640.2c 

C19:0 7.10.4 b 7.60.1 ab 8.40.4 a 7.10.5 b 0.0 c 0.0 c 

C20:1n-7 1.61 a 0.48 0.05 ab 0.58 0.01 ab 0.40.03 ab 0.0 b 0.0 b 

C20:1n-9 2.11.1c 1.960.2c 4.10.1ab 2.650.1bc 1.970.15c 5.650.6a 

C20:2n-6 1.30.2a 1.270.1a 0.560.25b 0.360.01b 0.250.08 b 0.40.1b 

C20:3n-6 0.360.06c 0.70.1ab 0.40.18c 0.50.08 bc 0.360.04c 0.80.16a 

C20:4n-3 3.10.6 b 0.360.02 c 2.60.2 b 4.80.01 a 1.10.03 c 0.50.1 c 

C22:1n-9 1.160.2b 0.790.06b 1.40.05ab 1.00.05b 3.60.2a 2.51.5ab 

C22:4n-3 0.80.5ab 0.70.2ab 0.80.2ab 0.90.2ab 1.00.04a 0.480.08b 

C22:5n-3 0.360.2d 1.280.08b 0.70.07c 0.870.03c 2.70.05a 0.20.07d 

C24:1n-9 0.560.3d 0.70.4cd 0.80.1cd 2.80.2a 1.690.07b 1.190.09c 

C20:4n6 (ARA) 2.160.3a 1.120.2 bc 1.510.1b 1.510.1b 1.270.1bc 0.780.1c 

C20:5n3 (EPA) 1.240.2d 5.680.1b 3.130.2c 2.750.1c 8.250.1a 1.280.5 d 

C22:6n3 (DHA) 0.0e 0.290.03 de 1.180.4c 4.790.03 b 14.10.1a 0.610.01d 

       

Saturados 25.073.5b 31.30.4a 27.30.8ab 23.920.3b 23.80.05 b 14.890.9c 

Monoinsatdos 30.353.0e 56.40.2b 41.60.2c 36.30.1d 30.20.03e 67.60.9a 

Poliinsatdos 44.586.5a 12.30.6c 31.141b 39.80.3ab 45.90.02a 17.41.9c 

HUFA total 6.851.4c 8.740.4c 8.550.2c 14.80.2b 28.00.1a 4.60.5d 

HUFA n-3 4.691d 7.60.2c 7.00.2c 13.30.1b 25.00.1a 2.10.5e 

HUFA n-6 2.160.4 1.120.2 1.50.1 1.50.3 30.1 2.50.3 

Total n-7 12.90.19d 38.70.9a 12.80.03d 15.20.1c 8.60.2e 25.70.2b 

Total n-9 14.52.4d 15.10.6d 25.70.1b 18.90.1c 21.10.1c 42.40.5a 

Total n-6 21.72.1a 3.020.2d 12.30.1bc 14.90.3b 11.00.1c 9.50.9c 

Total n-3 20.04.5b 8.180.2c 17.91.1b 23.30.1b 33.10.1a 5.60.9 c 

n3/n6 0.910.1d 2.70.1b 1.380.1c 1.560.04 c 3.00.03a 0.580.04e 

n3/n9 1.40.5ab 0.540.01 cd 0.70.05 bcd 1.20.01 abc 1.570.01a 0.130.02d 

DHA/EPA 0.0d 0.050.01cd 0.360.01bc 1.740.05 a 1.710.01a 0.550.2b 

EPA/ARA 0.570.2 5.10.1 2.10.1 1.810.1 6.50.06 1.640.3 

EPA/C18:3n-3 0.080.06 10.30.2 0.450.1 0.580.3 1.60.1 0.90.1 

 
Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media  SD de las 

muestras. Las letras a-e expresan diferencias significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test de Fisher ρ 

< 0.05 y test de rangos múltiples).  
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La Figura 27 permite visualizarlas diferencias en  contenidos de ácidos grasos de 

los rotíferos enriquecidos de los tratamientos utilizados. Los ácidos grasos se discriminaron 

por grupos según el grado de saturación, presencia de AGE, HUFA, C18 y proporciones 

entre los ácidos grasos. 
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Figura  27.  Diagramas de barras que representan los perfiles de ácidos grasos en rotífero 

enriquecido con microalgas y Protein – Selco. Las barras representan los valores de las medias + 

SD 
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De la Tabla 18 y la Figura 27 hemos deducido las siguientes consideraciones. En 

rotífero – Chlorella encontramos altas concentraciones de saturados, monoinsaturados y 

poliinsaturados pero no tienen diferencias significativas con el respecto a los rotíferos de 

los otros tratamientos; además, disminuyen los contenidos de 16:0, 18:1n-9 y 18:3n-3 del 

rotífero con respecto a la microalga pero aumentan las concentraciones de 16:1n-7, 18:2n-

6, 20:1n-9, ARA y EPA. En rotífero –N. gaditana encontramos altos  contenidos de 16:0, 

16:1n-7, 18:1n-9, saturados y monoinsaturados, y contenidos significativamente superiores 

de EPA y de la proporción EPA/ARA  (ρ < 0.05) con respecto a los otros tipos de rotíferos. 

En rotífero – T. suecica hay altos contenidos de 18:1n-9, 18:2n-6 y 18:3n-3, y contenidos 

significativamente mayores (ρ < 0.05) de 16:0 y 19:0 con relación al resto de rotíferos con 

microalgas. En rotífero – I.galbana encontramos contenidos significativamente superiores 

(ρ < 0.05) de saturados, DHA y de la proporción DHA/EPA con respecto al resto de 

rotíferos; además, este rotífero presenta un aumento en los contenidos de ARA y EPA con 

respecto a la microalga. El rotífero –P-S presentó contenidos significativamente mayores 

(ρ < 0.05) de EPA, DHA, poliinsaturados, HUFA, total n-3 y de las proporciones n3/n6 y 

n3/n9 con respecto a los rotífero del resto de tratamientos.  El Rotífero enriquecido con 

levadura de panificación presentó niveles significativamente menores (ρ < 0.05) de ARA, 

EPA, DHA, saturados, poliinsaturados, HUFA, total n6, total n3, n3/n6 y DHA/EPA con 

respecto a los rotíferos alimentados con microalgas y P-S. En general, entre los rotíferos 

de los diferentes tratamientos se observaron grandes variaciones tanto a nivel de los C18, 

saturados, monoinsaturados y poliinsaturados como de AGE, HUFA, y proporciones 

DHA/EPA y EPA/ARA. 

 

Entre algunos tipos de rotíferos observamos concentraciones similares en varios 

tipos de ácidos grasos. Así, entre rotífero – I. galbana y rotífero – P-S encontramos niveles 

semejantes en 21 tipos de ácidos grasos incluyendo 16:0, 17:0, 18:0, 18:3n-3, ARA, 

saturados, monoinsaturados, HUFA n-6 y la proporción DHA/EPA; entre rotífero – N. 

gaditana y rotífero – T. suecica encontramos contenidos semejantes en 19 tipos de ácidos 

grasos incluyendo 16:0, 17:0, 18:0, ARA, saturados, HUFA total, HUFA n-3, HUFA n-6 

y la proporción n3/n9; y entre rotífero – Chlorella sp. y rotífero – N. gaditana observamos 

contenidos semejantes en 15 tipos de ácidos grasos incluyendo 16:0, 18:0, ARA, saturados 

y HUFA n-6.  
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4.2.4. Tabla y diagramas de los perfiles de ácidos grasos de larvas en fase 

de alimentación con rotífero. La tabla 19 muestra los perfiles de ácidos grasos de 

las larvas en fase rotífero enriquecido con microalgas y P-S. Se incluyen los 

principales grupos de ácidos grasos y las proporciones entre ellos. 
 

 

 
Ácido 
graso 

 
Larvas 

Chlorella sp. 
 

 
Larvas 

N. gaditana 

 
Larvas 

T. suecica 
 

 
Larvas 

I. galbana 
 

 
Larvas 
P - S 

 

C12:0 0.28± 0.2bc 0.2± 0.05c 0.7±1.1ab 0.2 ± 0.07c 0.98± 0.28a 

C14:0 1.22± 0.38 a 1.27± 0.2 a 1.36±0.5a 2.43 ± 0.5 b 1.29± 0.48a 

C15:0 0.81± 0.06 a 0.78± 0.07a 0.7±0.1 a 0.98 ± 0.2 b 0.72± 0.05a 

C16:0 16.8± 1.7 a 17.08± 1.3a 17.3± 3.0 a 16.38 ± 3.7 a 16.45± 2.8a 

C16:1n-7 5.17± 0.96 a 4.97± 0.7a 4.75± 1.2a 5.39 ± 1.1 a 5.19± 0.6a 

C16:2n-7 2.56± 0.4 a 2.23± 0.3ab 2.3± 0.4ab 2.0 ± 0.2 c 2.57± 0.4a 

C18:0 7.85± 2.5a 8.2± 1.6 a 7.6± 2.5a 7.2± 2.5 a 7.17± 2.1 a 

C18:1n-9 12.78± 1.6c 14.67± 1.6ab 13.92± 1.9bc 15.68 ± 1.7a 13.99± 1.6bc 

C18:2n-6 8.57± 1.5b 9.88± 0.7a 8.43± 1.2b 7.57± 0.9c 5.2± 1.4 d 

C18:3n-6 0.42± 0.19c 0.3± 0.1c 0.63± 0.1 b 0.8± 0.1a 0.3± 0.15c 

C18:3n-3 8.77± 1.1a 8.16± 0.6 a 4.0± 0.7 b 1.22± 0.2c 3.2± 0.4 b 

C18:4n-3 0.59± 0.16b 0.6± 0.1 b 0.68± 0.15b 1.3± 0.2a 0.5± 0.1b 

C20:1n-9 0.7± 0.19 b 1.78± 0.9 a 0.92± 0.1ab 1.14± 0.2a 0.85± 0.3ab 

C20:2n-6 0.65± 0.17a 0.68± 0.1a 0.6± 0.1a 0.5± 0.1b 0.38± 0.08c 

C20:3n-6 0.46± 0.17b 0.68± 0.18 ab 0.7± 0.16ab 0.91± 0.1 a 0.85± 0.49 ab 

C22:1n-9 1.09± 0.2 b 1.3± 0.4 b 1.4± 1.0 b 2.09± 0.36a 0.4± 0.1c 

C22:4n-3 1.48± 0.56b 1.3± 0.5b 2.0± 0.5a 2.19± 0.8a 1.86± 0.5 ab 

C22:5n-3 1.18± 0.1b 1.0± 0.1c 1.4± 0.16a 1.4± 0.3a 1.4± 0.3a 

C24:1n-9 1.82± 0.2c 2.1± 0.2 b 2.0± 0.2bc 3.7± 0.4a 2.1± 0.1 b 

C20:4n6 (ARA) 4.34± 0.3b 4.14± 0.4  b 5.18± 0.3 a 3.7± 0.3 c 3.56± 0.6 c 

C20:5n3 (EPA) 5.69± 0.6 b 4.42± 0.5c 6.58± 0.6a 3.7± 0.7d 5.65± 0.8b 

C22:6n3 (DHA) 16.7± 2.6 c 14.06± 2.2d 16.5± 2.4c 19.26± 3.6b 25.24± 5.6 a 

      

Saturados 26.98± 4.2 a 27.56± 2.8  a 27.84± 5.1a 27.2± 5.9 a 26.6± 3.9a 

Monoinsatudos 21.57± 2.6c 24.85± 2.9 b 23.0± 2.8bc 28.06± 2.9a 22.6± 2.1bc 

Poliinsaturados 51.45± 3.4 a 47.59± 2.6 b 49.14± 3.2ab 44.7± 4.6 c 50.76± 2.2ab 

HUFA total 30.5± 2.9b 26.39± 2.7 c 33.06± 2.9b 31.76± 4.4b 38.95± 5.2a 

HUFA n-3 23.58± 3.2b 19.56± 2.6 c 24.55± 2.8b 24.4± 4.3 b 32.29± 6.7a 

HUFA n-6 6.95± 0.5 6.83± 0.3 8.51± 0.4 7.36± 0.3 6.6± 0.6 

Total n-7 7.7± 0.8a 7.2± 0.58a 7.1± 1.3 a 7.43± 1.0a 7.76± 0.28 a 

Total n-9 16.39± 1.8d 19.8± 2.5b 18.2± 1.9c 22.6± 2.1a 17.4± 1.58 cd 

Total n-6 15.9± 1.6b 17.0± 1.2a 17.58± 1.2a 15.7± 1.4b 12.18± 3.0c 

Total n-3 32.9± 4.2b 28.3± 2.5 c 29.23± 2.9c 26.9± 4.2d 36.0± 3.2a 

n3/n6 2.1± 0.4b 1.67± 0.2c 1.67± 0.179c 1.72± 0.3 c 3.14± 0.9 a 

n3/n9 2.0± 0.4 a 1.4± 0.2 b 1.6± 0.176 b 1.19± 0.2 c 2.07± 0.1a 

DHA/EPA 2.93± 0.2 c 3.18± 0.3c 2.52± 0.3d 5.25± 0.7a 4.4± 0.6b 

EPA/ARA 1.3±0.4 1.1± 0.3 1.27±0.3 1.0±0.2 1.6±0.45 

EPA/18:3n-3 0.65±0.21 0.54± 0.18 1.64±0.4 3.0±0.4 1.76±0.5 

 
Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media  SD de las 

muestras. Las letras a-d expresan diferencias significativas entre las medias(n=2, ANOVA, test de Fisher ρ 

< 0.05 y test de rangos múltiples). 
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La Figura 28 permite visualizar las diferencias en contenidos de ácidos grasos entre las 

larvas de los tratamientos con rotífero enriquecido. Los ácidos grasos se discriminaron por grupos 

según el grado de saturación, presencia de AGE, HUFA, C18 y proporciones entre los ácidos 

grasos. 
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Figura 28. Diagramas de los perfiles de las larvas en fase rotífero enriquecido con microalgas y P 

– S. Las barras representan los valores de las medias + SD. 

 

 

 
 

 



 
97 

De acuerdo con la Tabla 19 y la Figura 28 indicamos los contenidos de ácidos 

grasos encontrados en las larvas de los diferentes tratamientos: Las larvas – Chlorella 

presentaron valores intermedios de DHA, EPA, ARA , poliinsaturados, total n-3 y en las 

proporciones DHA/EPA y EPA/ARA con respecto a las larvas de los otros tratamientos. 

Las larvas – N. gaditana contenían niveles significativamente menores (ρ < 0.05) de 

DHA, EPA, una baja proporción EPA/18:3n-3 y una alta concentración de 18:3n-3 con 

respecto a las otras larvas. Las larvas – T. suecica presentaron contenidos de EPA y ARA 

significativamente mayores (ρ < 0.05) a los del resto de larvas; también altos contenidos 

de DHA, EPA, ARA, poliinsaturados y en las proporciones DHA/EPA y EPA/ARA aunque 

estos no son significativamente diferentes a los del resto de larvas. Las larvas – I. galbana 

presentaron contenidos significativamente mayores (ρ < 0.05) de DHA y en la proporción 

DHA/EPA, y niveles significativamente menores (ρ < 0.05) de EPA y poliinsaturados con 

relación a las larvas de los otros tratamientos. En las larvas – P-S observamos contenidos 

significativamente mayores (ρ < 0.05) de DHA, HUFA y HUFA n-3 pero también una 

concentración significativamente más baja (ρ < 0.05) de ARA con respecto a lo encontrado 

en las larvas de los otros tratamientos; alto contenido de EPA y un alto valor en las 

proporciones n3/n6, DHA/EPA y EPA/ARA. 

 

Comparando los contenidos de ácidos grasos de larvas con respecto a los de rotífero 

encontramos que disminuye la cantidad de monoinsaturados, mientras que aumenta la 

concentración de poliinsaturados. Además, los contenidos de saturados y monoinsaturados 

de las larvas de todos los tratamientos se hacen homogéneos entre sí. Los contenidos de 

HUFA y HUFA n-3 aumentan especialmente en larvas alimentadas con rotífero 

enriquecido con microalgas aunque los valores de HUFA y HUFA n-3 de las larvas – P-S 

son significativamente mayores (ρ < 0.05). Respecto a los AGE, los contenidos de ARA y 

EPA de las larvas de los diferentes tratamientos también se hacen homogéneos, mientras 

que el contenido de DHA aumenta con un gradiente desde larvas – Chlorella hasta larvas 

– P-S. 

  

Entre las larvas de los diferentes tratamientos se observaron concentraciones 

similares en varios tipos de ácidos grasos. Las larvas N. gaditana y T. suecica presentaron 

contenidos similares en 21 parámetros entre los cuales están saturados, monoinsaturados, 

poliinsaturados, total n-7, total de n6, total de n3, n3/n6 y n3/n9. Entre larvas Chlorella sp. 

y P – S encontramos contenidos semejantes en 21 parámetros incluyendo EPA, saturados, 

monoinsaturados, poliinsaturados, total n-7, total n-9, total n-3 y n3/n9. En larvas Chlorella 

sp. y T. suecica encontramos contenidos similares en 22 parámetros incluyendo DHA, 

saturados, monoinsaturados, poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3.  
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4.2.5. Evaluación del crecimiento de larvas en fase de alimentación con 

rotífero. En la Tabla 20 se muestran los parámetros biométricos de las larvas en 

fase de alimentación con rotífero. Observando el Peso medio y la Talla media, 

encontramos que las larvas del tratamiento con P-S obtuvieron valores 

significativamente mayores (ρ < 0.05) con respecto al resto de larvas. Mientras que 

las larvas del tratamiento con I. galbana presentan mayores valores de biomasa, 

supervivencia y número final de larvas con respecto al resto de larvas. En cuanto a 

inflación de vejiga, aunque no encontramos grandes diferencias, las larvas del 

tratamiento con Chlorella sp. alcanzaron el mayor valor con respecto al resto de 

larvas.  

 
 
Tratamiento 

 
Peso medio  
(g) 

 
Talla media 
(mm) 

Inflación 
de vejiga 
(%) 

 
Nº final 
Larvas 

 
Supervivencia 
(%) 

 
Biomasa 
final (g) 

 
Chlorella sp. 

 

0.02760.01 b 

 

13.11.59 b 

 

955 

 

984.9 

 

281.4 

 

2.280.6 

 
N. gaditana 

 

0.01930.007 c 

 

11.511.3 c 

 

91.54.5 

 

1065.3 

 

211 

 

1.930.2 

 
T. suecica 

 

0.02510.01 b 

 

12.411.4 bc 

 

89.34.4 

 

45.32.2 

 

12.30.6 

 

1.110.4 

 
I. galbana 

 

0.0170.007 c 

 

10.981.49 c 

 

88.34.4 

 

199.39.9 

 

582.9 

 

3.110.8 

 
P – S 

 

0.03970.01 a 

 

14.621.5 a 

 

83.54 

 

221.1 

 

6.50.3 

 

0.720.3 

 

Los resultados se expresan como la media de las muestras ± SD. Las letras a-c expresan diferencias 

significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples).  
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La Figura 29 muestra los diagramas de barras permiten comparar el crecimiento 

de las larvas de los diferentes tratamientos con rotífero enriquecido. Se incluyen  los 

parámetros de Talla media, Peso medio, Biomasa, Número final, inflación de vejiga y 

supervivencia de las larvas de los cinco tratamientos. 
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Figura 29. Parámetros de crecimiento de larvas en fase rotífero enriquecido con microalgas y P-S.  

Las barras representan los valores de las medias + SD. 
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Analizando la Tabla 20 y la Figura 29 encontramos que las larvas del tratamiento 

con rotífero – P-S alcanzaron valores significativamente superiores (ρ < 0.05) en talla y 

peso con respecto a las larvas del resto de tratamientos. Sin embargo, entre las larvas de 

los tratamientos con microalgas no existen grandes diferencias en los valores de estos dos 

parámetros. 

 

En cuanto a biomasa final, número final y supervivencia las larvas del tratamiento 

con I. galbana alcanzaron valores mayores a los de las larvas del resto de tratamientos. 

Además, las larvas con microalgas lograron mayores valores en biomasa final, número 

final, inflación de vejiga y supervivencia respecto a las larvas con P-S. 
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En la Figura 30 se representa la relación talla y edad de las larvas de los tratamientos con 

rotífero enriquecido con microalgas y P-S. La curva de regresión que mejor se ajusta a los datos es 

la exponencial. Esta curva se describe por la ecuación y = aebx, en donde: y es la talla, a es la 

constante, x corresponde a la edad y b representa la pendiente de la curva. R2 indica el nivel de 

ajuste de la línea de tendencia a los datos. 
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Figura 30. Curvas de crecimiento de larvas en fase rotífero enriquecido con microalgas y P-S. 
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Analizando el crecimiento de las larvas alimentadas con rotífero enriquecidodesde 

el punto de vista de la relación talla/días (Figura 30), observamos una semejanza en el 

comportamiento de las curvas de crecimiento de los diferentes tratamientos aunque hay 

variaciones en los valores de los máximos alcanzados. Así, encontramos que los mayores 

aumentos en talla se observaron en las larvas de los tratamientos conrotífero – N. gaditana, 

rotífero – T. suecica y rotífero – P-S. Las larvas alimentadas con rotífero – I. galbana 

crecieron un poco menos, pero fueron las larvas con rotífero – Chlorella las que alcanzaron 

el menor valor de crecimiento. 

 

 

4.3. EXPERIMENTO II – LARVAS EN FASE DE ALIMENTACIÓN CON 

ARTEMIA DEL PRIMER AÑO. 
 

En este experimento se utilizaron larvas de dentón de 22 a 48 dph las cuales fueron 

sometidas a tratamientos de alimentación con Artemia enriquecida con cuatro tipos de 

emulsiones ICES (A, B, C y D). En este apartado se incluyen los contenidos de ácidos 

grasos de las emulsiones ICES (Tabla 21 y Figura 31), los contenidos de ácidos grasos de 

la Artemia de los cuatro tratamientos (Tabla 22 y Figura 32), también incluye los 

contenidos de ácidos grasos de las larvas alimentadas con esta Artemia (Tabla 23 y Figura 

33) y los parámetros biológicos que evalúan el efecto de los diferentes tratamiento de 

Artemia sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas (Figuras 34 y 35 y Tabla24). 

 

 

 

 

 

 
4.3.1. Tabla y diagramas de los perfiles de ácidos grasos de las emulsiones del 

primer año. La Tabla 21 presenta los perfiles de ácidos grasos de las emulsiones de los 

cuatro tratamientos del primer año. Incluye los ácidos grasos saturados, monoinsaturados, 

poliinsaturados, los AGE, los HUFA  y las proporciones entre los principales ácidos grasos.  
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Ácido graso 

 
A(STD) 

 
B(30/0.6) 

 
C(30/4) 

 
D(50/0.6) 

C15:0 0.0 0.520.01 b 0.850.0a 0.030.02 c 

C15:1 n-5 --- 0.110.01 a 0.100.0a 0.010.0 b 

C16:0 22.70.2 a 16.10.2c 19.70.1 b 2.560.7d 

C16:1 n-7 0.10.0d 7.70.1a 3.380.0b 0.70.2c 

C18:0 7.10.04 a 3.30.02 c 5.70.02 b 2.60.07 d 

C18:1 n-9 16.50.1a 11.480.1b 16.60.4 a 7.780.4d 

C18:1 n-7 0.50.0d 3.40.1 a 2.690.1 b 1.60.1c 

C18:2 n-6 11.30.03 a 4.20.02 d 6.20.01 b 4.740.09 c 

C18:3 n-6 --- 0.220.0a 0.160.0b 0.110.01 c 

C18:3 n-3 0.920.0a 1.00.0a 0.960.0a 0.90.12 a 

C18:4 n-3 0.0 2.140.0 a 0.580.0c 1.10.06 b 

C20:0 0.180.01 a 0.380.0a 0.250.0a 0.580.03 a 

C20:1 n-9 0.110.0a 0.80.24 a 0.590.01 a 2.260.02 a 

C20:1 n-7 --- 0.20.11 a 0.140.08 a 0.540.09 a 

C20:2 n-6 0.120.04 a 0.180.02 a 0.180.01 a 0.360.01 a 

C20:3 n-6 0.0 0.070.03 0.050.03 0.240.02 

C20:3 n-3 --- 0.050.0 0.080.0 0.170.03 

C20:4 n-3 --- 0.750.0 0.250.0 1.520.14 

C22:1 n-9 0.0 0.410.01 0.080.0 1.20.03 

C22:4 n-6 --- 0.070.0 0.150.01 0.180.01 

C22:5 n-6 0.0 0.360.0 1.50.01 0.60.04 

C22:4 n-3 --- 0.050.0 0.010.0 0.210.01 

C22:5 n-3 0.0 2.10.0 0.90.03 4.50.31 

C20:4 n-6 (ARA) 0.0c 0.930.01 b 1.40.01 a 1.480.18 a 

C20:5 n-3 (EPA) 0.230.06 d 16.20.12 b 4.2002 c 29.8242 a 

C22:6 n-3 (DHA) 0.280.05 d 11.00.1c 19.80.3b 27.31.1a 

     

Saturados 69.7008 a 28.0027 c 35.2019 b 6.60.2d 

Monoinsaturados 17.2007 b 25.2028 a 24.9001 a 15.41c 

Poliinsaturados 12.90.01c 40.0006 b 36.8018 b 75.13.27 a 

HUFA total 0.63003 c 32.40.09 b 28,80,20 b 68,33,63 a 

HUFA n-3 0.510.01 c 30.80.05 b 25.50.21 b 65.33.48 a 

HUFA n-6 0.120.01 1.60.4 3.30.3 30.2 

Total n-7 0.580.0d 11.730.06 a 6.880.08 b 3,120,29 c 

Total n-9 16.670.06 a 13.060.23 b 17.730.07 a 12.30.71 b 

Total n-6 11.440.01 a 6.030.0d 9.720.03 b 7.760.03 c 

Total n-3 1.440.01 d 34.010.06 b 27.070.2c 67.383.3a 

n3/n6 0.130.0d 5.60.1 b 2.780.3 c 8.70.5 a 

n3/n9 0.090.0d 2.60.05 b 1.530.02 c 5.50.57 a 

DHA/EPA 1.250.51 b 0.680.01 b 4.70.09 a 0.90.04 b 

EPA/ARA 0.0 17.40.6 30.01 20.10.2 

EPA/C18:3n-3 0.250.0 15.50.1 4.40.04 320.4 

 

Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media  SD de 

las muestras. Las letras a-d expresan diferencias significativas entre las medias(n=2, ANOVA, test 

de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples).  
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Los diagramas de la Figura 31 permiten visualizar las diferencias en contenidos de 

ácidos grasos de las emulsiones del primer año. Estos ácidos grasos se discriminan por 

grupos según el grado de saturación, presencia de AGE, HUFA, C18 y proporciones de 

ácidos grasos.  

 

 

 

0

10

20

30

40

50

60

70

80

90

A B C D

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a

)

Tratamiento

Emulsiones Primer año - Grado de saturación

Saturados Monoinsatdos Poliinsaturados

0

5

10

15

20

25

30

35

A B C D

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a

)

Tratamiento

Emulsiones Primer año - AGE

ARA EPA DHA

0

10

20

30

40

50

60

70

80

A B C D

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a

)

Tratamiento

Emulsiones Primer año - HUFA

HUFA total HUFA n-3 HUFA n-6

0

5

10

15

20

25

30

35

A B C D

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a

)

Tratamiento

Emulsiones Primer año - Proporciones

n3/n6 DHA/EPA EPA/ARA EPA/18:3n-3

0

2

4

6

8

10

12

14

A B C D

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a

)

Tratamiento

Emulsiones Primer año - C18

18:00 18:2n-6 18:3n-3

 

Figura 31. Diagramas de barras de los perfiles de ácidos grasos de las emulsiones del 

primer año. Las barras representan los valores de las medias + SD. 
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Analizando la Tabla 21 y la Figura 31 encontramos que: la emulsión A presenta 

contenidos significativamente superiores (ρ < 0.05) de 16:0, 18:0, 18:1n-9, 18:2n-6 y 

saturados pero contenidos significativamente menores (ρ < 0.05) de  DHA, EPA, ARA, 

poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3 con respecto al resto de emulsiones. Las emulsionesB 

y C presentaron niveles intermedios de 16:0, 18:0, 20:0, ARA, EPA, DHA, saturados, 

poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3 con respecto a las emulsiones A y D. La emulsiónD 

presentó contenidos significativamente mayores (ρ < 0.05) de DHA, EPA, poliinsaturados, 

HUFA, HUFA n-3 y total n3 con respecto a las otras emulsiones. En conjunto como 

principales rasgos de estas emulsiones tenemos que en la emulsión A predominaron los 

saturados, en la emulsión D los poliinsaturados y en las B y C niveles intermedios de 

saturados y poliinsaturados. 

 

Entre las emulsiones analizadas encontramos contenidos similares de varios tipos 

de ácidos grasos. Así, las emulsiones B y C  tenían concentraciones similares en 12 tipos 

de ácidos grasos incluyendo monoinsaturados, poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3; 

mientras que las emulsiones B y D tenían contenidos similares en 8 tipos de ácidos grasos 

entre los que encontramos 16:0, 18:0, 20:0, 18:2n-6, 18:3n-3 y ARA y proporción 

DHA/EPA. 

 

 

 

4.3.2. Tabla y diagramas de los perfiles de ácidos grasos de la Artemia 

enriquecida del primer año. La Tabla 22 representa los perfiles de ácidos grasos de 

la Artemia enriquecida con emulsiones ICES del Primer año. Incluye los principales 

grupos de ácidos grasos y las proporciones entre ellos. 
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Ácido graso 

 

A (STD) 

 

B (30/0.6) 

 

C (30/4) 

 

D (50/0.6) 

C14:0 4.19 0.03 a 0.93 0.001 c 1.45 0.02 b 0.56 0.002 d 

C15:0 0.17 0.02 c 0.46 0.01 a 0.39 0.01 b 0.2 0.01 c 

C16:0 10.56  0.015 c 12.5 0.002 a 11.7 0.08 b 8.7 0.0 d 

C16:1n-7 3.5 0.5 b 5.04 0.01 a 4.55 0.5 ab 4.0 0.7 ab 

C16:2n-7 0.98 0.02 d 1.8 0.01 a 1.6 0.05 b 1.25 0.01 c 

C18:0 6.1 0.1 c 6.5 0.2 a 6.5 0.1 a 6.3 0.2 b 

C18:1n-9 32.1 0.2 a 25.5 0.02 c 27.5 0.1 b 25.7 0.1 c 

C18:2n-6 8.8 0.03 a 5.7 0.08 c 6.2 0.07 b 5.7 0.01 c 

C18:3n-3 17.3 0.11 b 14.7 0.03 d 14.9 0.04 c 18.1 0.02 a 

C18:4n-3 4.7 0.1 a 3.2 0.3 b 3.3 0.3 b 4.1 0.7 ab 

C20:1n-9 0.32 0.05 c 0.55 0.1 b 0.5 0.1 bc 0.95 0.1 a 

C20:2n-6 0,29 0,002 b 0,35 0,01 ab 0,38 0,12 ab 0,47 0,03 a 

C20:3n-6 0,13 0,003 0,12 0,03 0,1 0,002 0,2 0,06 

C22:1n-9 0,86 0,004 b 0,73 0,006 c 0,71 0,02 c 1,1 0,016 a 

C22:4n-3 0,18 0,05b 0,29 0,03 ab 0,24 0,05 ab 0,36 0,08 a 

C22:5n-3 0,04 0,034 d 0,65 0,003 b 0,5 0,008 c 1,1 0,012 a 

C24:1n-9 0,001  0,0 d 1,0 0,02 a 0,8 0,03 b 0,45 0,014 c 

C20:4n-6 (ARA) 1.3 0.3 c 2.6 0.2 a 2.5 0.1 a 2.0  0.1 b 

C20:5n-3 (EPA) 1.5 0.01 d 6.7 0.2 b 6.40.3 c 12.3 0.1a 

C22:6n-3 (DHA) 0.2 0.02 d 10.1 0.06 a 8.5 0.03 b 5.8 0.2 c 

     

Saturados 27.3 0.1 a 20.5 0.2 c 20.8 0.4 b 15.8 0.4 d 

Monoinsaturados 36.8 0.3 a 32.8 0.1 c 34.0 0.3 b 32.2 0.7 c 

Poliinsaturados 35.9 0.3 d 46.7 0.1 b 45.1 0.3 c 51.9 0.6 a 

HUFA total 3.6 0.4 d 20.9 0.3 b 18.6 0.5 c 22.3 0.4 a 

HUFA n-3 1.7 0.2 d 17.5 0.1 b 15.4 0.1 c 19.3 0.1 a 

HUFA n-6 1.9 0.1 3.4 0.2 3.2 0.4 3  0.1 

Total n-7 4,53 0,5 c 6,86 0,01 a 6,18 0,55 ab 5,26 0,7 bc 

Total n-9 33,25 0,17 a 27,77 0,1 d 29,5 0,18 b 28,2 0,07 c 

Total n-6 11,14 0,06 a 9,47 0,3 bc 9,84 0,15 b 9,138  0,04 c 

Total n-3 23,82 0,21 d 35,38 0,22 b 33,64 0,17 c 41,55 0,7 a 

n3/n6 2.14 0.01 d 3.7 0.1 b 3.4 0.04 c 4.5 0.09 a 

n3/n9 0.716  0.003 d 1.27 0.003 b 1.14 0.001 c 1.47 0.02 a 

DHA/EPA 0.2 0.0 d 1.5 0.3 a 1.3 0.2 b 0.5 0.01 c 

EPA/ARA 1.10.1 2.60.5 2.60.3 6.10.2 

EPA/C18:3n-3 0.080.0 0.450.0 0.430.0 0.670.0 

 

Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media  SD de las 

muestras. Las letras a-d expresan diferencias significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test de Fisher ρ 

< 0.05 y test de rangos múltiples). 
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La Figura 32 permite visualizar las diferencias en contenidos de ácidos grasos entre los 

tratamientos de Artemia enriquecida del primer año. Estos ácidos grasos se discriminan por grupos 

según el grado de saturación, presencia de AGE, HUFA, C18 y proporciones entre ácidos grasos. 
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Figura 32. Diagramas de barras de los perfiles de ácidos grasos de Artemia enriquecida 

del Primer año. Las barras representan los valores de las medias + SD. 
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De acuerdo con la Tabla 22 y la Figura 32presentamos las siguientes 

consideraciones. En Artemia del tratamiento A encontramos contenidos 

significativamente superiores (ρ < 0.05) de 18:1n-9, 18:2n-6, saturados y monoinsaturados, 

mientras que presenta niveles significativamente menores (ρ < 0.05) de ARA, EPA, DHA, 

poliinsaturados, HUFA, HUFA n-3 y de las proporciones n3/n6 y DHA/EPA con respecto 

al resto de tratamientos de Artemia. En Artemia B encontramos niveles significativamente 

superiores (ρ < 0.05) de 16:0, 18:0, ARA, DHA y de la proporción DHA/EPA con relación 

a la Artemia de los otros tratamientos. En Artemia C observamos contenidos 

significativamente superiores de 18:0 y ARA en comparación con la Artemia del resto de 

tratamientos. Además, la Artemia de los tratamientosB y C presenta contenidos intermedios 

de EPA, saturados, monoinsaturados, poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3. Y en Artemia 

D observamos contenidos significativamente superiores (ρ < 0.05) de EPA, poliinsaturados, 

HUFA, HUFA n-3, total de n3 y de las proporciones n3/n6 y n3/n9 con relación a la Artemia 

del resto de tratamientos. 

 

El principal rasgo que permite diferenciar la Artemia de los diferentes tratamientos 

es el grado de saturación y el contenido de HUFA y HUFA n-3, así: en Artemia A 

predominan los saturados y monoinsaturados, en Artemia D predominan los 

poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3, mientras que la Artemia B y C presenta contenidos 

intermedios de saturados, monoinsaturados, poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3. 

 

Entre los cuatro tratamientos de Artemia encontramos niveles similares de varios 

tipos de ácidos grasos. Así, entre Artemia B y C hay semejanza en las concentraciones de 

11 parámetros incluyendo ARA, total n7 y total n6. Entre Artemia B y D encontramos 

contenidos semejantes en 10 parámetros incluyendo, 18:2n-6, monoinsaturados y total n6. 

 

 

4.3.3. Tabla y diagramas de los perfiles de ácidos grasos de larvas en fase 

de alimentación con Artemia enriquecida con emulsiones ICES del primer año. La 

Tabla 23 presenta los perfiles de los principales ácidos grasos de larvas en fase Artemia del 

primer año. Incluye los ácidos grasos saturados, monoinsaturados, poliinsaturados, AGE, 

HUFA y las proporciones entre ellos. 
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Ácido graso 

 

A(STD) 

 

B(30/0.6) 

 

C(30/4) 

 

D(50/0.6) 

C14 1,48 0,07 0,95 0,20 1,6 1,33 0,86 0,08 

C15 0,6 0,1 0,5 0,06 0,5 0,10 0,47 0,09 

C16 17,14 0,81 16,6 1,43 17,1 1,17 16,5 0,41 

C16:1n-7 4,89 0,80 a 4,2 0,31 ab 3,5 0,61 b 3,46 0,09 b 

C16:2n-7 1,88 0,64 1,84 0,02 1,9 0,44 1,5 0,02 

C18 7,3 1,6 8,36 2 8 1,3 9,4 1,1 

C18:1n-9 23,4 3,2 a 20,7 1,8 ab 18,9 0,5 b 19,3 0,3 b 

C18:2n-6 9,87 0,7a  6,57 0,1 b 6,56 0,5 b 5,45 0,4 c 

C18:3n-3 13,3 1,9 a 9,87 0,7 b 7,7 0,8 b 7,8 1,1 b 

C18:4n-3 1,4 0,4 a 1,1 0,1 ab 0,73  0,1 b 0,88  0,15 b 

C20:1n-9 0,7 0,27 0,5 0,1 0,5 0,03 0,6 0,05 

C20:2n-6 0,58 0,07 0,55 0,09 0,5 0,08 0,5 0,05 

C20:3n-6 0,5 0,13a 0,3 0,06 b 0,4 0,02ab 0,3 0,04b 

C22:1n-9 1,48 0,1 a 0,8 0,06 c 1,1 0,1 b 0,78 0,08 c 

C22:4n-3 1,3 0,6 1,1 0,1 1,5 0,1 1,54 0,3 

C22:5n-3 0,65 0,28 a 1,13 0,1 b 1,24 0,1 b 2,54 0,3 c 

C24:1n-9 1,5 0,4 b 2,1 0,2 ab 2,6 0,2 a 2,0 0,3 b 

C20:4n-6 (ARA) 3,64  0,77 b 4,4 0,21 ab 4,76  0,2 a 3,8 0,1 b 

C20:5n-3 (EPA) 3,2 0,27 c 6,6 0,64 b 6,3 0,51 b 10,8  0,42 a 

C22:6n-3 (DHA) 4,3 0,93 b 11,2 1,37a 12,4 0,82 a 10,86 0,91a 

     

Saturados 26,8 2,4 c 26,7 3,7 c 29,1 2,1 a 27,5 0,97 b 

Monoinsaturados 32,0 3,5 a 28,3 2,1 ab 26,61 b 26,21 b 

Poliinsaturados 41,1 1,2 b 44,9 1,6 a 44,3 2,1 a 46,31 a 

HUFA total 14,2 2,9 c 25,2 1,3 b 27,2 1,2 ab 30,4 1,6 a 

HUFA n-3 8,14 1,4 c 18,8 1,6 b 19,9 1,3 b 24,2 1,4 a 

HUFA n-6 6.1 1 6.40.5 7.2 0.5 6,2 0.4 

Total n-7 6,77 0,41 a 6,02 0,30 ab 5,43 1,06 b 4,97 0,08 b 

Total n-9 27,17 2,78 a 24,12 2,01 ab 23,09 0,58 b 22,73 0,6 b 

Total n-6 16,38 1,15 a 13,25 0,62 bc 13,93 0,54 b 11,90 0,58 c 

Total n-3 22,85 0,99 c 29,87 2,2 b 28,40 2,27 bc 32,92 1,19 a 

n3/n6 1,4 0,15 c 2,26 0,27 b 2,0 0,14 b 2,7 0,23 a 

n3/n9 0,84 0,09 c 1,24 0,01 b 1,23 0,06 b 1,45 0,07 a 

DHA/EPA 1,4 0,22 ab 1,5 0,61 ab 1,9 0,1 a 1,0 0,07 b 

EPA/ARA 0.9  0.2 1.5  0.3 1.3  0.1 2.8  0.2 

EPA/C18:3n-3 0.24  0.03 0.67  0.08 0.8 0.09 1.4 0.16 

 
Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media  SD de las 

muestras. Las letras a-c expresan diferencias significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test de Fisher ρ 

< 0.05 y test de rangos múltiples).  
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La Figura 33 permite visualizar las diferencias en contenidos de ácidos grasos entre las 

larvas de los tratamientos con Artemia enriquecida del primer año. Estos ácidos grasos se 

discriminan por grupos según el grado de saturación, presencia de AGE, HUFA, C18 y 

proporciones entre los ácidos grasos. 
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Figura 33. Diagramas de barras de los perfiles ácidos grasos de larvas en  fase Artemia. Las 

barras representan los valores de las medias + SD. 
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Analizando la Tabla 23 y la Figura 33 observamos que: En larvas del tratamiento 

hay niveles significativamente mayores  (ρ < 0.05) de 18:1n-9, 18:2n-6, 18:3n-3 y 

monoinsaturados, mientras que tiene cantidades significativamente menores (ρ < 0.05) de 

EPA, DHA, saturados, poliinsaturados, HUFA, HUFA n-3 y proporción n3/n6 con respecto 

a las larvas del resto de tratamientos. En larvas B y C encontramos contenidos intermedios 

de 18:0, 18:1n-9, 18:2n-6, 18:3n-3, 20:1n-9, EPA, poliinsaturados, HUFA, HUFA n-3 y de 

las proporciones n3/n6 y EPA/ARA. En larvas D observamos contenidos 

significativamente superiores (ρ < 0.05) de EPA, poliinsaturados, HUFA, HUFA n-3, total 

n3 y de las proporciones n3/n6 y n3/n9 con respecto al resto de larvas. Los principales 

rasgos por los que podemos diferenciar las larvas de los diferentes tratamientos son: en las 

larvas A se consume parte de los saturados, se conservan los monoinsaturados y aumentan 

los poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3; en larvas D disminuyen los contenidos de 

monoinsaturados, poliinsaturados pero aumentan los niveles de HUFA y HUFA n-3. 

 

Las larvas de algunos tratamientos presentaron contenidos similares en varios tipos 

de ácidos grasos. Así, en las larvas A y B encontramos contenidos similares en 10 tipos de 

ácidos grasos entre los cuales  están ARA, saturados, monoinsaturados y la proporción 

DHA/EPA. En las larvas B y C hay contenidos similares en 22 ácidos grasos entre los que 

encontramos ARA, EPA, DHA, monoinsaturados, poliinsaturados, HUFA, HUFA n-3, 

total n3, total de n6 y las proporciones n3/n6, n3/n9 y DHA/EPA. En las larvas C y D 

encontramos contenidos similares en 14 ácidos grasos, entre los cuales están ARA, DHA, 

monoinsaturados y poliinsaturados. Finalmente, entre larvas B, C y D encontramos 

contenidos similares en 10 tipos de ácidos grasos, entre los que tenemos DHA, 

monoinsaturados y poliinsaturados. 
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4.3.4. Evaluación del Crecimiento de las larvas en fase de alimentación con  

Artemia del Experimento II. En la Tabla 24 se resumen los datos de los parámetros de 

crecimiento de larvas en fase de alimentación con Artemia enriquecida con cuatro 

tratamientos de emulsiones ICES (A, B, C y D). Se incluyen los parámetros de Peso medio, 

Talla media, Número final, Supervivencia, Biomasa y Factor de Condición. 

 

 

 
Tratamiento 

 
Peso medio 

SD (g) 

 
Talla media 

 SD (cm) 

 
Número 

final 

 
Supervivencia 

(%) 

 
Biomasa 
final (g) 

 
Factor de 
condición 

A (STD) 
 

0,1930,05 b 2,480,28 b 261.3 472.3 5,0180.28 
 

12,631,747 a 

B (30/0.6) 

 

0,2430,07 a 2,730,31 a 412 733.6 9,9630.3 
 

11,731,24 b 

C (30/4) 
 

0,2460,06a 2,740,27a 351.7 633.1 8,610.26 
 

11,881.22 ab 

D (50/0.6) 
 

0,2730,08a 2,860,29a 371.8 663.3 10,100.28 
 

11,381,28 b 

 
Los resultados se representan por la media de las muestras ± SD. Las letras a-b expresan diferencias 

significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples).  

 

Según la Tabla 24 las larvas B y D obtuvieron resultados significativamente 

superiores (ρ < 0.05) en número final, supervivencia y biomasa final, mientras que en peso 

y talla no hay diferencias entre larvas B, C y D. Por otra parte, analizando las Figuras 34 

y 35 encontramos que las larvas A obtuvieron los menores valores de crecimiento mientras 

que las larvas B y D obtienen los mayores valores de biomasa, supervivencia y número 

final. 
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En la Figura 34 se representa la relación entre el peso y la talla de las larvas de los 

tratamientos A, B, C y D. La curva de regresión que mejor se ajusta a los datos es la potencial. Esta 

curva se describe por la ecuación y = axb, en donde: y es el peso, a es la constante, x corresponde a 

la talla y b es la pendiente de la curva.R2indica el nivel de ajuste de la línea de tendencia a los datos. 
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Figura 34. Relación Talla – Peso de larvas en fase Artemia de los tratamientos A – D. 
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En la Figura 35 se compara el crecimiento de las larvas de los diferentes 

tratamientos con Artemiaenriquecida del primer año. Se incluyen los parámetros de Talla 

media, Peso medio, Biomasa, Número final, Inflación de vejiga y Supervivencia. 
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Figura 35. Diagrama de barras de parámetros biométricos de larvas en fase Artemia del 

primer año. Las barras representan los valores de las medias + SD. 
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 4.4. EXPERIMENTO III. DETERMINACIÓN DE CONTENIDOS DE 

ÁCIDOS GRASOS ENLARVAS EN FASE DE ALIMENTACIÓN CON ARTEMIA –

SEGUNDO AÑO. 

 

En este experimento se utilizaron larvas de dentón de 24 a 41 dph sometidas a 

alimentación con Artemia enriquecida con 9 tratamientos elaborados a partir de tres 

emulsiones base ICES (STD, 30/4/C y 50/0.6/C) mezcladas en diferentes proporciones. 

En este apartado se incluyen los contenidos de ácidos grasos de las 9 mezclas de 

emulsiones (Tabla 25 y Figura 36), los contenidos de ácidos grasos de la Artemia de los 

9 tratamientos (Tabla 26 y Figura37), también incluye los contenidos de ácidos grasos de 

las larvas alimentadas con dicha Artemia (Tabla 27 y Figura 38) y los parámetros que 

evalúan el efecto de los diferentes tratamientos de Artemia sobre el crecimiento y 

supervivencia de las larvas (Figuras 39, 40 y 41 y la Tabla 28).  

 

  4.4.1. Tabla y Diagramas de los perfiles de ácidos grasos en las mezclas de 

emulsiones del segundo año. La Figura 36 permite visualizar las diferencias en contenidos 

de ácidos grasos entre las emulsiones de los tratamientos emulsiones del segundo año. 

Losácidos grasos se discriminan por grupos según el grado de saturación, presencia de 

AGE, HUFA, C18 y proporciones entre algunos ácidos grasos
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 Tabla 25.  Perfil de ácidos grasos en mezclas de emulsiones ICES – Segundo año. 
 

 
Ácidos grasos 

 

1 

 
 

2 

 
 

3 

 
 

4 

 

5 

 
 

6 

 
 

7 

 
 

8 

 
 

9 

C15             0.1±0 f 0.18±0 d 0.38±0 d 0.48±0.02 c 0.69±0.02 b 0.95±0.0 a 0.0 h 0.0 h 0.02±0 g 

C16             3.7±0.06 6.4±0.01 9.58±0.12 12.3±0.04 15.9±0.04 20.1±0.06 6.8±0.08 9.4±0.01 11.9±0.01 

C16:1 n-7           0.83±0.01 1.38±0.03 2.1±0.03 2.5±0.08 3.9±0.09 4.8±0.01 0.42±0.01 0.24±0 0.1±0 

C17             0.24±0.02 0.47±0.01 0.42±0.01 0.72±0.02 0.97±0.02 1.26±0.04 0.13±0.03 0.06±0 0.03±0 

C17:1 n-7     0.08±0 0.18±0 0.1±0 0.13±0 0.48±0.01 0.2±0.01 0.04±0 0.02±0 0.0 

C18             3.5±0.5 3.9±0.1 4.3±0.1 4.7±0.2 5.3±0.1 5.7±0.2 3.5±0.1 3.8±0.2 3.8±0.3 

C18:1 n-9       10.95±0.03 11.7±0.1 11.9±0.1 14.0±0.2 14.0±0.3 15.0±0.1 9.8±0.1 9.8±0.02 9.4±0.03 

C18:2 n-6       7.4±0.4 a 6.0±0.4 cd 5.9±0.1 de 6.5±0.2 b 5.8±0.1 e 5.8±0.1 e 5.9±0.3 e 6.1±0.2 c 6.1±0.1 c 

C18:3 n-6        0.09±0 0.08±0 0.12±0 0.11±0 0.14±0 0.16±0 0.06±0 0.03±0 0.0 

C18:3 n-3         1.2±0.2 a 0.99±0.2 f 1.0±0.1 e 1.1± 0.3 b 1.1±0.2 b 1.1±0.3 b 0.78±0.2 g 0.65±0 h 0.5±0 i 

C20             0.3±0.01 0.6±0.02 0.54±0.01 0.47±0.03 0.44±0.02 0.43±0.02 0.12±0.03 0.27±0 0.12±0 

C20:1 n-9      4.1±0.06 3.96±0.08 3.4±0.04 3.0±0.09 1.8±0.04 1.2±0.03 2.4±0.03 1.39±0.01 0.13±0 

C22             0.35±0.01 0.35±0.01 0.35±0.01 0.35±0.01 0.32±0.01 0.34±0.02 0.16±0.04 0.1±0 0.06±0 

C22:1 n-9      0.2±0.05 0.16±0.02 0.13±0.04 0.1±0.04 1.0±0.06 0.7±0.08 0.13±0.01 0.06±0 0.05±0 

C20:4 n-6 (ARA) 0.0 f 0.0 f 1.86±0.02 a 1.69±0.1 b 0.0 f 1.6±0.04 c 0.0 f 0.68±0 d 0.04±0 e 

C20:5 n-3 (EPA)   32.7±0.5 a 28.1±0.5 b 23.8±0.3 c 18.8±0.6 e 13.9±0.3 f 8.0±0.2 h 21.5±0.3 d 11.8±0.7 g 0.6±0.1 i 

C22:6 n-3 (DHA)      29.3±0.4 a 29.4±0.6 a 29.3±0.4 a 27.5±0.9 c 26.9±0.6 d 26.9±0.7 d 19.0±0.2 e 10.5±0.6 f 0.78±0.1 g 

          
Saturados 9.3±0.1 i 13.9±0.3 h 18.3±0.2 g 22.6±0.7 f 27.1±0.6 e 32.6±0.9 d 37.5±0.5 c 58±0.3 b 82.1±0.6 a 

Monoinsatdos 17.12±0.7 e 18.58±0.9 d 18.6±0.1 d 20.8±0.3 c 22.5±0.7 b 22.9±0.1 a 13.4±0.6 f 11.8±0.2 g 9.8±0.5 h 

Poliinsatdos 73.5±0.6 a 67.5±0.7 b 63.0±0.8 c 56.4±0.2 d 50.36±0.1 e 44.3±0.5 g 49.0±0.2 f 30.2±0.1 h 8.0±0.1 i 

HUFA total 64.8±2.7 a 60.3±1.2 b 55.9±1.4 c 48.7±1 d 43.2±2 e 37.3±0.5 g 42.3±1.5 f 23.4±1 h 1.44±0.3 i 

HUFA n-3 63.9±2 a 59.5±1 b 53.2±1 c 46.4±0.8 d 42.6±0.9 e 35.0±0.9 g 41.8±0.7 f 22.4±0.8 h 1.4±0.2 i 

HUFA n-6 1±0.4 0.9±0.25 2.6±0.5 2.4±0.4 0.7±0.2 2.3±0.45 0.5±0.1 1±0.15 0.04 

n3/n6 7.7±0.4 8.6±0.7 6.2±0 5.3±0 6.6±0.1 4.4±0.4 6.5±0.4 3.2±0.1 0.3±0.1 

n3/n9 3.9±0.3 3.5±0.3 3.3±0.3 2.6±0.4 2.4±0.2 2.0±0.2 3.3±0.2 1.99±0.1 0.19±0.1 

DHA/EPA 0.9±0.1 g 1.0±0.2 f 1.2±0.1 e 1.46±0.3 c 1.9±0.1 b 3.3±0.4 a 0.9±0.1 i 0.9±0.2 h 1.2±0.3 d 

EPA/ARA 0.0 0.0 12.8±1.3 11.2±1.1 0.0 4.9±0.5 0.0 17.3±1.4 15.5±1.2 

EPA/18:3n-3 28.2±1.4 28.4±2 23.3±1.2 17.6±1.3 12.8±1.2 7.25±0.9 25.6±1.9 18.2±1.3 1.2±0.9 

Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media de las muestras ± SD. Las letras minúsculas expresan 

diferencias significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples)
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Figura 36. Diagramas de barras de los perfiles de ácidos grasos de las emulsiones del segundo 

año. Las barras representan los valores de las medias + SD. 
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 Analizando la Tabla 25 y la Figura 36 encontramos algunos hechos relevantes. En 

las emulsiones del segundo año encontramos un gradiente de concentración para los 

principales grupos de ácidos grasos. Así, entre las emulsiones 1 a 9 encontramos un 

gradiente decreciente de poliinsaturados, EPA, HUFA, HUFA n-3 y de las proporciones 

n3/n6 y EPA/18:3n-3, y un gradiente creciente de saturados. En cambio no encontramos 

grandes variaciones a nivel de 18:0, 18:2n-6, 18:3n-3, monoinsaturados, ARA y de la 

proporción DHA/EPA. Si observamos los extremos, la emulsión 1 tiene un contenido 

significativamente superior (ρ < 0.05) de 18:3n-3, EPA, DHA, poliinsaturados, HUFA y 

HUFA n-3, mientras que la emulsión 9 presenta contenidos significativamente mayores (ρ 

< 0.05) de saturados y significativamente inferiores (ρ < 0.05) de EPA, DHA, 

monoinsaturados, poliinsaturados, HUFA y HUFA n-3.  
 

 

  4.4.2. Tabla y Diagramas de los perfiles de ácidos grasos de Artemia 

enriquecida del segundo año. La Figura 37 permiyr visualizar las diferencias en contenidos 

de ácidos grasos entre los tratamientos de Artemia enriquecida del segundo año, se 

discriminan por grupos según el grado de saturación, presencia de AGE, HUFA, C18 y 

proporciones entre algunos ácidos grasos. 
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           Tabla 26.  Perfil de ácidos grasos en Artemia – Segundo año. 
 
Ácidos grasos 

 

1 

 
 

2 

 
 

3 

 
 

4 

 

5 

 
 

6 

 
 

7 

 
 

8 

 
 

9 

C15             0.28±0.1 0.32±0 0.28±0.03 0.3±0.1 0.4±0.01 0.2±0.03 0.2±0.01 0.2±0.02 0.2±0.07 

C16             12.1±2.8 bc 11.5±0.9 c 11.3±1.0 c 12.9±0.3 abc 13.6±0.3 abc 15.2±0.5 abc 12.6±0.7 abc 13.2±0.5 abc 16.1±2.3 a 

C16:1 n-7           4.5±1.2 abc 4.0±0.2 abc 3.9±0.5 abc 4.5±0.1 abc 2.5±1.9 bcd 4.8±0.04 ab 1.8±0.2 cd 3.5±0.4 abcd 0.7±0.5 d 

C17             1.3±0.9 ab 1.1±0.5 b 1.1±0.3 bc 0.7±0.2 bc 0.9±0.3 bc 0.9±0.3 bc 0.4±0.1 bc 0.9±0.3 bc 0.1±0.09 c 

C17:1 n-7     1.2±0.6 ab 0.8±0.4 b 0.7±0.3 b 1.1±0.2 b 1.0±0.2 b 0.9±0.3 b 0.6±0.1 b 0.8±0.1 b 0.9±0.06 b 

C18             7.0±2.4 6.1±1.1 5.6±0.2 6.2±1.0 6.1±1.1 5.8±1.2 5.9±1.3 5.6±1.1 6.4±0.5 

C18:1 n-9       25.2±3.2 23.3±6.5 22.5±7.8 23.5±6.3 25.1±5.2 24.9±7.2 23.2±6.7 22.9±7.4 26.2±7.1 

C18:2 n-6       7.4±3.0 ab 6.4±1.7 ab 5.9±0.8 b 6.3±1.3 ab 6.5±1.2 ab 7.2±0.5 ab 7.1±1.2 ab 7.6±0.4 ab 9.5±0.3 a 

C18:3 n-6        0.7±0.06 0.5±0.1 0.5±0.3 0.6±0.2 0.6±0.2 0.6±0.3 0.6±0.3 0.6±0.3 0.8±0.5 

C18:3 n-3         19.3±1.2 a 18.1±3.3 ab 15.8±0.2 ab 18.1±4.3 ab 17.5±3.4 ab 16.5±2.1 ab 17.3±3.2 ab 17.8±3.0 ab 10.2±4.2 b 

C20             0.3±0.2 ab 0.1±0 ab 0.1±0.01 ab 0.3±0.1 ab 0.2±0.03 ab 0.3±0.04 ab 0.1±0.01 ab 0.08±0.01 b 0.1±0.03 ab 

C20:1 n-9      1.1±0.05 0.6±0.06 0.6±0.05 0.5±0.03 0.5±0.05 0.4±0.09 0.5±0.06 0.4±0.02 2.5±0.3 

C22             0.1±0.06 0.07±0.01 0.06±0.01 0.1±0.02 0.1±0.03 0.07±0.01 0.07±0.01 0.04±0.02 0.1±0.01 

C22:1 n-9      1.5±0.5 ab 1.2±0.5 ab 1.0±0.4 ab  0.4±0.1 b 0.4±0.2 b 0.9±0.2 ab 0.4±0.1 b 0.8±0.4 ab 0.7±0.4 b 

C20:4 n-6 (ARA) 1.4±0.5 a 1.5±0.3 a 1.6±0.2 a 1.5±0.4 a 0.7±0.1 a 1.4±0.1 a 1.2±0.4 a 0.9±0.5 a 1.1±0.4 a 

C20:5 n-3 (EPA)   17.4±0.3 a 17.4±1.0 a 16.8±2.9 a 11.9±1.1 b 10.6±0.3 bc 7.7±0.1 c 15.6±1.0 a  10.6±0.4 bc 2.1±0.2 d 

C22:6 n-3 (DHA)      7.1±1.3 ab 6.1±1.2 b 9.3±4.8 a 7.4±1.9 ab 8.1±2.3 ab 9.4±1.9 a 6.0±0.8 b 3.9±0.4 bc 0.1±0.01 c 

          
Saturados 22.5±6.9 bc 19.9±3.7 bc 19.5±0.2 c 21.8±1.5 bc 22.7±1.2 bc 23.9±1.6 bc 23.3±2.5 bc 28.6±5.4 b 43.5±2.4 a 

Monoinsatdos 34.7±0.3 31.9±5.0 29.5±7.9 31.5±7.4 31.6±8.3 32.6±6.3 28.1±8.4 29.3±7.3 31.9±9.1 

Poliinsatdos 36.6±2.6 bc 50.7±4.9 a 50.8±7.9 a 46.5±5.9 ab 45.5±7.0 ab 43.4±4.7 ab 48.5±5.8 ab 42.0±1.9 ab 24.5±1.5 cd 

HUFA total 26.6±0.9 ab 25.5±1abc 28.5±7.6 a 21.4±0.5 bcd 20.9±2.6 bcd   19.0±2.4 cd 23.5±1.7 abc 15.9±1.2 d  3.8±1.2 e 

HUFA n-3 24.6±1.0 ab 23.6±0.1 ab 26.1±7.7 a 19.4±0.8 bcd 19.6±1.4 bcd 17.2±2.1 cd 21.7±1.9 abc 14.6±0.8 d 2.4±0.2 e 

HUFA n-6 2±0.4 1.9±0.1 2.3±0.6 2.0±0.5 1.3±0.1 1.8±0.2 1.8±0.3 1.3±0.4 1.4±0.3 

n3/n6 2.7±0.7 c 4.7±0.5 a 4.7±0.6 a 4.1±0.2 ab 4.5±0.6 a 3.5±0.2 abc 4.1±0.2 ab 3.4±0.3 bc 1.1±0.1 d 

n3/n9 0.9±0.06 abc 1.6±0.5 ab 1.8±0.9 a 1.6±0.7 ab 1.4±0.5 ab 1.3±0.5 abc 1.7±0.7 ab 1.4±0.5 ab 0.5±0.1 bc 

DHA/EPA 0.4±0.08 dc 0.3±0.09 d  0.5±0.1 bc 0.6±0.2 bc 0.7±0.2 b 1.2±0.2 a 0.3±0.03 d 0.3±0.03 d 0.1±0.01 de 

EPA/ARA 12.2±0.4 11.2±0.6 10.1±1.5 7.9±0.5 14.9±0.6 5.3±0.3 12.1±0.7 10.7±0.4 1.9±0.3 

EPA/18:3n-3 8.9±0.3 0.9±0.1 1.1±0.4 0.6±0.1 0.6±0.1 0.5±0.1 0.9±0.2 0.6±0.1 0.2±0.05 

Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media de las muestras ± SD. Las letras minúsculas expresan diferencias 

significativas entre las medias (n=2, ANOVA, test de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples). 
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Figura 37. Diagramas de barras de los perfiles de ácidos grasos de Artemia enriquecida 

del segundo año. Las barras representan los valores de las medias + SD. 
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Analizando la Tabla 26 y la Figura 37 podemos resaltar varias cuestiones: con 

respecto al grado de saturación observamos que los contenidos de poliinsaturados 

mantienen la tendencia de disminución gradual desde Artemia 2 hasta Artemia 9; mientras 

que en saturados se mantiene una tendencia contraria, es decir un aumento gradual de la 

concentración desde Artemia 2 hasta Artemia 9, la excepciones es la Artemia del 

tratamiento 1. Y con respecto a monoinsaturados se produce un ligero aumento de 

contenidos con respecto a las respectivas emulsiones. Por otra parte, respecto a EPA, HUFA 

y HUFA n-3 se mantiene la tendencia a una reducción gradual desde Artemia 1 a 9,  mientras 

que en DHA se observa una reducción drástica en los contenidos con respecto a las 

emulsiones, en ARA se presentó un ligero aumento de contenidos respecto a las respectivas 

emulsiones.Y en los C18 se observó una disminución en los contenidos de 18:0 y 18:2n-6 

mientras que se encontró un aumento general en los contenidos de 18:3n-3 con respecto a 

las emulsiones.La Artemia del tratamiento 9 se diferencia ampliamente del resto porque 

presenta contenidos significativamente menores (ρ < 0.05) de EPA, DHA, poliinsaturados, 

HUFA total, HUFA n-3 y un contenido significativamente superior (ρ < 0.05) de saturados. 

 

A grandes rasgos encontramos que en Artemia ya no existe el gradiente de 

concentración en algunos ácidos grasos como saturados, poliinsaturados y DHA observado 

en las emulsiones, mientras que se mantiene el gradiente en EPA, HUFA y HUFA n-3. Por 

otra parte, disminuyen las concentraciones de 18:0, 18: 2n-6 y aumentan las 

concentraciones de 18:3n-3. 

 

 

 

4.4.3. Tablas y Diagramas de los perfiles de ácidos grasos de las larvas alimentadas 

con Artemia enriquecida del segundo año. La Figura 38 permite visualizar las diferencias 

en contenidos de los ácidos grasos de las larvas en fase Artemia del segúndo año. Los 

ácidos grasos se discriminan por grupos según el grado de saturación, presencia de AGE, 

HUFA, C18 y proporciones entre algunos ácidos grasos.  
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 Tabla 27.  Perfil de ácidos grasos en Larvas fase Artemia – Segundo año. 
 
Ácidos grasos 

 

1 

 
 

2 

 
 

3 

 
 

4 

 

5 

 
 

6 

 
 

7 

 
 

8 

 
 

9 

C15             0.28±0.06 0.25±0.05 0.36±0.07 0.4±0.08 0.4±0.05 0.4±0.06 0.2±0.04 0.0 0.0 

C16             19.9±2.2 16.6±1.8 17.2±2.1 18.6±2.3 19.2±2.3 18.4±2.0 17.8±1.9 17.4±1.6 19.4±2.2 

C16:1 n-7           1.76±0.2 2.6±0.3 2.9±0.4 3.5±0.34 3.5±0.4 3.7±0.5 2.8±0.35 2.5±0.3 2.2±0.2 

C17             1.6±0.2 1.3±0.1 1.5±0.18 1.6±0.1 1.6±0.2 1.5±0.3 1.2±0.1 1.0±0.12 1.0±0.1 

C17:1 n-7     1.1±0.2 0.9±0.1 0.9±0 1.0±0.1 1.1±0.3 1.1±0.1 0.8±0.1 0.7±0 0.9±0.2 

C18             12.3±0.4 10.2±0.2 9.4±0.3 9.3±0.4 9.2±0.3 8.6±0.5 9.4±0.7 8.6±0.4 9.8±0.3 

C18:1 n-9       10.8±1.1 17.3±1.9 18.3±2.0 19.4±1.8 20.7±2.3 20.7±1.2 19.2±1.4 19.4±2.1 18.8±1.7 

C18:2 n-6       6.0±1.0 4.6±0.4 4.7±0.5 4.9±0.6 5.2±0.5 5.8±0.8 5.7±0.6 7.4±0.5 12.5±1.2 

C18:3 n-6        0.3±0.04 0.2±0.01 0.2±0.02 0.2±0 0.2±0.01 0.2±0 0.3±0.03 0.3±0.04 0.3±0.02 

C18:3 n-3         10.8±2.2 8.3±2.3 8.1±1.8 8.4±2.0 7.8±1.4 8.3±1.2 9.1±2.5 10.2±2.3 11.2±2.4 

C20             0.4±0.03 0.28±0.01 0.27±0.02 0.26±0.01 0.25±0.04 0.24±0.01 0.27±0.03 0.25±0 0.0 

C20:1 n-9      1.1±0.2 0.8±0.05 1.0±0 0.9±0.01 0.9±0 1.1±0.1 1.1±0.2 1.4±0 1.8±0.4 

C22             0.36±0.03 0.25±0 0.27±0 0.3±0.01 0.3±0 0.28±0 0.28±0.02 0.25±0.01 0.0 

C22:1 n-9      0.1±0 0.6±0.01 0.6±0.03 0.6±0 0.5±0.04 0.4±0 0.1±0 0.7±0.1 1.1±0.3 

C20:4 n-6 (ARA) 2.5±0.8 a 2.5±0.5 a 2.3±0.4 a 2.2±0.3 a 2.3±0.3 a 2.5±0.5 a 2.0±0.2 a 1.8±0.3 a 1.7±0.2 a 

C20:5 n-3 (EPA)   10.5±0.7 ab 12.6±2.8 a 11.3±3.5 a 10.3±1.2 ab 8.2±1.1 bc 6.4±1.4 bc 12.4±2.1 ab 10.6±2.1 ab 5.5±2.2 c 

C22:6 n-3 (DHA)      12.3±4.1 ab 11.9±3.6 ab 11.9±2.6 ab 11.7±1.3 ab 11.8±1.8 ab 12.9±3.3 a 8.7±1.6 abc 7.0±1.4 bc 3.3±1.4 c 

          
Saturados 30.5±8.5 27.3±3.9 28.7±2.3 27.9±5.7 29.3±4.8 28.8±2.6 29.3±4.4 30.3±3.2 32.5±2.7 

Monoinsatdos 23.4±8.9 25.9±2.7 26.6±1.6 27.7±0.7 29.4±1.4 29.7±1.5 26.7±1.4 27.0±0.8 27.1±0.6 

Poliinsatdos 41.2±7.3 40.5±7.4 38.3±8.3 38.6±3.0 36.5±3.2 35.7±7.0 38.9±4.2 37.4±4.8 32.4±7.7 

HUFA total 26.8±3.4 a 33.9±1.8 a 31.7±0.9 a 31.8±6.6 a 29.9±6.1 a 28.5±3.1 a 31.4±6.4 a 28.4±7.8 a 20.4±9.3 b 

HUFA n-3 23.8±1.9 a 25.5±5.1 a 24.1±4.9 a 22.9±1.2 a 20.8±1.8 a 19.9±3.9 a 22.1±2.3 a 18.6±2.3 a 9.6±2.6 b 

HUFA n-6 3.1±0.4 8.4±0.5 7.6±0.35 8.9±1.4 9.1±1.7 8.6±0.9 9.3±1.8 9.8±1.7 10.8±2.4 

n3/n6 4.5±1.5 a 4.9±0.5 a 4.7±0.9 a 4.4±0.9 a 3.8±0.7 a 3.5±0.5 a 4.1±0.6 a 3.2±0.4 ab 1.5±0.02 b 

n3/n9 2.4±0.8 a 1.9±0.1 ab 1.7±0.06 ab 1.6±0.2 b 1.5±0.2 bc 1.4±0.02 bc 1.6±0.1 b 1.4±0.1 bc 0.9±0.03 c 

DHA/EPA 1.2±0.5 bc 0.9±0.1 cd 1.1±0.1 bc 1.1±0.02 bc 1.4±0.03 b 2.0±0.1 a 0.69±0.01 d 0.65±0.04 d 0.59±0.02 d 

EPA/ARA 4.2±0.2 5.0±0.6 4.9±0.5 4.6±0.4 3.5±0.4 2.5±0.4 6.2±0.7 5.7±0.7 3.2±0.5 

EPA/18:3n-3 0.97±0.3 1.5±0.3 1.39±0.28 1.2±0.3 1.0±0.2 0.8±0.1 1.3±0.4 1.0±0.2 0.5±0.05 

Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media de las muestras ± SD. Las letras minúsculas expresan diferencias 

significativas entre las medias (n = 2, ANOVA, test de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples.



 
123 

0

10

20

30

40

50

60

1 2 3 4 5 6 7 8 9

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a
)

Tratamiento

Larvas - Artemia 2 - Grado de saturación

Saturados Monoinsatdos Poliinsaturados

0

2

4

6

8

10

12

14

16

18

1 2 3 4 5 6 7 8 9

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a
)

Tratamiento

Larvas - Artemia 2 - AGE

ARA EPA DHA

0

5

10

15

20

25

30

35

40

45

1 2 3 4 5 6 7 8 9

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a
)

Tratamiento

Larvas - Artemia 2 - HUFA

HUFA HUFA n-3 HUFA n-6

0

1

2

3

4

5

6

7

8

1 2 3 4 5 6 7 8 9

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a
)

Tratamiento

Larvas - Artemia 2 - Proporciones

n3/n6 DHA/EPA EPA/ARA EPA/18:3n-3

0

2

4

6

8

10

12

14

16

1 2 3 4 5 6 7 8 9

P
ro

p
o

rc
ió

n
 (

%
 á

re
a
)

Tratamiento

Larvas - Artemia 2 - C18

18:00 18:2n-6 18:3n-3

 
 

 

Figura 38. Diagramas de barras de los perfiles de ácidos grasos de las larvas en 

fase Artemia del segundo año. Las barras representan los valores de las medias + SD.  
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Analizando la Tabla 27 y la Figura 38 encontramos algunos datos relevantes. A 

nivel general se observa que en las larvas hay una homogenización de contenidos de 18:3n-

3, saturados, monoinsaturados y poliinsaturados con respecto a emulsiones y Artemia. 

ARA se homogeniza con respecto a emulsiones y aumenta ligeramente con respecto a 

Artemia. En larvas se conserva el gradiente de concentración de EPA,DHA, HUFA y 

HUFA n-3 observado en emulsiones y Artemia, con la excepción de las larvas del 

tratamiento 1, mientras que el contenido de ARA es homogéneo en las larvas de todos los 

tratamientos.En los C18 de larvas, observamos un aumento en los contenidos de 18:0 y 

18:2n-6 con respecto a Artemia, mientras que las concentraciones de 18:3n-3 aumentan 

con respecto a las respectivas emulsiones y se hacen casi homogéneos con respecto a lo 

observado en Artemia. 

 

Es importante destacar que las larvas del tratamiento 9 presentan contenidos 

significativamente menores (ρ < 0.05) de EPA, DHA, HUFA total, HUFA n-3 y de la 

proporción n3/n6 con respecto al resto de larvas. 

 

 

4.4.4. Evaluación del crecimiento de larvas en fase de alimentación con Artemia 

del segundo año. En la Tabla 28 se resumen los datos de los parámetros biométricos de 

larvas en fase Artemia del segundo año. Se incluyen Peso medio, Talla media, Número 

final, Supervivencia, Biomasa y Factor de condición. 

 

 
 

Tratamiento 
 

Peso medio 

SD (g) 

 
Talla media 

 SD (cm) 

 
Número 

final 

 
Supervivencia 

(%) 

 
Biomasa 
final (g) 

 
Factor de 
condición 

1 0,2530,06 b 2,790,24 b 221.1 40,72 5,60.25 
 

11,480,8 c 

 

2 0,2860,08 ab 2,830,29 b 231.1 42,62.1 
 

6,580.28 
 

12,111,1a 

 

3 0,2850,06 ab 2,900,2 ab 241.2 44,42.2 6,80.28 
 

11,480,7 c 

 

4 0,2990,09a 2,90,33 ab 231.1 42,62.1 6,80.29 
 

12,11,3a 

5 0,2920,07 ab 2,910,23 ab 251.25 46,32.3 7,30.29 
 

11,60,7abc 

6 0,2790,07 ab 2,900,26 ab 190.9 35,21.7 5,30.27 
 

11,61abc 

7 0,3150,07a 3,00,21a 241.2 44,42.2 7,560.3 
 

11,50,9 bc 

8 0,3020,01a 2,950,3 ab 180.9 33,31.6 5,40.3 
 

11,490,8 bc 

9 0,1620,04c 2,370,2c 100.5 1,50.1 1,60.2 120,6 a 

 

Los resultados se expresan como la media de las muestras  SD. Las letras a-c  expresan diferencias 

significativas entre las medias (n = 2, ANOVA, test de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples).  
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 Analizando la Tabla 28 y las Figuras 38 y 39 encontramos que las larvas del 

tratamiento 9 presentan valores significativamente menores (ρ < 0.05) en peso, talla, 

biomasa, supervivencia y número final con respecto a las larvas del resto de tratamientos; 

por otra parte, no existen grandes diferencias a nivel de peso y talla entre las larvas de los 

otros tratamientos (1 a 8); mientras que las larvas de los tratamientos 3, 5 y 7 presentaron 

resultados significativamente superiores (ρ < 0.05) a los del resto de larvas para los 

parámetros de número final, supervivencia y biomasa final. Según las Figuras 40 y 41 que 

relacionan peso medio y talla media, las larvas de los tratamientos 4, 7 y 8 fueron los que 

alcanzaron mayor crecimiento. 

 

 En la Figura 39 se compara el crecimiento de las larvas de los diferentes 

tratamientos con Artemia enriquecida del segundo año. Se incluyen los parámetros de 

Talla media, Peso medio, Biomasa, Número final, Inflación de vejiga y Supervivencia.  
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Figura 39. Parámetros de crecimiento de larvas en fase Artemia del segundo año. Las 

barras representan los valores de las medias + SD. 
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En la Figura 40 se representa la relación entre peso y talla de las larvas de los 

tratamientos 1 a 5. La curva de regresión que mejor se ajusta a los datos es la potencial. 

Esta curva se describe por la ecuación y = axb, en donde: y es el peso, a es la constante, x 

corresponde a la talla y b es la pendiente de la curva. R2indica el nivel de ajuste de la línea 

de tendencia a los datos. 

 

 

En la Figura 34, se relaciona el peso y la talla de las larvas de los tratamientos A, B, C y D. La curva de regresión que mejor se ajusta a los datos es la potencial.

Esta curva se describe por la ecuación y = ax
b
: en donde y es el peso, a es la constante, x corresponde a la talla y b es la pendiente de la curva.

Y R
2
 indica el nivel de ajuste de la linea de tendencia a los datos.
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Figura 40. Relación Talla – Peso de larvas en fase Artemia de los tratamientos 1- 5 del 

segundo año.  
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En la Figura 41 se representa la relación peso y talla de las larvas de los tratamientos 

6 a 9. La curva de regresión que mejor se ajusta a los datos es la potencial. Esta curva se 

describe por la ecuación y = axb, en donde: y es el peso, a es la constante, x corresponde a 

la talla y b es la pendiente de la curva.R2indica el nivel de ajuste de la línea de tendencia a 

los datos. 
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Figura 41. Relación Talla – Peso de larvas en fase Artemia de los tratamientos 6 – 9 del 

segundo año.  
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 4.5. EXPERIMENTO IV: EVOLUCIÓN DE LOS PERFILES DE ÁCIDOS GRASOS EN 

LOS ESTADIOS ENDOTRÓFICOS (HUEVO, HUEVO EN EMBRIÓN, LARVAS EN 

ECLOSIÓN Y CON APERTURA DE LA BOCA).  

 

En el Experimento IV se emplearon las puestas de un lote de reproductores del 

IEO – Planta de cultivos marinos de Murcia. Se recolectaron tres series de puestas 

consecutivas de los meses de abril, mayo y junio. Se distinguieron cuatro estadios en la 

evolución endotrófica (huevo, huevo con embrión, larva en eclosión y larva con apertura 

de la boca). En este apartado se incluyen los contenidos de ácidos grasos de la suma de las 

series de las puestas de abril, mayo y junio (Tabla 29 y Figura 42), los contenidos de los 

principales grupos de ácidos grasos para cada una de las series de puestas de abril, mayo y 

junio (Figura 43),  también se incluyen los parámetros que evalúan el efecto de cada una 

de esas series sobre la calidad del huevo a través del tiempo (Figura 44) y los parámetros 

que evalúan el efecto de cada una de las series de puestas sobre el crecimiento y 

supervivencia de las larvas a lo largo del tiempo (Figura 45). 

 

 

 

 

 4.5.1. Tabla y Diagramas de los perfiles de ácidos grasos de la suma de las 

puestas de abril, mayo y junio. La Tabla 29 resume los perfiles de ácidos grasos la suma 

de las puestas de abril, mayo y junio para los estadios endotróficos (huevo, huevo 

embrionado, larva eclosionada y larvas con apertura de la boca). 
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Suma de series de las puestas 

Ácido graso Huevo H. en embrión Eclosión Apertura boca 

C16:0 23.8±1.4 b 22.89±0.5 b 23.3±0.7 b 26.14±1,6 a 

C16:1n-7 6.08±1.2 7.8±1.1 4.94±1.0 3.67±1.2 

C17:0 0.72±0.2 0.64±0.0 0.73±0.0 0.68±0.0 

C17:1n-7 0.67±0.0 b 2.08±0.0 a 2.13±0.0 a 0.58±0.0 b 

C18:0 3.47±1.9 c 4.99±0.8 bc 6.14±0.64 b 8.33±0.86 a 

C18:1n-9 22.19±3.4 a 19.26±0.5 b 18.74±1.5 b 16.07±1.8 c 

C18:2n-6 1.1±0.45 1.43±0.2 1.1±0.6 1.29±0.3 

C18:3n-3 0.42±0.04 a 0.56±0.1 a 0.4±0.15 a 0.27±0.1 b 

C20:0 0.59±0.1 b 0.49±0.0 b 0.6±0.0 b 1.06±0.2 a 

C20:1n-9 0.62±0.0 0.76±0.1 0.66±0.1 0.98±0.2 

C20:2n-6 0.18±0.0 0.19±0.0 0.4±0.0 0.49±0.1 

C20:3n-3 0.9±0.1 a 0.68±0.1 a 0.004±0.0 b 0.04±0.0 b 

C20:4n-6 (ARA) 1.5±0.6 b 1.1±0.4 b 1.89±0.2 ab 2.48±0.2 a 

C20:5n-3 (EPA) 5.46±0.79 a 5.15±0.16 a 4.97±0.88 a 4.35±0.46 b 

C22:6n-3 (DHA) 27.8±1.7 b 26.38±1.0 b 27.3±2.84 b 32.65±2.1 a 

       

Saturados 32.13±0.53 b 32.24±1.64 b 34.6±2.18 b 40.48±6.69 a 

Monoinsaturados 30.85±0.96 a 31.1±1.68 a 28.1±3.1 b 23.29±3.18 c 

Poliinsaturados 37±1.45 b 36.16±0.2 b 37.22±2.84 b 42.18±1.58 a 

HUFA total 35.1±2.1 b 33.47±0.2 b 35.1±2.8 b 40.1±1.6 a 

HUFA n-3 33.88±1.6 b 32.18±1.2 b 32.27±3.6 b 37±1.4 a 

HUFA n-6 1.2±0.5 b 1.29±0.35 b 2.8±0.9 a 3.1±0.7 a 

n3/n6 13.1±2.8 a 9.94±3.5 b 7.65±2.3 c 7.98±1.7 c 

DHA/EPA 5.14±0.4 b 5.15±0.2 b 5.55±0.5 b 7.58±1.3 a 

EPA/ARA 4.1±0.9 a 4.68±2.1 a 2.6±0.3 b 1.75±0.4 c 

EPA/18:3n-3 13±2.6 b 9.19±1.3 c 12.12±2.9 b 16.1±2.5 a 

 
Los resultados se expresan en % de área del total de ácidos grasos y representan la media de las 

muestras ± SD. Las letras a-c expresan diferencias significativas entre las medias(n = 2, ANOVA, test 

de Fisher ρ < 0.05 y test de rangos múltiples).  
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 La Figura 42 muestra los principales ácidos grasos de los cuatro estadios endotróficos 

(para cada uno de los cuales se sumaron los valores de las series de las puestas de abril, mayo y 

junio). Los ácidos grasos se discriminan por grupos según el grado de saturación, presencia de 

AGE, HUFA, C18 y proporciones de ácidos grasos. 
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Figura 42. Diagramas de barras de los principales ácidos grasos de los cuatro estadios endotróficos 

(para cada uno de ellos se sumaron los valores de abril, mayo y junio): Las barras representan los 

valores de las medias + SD. 
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La Figura 43 muestra los contenidos de ácidos grasos de los cuatro estadios endotróficos (huevo, 

huevo en embrión, larva en eclosión y larva en apertura de la boca) para los meses de abril, mayo 

y junio. En cada estadio los ácidos grasos se discriminaron en dos grupos: el primer grupo incluye 

los principales tipos de ácidos grasos y el segundo grupo incluye las proporciones y los C18. 
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Figura 43. Diagrama de barras de los perfiles de ácidos grasos de los estadios endotróficos para 

cada una de las series de puestas (abril, mayo y junio). Las barras indican los valores de las medias 

+ SD. 
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Analizando la Tabla 29 y las Figuras 42 y 43 destacamos algunos hechos. Cuando 

observamos los datos de la suma de las series de las puestas (Figura 42) encontramos que 

las principales diferencias en contenidos de ácidos grasos, se dan entre el estadio de 

apertura de la boca con respecto al resto de estadios endotróficos. Así, en este periodo 

encontramos contenidos significativamente mayores (ρ < 0.05) de ARA, DHA, saturados, 

poliinsaturados, HUFA total, HUFA n-3 y en las proporciones DHA/EPA y EPA/18:3n-3, 

mientras que observamos contenidos significativamente menores (ρ < 0.05) de EPA, 

monoinsaturados y en las proporciones n3/n6 y EPA/ARA con respecto al resto de estadios. 

Por el contrario, entre los periodos de huevo, huevo en embrión y eclosión no encontramos 

diferencias significativas (ρ < 0.05) a nivel AGE, HUFA, saturados, poliinsaturados y en 

la proporción DHA/EPA. Tampoco se encontraron diferencias significativas en contenidos 

de ácidos grasos y sus proporciones, cuando comparamos las tres series de puestas de abril, 

mayo y junio (Figura 43), y esto es válido para los cuatro estadios endotróficos (huevo, 

huevo en embrión, larvas en eclosión y larvas en apertura de la boca). 

 

 

4.5.2. EVALUACIÓN DE LOS CAMBIOS EN LOS PARÁMETROS DE LAS 

PUESTAS Y EN LOS PARÁMETROS DE CRECIMIENTO DE LAS LARVAS A 

TRAVÉS DEL TIEMPO. 

 

A pesar de que en los cuatro estadios endotróficos (huevo, huevo en embrión, larvas 

en eclosión y larvas en apertura de la boca) no se observaron grandes diferencias entre las 

tres series (abril, mayo y junio) tanto a nivel de ácidos grasos como de las proporciones 

entre ellos. Sí que se observamos cambios en los parámetros que evalúan la calidad del 

huevo (Figura 44): así, hay reducción en el porcentaje de eclosión, en la tasa de 

supervivencia y en la tasa de fertilidad durante la serie de abril, mientras que durante las 

series de mayo y junio estos parámetros presentan pocas variaciones y alcanzan mayores 

porcentajes. También al comienzo de la serie de abril observamos mayor cantidad de huevo 

infértil y menor porcentaje en la tasa de viabilidad. 

 

A nivel de larvas (Figura 45) se observó que en las muestras de la serie de abril 

hay mayor rapidez en la absorción de la gota de lípidos y del saco vitelino, y como 

consecuencia el crecimiento de las larvas de la serie abril disminuye con respecto al 

encontrado en las larvas de las otras dos series (mayo y junio). 
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En la Figura 44 se describe la evolución de las puestas a lo largo del tiempo. En el primer 

diagrama se indica la variación de las tasas de eclosión, supervivencia y fertilidad a lo largo del 

periodo de freza. En el segundo  diagrama se indica la variación de la cantidad de huevos/día a lo 

largo del periodo de puesta. Y el último diagrama presenta la tasa de viabilidad del huevo a lo largo 

del tiempo.  
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Figura 44. Evolución de los parámetros de las puestas a lo largo del tiempo. 
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 En la Figura 45 se describe la variación de algunos parámetros de calidad de larvas a lo 

largo del tiempo, incluyendo absorción de la gota de lípidos, absorción del saco vitelino y 

crecimiento en longitud de larvas endotróficas hasta la apertura de la boca. 
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Figura 45. Parámetros de calidad de las larvas en fase endotrófica (durante los meses de abril, 

mayo y junio). 
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5. DISCUSIÓN 
 

 5.1. DISCUSIÓN  EXPERIMENTO I: LARVAS EN FASE ROTÍFERO 

ENRIQUECIDO CON MICROALGAS Y P-S. 

 

  5.1.1. Ventajas de la utilización de Microalgas.  

 

La tendencia actual en el cultivo larvario de muchas especies es sustituir, en la 

medida de lo posible, la utilización de microalgas vivas tanto en el crecimiento y 

enriquecimiento de rotífero como en los mismos tanques de cultivo larvario, por otros 

productos como microalgas desecadas, concentrados de microalgas congelados o 

refrigerados, emulsiones especiales, microcápsulas y alimento inerte (Fernández-Reiriz et 

al. 1989, Volkman et al. 1989, Rainuzzo, 1993, Brown et al. 1997, Reitan et al. 1997, Dhert 

et al. 2001, Muller-Feuga et al. 2003 a y b). Sin embargo, para algunas especies de peces 

marinas como el dentón y la dorada siguen siendo mucho mayores las ventajas de utilizar 

microalgas vivas procedentes de cultivos, que los beneficios de sustituirlos por otros 

productos más novedosos. Las consideraciones de los autores citados, fueron algunas de 

las razones que se tuvieron en cuenta en favor de utilizar los cultivos de algas para los 

experimentos de cultivo y enriquecimiento de rotífero, y para introducirlos dentro de los 

tanques de cultivo de las primeras fases larvarias del dentón (técnica del agua verde). 

 

 

  5.1.2. Utilización de diferentes métodos de cultivo y curvas de crecimiento.  

 

Ante todo debe tenerse en cuenta que en los resultados obtenidos por distintos 

autores sobre el crecimiento de las microalgas utilizadas se suelen encontrar diferencias en 

los métodos y condiciones de cultivo, duración de las fases de crecimiento e incluso en los 

métodos de análisis de las muestras de una determinada especie de microalga (Fernández-

Reiriz et al. 1989). Por estas razones es difícil homologar los resultados obtenidos por 

diferentes fuentes con los resultados obtenidos en nuestros experimentos, no obstante 

teniendo en cuenta estas limitaciones es posible realizar comparaciones y extraer 

conclusiones válidas. 

 

Según Fernández-Reiriz et al. (1989), comparando el método de cultivo por lotes 

(que utilizamos en este experimento) con el de cultivo semicontinuo en Isochrysis galbana 

y Tetraselmis suecica, se obtiene una producción diaria de biomasa más baja y también un 

incremento en el contenido de lípidos durante el desarrollo del cultivo, posiblemente esto 

ocurre como consecuencia del agotamiento de algunos nutrientes especialmente del 

nitrógeno y la acumulación de productos de almacenamiento. Similarmente, Reitan et al. 

(1994) señalaron que el agotamiento de fósforo en el medio de cultivo (en la fase 

senescente) determina un decrecimiento en el contenido de lípidos en Nannochloropsis sp. 

y Tetraselmis sp. 
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Las curvas de crecimiento de las microalgas se describieron de acuerdo con 

Fernández-Reiriz et al. (1989), en ellas se representó el log 2 del número de células por 

mililitro (Y) frente a días de cultivo (X). En estos experimentos obtuvimos curvas de 

crecimiento similares a las descritas por dichos autores, en cuanto a tiempo de desarrollo y 

concentración alcanzada. La concentración celular máxima se registró en Isochrysis 

galbana, en esto coincidimos con Fernández-Reiriz et al. (1989) y fue de 16x106 cel/ml 

hacia el día 20. De igual forma se encontraron coincidencias con estos autores en cuanto a 

la concentración máxima alcanzada por Tetraselmis suecica (3.7x106 cel/ml) entre los días 

20 a 25 de cultivo. En general, podemos decir que el comportamiento de las curvas de 

crecimiento de las cuatro especies estudiadas estuvo en concordancia con los datos 

encontrados por Fernández-Reiriz et al. (1989) en sus experimentos, con un crecimiento 

exponencial muy rápido y un periodo estacionario muy largo; sin embargo, se observaron 

diferencias entre las cuatro especies a nivel de concentraciones máximas alcanzadas y días 

totales del ciclo de crecimiento. 

 

En los experimentos sometimos a las cuatro especies de microalgas a las mismas 

condiciones ambientales, gracias a esto pudimos establecer algunas tendencias generales. 

Así tenemos que entre las cuatro especies de microalgas utilizadas (y para volúmenes de 

200-400 litros), Tetraselmis suecica alcanzó la menor concentración celular (3.7x106 

células/ml) en la fase de crecimiento exponencial, aunque se debe tener en cuenta que es 

la especie con mayor volumen celular. Por otra parte Tetraselmis suecica tiene a su favor 

el ser la especie más resistente entre las cuatro estudiadas, es decir la menos sensible a 

problemas de contaminación y colapso, aun cuando es sensible a altas temperaturas 

(Muller-Feuga et al. 2003 a y b). Con respecto a Nannochloropsis gaditana y Chlorella sp. 

encontramos que alcanzan más altas concentraciones celulares (11.8x106 y 15.5x106 

cel/ml, respectivamente), pero en cambio son muy sensibles a la contaminación con otras 

especies y a las altas temperaturas, y colapsan fácilmente. Por otra parte, Isochrysis 

galbana (variedad T-Iso) también es una especie que alcanza altas concentraciones 

celulares (16.3x106 cel/ml) pero soporta mayores temperaturas que Chlorella sp y 

Nannochloropsis gaditana, tal vez debido al origen tropical de la variedad Tahitiense que 

hemos utilizado (Ewart and Pruder, 1981). 

 

Respecto al efecto del volumen de cultivo sobre la concentración celular 

encontramos que las mayores concentraciones celulares se alcanzaron en los menores 

volúmenes utilizados (6 y 25 litros) para las cuatro especies, pero a mayores volúmenes 

(200 y 400 litros) las concentraciones celulares máximas disminuyen, de tal forma que la 

concentración celular alcanzada es inversa al volumen del cultivo. Esto evidencia la 

interrelación existente entre volumen del cultivo de microalgas, concentración celular 

alcanzada e intensidad luminosa disponible. Al parecer, para grandes volúmenes de cultivo 

(200 a 400 litros) el factor que tuvo mayor incidencia en la disminución de la concentración 

celular fue la disminución de la intensidad luminosa dentro de la masa celular de la columna 

de cultivo. En esencia en este caso tenemos un problema de disminución de la intensidad 

luminosa; es decir, debido al espesor de la columna de cultivo, la radiación luminosa se va 

absorbiendo en la medida que penetra hacia el interior del volumen  de la columna 
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(Margalef 1983 y 1989), de tal forma que (en cualquier instante) las células que están en el 

interior de la masa de cultivo dispondrán de menos luz con respecto a la luz de la que 

dispondrían las células en los pequeños volúmenes (6 y 25 litros). 

 

 

  5.1.3. Contenido de Lípidos totales y ácidos grasos en microalgas.  

 

Los lípidos totales varían ampliamente entre las especies de microalgas. Así, 

mientras en Chlorella sp. encontramos un 13.92% (Maruyama et al. 1997 alcanzaron 

10.2%), en Isochrysis galbana var. T-Iso (I. galbana) se alcanzó un 28.82% de lípidos 

totales. Autores como Fernández-Reiriz et al. (1989), también observaron grandes 

variaciones desde un mínimo en Tetraselmis suecica (T. suecica) que contenía 14.8% 

(18.33% según nuestros datos) hasta un máximo en I. galbana que contenía 36.16% 

(28.82% en este trabajo); Mourente (1989) también encontró variaciones entre los lípidos 

totales de las microalgas: desde  8.2% en T. suecica y 9.2% en I. galbana hasta 

Nannochloropsys gaditana (N. gaditana) que alcanzó 16,1% (23.36% en nuestros datos). 

Dentro de cada especie, también suelen variar las proporciones de ácidos grasos saturados 

e insaturados de los lípidos totales durante las diferentes fases de crecimiento, así en I. 

galbana y T. suecica  se sintetiza mayor proporción de ácidos poliinsaturados en las últimas 

fases del crecimiento mientras que en otras algas como las diatomeas los máximos niveles 

de ácidos poliinsaturados se alcanzan en la fase estacionaria (Fernández-Reiriz et al. 1989). 

 

Para el análisis de ácidos grasos se tomaron las muestras de algas entre finales de 

la fase exponencial y comienzo de la fase estacionaria, por lo tanto los perfiles de ácidos 

grasos obtenidos, corresponden a dichas fases de crecimiento de las cuatro especies de 

algas analizadas. Para enriquecer los rotíferos, se les suministraron los cuatro tipos de algas 

en estas fases de crecimiento para no introducir un factor de alteración y poder establecer 

comparaciones válidas entre los perfiles de algas, rotíferos y larvas. 

 

 

  5.1.4. Análisis de ácidos grasos en microalgas. 

 

Antes de entrar en detalle debemos señalar que en algunos casos hemos comparado 

las cepas que usamos con variedades distintas utilizadas por otros autores (diferentes 

especies a las que usamos pero del mismo género, como en Chlorella sp. y N. gaditana) 

(Tablas 32 y 33). Estas comparaciones fueron realizadas teniendo en cuenta que aunque 

pueden variar las cantidades entre las especies, se mantienen las proporciones de los 

diferentes ácidos grasos analizados, puesto que de acuerdo con varios autores (Mourente 

1989, Brown et al. 1997, Maruyama et al. 1997 y Muller-Feuga et al. 2003 a y b): el perfil 

de ácidos grasos suele ser característico de un determinado grupo taxonómico, aunque 

puedan existir diferencias entre las especies de una misma clase de alga. En términos 

generales se encontró que 16:0 fue el ácido graso saturado más abundante en todas las algas 

estudiadas, y que los  monoinsaturados más abundantes fueron 16:1n7 y 18:1n9; 

observamos concordancia en las cantidades relativas de estos tres ácidos grasos con 
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Fernández-Reiriz et al. (1989), Volkman et al. (1989), Mourente et al. (1993), Reitan et al. 

(1993), Maruyama et al. (1997), Muller-Feuga et al. (2003 a y b) y Patil et al. (2007)  

(Tablas 32 y 33). En cuanto a la concentración de HUFA, hallamos una pronunciada 

variación entre las cuatro especies de algas estudiadas, aspecto en el cual coincidimos con 

la mayoría de autores citados (Tablas 32 y 33); sin embargo, si observamos con mayor 

detalle y especie por especie, encontramos tanto concordancias como diferencias entre 

nuestros resultados y los datos de los autores consultados a nivel de los contenidos de 

monoinsaturados (18:1n-9 y 20:1n-9), poliinsaturados (18:3n-3), EPA y DHA (Tablas 32 

y 33). Respecto a los datos de este trabajo, la mayor concentración de EPA (20:5n-3) se 

encontró en N. gaditana (24.14%) seguida por T. suecica (7.8%); varios autores 

consultados, también encontraron las mayores concentraciones de EPA  en N. gaditana y 

T. suecica, pero observamos diferencias en las cantidades registradas; en Chlorella sp. e I. 

galbana el EPA sólo se encontró a nivel de trazas (Tablas 32 y 33). El DHA (22:6n-3) fue 

abundante sólo en I. galbana (5.93%) y este resultado es similar al obtenido por Mourente 

et al. 1993 (6.9%) y difiere del obtenido por otros autores (Tabla 33); y en cuanto al ARA 

(20:4n-6), sólo lo encontramos en cantidad considerable en N. gaditana (6.34%), Reitan et 

al.1997 obtuvo un valor similar (7.9%) en esta microalga, pero Mourente et al. 1993 (1.9%) 

y Patil et al. 2007 (3.7%) encontraron valores diferentes (Tabla 32). 

 

 

   5.1.4.1. Análisis de la cepa Chlorella sp. 

 

Esta cepa la comparamos con las variedades utilizadas por otros autores: Chlorella 

sp. (James et al. 1989, Brown et al. 1997 y Muller-Feuga et al. 2003 a y b) Chlorella 

minutissima (Lourenço et al. 2002), Chlorella vulgaris (Maruyama et al. 1997) Chlorella 

regularis (Watanabe et al. 1983), (Tabla 32). La microalga de agua dulce Chlorella sp, 

presentó como principales ácidos grasos  16:0, 18:0, 18:1n-9, 18:2n-6 y 18:3n-3, lo que en 

conjunto fue 92.4% del total; entre estos, 16:0 y 18:1n-9  representaron el 45% del total de 

ácidos grasos, para Watanabe et al. (1983) estos dos ácidos grasos representaron el 20.4% 

y para Lourenço et al. (2002) sumaron 28.2%. Entre los ácidos grasos saturados sólo el 

18:0 presentó diferencias significativas con los otros tratamientos de microalgas (ρ < 0.05); 

entre los monoinsaturados, el 18:1n-9 tiene una alta concentración (22.8%) pero no tiene 

diferencias significativas con T. suecica e I. galbana. Según Volkman et a. (1989), Brown 

et al. (1997), Maruyama et al. (1997) y Patil et al. (2007), es característico de las especies 

de algas verdes (Chlorophyceae) presentar como principales ácidos grasos a los de 16 C 

y 18 C, y no contener AGE. 

 

Entre los ácidos grasos insaturados de Chlorella sp., sólo el 18:2n-6 (16.59%)  

presentó diferencias significativas con los otros tratamientos de microalgas (ρ < 0.05), 

aunque también tiene un alto contenido de 18:3n-3 (21%) (Tabla 32). Maruyama et al. 

(1997) encontraron un nivel semejante de 18:3n-3 (24.2%), no detectaron AGE, y sus 

niveles de saturados y monoinsaturados difieren de los que encontramos (Tabla 32). 

Respecto a los AGE, hemos encontrado que Chlorella sp. carece casi completamente de 

DHA (0.06%), EPA (0.04%) y ARA (0.09%). Watanabe et al. (1983), James et al. (1989), 
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Brown et al. (1997), Maruyama et al. (1997) y Muller-Feuga et al. (2003 a y b) también 

encontraron sólo trazas de DHA, EPA y ARA (Tabla 32). Debido a esta carencia de ácidos 

grasos esenciales (AGE) en Chlorella sp, no es conveniente utilizarla para el 

enriquecimiento de rotífero destinado a larvas de peces marinos, aunque es frecuentemente 

utilizada para la multiplicación previa del rotífero (Watanabe et al. 1983 y Maruyama et 

al. 1997). También es importante resaltar que Chlorella sp. alcanzó la mayor proporción 

de saturados/poliinsaturados (1.0) entre las algas analizadas, Lourenço et al. 2002 (1.05) y 

Muller-Feuga et al. 2003 a y b (0.89) encontraron proporciones de saturados/insaturados 

similares (Tabla 32). 

 

 

   5.1.4.2. Análisis de la cepa Nannochloropsis gaditana. 

  

Esta cepa N. gaditana la comparamos con las variedades usadas por otros autores: 

N. gaditana (Mourente et al. 1993), N. oculata (Maruyama et al. 1997), N. sp. (James y 

Abu-Rezeq 1989 y Muller-Feuga et al. 2003 a y b) y N. oceanica (Patil et al. 2007) (Tabla 

33). N. gaditana presenta como principales ácidos grasos 16:0, 16:1n-7, ARA (20:4n-6) y 

EPA (20:5n-3), en conjunto representan 80.9% del total; para Mourente et al. (1993) estos 

ácidos grasos representaron 63.2% y para Patil et al. (2007) el conjunto alcanzó 62.5%. En 

N. gaditana encontramos los mayores niveles de ARA (6.34%) y EPA (24.14%) siendo sus 

diferencias significativas con los niveles de las otras especies de algas estudiadas (ρ < 0.05), 

mientras que el DHA sólo se encontró a nivel de trazas; otros autores (Tabla 33) 

encontraron diferentes niveles de ARA y EPA pero el contenido de DHA sólo a nivel de 

trazas. Finalmente, N. gaditana presenta la media más alta de contenido de HUFA totales 

(30.7%) y HUFA n-3 (24.31%) con diferencia significativa (ρ < 0.05) respecto a las otras 3 

especies de algas estudiadas. Patil et al. (2007) encontraron contenidos similares de HUFA 

(27%) y de HUFA n-3 (23.4%); mientras que Mourente et al. (1993) encontraron 

contenidos más bajos de HUFA (19.1%)  y de HUFA n-3 (17.2%) de los que obtuvimos 

(Tabla 33). 

 

   5.1.4.3. Análisis de la cepa Tetraselmis suecica (T. suecica). 

 

Esta cepa T. suecica la comparamos con las variedades usadas por otros autores: 

Mourente et al. 1989, Fernández-Reiriz et al. 1989, Volkman et al. 1989, Muller-Feuga et 

al. 2003 a y b y Patil et al. 2007 (usaron T. suecica), mientras que Reitan et al. 1997 (usaron 

Tetraselmis sp.) (Tabla 32). Tetraselmis suecica contiene como principales ácidos grasos 

16:0, 18:1n-9, 18:2n-6, 18:3n-3, 20:1n-9 y 20:5n-3 (lo que en conjunto representa el 85% 

del total). El principal ácido graso saturado fue el 16:0 (17.3%), entre los monoinsaturados 

el 18:1n-9 (19.7%) y entre los poliinsaturados 18:2n-6, 18:3n-3, 18:4n-3 y 20:5n-3 que en 

conjunto suponen 40% del total. Este perfil de ácidos grasos de T. suecica es similar al 

determinado por otros autores, aunque podemos observar variaciones en los contenidos de 

algunos ácidos grasos, así, para Fernández-Reiriz et al. (1989) el 16:0 representó 43% del 

total, para Mourente (1989) el 12.5%, para Reitan et al. (1997) un 15,2% y para Patil et al. 

(2007) 6.3% del total; entre los monoinsaturados, el 18:1n-9 represento sólo 4.7% para 
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Mourente 1989, 25% para Reitan et al. (1997) y Fernández-Reiriz et al. (1989) y 10.7% 

para Patil et al. (2007). Entre los AGE de esta microalga, destaca el EPA (7.8%) cuyo 

contenido es significativamente mayor (ρ < 0.05) sólo con respecto a Chlorella sp. e I. 

galbana, mientras que el DHA aparece sólo a nivel de trazas; estos contenidos de AGE  de 

T. suecica guardan semejanza con los encontrados por otros autores, así el EPA representó 

5.9% para Fernández-Reiriz et al. (1989), 3.9% para Mourente 1989, 10.8% para Reitan et 

al. (1997), 4% para  Muller-Feuga et al. (2003 a y b) y 4.8% para Patil et al. (2007); para 

estos autores el ARA y DHA sólo aparece en pequeñas cantidades o trazas (Tabla 32). 

 

 

   5.1.4.4. Análisis de la cepa Isochrysis galbana (I. galbana). 

 

La cepa que utilizamos (I. galbana var. T-Iso), en este caso es la misma variedad 

usada por otros autores citados (Tabla 33). I. galbana presenta altos contenidos de 14:0, 

18:1n-9, 18:2n-6 y 20:1n-9; sus contenidos de saturados, monoinsaturados y 

poliinsaturados son similares a los encontrados en estudios previos (Fernández-Reiriz et 

al. 1989, Mourente et al. 1989, Brown et al. 1997, Reitan et al. 1997, Muller-Feuga et al. 

2003 a y b, Patil et al. 2007 y Ferreira et al. 2008; Tabla 33). Respecto a los AGE 

encontramos que I. galbana presentó la mayor concentración de DHA (5.9%) y la mayor 

proporción de DHA/EPA (15.1) con diferencias significativas respecto a los niveles de las 

otras tres especies de algas (ρ < 0.05). Otros autores como Mourente et al. (1989) 

encontraron un resultado similar (6.9 %), mientras que Fernández-Reiriz et al. (1989) 

obtuvieron 1.3%, Reitan et al. (1997) 19.4%, Muller-Feuga et al. (2003 a y b) 9.5%, Patil 

et al. (2007) 15.8% y Ferreira et al. (2008) 9.52%. Y respecto a la concentración de EPA 

(0.39%) es semejante a la encontrada por Mourente et al. (1989) y Patil et al. (2007) 0.8%, 

Reitan et al. (1997) 0.9% y por Ferreira et al. (2008) 0.52% pero difiere de los datos 

obtenidos por Fernández-Reiriz et al. (1989) 3.7% y Muller-Feuga et al. (2003 a y b) 1.5% 

(Tabla 33).  
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Tabla 32. Contenido de ácidos grasos (% de área total) en Chlorella sp. y T. suecica. 

 

Ácidos grasos 

 

Datos del 

Experimento  

 

Watanabe et al. 

 1983 
(Chlorella regularis) 

 

James et al. 

1989 
(Chlorella sp.) 

 

Brown et al. 

1997 

(Chlorella sp.) 

 

Maruyama et al. 

1997 
(Chlorella vulgaris) 

 

Lourenço et al. 

 2002 
(Chlorella minutissima) 

 

Muller-Feuga et al. 

2003 a y b 

(Chlorella sp.)  
Chlorella sp. 

16 : 0 22.15 16.9 23.3 --- 13.9 19.2 27.2 

16:1n-7 1.54 2.7 --- --- 5.7 5.3 3.6 

18:0 9.90 2.3 0.5 --- 4.3 5.2 0.8 

18:1n-9 22.79 3.5 3.7 --- 2.2 9.0 7.6 

18:2n-6 16.59 37.3 27.9 --- 25.3 5.0 11.0 

18:3n-3 21 9.1 21.6 --- 24.2 16.0 16.6 

18:4n-3 0 0.1 --- --- --- --- 0 

20:1n-9 0 0.1 0.3 --- --- --- --- 

ARA (20:4n-6) 0.06 (Tr) Tr --- Tr 0 --- 0.4 

EPA (20:5n-3) 0.04 (Tr) 0.2 --- Tr 0 3.4 0 

DHA (22:6n-3) 0.09 (Tr) --- 0.15 0 0 --- 0 

Saturados 38.0 21.6 24.15 --- 17 39.9 31 

Monoinsaturados 27.4 6.3 4.5 --- 7.9 17.9 11.2 

Poliinsaturados 37.9 53.4 50.3 --- 49.5 38 34.5 

HUFA n-3 0.15 0.2 0.15 --- 0 7.15 --- 

HUFA Total 0.23 --- 0.8 --- 0 7.15 0.4 

DHA/ EPA 1.5 --- --- --- --- --- --- 

EPA/ARA 0.44 --- --- --- --- --- --- 

EPA/18:3n-3 1.9 0.02 --- --- --- 0.21 --- 

 

T. suecica 

Datos del 

Experimento 

Fernández-Reiriz 

 et al. 1989 

(T. suecica) 

Mourente et al. 

1989 

(T. suecica) 

Volkman et al. 

 1989 

(T. suecica) 

Reitan et al. 

 1997 

(T. sp.) 

Muller-Feuga 

et al. 2003 a y b 

(T. suecica) 

Patil et al. 

2007 

(T. suecica) 

16 : 0 17.3 43.4 12.5 22.15 15.2 36.5 6.3 

16:1n-7 2.06 3.84 1.0 0.3 2.8 0.5 1.3 

18:1n-9 19.7 24.73 4.7 13.25 25.4 25 10.7 

18:2n-6 5.6 1.83 2.5 13.85 6.4 3 2.5 

18:3n-3 21.6 5.75 11.4 7.85 14.6 5.5 6.4 

18:4n-3 5.01 --- 8.5 6.6 9.0 3.5 4.1 

20:1n-9 13.03 2.75 0.8 2.1 1.7 --- 0.9 

ARA (20:4n-6) 0.71 --- 0.2 1.8 1.5 0.5 0.6 

EPA (20:5n-3) 7.8 5.9 3.9 4.8 10.8 4.0 4.8 

DHA (22:6n-3) 0.08 0 --- Tr 0.5 Tr 0.2 

Saturados 19.0 49.75 16.2  24.6 18.6 38.1 8.0 

Monoinsaturados 35.3 33.14 28.5 18.6 30.3 34 12.9 

Poliinsaturados 43.96 10.52 46.9 54.6 50.9 26.1 18.6 

HUFA n-3 8.0 5.9 4.4 5.0 11.3 4.0 5.0 

HUFA Total 9.2 5.9 5.1 6.8 12.8 4.5 5.6 

DHA/ EPA 0,01 --- --- --- 0.046 --- 0.04 

EPA/ARA 10.98 --- 19.5 2.7 7.2 --- 8 

EPA/18:3n-3 0.36 1.0 0.34 0.61 0.74 0.73 1.17 

 

 

En la Tabla 32 se comparan los contenidos de ácidos grasos encontrados en Chlorella sp. y T. 

suecica en el experimento con los contenidos de ácidos grasos encontrados, en las mismas especies 

(o en especies del mismo género), por otros autores.    
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Tabla 33. Contenido de ácidos grasos en N. gaditana e I. galbana. 

 

Ácidos grasos 

 

 
Datos del 

Experimento  

 
James & Abu-Rezeq 

1989 

(N. sp.) 

 
Mourente et al. 

1993 

(N. gaditana) 

 
Maruyama et al. 

1997 

(N. oculata) 

 
Muller-Feuga et al. 

2003 a y b 

(N. sp.) 

 
Patil et al. 

 2007 

(N. oceanica) 
 

N. gaditana 

16 : 0 24.52 22.6 13.0 14.0 28.8 17.2 

16:1n-7 24.15 --- 14.3 26 26.5 18.2 

18:1n-9 6.45 3.0 1.5 2.6 5.5 4.1 

18:2n-6 4.42 3.7 1.1 4.5 3.5 9.7 

18:3n-3 0.20 0.33 0.1 0 0 0.5 

18:4n-3 0.03 --- 0.1 --- 0 --- 

20:1n-9 0.163 --- --- --- 0 0.5 

ARA (20:4n-6) 6.34 --- 3.2 6.6 6.2 3.7 

EPA (20:5n-3) 24.14 31.2 23.5 40 19.5 23.4 

DHA (22:6n-3) 0.04 --- 0.1 0 0 Tr 

Saturados 35.79 24.2 17.9 14.0 38.7 37.1 

Monoinsaturados 33.42 21.75 16.9 28.6 32 22.8 

Poliinsaturados 36.34 39.47 30.9 51.1 29.2 37.8 

HUFA n-3 24.31 31.2 24 40 25.7 23.4 

HUFA Total 30.66 35.4 28.1 46.6 25.7 27.6 

DHA/ EPA 0.0016 --- 0.017 --- --- --- 

EPA/ARA 3.81 --- 7.34 6.1 3.15 6.3 

EPA/18:3n-3 120.7 94.5 235 --- --- 46.8 

 

 

Ácidos grasos 

 

 

Datos del 

Experimento  

 

Fernández-Reiriz 

 et al. 1989 

(I. galbana) 

 

Mourente et al. 

1989 

(I. galbana) 

 

Volkman et al. 

1989 

(I. galbana) 

 

Lie et al. 

1997 

(I. galbana) 

 

Reitan et al.  

1997 

(I. galbana, T-iso) 

 

Muller-Feuga et al. 

2003 a y b 

(I. galbana, T-iso) 

 

Patil et al. 

2007 

(I. galbana) 

 

Ferreira et al. 

2008 

(I. galbana, T-iso) 
 

I. galbana (T-Iso) 

 

16 : 0 11.76 38.2 8.8 14.5 9.6 14.5 12 11.5 12.54 

16:1n-7 5.9 32.2 4.3 4.2 3.3 4.2 4.5 3.3 5.19 

18:1n-9 16.9 2.6 10.9 20.1 13.3 16.1 12.5 13.1 12.86 

18:2n-6 12.8 2.6 9.6 2.5 9.9 8.6 14 7.0 5.37 

18:3n-3 4.73 0.22 7.1 3.6 5.7 4.5 12 3.8 7.66 

18:4n-3 3.31 --- 9.8 17.4 18.1 15.4 14.8 12.5 20.16 

20:1n-9 12.59 0.34 0.2 0.2 0.4 --- --- --- --- 

ARA (20:4n-6) 0.32 --- 0.2 --- 0.4 --- 0.3 --- 0.12 

EPA (20:5n-3) 0.39 3.7 0.8 0.2 1.3 0.9 1.5 0.8 0.52 

DHA (22:6n-3) 5.93 1.31 6.9 8.3 13.8 19.4 9.5 15.8 9.52 

Saturados 28.3 59.3 31.9 32.2 16.3 25.9 32.8 20.4 30.27 

Monoinsaturados 38.7 34.88 26.9 26.1 20.0 23 19.2 17.0 22.86 

Poliinsaturados 32.3 5.79 40.2 41.3 50.6 48.8 44.6 39.9 46.36 

HUFA n-3 6.7 5.0 7.7 8.5 15.7 20.3 11 16.6 10.0 

HUFA Total 7.45 5.0 9.6 10.3 16.1 20.3 17.6 16.6 10.12 

DHA/ EPA 15.20 0.35 8.63 41.5 10.6 21.6 6.3 19.75 18.3 

EPA/ARA 1.2 --- 4 --- 3.3 --- 5 --- 4.3 

EPA/18:3n-3 0.08 16.82 0.11 0.06 0.23 0.2 0.13 0.21 0.07 

 

En la Tabla 33 se comparan los contenidos de ácidos grasos encontrados en N. gaditana e I. galbana del 

experimento con los contenidos encontrados, en las mismas especies (o especies del mismo género), por otros 

autores. 
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   5.1.2. Rotífero 

 

   5.1.2.1. Utilización de rotíferos como alimento vivo. 

 

No nos extenderemos en justificar nuevamente la utilización de presas vivas en 

general y de rotíferos en particular para alimentar las larvas de dentón, pero es conveniente 

recordar lo que señala Muller-Feuga et al. (2003 a y b) respecto a la nutrición de larvas 

atriciales (como lo son las de dentón): “una vez que agotan las reservas del saco vitelino 

son incapaces de procesar dietas formuladas, de manera que larvas sometida a estas dietas 

presentan tasas de supervivencia y crecimiento muy bajas comparándolas con larvas (de 

las mismas características) a las que se les suministró en cambio alimento vivo”. 

 

 

   5.1.2.2. Contenido de ácidos grasos en el rotífero. 

 

Para evaluar adecuadamente el efecto del uso de microalgas marinas en el contenido 

de ácidos grasos en los rotíferos, se debe tener en cuenta que la utilización de microalgas 

en la alimentación de rotífero se realiza básicamente porque permite enriquecer su 

contenido en HUFA ya que estos son AGE para los peces marinos. Kitajima et al. (1980 a 

y b) y Watanabe et al. (1987) establecieron que: “el contenido de HUFA n-3 en los rotíferos 

es el principal factor en la calidad nutricional de los rotíferos como alimento vivo para la 

larvicultura de peces marinos”. Además, Sargent et al. (1993, 1995 y 1997) y Bell and 

Sargent  (2003) encontraron que: “el ARA (20:4n-6) también es un AGE para los peces 

marinos al igual el DHA y el EPA”. Adicionalmente, se ha demostrado que no sólo las 

cantidades absolutas, sino también las proporciones entre estos tres AGE son cruciales para 

un óptimo desarrollo y calidad de las larvas de peces marinos (Sargent et al. 1999 a y b, 

Bell and Sargent 2003).  También es necesario tener en cuenta lo que dice Cejas (2005):  

“comparando el efecto de diferentes microalgas sobre el cultivo de rotíferos, se observa 

que el crecimiento de la población parece ser independiente del contenido en HUFA n-3 del 

alga, mientras que el contenido de ácidos grasos del rotífero refleja el de la  microalga 

usada como alimento”. Además, de acuerdo con Rainuzzo et al. (1994): “En los rotíferos 

se observa alguna elongación de los ácidos grasos dietarios, pero no sintetizan cantidades 

sustanciales de productos de desaturación. Además, los rotíferos parecen catabolizar más 

DHA que EPA, de modo que la proporción DHA/EPA es menor que la de su dieta”; y por lo 

tanto, este efecto debemos tenerlo en cuenta no sólo en los rotíferos enriquecidos con 

microalgas sino también en el rotífero Protein-Selco. Por último, hay que tener en cuenta 

lo que señalan Rodríguez et al. (1998): que los rotíferos son capaces de acumular el EPA 

mejor que el DHA porque poseen una tasa más elevada de catabolismo de DHA que de 

EPA pero principalmente porque los rotíferos como organismos filtradores de agua dulce 

tienen a EPA como HUFA n-3 dominante, y por lo tanto los sistemas enzimáticos de los 

rotíferos estarían adaptados para incorporar EPA más fácilmente que DHA. 
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    5.1.2.2.1. Rotífero enriquecido con Chlorella sp. 
 

En la Tabla 34 comparamos los datos del experimento con los resultados obtenidos 

por varios autores que han trabajado con rotífero enriquecido con Chlorella sp.  En esta 

tabla se observa un amplio rango de variación en los contenidos de ácidos grasos dados por 

los autores, aunque los contenidos de los AGE (DHA, EPA y ARA) son semejantes. Según 

el perfil de ácidos grasos de nuestro experimento, los rotíferos – Chlorella sp. presentan 

altas concentraciones de saturados, monoinsaturados y poliinsaturados pero los valores de 

estos no presentan diferencias significativas (< 0.05) con respecto a los valores de los 

rotíferos de otros tratamientos. De acuerdo con Muller-Feuga et al. (2003 a y b), la 

Chlorella de agua dulce no contiene ácidos grasos de más de 18 carbonos, pero permite 

una buena producción de rotífero que contenga este tipo de ácidos grasos. Comparando los 

perfiles de ácidos grasos de este rotífero con los de la microalga (Chlorella sp.) 

encontramos una disminución en las concentraciones de 16:0 (de 22.2% en microalga a 

15.7% en rotífero), de 18:1n-9 (de 22.8% a 10.2%) y 18:3n.3 (de 21% a 4.9%) y un aumento 

en las concentraciones de 16:1n-7 (de 1.5% a 7.5%), de 18:2n-6 (de 16.6% a 19.6%) y 

20:1n-9 (de 0% a 2.1%). Respecto a los ácidos grasos esenciales (AGE) del rotífero – 

Chlorella encontramos un aumento en las concentraciones de ARA (de 0.09 % en microalga 

a 2.2% en rotífero) y de EPA (de 0.04% a 1.2%). Este aumento en los AGE no pudo ser 

producido por el rotífero, ya que estos no sintetizan ácidos grasos C20 y C22 a partir de 

sus precursores 18:2n-6 y 18:3n-3 como señalaron Watanabe et al. (1983), Mourente 

(1989), Rainuzzo et al. (1994) y Maruyama et al. (1997). Como el enriquecimiento de 

rotífero con Chlorella fue de corta duración (24 h), es posible que estas reservas de AGE 

hayan provenido de cultivos previos del rotífero con levadura y N. gaditana o T. suecica. 

Esta hipótesis puede apoyarse en el hecho de que al cultivar rotífero sólo con levadura en 

las mismas circunstancias logramos elevar los contenidos de AGE: en DHA (de 0.06% en 

levadura a 0.6% en rotífero), EPA (de 0.26% a 1.3%) y ARA (de 0.03% a 0.8%). También 

se apoya en los experimentos de Rainuzzo et al. (1989), ellos encontraron que sometiendo 

al rotífero a ayuno (49 h) mantenían sus contenidos relativos de HUFA n-3, señalaron 

entonces que para determinar el contenido final de HUFA n-3 del rotífero no sólo es 

importante tener en cuenta el contenido en HUFA n-3 de las dietas de enriquecimiento sino 

también el contenido en HUFA n-3 del alimento suministrado al rotífero previo al 

enriquecimiento. 

 

 

   5.1.2.2.2. Rotífero enriquecido con Nannochloropsys gaditana. 

 

En la Tabla 35 comparamos los datos de nuestro experimento de enriquecimiento 

de rotífero con N. gaditana con los resultados obtenidos por varios autores que trabajaron 

también con rotífero enriquecido con Nannochloropsis sp. En este rotífero encontramos 

altos contenidos de 16:0, 16:1n-7, 18:1n-9, saturados y monoinsaturados, y contenidos 

significativamente superiores (ρ < 0.05) de EPA (5.7%) y una alta proporción EPA/ARA 

(5.1%) con respecto al resto de tratamientos con microalgas. Otros autores como James & 

Abu-Rezeq (1989), Mourente et al. (1993), Sakamoto et al. (1998) y Muller-Feuga et al. 

(2003 a y b) también encontraron altos contenidos de EPA y la mayoría de ellos encontraron 
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muy bajos contenidos de DHA (Tabla 35). Si comparamos los perfiles de ácidos grasos de 

microalgas y rotífero encontramos que, en estos últimos, aumentó la concentración de 

16:1n-7 (de 23.7% a 32.3%) y disminuyeron los contenidos de 18:2n-6 (de 4.7% a 1.9%), 

EPA (de 29.7% a 5.7%) y ARA (de 7.2% a 1.1%). Mourente et al. (1993) también 

encontraron disminución en EPA (de 23.5% en microalga a 16.4% en rotífero) y ARA (de 

3.2% a 3.0%). Y respecto a la proporción EPA/ARA, en el experimento aumentó de 3.8% 

en algas a 5.1% en rotífero, algunos autores (Koven et al. 2001, Sargent 2002 y Cejas 2005) 

encontraron que un alto valor en esta proporción en los rotíferos ocasiona efectos negativos 

en larvas de dorada. Sin embargo, según los criterios de Léger et al. (1986) y Mourente 

(1989) sobre el valor nutricional del alimento para las larvas, este tratamiento de 

enriquecimiento de rotífero con N. gaditana debería considerarse como óptimo ya que 

presentó una alta proporción EPA/18:n-3 (10.32) y un valor de EPA superior a 4 (5.7%). 

 

 

   5.1.2.2.3. Rotífero enriquecido con Tetraselmis suecica. 

 

En la Tabla 34 comparamos los perfiles de ácidos grasos encontrados en rotífero – 

T. suecica del experimento con los perfiles de ácidos grasos obtenidos por varios autores. 

En el perfil de ácidos grasos del rotífero – T. suecica encontramos contenidos 

significativamente mayores (ρ < 0.05) sólo en 16:0 y 19:0, altos contenidos de 18:1n-9, 

18:2n-6, saturados, monoinsaturados y poliinsaturados, y entre los AGE encontramos 

contenidos de DHA (1.18%), EPA (de 3%) y ARA (1.5%).  Otros autores como Mourente 

(1989) encontraron que el rotífero enriquecido con T. suecica posee niveles muy altos de 

monoinsaturados (64.6%) y bajos de HUFA n-3 (3%) por lo cual su perfil sería similar al 

de levadura de cerveza. Además, según Mourente (1989) el contenido de EPA (3%) de 

rotífero del experimento es inferior a 4% y la proporción EPA/18:3n-3 (0.45) es muy baja 

por lo cual no sería óptimo para suministrarlo a las larvas. 

 

Comparando los contenidos de ácidos grasos de rotífero con los de la microalga, 

encontramos en monoinsaturados un aumento en 16:0 (de 17.3% en microalgas a 19.6% 

en rotífero), en monoinsaturados un aumento en 16:1n-7 (de 2% a 6.6%), en poliinsaturados 

un aumento en 18:2n-6 (de 5.6% a 10.8%), y respecto a los AGE encontramos un aumento 

en ARA (de 0.7% a 1.5%) y en DHA (de trazas a 1.2%), mientras que disminuye el EPA (de 

7.8% a 3%) por lo cual la proporción DHA/EPA aumentó. Mientras que Mourente et al. 

(1989) observaron un aumento en las concentraciones de 16:1n-7 (de 2.8% en microalga a 

20.4% en rotífero), disminución en 16:0 (de 15.2% a 7.6%) y bajos niveles de HUFA n-3 

(3%). Para Rainuzzo (1993) y Rodríguez et al. (1997), los rotíferos enriquecidos con 

Tetraselmis sp. retienen gran parte del contenido inicial de EPA de la microalga por lo cual 

se produce un decrecimiento en la proporción DHA/EPA. Reitan et al. (1997) por el 

contrario, encontraron un aumento en la concentración de DHA (de 0.5% a 1.7%), 

disminución de EPA (de 10.8% a 9.9%), mientras que el ARA se mantuvo estable en 1.5%. 
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   5.1.2.2.4. Rotífero enriquecido con Isochrysis galbana. 
 

En la Tabla 35 comparamos los perfiles de ácidos grasos de rotífero – I. galbana 

del experimento con los perfiles de ácidos grasos obtenidos por varios autores consultados. 

En el perfil de ácidos grasos de I. galbana encontramos altos contenidos de 16:0, 16:1n-7, 

18:1n-9 y 18:2n-6 y un contenido significativamente superior (ρ < 0.05) de DHA (4.8%) y 

de la proporción DHA/EPA (1.7) con respecto a los rotíferos de los otros tratamientos con 

microalgas. Mourente et al. (1989) encontraron contenidos similares en 16:1n-7, 18:1n-9 

y DHA, Reitan et al. (1997) obtuvieron contenidos similares de 16:0, 18:1n-9, 18:2n-6 y 

18:3n-3, mientras que Ferreira et al. (2008) encontraron contenidos similares de 16:0, 

16:1n-7, 18:1n-9, 18:3n-3 y DHA. 

 

Al comparar los contenidos de ácidos grasos del rotífero con los de la microalga 

encontramos un aumento en las concentraciones de EPA (de 0.39% en microalga a 2.75% 

en el rotífero) y de ARA (de 0.3% a 1.5%), una ligera reducción en el contenido de DHA 

(de 5.9% a 4.8%) y una drástica reducción de la proporción DHA/EPA (de 15.1 a 1.7). 

Rainuzzo et al. (1994) encontraron que los rotíferos catabolizan rápidamente el DHA  

mientras que retienen el EPA y esto tiene como consecuencia que el valor de la proporción 

DHA/EPA de rotífero sea menor que el de su dieta. Otros autores como Muller-Feuga et al. 

(2003 a y b) señalaron que aunque I. galbana permite producir rotífero con una mayor 

concentración de DHA y una buena proporción DHA/EPA con respecto otras microalgas 

como Chlorella sp., N. gaditana y T. suecica, sin embargo, I. galbana sólo permite una 

producción bastante baja e inestable de rotífero, por lo que es recomendable primero 

utilizar otras especies de microalgas que permitan producir rotífero masivamente y luego 

sí transferirlos a un cultivo con I. galbana (que permita elevar el nivel de DHA) pocas horas 

antes de suministrarlos a las larvas. 

 

 

   5.1.2.2.5. Rotífero enriquecido con Protein-Selco®. 

 

En la Tabla 36 comparamos los perfiles de ácidos grasos de rotífero – P-S del 

experimento con los perfiles de ácidos grasos obtenidos por otros autores. En el perfil de 

ácidos grasos de rotífero – P-S del experimento encontramos como ácidos grasos  más 

abundantes el 16:0 (con 17.6%), el  18:1n-9 (con 15.5%) y el 18:2n-6 (con 9.7%). Mientras 

que Fernández-Reiriz et al. (1993) encontraron 16:0 (6.2%), 18:1n-9 (12.5%) y 18:2n-6 

(6.5%), y Mourente et al. (1993) hallaron 16:0 (7.2%), 18:1n-9 (20.9%) y 18:2n-6 (4.2%). 

Entre los AGE, los rotíferos – P-S alcanzaron los mayores contenidos de DHA (14%), EPA 

(8.25%) con diferencias significativas con los rotíferos enriquecidos con microalgas (ρ < 

0.05) y una alta proporción DHA/EPA (1.7); ese aumento en la proporción DHA/EPA (de 

1.2 en P-S a 1.7 en rotífero), obedeció en gran medida a la fuerte reducción en el contenido 

de EPA (de 20% en P-S a 8.2% en rotífero). Mientras que en Fernández-Reiriz et al. 1993 

y Mourente et al. 1993 se produjo una reducción en la proporción DHA/EPA debido a que 

la cantidad de DHA es menor  a la de EPA (Tabla 36). Respecto al contenido de ARA en el 

rotífero – P-S (1.27%), su valor fue inferior a casi todos los alcanzados por los rotíferos 

enriquecidos con microalgas, la existencia de una gran diferencia entre las concentraciones 
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de EPA frente a ARA trajo como consecuencia que la relación EPA/ARA fuera alta (6.5). 

Fernández-Reiriz et al. 1993 (0.93%) y Mourente et al. 1993 (1.2%) también encontraron 

bajos contenidos de ARA en rotífero y altos valores de la proporción EPA/ARA. Según 

Koven et al. (2001), Sargent (2002) y Cejas (2005), la existencia de un alto valor de la 

proporción EPA/ARA en los rotíferos, ocasiona efectos negativas en el desarrollo de las 

larvas que los ingieren (tal como ya señalamos en rotífero –  N. gaditana). Sin embargo, 

según los criterios de Léger et al. (1986) y Mourente (1989) sobre el valor nutricional del 

alimento para las larvas, el rotífero enriquecido con P–S podría considerarse como óptimo 

ya que presentó una proporción EPA/18:3n-3 de 1.6 y un valor de EPA superior a 4 (8.3%) 

(Tabla 36). 

 

Más adelante, en el apartado correspondiente a larvas alimentadas con rotíferos 

enriquecidos  con P–S,  veremos cuál de estos dos criterios se adecua más a los resultados 

obtenidos, pues a final de cuentas lo que se pretende es mejorar la calidad de las larvas. 

Comparando los AGE entre enriquecedor P-S y rotífero – P-S encontramos un descenso de 

DHA pero especialmente de EPA en rotífero con respecto al enriquecedor y como 

consecuencia aumentó la proporción DHA/EPA (de 1.2 en P-S a 1.7 en rotífero). 

 

Resumen: encontramos que entre los diferentes tratamientos de rotífero ocurrían 

considerables variaciones en las concentraciones alcanzadas de saturados, 

monoinsaturados, poliinsaturados y HUFA (Tablas 34, 35 y 36). Reitan et al. (1993) 

también encontraron que podrían ocurrir amplios cambios en la composición de ácidos 

grasos en los rotíferos procedentes de los diferentes tratamientos con microalgas y que estas 

variaciones dependían del tipo de microalga utilizada y del propio metabolismo de los 

rotíferos que puede modificar dichos perfiles, mientras que Rodríguez et al. (1997) 

encontraron que la actividad metabólica de los rotíferos tiende a mantener constantes los 

niveles de saturados y monoinsaturados compensando las variaciones en los niveles de 

estos dos grupos de ácidos grasos provenientes de las diferentes dietas suministradas. Si 

comparamos los perfiles de ácidos grasos de los rotíferos frente a los perfiles encontrados 

en las microalgas y P-S observamos varios cambios: una disminución de 16:0, excepto en 

rotífero – T. suecica, a pesar de lo cual éste ácido graso sigue siendo el saturado más 

abundante en rotíferos; entre los monoinsaturados encontramos un aumento en 18:1n-9 y 

18:2n-6, algunos autores (Watanabe et al. 1983, Mourente et al. 1993, Reitan et al. 1997 y 

Ferreira et al. 2008) han encontrado un aumento de monoinsaturados en rotífero con 

respecto al contenido observado en las algas utilizadas como alimento; con respecto a los 

HUFA en rotífero, observamos un aumento en ARA y variaciones en contenido de EPA, 

DHA y en la proporción DHA/EPA dependiendo del tipo de microalga utilizada, Rainuzzo 

et al. (1994) señalaron que los rotíferos parecen catabolizar más DHA que EPA, de modo 

que la proporción DHA/EPA es menor que la de su dieta, mientras que Reitan et al. (1993) 

encontraron que se producían amplios cambios en la composición de ácidos grasos 

incluyendo contenidos de DHA, EPA, ARA y la proporción DHA/EPA.  
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Tabla 34. Contenido de ácidos grasos en rotífero alimentados con Chlorella sp. y T. suecica. 

 
 

Ácidos grasos 

 

 

Datos del 

 Experimento 

 

Watanabe et al. 

 1983 
(Chlorella regularis) 

 

Yoshimatsu et al. 

1997 

(Chlorella vulgaris) 

 

Maruyama et al. 

1997 

(Chlorella vulgaris) 

 

Lourenço et al. 

 2002 
(Chlorella minutissima) 

 

Muller-Feuga et al. 

 2003 a y b 

(Chlorella sp.) 
Rotífero + 

Chlorella sp. 

16 : 0 15.69 9.37 17.79 13.9 19.2 27.2 

16:1n-7 7.46 15.77 --- 5.7 5.3 3.6 

18:1n-9 10.17 18.6 1.58 2.2 9.0 7.6 

18:2n-6 19.63 17.83 30.43 25.3 5.0 11.0 

18:3n-3 14.97 7.2 13.41 24.2 16.0 16.6 

18:4n-3 --- --- --- --- --- 0 

20:1n-9 2.11 2.2 1.86 --- --- --- 

ARA (20:4n-6) 2.16 1 1.09 0 --- 0.4 

EPA (20:5n-3) 1.24 1.67 0.89 0 3.4 0 

DHA (22:6n-3) 0 --- --- 0 --- 0 

Saturados 25.0 13 31.48 13.9 19.2 27.2 

Monoinsaturados 30.35 36.57 4.37 7.9 14.3 11.2 

Poliinsaturados 44.58 27.7 8.31 49.5 24.4 28 

HUFA n-3 4.7 1.67 3.37 --- 3.4 --- 

HUFA Total 6.85 4.84 4.46 --- 3.4 0.4 

DHA/ EPA --- --- --- --- --- --- 

EPA/ARA 0.57 1.67 0.82 --- --- --- 

EPA/18:3n-3 0.08 0.23 0.07 --- 0.21 --- 

Rotífero + 

T. suecica 

Datos del 

Experimento 

Mourente et al. 

1989 

(T. suecica) 

Reitan et al. 

 1997 

(T. sp.) 

Baker et al. 

 1998 

(T. suecica) 

Muller-Feuga 

et al. 2003 a y b 

(T. suecica) 

Rotífero + 

Levadura 

16 : 0 19,64 7.59 19.2 --- 36.5 7.1 

16:1n-7 6.61 20.42 2.2 --- 0.5 24.2 

18:1n-9 17.13 28.52 11.4 --- 25 34.4 

18:2n-6 10.77 6.37 6.6 11.6 3 8.45 

18:3n-3 6.95 0.94 17.8 18.3 5.5 1.4 

18:4n-3 --- 0.57 6.3 --- 3.5 --- 

20:1n-9 4.0 2.79 4.9 --- --- 5.6 

ARA (20:4n-6) 1.52 0.57 1.5 3.2 0.5 0.7 

EPA (20:5n-3) 3.13 2.48 9.9 11.9 4.0 1.29 

DHA (22:6n-3) 1.18 0.47 1.7 0.3 Tr 0.6 

Saturados 27.3 16.65 25.1 --- 36.5 14.9 

Monoinsaturados 41.6 64.68 28.9 --- 25.5 67.9 

Poliinsaturados 31.14 17.18 45.4 --- 16.5 17.1 

HUFA n-3 7.0 2.95 13.2 12.2 4 2.13 

HUFA Total 8.55 3.52 14.7 15.4 4.5 4.59 

DHA/ EPA 0.36 0.19 0.17 0.03 --- 0.54 

EPA/ARA 2.1 4.35 6.6 3.72 8 1.69 

EPA/18:3n-3 0.45 2.64 0.56 0.65 0.73 0.91 

 

 

En la Tabla 34 se comparan los contenidos de ácidos grasos encontrados en rotíferos – Chlorella 

sp. y rotífero – T. suecica con los contenidos de ácidos grasos obtenidos por varios autores en 

rotíferos enriquecidos con las mismas microalgas (o especies del mismo género). *: Los contenidos 

de ácidos grasos se expresa como poncentajes. 
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Tabla 35. Contenido de ácidos grasos* en rotífero alimentados con N. gaditana e I. galbana. 

  
 

Ácidos grasos 
 

Datos del 

experimento 

 

James & Abu-Rezeq 

1989 

(N. sp.) 

 

Mourente et al. 

1993 

(N. gaditana) 

 

Sakamoto et al. 

1998 

(N. oculata) 

 

Pousào-Ferreira 

et al. 1999 

(N. sp.) 

 

Muller-Feuga 

et al. 2003 a y b 

(N. sp.) 
Rotífero + 

N. gaditana 
16 : 0 19.31 13.45 10.2 8.0 --- 28.8 

16:1n-7 32.32 --- 18.7 3.7 --- 26.5 

18:1n-9 11.79 14.13 12.1 5.4 --- 5.5 

18:2n-6 1.91 6.25 2.4 7.0 4.4 3.5 

18:3n-3 0.55 1.1 0.2 3.4 2.8 0 

18:4n-3 --- --- 0.2 4.6 --- 0 

20:1n-9 1.96 1.5 2.2 10.5 --- 0 

ARA (20:4n-6) 1.12 --- 3.0 5.8 0.57 6.2 

EPA (20:5n-3) 5.68 18.7 16.4 16.4 1.2 19.5 

DHA (22:6n-3) 0.29 4.2 0.4 Tr 0.97 0 

Saturados 31.3 22.81 17.9 18.5 --- 28.8 

Monoinsaturados 56.4 33.44 40.7 19.6 --- 32 

Poliinsaturados 12.3 35.52 31.3 59.5 --- 29.2 

HUFA n-3 7.6 27.94 19.4 20.8 2.2 19.5 

HUFA Total 8.74 29.0 23.8 28.8 4.73 25.7 

DHA/ EPA 0.05 0,22 0.064 --- 0.81 --- 

EPA/ARA 5.1 --- 5.47 2.83 2.1 3.15 

EPA/18:3n-3 10.32 17 82 4.8 0.43 --- 

Rotífero + 

I. galbana (T-Iso) 

Datos del 

experimento 

Mourente et al. 

1989 

(I. galbana) 

Lie et al. 

1997 

(I. galbana) 

Reitan et al. 

1997 

(I. galbana) 

Ferreira et al. 

2008 

(T- I. galbana) 

Rotífero + 

Levadura 

16 : 0 10.05 5.65 5.9 11.7 13.47 7.1 

16:1n-7 10.09 14.0 7.7 4.7 7.97 24.2 

18:1n-9 14.22 15.31 12.0 11.0 12.54 34.4 

18:2n-6 13.46 8.82 4.5 10.9 6.65 8.45 

18:3n-3 4.75 3.86 2.3 5.8 5.94 1.4 

18:4n-3 --- 2.82 6.0 7.9 14.35 --- 

20:1n-9 2.65 2.21 3.4 3.7 --- 5.6 

ARA (20:4n-6) 1.51 0.53 1.2 1.0 0.80 0.7 

EPA (20:5n-3) 2.75 1.30 10.4 4.4 1.72 1.29 

DHA (22:6n-3) 4.79 3.64 21.3 13.5 5.06 0.6 

Saturados 23.92 18.47 13.2 27.4 33.1 14.9 

Monoinsaturados 36.3 44.54 30.0 27.9 28.09 67.9 

Poliinsaturados 39.8 32.1 51.8 44.2 35.9 17.1 

HUFA n-3 13.3 5.86 37 18.6 6.78 2.13 

HUFA Total 14.8 7.22 38.4 19.6 7.58 4.59 

DHA/ EPA 1.74 2.8 2.0 3.1 2.94 0.54 

EPA/ARA 1.81 2.45 8.7 4.4 2.15 1.69 

EPA/18:3n-3 0.58 0.34 4.5 0.76 0.29 0.91 

 

En la Tabla 35 se comparan los contenidos de ácidos grasos encontrados en rotífero – N. gaditana 

y rotífero – I. galbana del experimento con los contenidos de ácidos grasos obtenidos por varios 

autores en rotíferos enriquecidos con las mismas microalgas (o especies del mismo género). *: el 

contenido de ácidos grasos se expresó como poncentajes. 
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Tabla 36. Contenido de ácidos grasos* en enriquecedor P-S y rotíferos alimentados con P-S. 

 
 

Ácido graso 

 

Datos del 

experimento 

 

 
Mourente et al. 

1993 

 

 
Fernández-Reiriz et al. 

1993 

Datos del 

 experimento 

 

 
Fernández-Reiriz et al. 

 1993 

 

 
Mourente et al. 

1993 

 
 

Dhert, P. & Sorgeloos, P. 

1993 

 

 
Tocher et al. 

1997  
Protein-Selco 

Rotífero + 

Protein-Selco 

16 : 0 22.8 17.8 15.5 17.59 6.22 7.2 --- --- 

16:1n-7 3.5 11.3 7.5 7.42 8.26 16.8 --- --- 

18:1n-9 30.2 22.1 14.2 15.53 12.49 20.9 --- --- 

18:2n-6 4.1 8.0 10.6 9.74 6.55 4.2 --- --- 

18:3n-3 1.4 1.8 1.6 5.1 0.52 0.6 --- --- 

18:4n-3 2.7 4.3 --- 2.0 --- 0.7 --- --- 

20:1n-9 1.8 --- 5.2 1.97 2.16 2.9 --- --- 

ARA (20:4n-6) 1.75 2.1 2.7 1.27 0.93 1.2 --- --- 

EPA (20:5n-3) 20 31.3 35.1 8.25 8.20 9.8 4.4 14.2 

DHA (22:6n-3) 23.5 30.0 34.7 14.1 6.52 4.6 12.9 6.6 

Saturados 34.8 33.4 28.3 23.84 11.83 14.6 --- --- 

Monoinsaturados 37.9 48.4 31.9 30.23 27.45 50.1 --- --- 

Poliinsaturados 67.3 86.8 89.8 45.9 26.3 29.8 --- --- 

HUFA n-3 48.5 68.9 74.9 25.1 16.7 16.9 17.3 25.1 

HUFA Total 52.4 74.2 77.6 28.0 21.2 19.8 19.9 --- 

DHA/ EPA 1.2 0.96 0.98 1.7 0.79 0.47 2.9 0.46 

EPA/ARA 11.4 14.9 13 6.5 8.82 8.17 --- --- 

EPA/18:3n-3 14.3 17.39 21.9 1.63 15.8 16.3 --- --- 

 

En la Tabla 36 se comparan los contenidos de ácidos grasos encontrados en el enriquecedor P-S y 

rotífero – P-S del experimento con los contenidos de ácidos grasos obtenidos por varios autores en 

el mismo enriquecedor P-S y el rotífero – P-S. *: el contenido de ácidos grasos se expresó como 

porcentajes. 
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  5.1.3. Larvas alimentadas con rotífero enriquecido con microalgas y P – S.  

 

Entre los tratamientos de enriquecimiento con microalgas, encontramos una gran 

diversidad de resultados. Sin embargo, las larvas alimentadas con rotíferos enriquecidos 

con microalgas presentaron mayores contenidos de dos de los ácidos grasos esenciales, 

específicamente EPA y ARA, con respecto a las larvas alimentadas con rotífero enriquecido 

con P-S. En la Tabla 37 se resume los contenidos de ácidos grasos de microalgas, rotífero 

y larvas, lo cual permite comparar los resultados obtenidos por los 5 tratamientos del 

Experimento I. 

 

Como se señaló previamente (metodología y resultados) las microalgas vivas se 

utilizaron tanto para enriquecer los rotíferos (24 h, método de corta duración) como para 

suministrarlos directamente a los tanques de larvas (cultivo en agua verde). Podemos 

señalar que con la utilización simultánea de microalgas con estos dos fines en los tanques 

de cultivo larvario, logramos mantener disponibles para los rotíferos, los AGE de las 

microalgas. Esto se vio reflejado en el mejoramiento de la calidad de larvas de los 

tratamientos con microalgas frente a las larvas con P-S,  lo cual se determinó mediante 

parámetros de cultivo que evaluaban calidad de las larvas (supervivencia, biomasa total 

final, % de inflación de vejiga, talla media final y peso medio final). Si hacemos un balance 

de la utilización de microalgas en el cultivo de larvas basándonos en estos parámetros 

señalados, podemos decir que en conjunto, su utilización resulta favorable para las larvas. 

 

 

  5.1.3.1. Larvas alimentadas con rotífero enriquecido con Chlorella sp. 

 

En la Tabla 37 encontramos el perfil de ácidos grasos de las larvas alimentadas con 

rotífero – Chlorella. Observamos que estas larvas presentan valores intermedios en los 

principales ácidos grasos con respecto a los obtenidos por las larvas de los otros 

tratamientos. Así, encontramos en DHA (16.7%), EPA (5.7%), ARA (4.3%), poliinsaturados 

((51.4%), total n-3 (23.6%) y en las proporciones DHA/EPA (2.9) y EPA/ARA (1.3). Es 

probable que los contenidos de EPA y ARA de estas larvas no sólo provinieran del rotífero 

suministrado sino también de las propias reservas de las larvas.  

 

Respecto al DHA, no se encontró en Chlorella sp. ni en rotífero enriquecido por lo 

que debió provenir de las reservas de AGE del saco vitelino de las propias larvas, tal como 

encontraron varios autores para otras especies (Sargent et al. 1989, 1990 y 1993, Rainuzzo 

et al. 1993 y García-Alcázar 1998); podría pensarse que las larvas de dentón tuvieran cierta 

capacidad de sintetizar DHA a partir de 18:3n-3, sin embargo, la velocidad de síntesis de 

DHA en larvas de peces marinos parece ser muy lenta para ser significativa (Kanazawa et 

al. 1977, Bell et al. 1986, Mourente et al. 1993, Mourente and Tocher 1993, Tulli y Tibaldi 

1997). 
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Por otra parte, las larvas alimentadas con rotífero – Chlorella sp. mostraron la 

capacidad de modificar sus proporciones de DHA/ EPA/ARA (16.7/5.7/4.3) con respecto a 

las proporciones encontradas en rotífero – Chlorella sp. (0/1.2/2.2) (Tabla 37); esta 

capacidad de las larvas de modificar la proporción DHA/ EPA/ARA de los rotíferos ha sido 

registrada en varias especies: en dorada japonesa (Watanabe et al. 1983), en dorada 

(Mourente et al. 1993, Koven et al. 1989 y 2001), en platija y rodaballo (Rainuzzo et al. 

1993), en dentón (Tulli y Tibaldi 1997) y en rodaballo (Sargent et al. 1999). 

 

Respecto a los parámetros biométricos, las larvas alimentadas con rotífero – 

Chlorella lograron alcanzar valores intermedios. Así, encontramos el segundo mejor 

resultado en supervivencia (28%) y biomasa total final (2.28 g), el mayor porcentaje en 

inflación de vejiga (95%). En cuanto al Peso medio (Pm = 0.028 g) y Talla media (Tm = 

13.1 mm), son valores relativamente altos y significativamente mayores (ρ < 0.05) que los 

obtenidos con los tratamientos con N. gaditana, I. galbana y P-S. Se deben destacar los 

buenos resultados obtenidos por las larvas de este tratamiento pero como hemos visto en 

la sección de rotífero estos podrían obedecer en gran medida a que los rotíferos 

mantuvieron parte de las reservas de AGE de su alimentación previa (método de 

enriquecimiento de corta duración, 24 h) y también a que las larvas conservaron sus 

reservas de AGE provenientes del saco vitelino. Sin embargo, también es evidente el efecto 

beneficioso del suministro de Chlorella sp. a los tanques de cultivo larvario que permite 

reducir la carga bacteriana y conservar buena parte de la reserva de ácidos grasos de los 

rotíferos (Reitan et al. 1993, Esteban et al. 1999, Planas y Cunha 1999 y Divanach y 

Kenturi 2000). 

 

 

  5.1.3.2. Larvas alimentadas con rotífero enriquecido con N. gaditana. 

 

En la Tabla 38 se comparan los contenidos de ácidos grasos de las larvas – N. 

gaditana con los resultados obtenidos por otros autores. Respecto al perfil de ácidos grasos 

de las larvas – N. gaditana encontramos altos contenidos de 16:0, 18:1n-9, pero sólo el 

contenido de 18:2n-6 es significativamente superior (ρ < 0.05) con relación a los contenidos 

del resto de larvas. Y en cuanto a los AGE, encontramos contenidos significativamente 

inferiores  (ρ < 0.05) de DHA y EPA con respecto a los contenidos del resto de larvas; el 

contenido de ARA es significativamente menor (ρ < 0.05) a los encontrados en las larvas 

de los tratamientos con I. galbana y P-S. Comparando los contenidos de AGE de 

microalgas, rotífero y larvas encontramos que N. gaditana presentaba altas concentraciones 

de EPA y ARA, y una proporción EPA/ARA de 4.1, en los rotíferos se redujo drásticamente 

los contenidos de EPA de ARA y la proporción EPA/ARA aumentó hasta 5.1, mientras que 

en larvas los contenidos de EPA y ARA son semejantes y la proporción EPA/ARA se redujo 

a 1.1 (Tabla 37). 

 

Al evaluar el efecto de este tratamiento sobre el crecimiento y supervivencia 

larvaria, encontramos que estas no destacaron sobre las larvas de otros tratamientos, más 

bien obtuvieron valore intermedios: supervivencia (21%), biomasa total final (1.42 g) e 
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inflación de vejiga (83%); sin embargo, estas larvas alcanzaron el menor valor de Pm 

(0.0193 g) entre las larvas alimentadas con rotífero enriquecido con microalgas y también 

un mínimo valor de Tm (11.51 mm) con diferencias significativas (ρ < 0.05) con los 

tratamientos con Chlorella sp. y P-S. Las larvas de este tratamiento no destacaron en sus 

parámetros biológicos pero al menos lograron una mayor supervivencia que las larvas – P-

S. Dado el alto contenido en EPA y ARA de N. gaditana era de esperar que repercutiera 

positivamente en la calidad de las larvas sometidas a tratamiento con esta microalga; sin 

embargo, parece que el fuerte descenso en los contenidos de  EPA y ARA, y la alta 

proporción de EPA/ARA (5.1) del rotífero podrían haber tenido efectos negativos en las 

larvas. Koven (2001),  Sargent (2002) y Cejas (2005) encontraron que un alto valor de la 

proporción EPA/ARA en rotíferos ocasionaba baja calidad en larvas de dorada, esto podría 

ayudar a explicar los relativamente bajos valores de algunos parámetros como Pm y Tm en 

las larvas de este tratamiento. Por otra parte, encontramos que las larvas – N. gaditana 

retuvieron activamente el ARA, puesto que en larvas su valor logró cuadruplicarse (4.1%) 

con respecto al de rotífero (1.1%), esto a su vez se reflejó en una disminución de la 

proporción EPA/ARA (de 5.1 en rotífero a 1.1 en larvas). Mourente et al. (1993), Koven 

(2001), Sargent (2002) y Cejas (2005) también señalaron que el efecto de un alto valor en 

la proporción EPA/ARA de rotíferos sobre las larvas de dorada fue que estas tendían a 

conservar activamente el ARA frente al EPA durante el desarrollo larvario.  

 

 

  5.1.3.3. Larvas alimentadas con rotífero enriquecido con T. suecica. 

 

Las larvas alimentadas con rotífero enriquecido con T. suecica presentaron alto 

contenido de DHA (16.5%), los mayores contenido de EPA (6.6% ), ARA (5.2%), 

poliinsaturados (49%), total de n-3 (29%), altas proporciones de DHA/EPA (2.5), EPA/ARA 

(1.27) y EPA/18:3n-3 (1.6); sin embargo, sólo los contenidos de EPA y ARA presentan 

diferencias significativas con respecto a los otros tratamientos de larvas (ρ < 0.05) (Tabla 

37). Estos resultados los podemos comparar con los obtenidos por otros autores (Tabla 

38), así, Reitan et al. (1993), trabajando con larvas de rodaballo, encontraron bajos 

contenidos de DHA (3.4 %) y ARA (3.3%), un contenido más alto de EPA (8.7%) y unos 

valores muy bajos en las proporciones DHA/EPA (0.39) y EPA/18:3n-3 (0.4%). 

 

Sí observamos la evolución de los contenidos de ácidos grasos a través de algas, 

rotíferos y larvas de este tratamiento (Tabla 37), encontramos que el rotífero enriquecido 

con T. suecica retiene parte del DHA y EPA procedente de la microalga aunque presenta 

una proporción DHA/EPA muy baja, mientras que la larvas tienden a retener activamente 

el DHA (proveniente del rotífero y de sus propias reservas) y consumen parte del EPA por 

lo que las larvas finalmente tendrán una proporción más alta de DHA/EPA (2.5). Según 

Rainuzzo (1993) y Rodríguez et al. (1997) los rotíferos enriquecidos con Tetraselmis sp. 

tienden a retener gran parte del EPA y a consumir el DHA proveniente de esta alga, por lo 

que la proporción DHA/EPA de rotífero suele ser baja. Respecto al ARA de las larvas de 

todos los tratamientos, encontramos que su contenido siempre fue mayor que el encontrado 
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en rotífero por lo que la proporción EPA/ARA de las larvas también tiende a disminuir 

respecto a este. 

Respecto a los parámetros biométricos, las larvas de este tratamiento con T. suecica 

no serían de alta calidad pues presentan bajos valores de supervivencia (12%), biomasa 

total final (1.11 g), Pm (0.025 g) y Tm (12.41 mm), aunque tienen un alto porcentaje de 

inflación de vejiga (89%). Según Léger et al. (1986) y Mourente (1989), el tratamiento con 

rotífero – T. suecica no sería óptimo ya que la proporción EPA/18:3n3 (0.45) es muy baja 

y el valor de EPA (3.1%) es inferior a 4 por lo cual no sería adecuado para las larvas. Este 

tratamiento con rotífero – T. suecica tampoco sería adecuado para las larvas según los 

criterio de Koven et al. (2001), Sargent (2002) (quienes trabajaron con dorada) y según 

Cejas (2005) (quienes trabajaron con sargo, Diplodus sargo), ya que la proporción 

EPA/ARA de este rotífero (2.1) sería relativamente alta y esto iría en detrimento de la 

calidad de las larvas. 

 

 

  5.1.3.4. Larvas alimentadas con rotífero enriquecido con I. galbana. 

 

En la Tabla 37 resumimos los resultados obtenidos por algas, rotíferos y larvas de 

este tratamiento y los comparamos con los resultados obtenidos en las larvas de los otros 

tratamientos del Experimento I. Las larvas alimentadas con rotífero – I. galbana 

presentaron un contenido significativamente mayor (ρ < 0.05) de DHA (19.3%) respecto a 

las larvas de los otros tratamientos con microalgas, y alto valor en las proporciones 

DHA/EPA (5.3) y EPA/18:3n-3 (3.0), pero en cambio tenían los menores niveles de EPA 

(3.7%) y poliinsaturados (44.7%) con diferencias significativas (ρ < 0.05) con respecto a 

las larvas de los otros tratamientos, y los menores contenidos de ARA (3.7%) con 

diferencias significativas (ρ < 0.05) con respecto a las larvas de los tratamientos con 

Chlorella sp., N. gaditana y T. suecica. Mourente et al. (1993) y Reitan et al. (1993) 

también trabajaron con esta microalga y encontraron (Tabla 38) más bajos contenidos, 

mayor concentración de EPA y una menor proporción de DHA/EPA. 

 

Ahora, si observamos cómo evolucionó el contenido de ácidos grasos a través de 

algas, rotífero y larvas de este tratamiento (Tabla 37), encontramos que en este caso el alto 

contenido de DHA en larvas es reflejo de los altos contenidos de este ácido graso en rotífero 

y algas; mientras que el contenido de ARA aumentó de 1.5% en rotífero hasta un 3.7% en 

larvas. Por el contrario encontramos un bajo contenido de EPA (2.7%) y en la proporción 

EPA/18:3n-3 (0.58) en rotífero, lo cual podría ocasionar una pobre calidad en las larvas de 

este tratamiento de acuerdo con lo encontrado con Léger et al. (1986) y Mourente (1989); 

mientras que según Koven et al. (2001), Sargent (2002) y Cejas (2005), el bajo valor en la 

proporción EPA/ARA (1.8) de rotífero pudo haber repercutido favorablemente en la 

calidad de las larvas de este tratamiento. 

 

Respecto a los parámetros biométricos, las larvas alimentadas con rotífero 

enriquecido con I. galbana alcanzaron altos valores en supervivencia (58%), biomasa total 

final (3.11g) y un alto porcentaje de inflación de vejiga (88%). Sin embargo, su Pm (0.0169 
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g) fue significativamente menor (ρ < 0.05)  al valor alcanzado por las larvas de los 

tratamientos T. suecica, Chlorella sp. y P-S; y su Tm (10.989 mm) también fue 

significativamente menor (ρ < 0.05) al de las larvas de los tratamientos Chlorella sp. y P-

S. Sí analizamos el resultado de estos parámetros, a primera vista podría parecer que hemos 

obtenido larvas de baja calidad puesto que tienen los más bajos índices Pm y Tm, pero sí 

valoramos todo el conjunto de parámetros obtenidos, vemos que el resultado es claramente 

positivo, además, estos datos nos indicarían que tenemos el caso contrario al de las larvas 

– P-S, es decir, que utilizando rotífero – I. galbana sobrevivieron más larvas con mayor 

porcentaje de inflación de vejiga y tuvieron más biomasa total final, pero en cambio cada 

larva obtuvo menos masa ya que una misma cantidad de alimento debió repartirse entre 

más individuos. 

 

 

  5.1.3.5. Larvas alimentadas con rotífero enriquecido con Protein-Selco®. 

 

En la Tabla 37 podemos comparar los resultados obtenidos por el enriquecedor P-

S, el rotífero y las larvas de este tratamiento con los resultados obtenidos mediante los 

tratamientos con microalgas. Las larvas alimentadas con rotífero enriquecido con P-S 

presentaron contenidos significativamente mayores (ρ < 0.05) de DHA, HUFA y HUFA n-3 

con respecto a las larvas del resto de tratamientos, altos contenidos de EPA y 

poliinsaturados, y una concentración significativamente menor (ρ < 0.05) de ARA con 

respecto a las larvas alimentadas con rotífero enriquecido con microalgas; también tienen 

las más altas proporcione n3/n6, DHA/EPA, EPA/ARA y una relativamente alta proporción 

EPA/18:3n-3. Mourente et al. (1993) también  encontraron mayores niveles de DHA 

(12.4%) y en el valor de la proporción DHA/EPA (1.67) cuando trabajaron con larvas 

alimentadas con rotífero enriquecido con P-S frente a larvas alimentadas con rotífero 

enriquecido con microalgas.  Respecto al ARA, encontramos que las larvas de este 

tratamiento, al igual que las larvas del resto de tratamiento, tienden a retener activamente 

el ARA (pasando de 1.3% en rotífero a 3.6% en larvas) y la proporción EPA/ARA disminuyó 

de 6.5 en rotífero a 1.6 en larvas. Por otra parte, como ya observamos en las larvas del resto 

de tratamientos, la importancia del ARA para las larvas – P-S se evidenció en la tendencia 

de éstas a retener activamente el ARA (este pasó de 1.3% en rotífero a 3.6% en larvas y la 

proporción  EPA/ARA disminuyó desde 6.5 en rotífero hasta 1.6 en larvas). 

 

De acuerdo con los resultados de los parámetros biométricos encontramos que las 

larvas alimentadas con rotífero enriquecido con P-S obtuvieron los menores valores de 

supervivencia (6.5%) y biomasa total final (0.87 g) entre todos los tratamientos de larvas 

(ρ < 0.05); sin embargo, alcanzaron un alto porcentaje inflación de vejiga = 83% y valores 

significativamente superiores (ρ < 0.05)  de peso medio final (Pm = 0.0398 g) y talla media 

final (Tm = 14.62  mm). Al parecer estos mayores valores de Pm y Tm obedecen a que las 

pocas larvas supervivientes dispusieron de más cantidad de alimento por individuo lo que 

redundó en aumento de talla y peso, aunque, este hecho aislado no significó necesariamente 

mejor calidad de estas larvas. Así, Tulli y Tibaldi (1997) han relacionado la rápida tasa de 
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crecimiento larvas de dentón (peso húmedo, larvas 12 días post-eclosión) con una baja tasa 

de supervivencia final. 

 

Posiblemente la baja calidad de estas larvas – P-S pudo obedecer, en parte, a la 

notoria desproporción de EPA frente a ARA en rotífero y en consecuencia un alto valor de la 

proporción EPA/ARA (6.5). Koven 2001, Sargent 2002 y Cejas 2005 han señalado que un 

alto valor de esta proporción en rotífero tiene repercusiones negativas en las larvas. Otra 

posible causa de esta baja calidad de larvas parece ser la ausencia de microalgas en los 

tanques de cultivo larvario. Su ausencia, privó a rotíferos y larvas de los efectos 

beneficiosos que producen las microalgas y también influyó negativamente en la calidad 

del medio (Mourente et al. 1993, Tulli y Tibaldi 1997, Navarro et al. 1999 y Koven et al. 

2001). 



 
158 

Tabla 37. Resumen de contenido de ácidos grasos* en algas, rotífero y larvas con Chlorella sp, N. 

gaditana, T. suecica, I. galbana y P-S. 

 
 

 

Ácido graso 

 

Tratamiento  Chlorella sp. 
 

Tratamiento  N. gaditana 
 

Tratamiento  T. suecica 
 

 

Chlorella 

Rotífero 

Chlorella 

Larvas 

Chlorella 

 

N. gaditana 

Rotífero 

N. gaditana 

Larvas 

N. gaditana 
 

T. suecica 

Rotífero 

T. suecica 

Larvas 

T. suecica 

16 : 0 22.15 15.69 16.8 20.24 19.31 17.08 17.26 19.64 17.33 

16:1n-7 1.54 7.46 5.17 23.73 32.32 4.97 2.0 6.6 4.75 

18:1n-9 22.79 10.17 12.78 2.89 11.79 14.67 19.7 17.13 13.92 

18:2n-6 16.59 19.63 8.57 4.7 1.91 9.88 5.6 10.77 8.44 

18:3n-3 21 14.97 8.77 0.24 0.55 8.16 21.6 6.95 4.0 

20:1n-9 --- 2.1 0.7 0.17 1.96 1.78 13.0 4.0 0.92 

ARA (20:4n-6) 0.09 2.16 4.34 7.2 1.12 4.14 0.71 1.52 5.18 

EPA (20:5n-3) 0.04 1.24 5.69 29.68 5.68 4.42 7.8 3.13 6.58 

DHA (22:6n-3) 0.09 --- 16.7 --- 0.29 14.06 0.08 1.18 16.53 

          

Saturados 38 25 26.98 32.8 31.3 27.56 19.0 27.26 27.84 

Monoinsaturados 27.4 30.35 21.57 30.3 56.4 24.85 35.3 41.59 23.12 

Poliinsaturados 37.9 44.58 51.45 43.23 12.29 47.59 43.96 31.14 49.14 

HUFA n-3 0.13 4.69 23.58 29.88 7.6 19.57 8.0 7.0 24.55 

HUFA Total 0.22 6.85 30.53 37.1 8.74 26.39 9.17 8.55 33.06 

DHA/ EPA 2.2 --- 2.93 --- 0.05 3.18 0.01 0.36 2.52 

EPA/ARA 0.44 0.57 1.31 4.1 5.07 1.06 11.98 2.06 1.27 

EPA/18:3n-3 0.001 0.08 0.65 123.7 10.3 0.54 0.36 0.45 1.64 

          

 

 
Ácido graso 

 

 

Tratamiento I. galbana 

 

 

Tratamiento P-S 
 

Levadura 

 

I. galbana 

Rotífero 

I. galbana 

Larvas 

I. galbana 

 

P-S 

Rotífero 

P-S 

Larvas 

P-S 
 

Levadura 

Rotífero 

Levadura 

 

 

16:0 11.76 10.1 16.38 15.5 17.59 16.45 --- 7.17  

16:1n-7 5.9 10.1 5.39 7.5 7.42 5.19 --- 24.2  

18:1n-9 16.99 14.2 15.68 14.2 15.53 13.99 --- 34.47  

18:2n-6 12.88 13.46 7.57 10.6 9.74 5.2 --- 8.45  

18:3n-3 4.73 4.75 1.22 1.6 5.1 3.2 --- 1.41  

20:1n-9 12.59 2.65 1.14 5.2 1.97 0.85 --- 5.67  

ARA (20:4n-6) 0.3 1.51 3.73 2.7 1.27 3.56 0.03 0.77  

EPA (20:5n-3) 0.39 2.75 3.7 35.1 8.25 5.65 0.26 1.29  

DHA (22:6n-3) 5.9 4.79 19.26 34.7 14.07 25.24 0.05 0.61  

          

Saturados 28.3 23.9 27.23 28.3 23.84 26.6 16.1 14.98  

Monoinsaturados 38.68 36.26 28.06 31.9 30.23 22.63 82.07 67.9  

Poliinsaturados 32.27 39.8 44.7 89.8 45.93 50.76 1.82 17.12  

HUFA n-3 6.7 13.26 24.4 74.9 25.05 32.29 0.17 2.13  

HUFA Total 7.45 14.77 31.76 77.6 28.02 38.95 0.2 4.59  

DHA/ EPA 15.12 1.74 5.25 0.99 1.7 4.4 0.2 0.54  

EPA/ARA 1.2 1.81 1.0 13 6.49 1.59 8.63 1.69  

EPA/18:3n-3 0.08 0.58 3.03 21.9 1.62 1.78 --- 0.91  

          

 

En la Tabla 37 se comparan los contenidos de ácidos grasos de microalgas, rotífero enriquecido y 

larvas para cada uno de los cinco tratamientos. *: el contenido de ácidos grasos se expresó como 

porcentaje de área total. 
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Tabla 38. Comparación de los contenidos de ácidos grasos de las larvas de los tratamientos con microalgas 

y P-S con los resultados obtenidos por otros autores. 
 

 

Ácidos grasos 

 

Tratamiento Chlorella sp. 

 

Tratamiento N. gaditana 

 

Tratamiento T. suecica 
 

Datos 

del experimento 
 

 

Datos 

del experimento 
Larvas dorada 

Mourente et al. 1993 1 
Datos 

del experimento  
Reitan et al. 

1993 2 

(Larvas rodaballo) 

16 : 0 16.8 17.08 0.4 17.33 14.1 

16:1n-7 5.17 4.97 7.0 4.75 2.8 

18:1n-9 12.78 14.67 9.4 13.92 25.9 

18:2n-6 8.57 9.88 1.9 8.44 7.2 

18:3n-3 8.77 8.16 0.1 4.0 21.0 

20:1n-9 0.7 1.78 1.2 0.92 3.9 

ARA (20:4n-6) 4.34 4.14 4.7 5.18 3.3 

EPA (20:5n-3) 5.69 4.42 10.5 6.58 8.7 

DHA (22:6n-3) 16.7 14.06 8.5 16.53 3.4 

      

Saturados 26.98 27.56 29.4 27.84 21.5 

Monoinsaturados 21.57 24.85 24.4 23.12 33.7 

Poliinsaturados 51.45 47.59 37.4 49.14 44.8 

HUFA n-3 23.58 19.57 25.1 24.55 13.4 

HUFA Total 30.53 26.39 31.2 33.06 16.7 

DHA/ EPA 2.93 3.18 0.81 2.52 0.39 

EPA/ARA 1.31 1.06 2.23 1.27 2.6 

EPA/18:3n-3 0.65 0.54 105 1.64 0.41 

      

 

 
 

Ácido graso 

 

 

Tratamiento I. galbana 

 

 

Tratamiento P-S 

Datos 

del experimento 
Larvas dorada 

Mourente et al. 

1993 1 

Larvas rodaballo 

Reitan et al. 

1993 2 

Datos 

del experimento 
Larvas dorada 

Mourente et al. 

1993 1 

Larvas dorada 

Rodríguez et al. 

1998 3 

16:0 16.38 12.5 14.3 16.45 12.5 19.9 

16:1n-7 5.39 7.8 2.9 5.19 5.9 6.85 

18:1n-9 15.68 13.3 25.7 13.99 12.3 15.8 

18:2n-6 7.57 2.8 7.1 5.2 2.7 5.5 

18:3n-3 1.22 0.4 20.4 3.2 0.2 1.5 

20:1n-9 1.14 1.6 4.0 0.85 1.4 0.8 

ARA (20:4n-6) 3.73 3.2 3.2 3.56 3.1 1.5 

EPA (20:5n-3) 3.7 6.6 8.5 5.65 7.4 4.4 

DHA (22:6n-3) 19.26 10 4.5 25.24 12.4 11.25 

       

Saturados 27.23 27.6 21.4 26.6 27.3 33.1 

Monoinsaturados 28.06 30.3 33.8 22.63 27.8 29.6 

Poliinsaturados 44.7 32.4 44.8 50.76 35.7 28.5 

HUFA n-3 24.4 25.1 14.2 32.29 24.3 17.2 

HUFA Total 31.76 31.2 21.9 38.95 28.7 19.1 

DHA/ EPA 5.25 1.5 0.53 4.4 1.68 2.5 

EPA/ARA 1.0 2.0 2.65 1.59 2.39 2.9 

EPA/18:3n-3 3.03 16.5 0.42 1.78 37 2.9 

       

 

*: el contenido de ácidos grasos se expresa como porcentajes.1: Mourente et al. 1993 (larvas de dorada de 

15 días post-eclosión). 2: Reitan et al. 1993 (larvas de rodaballo de 23 días post-eclosión). 3: Rodríguez et 

al.1998 (larvas de dorada de 17 días post-eclosión; emulsión mezcla de aceites vegetales y de pescado). 

 



 
160 

 

Resumen: en visión de conjunto, los resultados de los parámetros biométricos 

fueron más favorables para las larvas de los tratamientos con microalgas; así, las larvas de 

los tratamientos con microalgas lograron mejores valores de supervivencia, biomasa total 

final y porcentaje de inflación de vejiga; mientras que las del tratamiento Protein-Selco (P-

S) alcanzaron mejores valores de Tm y Pm. Watanabe et al. (1983), Mourente et al. (1993), 

Rainuzzo (1993), Reitan et al. (1993 y 1997), Lubzens & Zmora (2003) y Muller-Feuga et 

al. (2003 a y b) indicaron el efecto positivo, sobre la calidad de las larvas, de la utilización 

de microalgas con un doble propósito: como alimento de rotífero y para adicionarlo a los 

tanques de cultivo larvario. 

 

La conservación de las reservas de DHA provenientes del vitelo, sumadas al DHA 

adquirido de las microalgas o emulsiones a través del rotífero nos indican la gran 

importancia que tiene el DHA para el desarrollo de las larvas del dentón, tal y como han 

encontrado antes muchos autores en varias especies de peces marinos (Mourente et al. 1993 

y 1999, Tulli y Tibaldi 1997, Basurco y Abellán 1999, Abellán 2000 a y b, Rueda y 

Martínez 2001 y Giménez et al. 2006). El ARA también parece tener gran importancia para 

las larvas, puesto que en todos los tratamientos se encontró que las larvas tenían siempre 

mayor contenido de ARA que sus respectivos rotíferos, como consecuencia de ello, la 

proporción EPA/ARA disminuyó de rotíferos a larvas (excepto en el tratamiento con 

Chlorella sp.); al parecer, las larvas de dentón tienden  a retener e incrementar activamente 

sus reservas de ARA tal y como ya encontró Cejas (2005) en larvas de sargo (Diplodus 

sargo). 

 

Si confrontamos los tratamientos de larvas con I. galbana y con P – S, encontramos 

que en ambos casos hay altos contenidos de DHA y las mayores proporciones de DHA/EPA, 

pero difieren en que las larvas – I. galbana tienen una menor proporción EPA/ARA (lo cual 

parece ser beneficioso para las larvas) y en que la microalga se utilizó no sólo para el 

enriquecimiento del rotífero sino para adicionarlo al tanque de cultivo de larvas, lo cual al 

parecer fue determinante para mantener los contenidos de AGE en rotíferos e incrementar 

la viabilidad y la biomasa de larvas. Algunos autores (Watanabe et al. 1983, Mourente et 

al. 1993, Rainuzzo 1993, Reitan et al. 1993 y 1997 y Muller-Feuga et al. 2003 a y b) 

señalan que el uso de microalgas en los tanques de cultivo larvario permiten mantener los 

contenidos de AGE en rotífero y reducir la mortalidad en larvas, debido a que facilitan el 

desarrollo del sistema digestivo de las larvas y controlan la proliferación de bacterias 

patógenas en rotífero, en larvas y en el tanque del cultivo. 

 

Se ha encontrado que una proporción dietaria de DHA/EPA de 2/1 sería óptima para 

varias especies de peces marinos (Sargent et al. 1999 en lubina, rodaballo y platija, y Rueda 

& Martínez 2001 en dentón). Aplicando este criterio a nuestros resultados encontramos 

que sólo en los rotíferos enriquecidos con I. galbana (1.74) y con P-S (1.7) obtuvimos una 

proporción DHA/EPA cercana a 2. Ahora, sí evaluamos que efecto tuvo este hecho en los 

parámetros biológicos de las larvas, encontramos que sólo las del tratamiento con la dieta 
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de rotífero – I. galbana alcanzaron unos índices de calidad aceptables, mientras que las 

larvas con la dieta con P-S sólo destacaron en dos parámetros Pm y Tm. 

 

Finalmente, hemos encontrado que el perfil de ácidos grasos de las larvas en fase 

de alimentación con rotífero viene determinado por varios factores que intervienen 

simultáneamente: primero, el perfil de AGE de las microalgas usadas (Reitan et al. 1993); 

segundo, el metabolismo de los rotíferos que modifican activamente el perfil de AGE de 

las algas asimiladas en favor del EPA (Mourente et al. 1989, Rainuzzo 1993 y 1994, Reitan 

et al. 1993, Rodríguez et al. 1997 y  1998, Muller-Feuga et al. 2003 a y b); tercero, las 

propias reservas de AGE de las larvas, que estas tienden a conservar (Mourente 1989, 

Tandler et al. 1989, Rainuzzo et al. 1993, Watanabe y Kiron 1994, García-Alcázar 1998 y 

Sargent et al. 1997, 1999 a y b); y cuarto, que las larvas tienden a modificar prontamente 

las proporciones de los AGE asimilados  para adaptarlos a sus requerimientos (Watanabe 

et al. 1983, Koven et al. 1989, Mourente et al. 1993, Rainuzzo et al. 1993, Tulli y Tibaldi 

1997, Sargent et al. 1997 y 1999 a y b). A pesar de los múltiples factores que interactúan 

en la determinación del perfil de ácidos grasos (incluyendo los AGE) de las larvas de dentón 

en fase de alimentación con rotífero, es evidente que la composición de AGE y las 

proporciones DHA/EPA/ARA de microalgas y P-S fue determinante en la composición y 

proporciones de AGE del rotífero, y a su vez, la composición y proporciones de AGE del 

rotífero son claves para establecer no sólo el perfil y las proporciones de ácidos grasos sino 

también la calidad de las larvas.  En las larvas de dentón también resultaron determinantes 

las reservas de AGE del saco vitelino, ya que mediante ellas, las larvas logran compensar 

parcialmente las carencias en AGE procedentes de las dieta. Finalmente, sigue siendo 

recomendable la utilización de microalgas tanto para el enriquecimiento de rotífero como 

para el suministro a los tanques de cultivo larvario frente al uso de dietas artificiales; porque 

como vimos en el caso de las larvas – P-S, este enriquecedor provee unas altas 

concentraciones de AGE en rotífero y larvas pero al parecer esta ventaja no es suficiente 

para garantizar la obtención de larvas de alta calidad. 
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 5.2. DISCUSIÓN DEL EXPERIMENTO II: LARVAS EN FASE ARTEMIA 

DEL PRIMER AÑO. 

 

 

  5.2.1. Emulsiones utilizadas. 

 

Para realizar el análisis de los resultados es conveniente tener en cuenta algunas 

especificaciones dadas por el fabricante de las emulsiones “Artemia Reference Center 

(ARC – Ghent University, Belgium)”. En ellas se detallan las concentraciones aproximadas 

del total de n-3 HUFA y relación DHA/EPA en las emulsiones base ICES (International 

Council for the Exploration of the Sea, Grupo de trabajo del ARC) e informan sobre las 

diferentes concentraciones de los ácidos grasos esenciales (AGE: DHA, EPA y ARA). 

También se señala que los AGE vienen en dos presentaciones químicas: triglicéridos (TG) 

y etilésteres (EE) pero no como fosfolípidos (PL); este aspecto es clave, ya que los AGE 

tienen diferente velocidad de asimilación e integración en los tejidos de las larvas, 

dependiendo de la complejidad de la estructura molecular con la que se suministran en la 

dieta, es decir si vienen en forma de TG, PL o ésteres de ácidos grasos como el EE (Izquierdo 

y Fernández-Palacios 1997, Rodríguez et al. 1998, Stttrup y McEvoy 2003). Muestras de 

estas emulsiones fueron sometidas a análisis para poder comparar nuestros resultados con 

la información dada por ARC sobre estos productos.  

 

 

   5.2.1.1 Emulsiones utilizadas en el primer año de experimentación: 

 

Al comparar los datos de muestras de emulsiones con los datos del Artemia 

Reference Center (ARC), es necesario tener en cuenta que el ARC indica que son valores 

aproximados, por lo tanto estos pueden variar ligeramente de un lote a otro (Tabla 40). 
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Tabla 40.  Emulsiones ICES HUFA n-3 (Primer año de experimentación). 

 

 

Tratamientos 

Total de HUFA n-3 Proporción DHA/EPA Lípidos  

Más 

abundantes 
ARC Experimento ARC Experimento 

A 

(ICES STD) 

0 0.51 --- 1.25 

Triglicéridos 

Satdos. 

(TG) 

B 

(ICES 30/0.6/C) 

30 30.8 0.6 0.7 

Triglicéridos 

Poliinsat. 

(TG)  

C 

(ICES 30/4/C) 
30 26 4 4.7 

Triglicéridos 

Poliinsat. 

(TG) 

D 

(ICES 50/0.6/C) 
60 65 0.6 0.9 

Etilésteres 

Poliinsat. 

(EE) 

 

 Las concentraciones están dadas en porcentajes.  ICES (International Council for the Exploration of the 

Sea). 

 

Para denominar los diferentes tratamientos de emulsiones, les hemos atribuido 

letras para facilitar su utilización: A (ICES STD), B (ICES 30/0.6/C), C (ICES 30/4/C) y 

D (ICES 50/0.6/C). Los resultados del total de HUFA n-3 de nuestros datos y de los valores 

dados por el ARC (Artemia Reference Center) están muy próximos aunque no son 

exactamente iguales; encontramos diferencias por exceso en D (de 65 frente a 60 del 

ARC), y por defecto en C (de 26 frente a 30 del ARC). Con respecto a la proporción 

DHA/EPA, en la emulsión A encontramos alguna diferencia entre el resultado del ARC y 

el valor encontrado en el experimento, pero se debe tener en cuenta que en nuestros datos 

las concentraciones de DHA y EPA se encontraron sólo a nivel de trazas por lo que el 

valor 1.25 es poco significativo, y respecto al resto de emulsiones encontramos sólo ligeras 

variaciones (Tabla 40). Es posible que estas discrepancias pudieran deberse a ligeras 

variaciones entre los lotes del ARC  (como ya advierte este fabricante en la información 

suministrada) y las muestras del experimento  y/o también a diferencias en los 

procedimientos de análisis. 

 

Sí analizamos los perfiles de ácidos grasos de las emulsiones ICES de los distintos 

tratamientos, encontramos grandes diferencias tanto en contenidos de tipos de lípidos 

(poliinsaturados, monoinsaturados y saturados) como en las proporciones existentes entre 

ellos (Tabla 42). Hemos encontrado experimentos similares realizados por otros autores 

con series de emulsiones ICES o emulsiones semejantes hechas con mezclas de aceites de 
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pescado para enriquecer Artemia (Léger et al. 1986, Mourente 1989, Izquierdo et al. 1992, 

Dhert y Sorgeloos 1993, Rainuzzo 1993, Takeuchi et al. 1992 a y b, Takeuchi 1997, 

Stttrup y McEvoy 2003). Las emulsiones que utilizamos también varían en contenido de 

clases de lípidos, es decir TG o EE aunque no contienen PL; así a nivel de HUFA totales, 

HUFA n-3, DHA y el EPA encontramos que la emulsión del tratamiento D (con EE) tiene 

valores significativamente superiores (ρ < 0.05) a los de las emulsiones de los otros tres 

tratamientos (con TG); los autores antes citados, también utilizaron emulsiones en forma 

de TG y ésteres simples (EE o ME) pero además usaron emulsiones con PL. Por otra parte, 

como veremos en los siguientes apartados, las marcadas diferencias en contenido de AGE 

encontradas en las emulsiones suelen tener consecuencias importantes en los contenidos 

de AGE de la Artemia enriquecida y de las larvas de los diferentes tratamientos. 

 

 

 5.2.2 Artemia. 

 

La cepa EG que utilizamos durante el periodo de experimentación se considera de 

origen dulceacuícola (Watanabe et al. 1978, Navarro 1999), caracterizada por presentar 

elevados contenidos de 18:3n-3 (15.8% del total de ácidos grasos, en nuestros análisis) y 

escasa cantidad de EPA (0.8% del total de ácidos grasos). De acuerdo con nuestros datos 

y los suministrados por el productor ARC, esta cepa no posee DHA (22:6n-3), lo cual 

coincide con los resultados de otros autores (Léger et al. 1986, Watanabe 1987 Mourente 

1989, Navarro 1991,  Navarro et al. 1999) que trabajaron con diferentes cepas de Artemia, 

tanto de agua dulce como marina, y sólo encontraron  DHA a nivel de trazas en algunas 

cepas; pero al enriquecer esta cepa EG con las emulsiones ICES, logramos elevar sus 

contenidos de  DHA, EPA y ARA en diferentes proporciones según la emulsión utilizada. 

Actualmente, se ha generalizado la metodología de enriquecer cepas de Artemia de escaso 

valor nutricional, como la EG, con emulsiones ricas en AGE con el fin de disminuir costes 

y mejorar la calidad de las larvas en acuicultura marina (Watanabe 1987, Mourente 1989, 

Dhert et al. 1993, Navarro 1999 y McEvoy et al. 1995). 

 

Por otra parte, dado que en este caso pretendemos evaluar el efecto de una serie de 

tratamientos de enriquecimiento sobre los perfiles de ácidos grasos de nauplios de Artemia 

y de larvas, y sobre el crecimiento y supervivencia de las larvas de dentón, debemos tener 

en cuenta que hay dos procesos metabólicos de efectos antagónicos que pueden modificar 

las concentraciones y proporciones de AGE (especialmente del DHA EPA y ARA).  El 

primer proceso ocurre a nivel de nauplios y adultos de Artemia, en estos organismos la 

composición final de ácidos grasos suele ser similar a la composición de su dieta (Rainuzzo 

1993). Sin embargo, Artemia tiende a modificar esta composición en función del consumo 

metabólico y del tiempo transcurrido desde el enriquecimiento (Hinchcliffe & Riley 1972); 

de manera que es particularmente frecuente que, en el metabolismo normal de Artemia, se 

absorba y almacene el EPA mientras que el DHA asimilado es catabolizado como energía 

o transformado en EPA (Dhert et al. 1993, McEvoy et al. 1995, Navarro et al. 1999); por 

lo tanto Artemia es un organismo que modifica activamente las concentraciones de DHA 

y EPA, y la proporción DHA/EPA de la dieta destinada a las larvas de dentón. El segundo 
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proceso ocurre directamente en las primeras etapas larvarias de peces marinos, incluida la 

especie estudiada (el dentón), estas tienden a conservar sus reservas de HUFA y a acumular 

los nuevos HUFA introducidos en la dieta, especialmente el DHA, ya que estos ácidos 

grasos son esenciales para el crecimiento, formación del sistema de membranas, y 

desarrollo del sistema nervioso (tejido nervioso y retina) (Rainuzzo 1993, Sargent et al. 

1993 y Watanabe 1993). Además, en dentón se producen cambios cuantitativos en DHA, 

EPA y ARA a lo largo de todo el desarrollo larvario; Tulli y Tibaldi (1997) encontraron 

que el contenido de DHA en larvas de dentón de 1 día eran posteriormente reducido entre 

las larvas de 12 y 30 días, mientras que los niveles de EPA y ARA no mostraban 

variaciones significativas después de la eclosión. 

 

Hay otras dos cuestiones que es necesario especificar respecto a Artemia. La 

primera es que las concentraciones de los dos ácidos grasos más abundantes de la serie n-

3 en su perfil: ácido linolénico (18:3n-3) y EPA (20:5n-3) deberían ser consideradas 

conjuntamente, ya que sus niveles de concentración están inversamente relacionados 

(Léger et al. 1986). Es decir que en los perfiles de ácidos grasos analizados, cuanta más 

alta es la concentración de 18: 3n-3 más baja es la de EPA y viceversa. La segunda es que 

una cepa de Artemia se puede considerar como nutricionalmente apta para el cultivo de 

organismos marinos cuando la concentración de EPA es mínimo del 4% del total de ácidos 

grasos en los nauplios recién eclosionados y la proporción  EPA/18:3n-3 es cercana a 4 

(Watanabe et al. 1978, Léger et al. 1986 y Mourente 1989). 

 

 

  5.2.2.1 Artemia del primer año de experimentación. 

 

Para hacer el análisis de los siguientes resultados es necesario tener en cuenta los 

planteamientos señalados inicialmente en este apartado, especialmente en lo referente al 

metabolismo de Artemia y a la utilización de emulsiones en forma de TG o de EE. 

 

Analizando el contenido de DHA en Artemia (Tabla 42), encontramos que 

descendió con respecto al de sus respectivas emulsiones (especialmente en Artemia de los 

tratamientos C y D), probablemente esta disminución fue debida en gran parte a la 

tendencia natural de Artemia a metabolizar más rápidamente el DHA que el EPA; pero 

adicionalmente también habría que tener en cuenta el efecto de utilizar EE como 

enriquecedor de Artemia, ya que la emulsión del tratamiento D contenía HUFA en forma 

de EE. Ahora, si comparamos el contenido en DHA de la Artemia de los diferentes 

tratamientos, observamos que Artemia del tratamiento D (con HUFA en forma de EE) 

tenía una concentración de DHA (5.8) significativamente mayor (ρ < 0.05) que la de 

Artemia del tratamiento A (0.2, con TG saturados) pero significativamente menor (ρ < 

0.05) a las concentraciones de DHA de Artemia de los tratamientos B (10.1) y C (8.5) (con 

HUFA en forma de TG). Izquierdo et al. (1992) obtuvieron resultados similares a los 

nuestros (2.9% de DHA) utilizando emulsiones similares con HUFA n-3 en forma de EE 

(85%); mientras que Rainuzzo (1993), encontró que podía elevar el contenido de DHA 
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(29.9%) en Artemia utilizando también emulsiones con HUFA n-3 en forma de EE 

(80.7%). 

La concentración EPA en Artemia del tratamiento D (Tabla 42) fue 

significativamente superior (ρ < 0.05) a las concentraciones de EPA de la Artemia del resto 

de tratamientos. En general, los contenidos de EPA descendieron menos que los de DHA 

en Artemia, es posible que esto obedezca a que parte del DHA de las emulsiones fueron 

transformados en EPA dentro de los nauplios de Artemia, tal y como encontraron Dhert et 

al. (1993) y McEvoy et al. (1995). Algunos autores (Léger et al. 1986) señalan que para 

considerar una Artemia enriquecida como de buena calidad para larvas, debe tener un 

contenido mínimo del 4% de EPA sobre el total de ácidos grasos. Según esto, la mayor 

parte de los tratamientos (B, C y D) producen metanauplios de buena calidad nutricional 

para las larvas a excepción del tratamiento A (Tabla 42). Por el contrario, existe otro 

criterio que tiene en cuenta la proporción EPA/18:3n-3 y considera que un valor adecuado 

de esta proporción debe estar en torno a 4 (Mourente 1989); si analizamos nuestros 

resultados de acuerdo con este criterio, observamos que obtuvimos valores muy bajos de 

esta proporción (entre 0.08 y 0.67), por lo tanto, este criterio no nos es útil porque no nos 

permite diferenciar entre tratamientos. 

 

Respecto a ARA, encontramos que en Artemia de todos los tratamientos se produjo 

un aumento de su concentración con respecto al contenido en ARA de sus respectivas 

emulsiones, el aumento más notable se observó en Artemia del tratamiento A. 

Posiblemente este incremento en el contenido de ARA en Artemia fue debido al aumento 

de su intermediario metabólico, el DPA (ácido docosapentaenoico, 22:5n-6) que partiendo 

de precursores como el 18:2n-6 se transforma finalmente en ARA, tal como encontraron, 

también en Artemia, Navarro et al. 1999 y Koven et al. 2001; es conveniente aclarar que 

en nuestro experimento no fue detectado el DPA en los perfiles de ácidos grasos obtenidos 

de los metanauplios de Artemia enriquecidos, pero si detectamos un  aumento de su 

precursor el 18:2n-6 y desde luego del ARA en Artemia. 

 

Respecto a la proporción DHA/EPA, sólo la Artemia de los tratamientos B y C 

tendría valores aceptables para larvas (Tabla 42); mientras que la Artemia del tratamiento 

D presenta altos contenidos de EPA y DHA pero no tiene una óptima proporción 

DHA/EPA para las larvas. Léger et al. (1986), Watanabe (1987), Mourente et al. (1989) y 

Navarro-Tárrega (1999) estudiaron cepas de diverso origen geográfico (San Francisco, 

Great Salt Lake, China y Cádiz) y encontraron que se caracterizaban por tener DHA sólo 

a nivel de trazas y una proporción muy baja de DHA/EPA. 

 

Los contenidos de HUFA n-3 en Artemia descendieron drásticamente con respecto 

a las concentraciones de en sus respectivas emulsiones enriquecidas, independientemente 

de si provenían de TG o EE (Tabla 42). Probablemente la reducción de DHA y HUFA n-

3 de Artemia con respecto a los contenidos en las emulsiones se deba al metabolismo de 

Artemia que cataliza el DHA como energía o lo convierte en EPA (Dhert et al. 1993, 

McEvoy et al. 1995, Navarro et al. 1999). Entre los tratamientos de Artemia, la del 

tratamiento D (con EE) alcanzó la mayor concentración de HUFA n-3 (19.3%) con 
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respecto a la Artemia de los tratamientos enriquecidos con TG (A, B y C). Si comparamos 

estos datos con los de otros autores, observamos resultados variados: Izquierdo et al. 

(1992) se aproximaron bastante a nuestros resultados: utilizando emulsiones con HUFA 

n-3 en forma de EE (85%) obtuvieron Artemia con una concentración de HUFA n-3 del 

17.8%, también obtuvieron  alta concentración HUFA n-3 (23.7%) utilizando otro tipo de 

ésteres simples (metilésteres) e incluso al enriquecer Artemia con TG (19.7% HUFA n-3); 

Takeuchi et al. (1992) lograron resultados similares, incrementaron la concentración de 

HUFA n-3 en Artemia (10%) utilizando emulsiones con alto contenido de EE (85%); por 

otra parte Rainuzzo (1993) encontró que utilizando emulsiones con alto contenido de 

HUFA n-3 en forma de EE (80.7%) podía incrementar significativamente la concentración 

de HUFA n-3 en forma de TG en Artemia (8.9%) frente al uso de emulsiones con TG; 

finalmente, Izquierdo et al. (1992) y Rainuzzo (1993) sugieren que estas variaciones 

observadas en los resultados obtenidos en el enriquecimiento de Artemia, serían debidas a 

diferencias en los métodos de enriquecimiento y/o en las condiciones experimentales. 

 

 

 5.2.3. Larvas en fase Artemia del primer año. 

 

En la Tabla 41 comparamos los contenidos de ácidos grasos de emulsiones, 

Artemia y larvas de los diferentes tratamientos del Experimento II. Respecto al DHA, 

encontramos que en Artemia no se presentó la misma tendencia creciente en la 

concentración de DHA desde el tratamiento A hasta el D. Posiblemente, la menor 

concentración de DHA en Artemia del tratamiento D tuvo algo que ver con el suministro 

de  HUFA n-3 en forma de EE como dieta porque al parecer aceleró la transformación 

metabólica de DHA en EPA frente a la velocidad de metabolización al suministrar HUFA 

n-3 como TG; esta afirmación la apoyamos en el hecho de que los contenidos de DHA 

disminuyen menos en los tratamientos en los que se utilizaron TG (B y C) mientras que en 

D (donde se utilizó HUFA n-3 en forma de EE) la disminución de la concentración de 

DHA de la emulsión a Artemia fue más marcada (Tabla 41). A su vez, este hecho 

repercutió en un menor contenido de DHA alcanzado por las larvas del tratamiento D con 

respecto a los contenidos alcanzados por las larvas tratadas con TG (B y C). Por último, el 

tratamiento A refleja claramente la tendencia de las larvas a conservar el DHA, pues si 

observamos la concentración de DHA en emulsiones es baja (0.28%), igualmente es baja 

en Artemia (0.2%) y finalmente es mucho más alta en larvas (4.3%) debido a la tendencia 

de las larvas de peces marinos, incluidas las de dentón, a conservar sus reservas de HUFA 

y retener los HUFA que se le suministran en la dieta (Rainuzzo, 1993, Sargent et al. 1993, 

Watanabe 1993). 

 

Tulli y Tibaldi (1997) y Rueda y Martínez (2001) recomiendan un valor óptimo de 

la proporción DHA/EPA en torno a 2/1 en la dieta para larvas de peces marinos. Si 

analizamos nuestros resultados según este criterio, observamos que los cuatro tratamientos 

de Artemia presentaron valores de la proporción DHA/EPA más bajos que los 

recomendados (Tabla 41). Además, las diferencias entre los valores de esta proporción no 

se vieron reflejadas en grandes variaciones en los parámetros biométricos de las larvas, a 
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excepción de las del tratamiento A (alimentadas con Artemia enriquecida con TG 

saturados, de las que hablaremos más adelante). 

Respecto a los HUFA, encontramos que las larvas de todos los tratamientos 

presentaron mayores concentraciones de HUFA n-3 que en su respectiva Artemia. Esto 

obedece a la tendencia de las larvas de peces marinos a conservar sus reservas de HUFA 

y acumular los adquiridos en la dieta (Rainuzzo 1993, Sargent et al. 1993, Watanabe 

1993); mientras que las concentraciones de saturados y principalmente monoinsaturados 

de las larvas disminuyeron, puesto que estos son utilizados preferencialmente como fuente 

de energía para preservar los HUFA (Watanabe y Kiron 1994, Tulli y Tibaldi 1997). Esta 

tendencia la hemos constatado en nuestro experimento, puesto que las larvas de los 

diferentes tratamientos presentaron mayores contenidos de DHA y HUFA n-3 que los 

encontrados en su respectiva Artemia; mientras que los contenidos de saturados y 

principalmente monoinsaturados de las larvas disminuyen con respecto a los de Artemia 

(Tabla 41). Comparando los cuatro tratamientos, encontramos que en las larvas del 

tratamiento D, con HUFA n-3 como EE, se observó el mayor aumento de HUFA n-3 con 

respecto a Artemia y esto a su vez repercutió en que las larvas de este tratamiento D 

alcanzaran la mayor concentración de HUFA n-3 (existiendo diferencias significativas 

entre estas larvas y las de los otros tres tratamientos, ρ < 0.05) (Tabla 41). Rainuzzo 1993 

y Takeuchi et al. 1992 encontraron que al utilizar emulsiones con EE como enriquecedor 

lograban que Artemia acumulara más HUFA n-3 como TG que cuando se utilizaban 

emulsiones con TG para enriquecer Artemia lo cual repercutía en los contenidos de HUFA 

n-3 de las larvas. Respecto a los contenidos de ARA de todos los tratamientos, se observó 

un aumento en la concentración de ARA desde las emulsiones hasta sus respectivas larvas 

(Tabla 41), este hecho indica la importancia del ARA como AGE para las larvas de peces 

marinos tal como han encontrado algunos autores (Navarro et al. 1999, Koven et al. 2001, 

Cejas 2005). 

 

Es interesante tener en cuenta que, en este primer año, la utilización de ésteres 

simples (etilésteres o EE) en el enriquecimiento de Artemia no implicó una disminución 

clara de la supervivencia de las larvas;  así, las larvas del tratamiento D que contenían 

HUFA n-3 en forma de EE alcanzaron una supervivencia similar a la de las larvas que 

contenían HUFA en forma de TG poliinsaturados (C y B). Por el contrario, las larvas 

alimentadas con TG saturados (A) obtuvieron el menor índice de supervivencia (47%); 

otros autores (Izquierdo 1988 y Rodríguez 1994), que utilizaron un éster simple (ME en 

lugar de EE), han encontrado por el contrario altas tasas de mortalidad en larvas de peces 

marinos relacionadas con el uso de ME como fuente de enriquecimiento de presas vivas. 

Tampoco se observaron grandes diferencias en cuanto a los parámetros de crecimiento 

(Pm y Tm) entre las larvas D y las larvas a las que se les suministró HUFA n-3 como TG 

(B y C). Es posible que el hecho de que no se hayan presentado altas tasas de mortalidad 

en las larvas D se deba a la utilización de EE (que no produce metabolitos tóxicos) en lugar 

de ME, que produce metanol y sus derivados (Ibeas et al. 2000). 
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Las larvas del tratamiento A, alimentadas con Artemia enriquecida con TG 

saturados, presentaron valores significativamente menores (ρ < 0.05) de Pm y Tm con 

respecto a las larvas de los otros tres tratamientos. Al parecer, la baja calidad de las larvas 

de este tratamiento es debida principalmente a las bajas concentraciones de AGE presentes 

en el alimento (Artemia con TG saturados). Varios autores han señalado los efectos 

negativos sobre larvas de peces marinos, de utilizar como alimento dietas carentes de AGE 

(Kanazawa et al. 1979 a, Watanabe 1982, 1983, 1987, 1993 y 1994, Bell et al. 1985, Léger 

et al. 1987, Sargent et al. 1993 y 1999 a y b).  
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Tabla 41. Resumen de los datos de los tratamientos del Primer año. 

 

Ácido graso 

 

Cepa EG 

 

 

Tratamiento A 

 

Tratamiento B 

Emulsión  Artemia  Larvas  Emulsión Artemia Larvas 

18:2n-6 9.5 11.33 a 8.81 a 9.87 a 4.21 d 5.72 c 6.58 b 

18:3n-3 2.19 0.92 a 17.3 b 13.3 a 1.0 a 14.7 d 9.8 b 

ARA 0.86 0 c 1.3 c 3.6 b 0.93 b 2.6 a 4.4 ab 

EPA 0.83 0.23 d 1.5 d 3.2 c 16.2 b 6.7 b 6.6 b 

DHA 0 0.28 d 0.2 d 4.3 a 11.0 c 10.1 a 11.2 b 

Saturados 28.5 69.7 a 27.3 a 26.8 a 28.0 c 20.5 c 26.7 a 

Monoinsat. 43.0 17.2 b 36.8 a 32.0 a 25.2 a 32.8 c 28.3 ab 

Poliinsaturado

s 

14.8 12.9 c 35.9 d 41.1 b 40.0 b 46.7 b 44.9 a 

HUFA n-3 0.83 0.51 c 1.7 d  8.1 c 30.8 b 17.5 b 18.8 b 

HUFA totales 2.28 0.63 c 3.6 d 14.2 c 32.4 b 20.9 b 25.2 b 

DHA/EPA 0 1.25 b 0.2 d 1.4 ab 0.68 b 1.5 a 1.5 ab 

EPA/ARA 0.97 --- 1.1 0.89 17.4 2.6 1.5 

EPA/18:3n-3 0.38 0.25 0.08 0.24 15.5 0.45 0.67 

 

Ácido graso 

 

Cepa EG 

 

 

Tratamiento C 

 

Tratamiento D 

Emulsión  Artemia  Larvas  Emulsión  Artemia  Larvas  

18:2n-6 9.5 6.19 b 6.22 b 6.56 b 4.74 c 5.74 c 5.45 c 

18:3n-3 2.19 0.96 a 14.9 c 7.7 b 0.93 a 18.1 a 7.8 b 

ARA 0.86 1.4 a 2.5 a 4.7 a 1,48 a 2.0 b 3.8 b 

EPA 0.83 4.2 c 6.4 c 6.3 b 29.8 a 12.3 a 10.8 a 

DHA 0 19.8 b 8.5 b 12.4 b 27.3 a 5.8 c 10.87 b 

Saturados 28.5 35.2 b 20.8 b 29.1 c 6.6 d 15.8 d 27.5 b 

Monoinsatdos. 43.0 24.9 a 34.0 b 26.6 b 15.4 c 32.2 c 26.2 b 

Poliinsaturado

s 

14.8 36.8 b 45.1 c 44.3 a 75.1 a 51.9 a 46.3 a 

HUFA n-3 0.83 25.5 b 15.4 c 19.9 b 65.3 a 19.3 a 24.2 a 

HUFA totales 2.28 28.8 b 18.6 c 27.2 ab 68.3 a 22.3 a 30.4 a 

DHA/EPA 0 4.7 a 1.3 b 1.9 a 0.92 b 0.5 c 1.0 b 

EPA/ARA 0.97 3 2.6 1.3 20.1 6.1 2.8 

EPA/18:3n-3 0.38 4.4 0.43 0.82 32.0 0.67 1.4 

 

Las concentraciones indican porcentaje de área total. Las letras superíndices indican diferencias 

significativas entre los tratamientos. 
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 5.3. DISCUSIÓN DEL EXPERIMENTO III: LARVAS EN FASE DE 

ALIMENTACIÓN CON ARTEMIA DEL SEGUNDO AÑO. 

 

  5.3.1. Emulsiones del segundo año. 
 

En esta segunda fase de experimentos también analizamos primero las diferencias 

en contenidos de ácidos grasos entre las mezclas de emulsiones de los tratamientos, y luego 

comparamos nuestros datos con los resultados obtenidos por otros autores. 

 

Tabla 42. Emulsiones ICES HUFA n-3 del Experimentación III. 

 

Tratamientos 

Serie 1 Serie 2 

1 2 3 4 5 6 7 8 9 

Emulsiones % %  %  %  %  %  %  %  %  

50/0.6/C (EE) 100 80 60 40 20 0 60 40 0 

30/4/C (TG) 0 20 40 60 80 100 0 0 0 

STD (TG) 0 0 0 0 0 0 40 60 100 

 

%: indica porcentajes de las emulsiones base (50/0.6/C, 30/4/C y STD) en cada tratamiento. 
 

 

Las mezclas utilizadas en este segundo año contienen las mismas clases de lípidos 

(TG y EE) del primer año, pero en este segundo año encontramos mayor variedad  tanto 

en contenido como en proporciones de estas dos clases de lípidos (Tabla 42). Estos 

tratamientos se obtuvieron realizando mezclas de las emulsiones base 50/0.6/C, 30/4/C y 

STD, dando como resultado dos series: una primera serie de concentración decreciente de 

EE, con ácidos grasos poliinsaturados,  y de concentración creciente de TG, con alto 

contenido de ácidos grasos poliinsaturados, incluye los tratamiento 1 hasta el 6; y otra serie 

de concentración decreciente de EE, con poliinsaturados, y concentración creciente de TG, 

con alto contenido de ácidos grasos saturados, incluye los tratamiento 7 hasta el 9. Además, 

estos dos bloques de tratamientos difieren por la presencia o no de las emulsiones 30/4/C 

y STD; la primera serie no contiene STD y la segunda serie no presenta 30/4/C. 

 

Al igual que en el primer año, los ácidos grasos se suministraron en forma de TG 

y EE pero no se discriminaron los contenidos y proporciones de estas dos formas en los 

perfiles de lípidos obtenidos; sin embargo, es posible determinar indirectamente el efecto 

de utilizar   TG o EE sobre Artemia y larvas ya que hay un tratamientos que tiene sólo TG 

poliinsaturados (6), otro que tiene TG saturados (9) y uno que tiene sólo EE poliinsaturados 

(1). De tal manera que podemos señalar las tendencias observadas en nuestros 

experimentos y relacionarlas con los resultados obtenidos por otros autores que han 

trabajado con HUFA en forma de TG o EE. Hemos encontrado experimentos similares 

realizados por otros autores con series de emulsiones ICES o emulsiones mezclas de 

aceites de pescado para enriquecer Artemia (Léger et al. 1986, Mourente 1989, Izquierdo 

et al. 1992, Dhert y Sorgeloos 1993, Rainuzzo 1993, Watanabe 1993, Takeuchi 1997, 
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Takeuchi et al. 1992 a y b, Stttrup y McEvoy 2003); la mayoría de los autores citados 

usaron emulsiones homogéneas en forma de TG, EE o PL, mientras que nosotros 

utilizamos mezclas de emulsiones base con diferentes proporciones de TG y EE. 

 

Sí analizamos los perfiles de ácidos grasos de las 9 mezclas (Tabla 43), 

encontramos que a nivel de HUFA n-3, DHA y EPA existen diferencias significativas entre 

la mezcla 1 (con HUFA n-3 en forma de EE) y la mayoría de las otras 8 mezclas. Respecto 

a ARA, sólo se encontró en las emulsiones 3, 4, 6 y 8, existiendo diferentes significativas 

entre todas las mezclas (ρ < 0.05). Otros autores han realizado experimentos similares 

utilizando series de emulsiones ICES o emulsiones mezclas de aceites de pescado para 

enriquecer Artemia, en la mayoría de los casos son emulsiones homogéneas en forma de 

TG, ME, EE o PL (Léger et al. 1986, Mourente 1989, Izquierdo et al. 1992, Dhert y 

Sorgeloos 1993, Rainuzzo 1993, Watanabe 1993, Takeuchi 1997, Takeuchi et al. 1992 a 

y b, Stttrup y McEvoy 2003). 

 

 

 5.3.2. Artemia del segundo año de experimentación.  

 

Al igual que ocurrió en el primer año, encontramos un descenso generalizado en el 

contenido de DHA con respecto al de sus respectivas emulsiones enriquecidas (Tabla 43). 

Es posible que gran parte de la reducción en el DHA se deba a que fue transformado en 

EPA por Artemia, mientras que los niveles de EPA sólo se redujeron como máximo a la 

mitad; esta reducción de DHA frente a EPA, ha sido observada por varios autores 

Mourente 1989, Dhert et al. 1993, Watanabe 1993, McEvoy et al. 1995 y Navarro et al. 

1999, que han estudiado el metabolismo de los lípidos en Artemia. 

 

En nuestros resultados encontramos que inicialmente la cepa EG no presentó 

niveles detectables de DHA, pero tras el enriquecimiento, se elevaron los contenidos de 

DHA de Artemia de casi todos los tratamientos, sólo Artemia del tratamiento 9 presentó 

muy bajos niveles de DHA (trazas). Léger et al. (1986) y Mourente (1989) encontraron 

que la mayoría de las cepas de metanauplios de Artemia de diverso origen geográfico 

presentaban diferencias en su valor nutricional pero se caracterizaban por tener muy bajos 

niveles de DHA (trazas). En este segundo año no observamos diferencias significativas (ρ 

< 0.05) entre el contenido de DHA de Artemia enriquecida con HUFA n-3 en forma de EE 

y Artemia enriquecida con HUFA n-3 como TG (Tabla 43). Izquierdo et al. (1992), 

utilizando emulsiones con HUFA n-3 en forma de EE (85%) obtuvieron concentraciones 

de DHA (2.9%) cercanas a las que hemos encontramos en Artemia enriquecida con EE 

(tratamiento1); mientras que Rainuzzo et al. (1993) incrementaron los niveles de DHA en 

Artemia utilizando emulsiones con HUFA n-3 en forma de EE (29.9%). 

 

En cuanto al EPA (Tabla 43), sus concentraciones en Artemia también 

disminuyeron con respecto a los niveles en las emulsiones, pero en menor medida que en 

el caso del DHA. De acuerdo con el criterio de Léger et al. (1986) sobre calidad nutricional 

de Artemia enriquecida, la mayor parte de los tratamientos del presente experimento (1 a 
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8) produjeron metanauplios de Artemia de buena calidad, pues presentan un contenido 

mínimo del EPA del 4%. En este segundo año, tampoco sería conveniente utilizar el 

criterio de Mourente (1989) sobre el valor óptimo de la proporción EPA/18:3n-3 en torno 

a 4, porque al igual que en el primer año obtuvimos valores de esta proporción 

homogéneamente bajos y esto no nos permite discriminar entre los distintos tratamientos 

de Artemia. 

 

Al analizar la proporción DHA/EPA en Artemia de nuestro experimento, 

observamos valores muy bajos en casi todos los tratamientos (Tabla 43). Léger et al. 

(1986) y Mourente (1989) también obtuvieron bajos valores de esta proporción 

alimentando larvas de dorada con Artemia enriquecida con una serie de emulsiones 

experimentales que contenían HUFA como TG o PL. En vista de esto, y considerando los 

resultados de Muller-Feuga et al. 2003 a y b que indican que es característico de todas las 

cepas de Artemia obtener bajas proporciones de DHA/EPA tras el enriquecimiento debido 

al metabolismo de Artemia; entonces, se debería tener en cuenta la recomendación de estos 

autores que sugieren que una dieta óptima para metanauplios de Artemia debería tener 

altos niveles de DHA y bajos de EPA. De esta forma, se contrarrestaría la tendencia de 

Artemia a convertir DHA en EPA y se mejoraría la calidad nutricional de Artemia para las 

larvas de dentón. Respecto al ARA, observamos un aumento en las concentraciones en 

casi todos los tratamientos (aunque desciende ligeramente en los tratamientos 3, 4 y 6); es 

posible que, al igual que en el primer año, este aumento fuera debido a la acción del DPA 

(22:5n-6) que finalmente se transforma en ARA, como encontraron Navarro et al. (1999) 

y Koven et al. (2001) también en Artemia. 

 

A nivel de HUFA n-3, encontramos que la Artemia enriquecida con HUFA n-3 en 

forma de EE (tratamiento 1), alcanzó un valor significativamente superior (ρ < 0.05) de 

estos ácidos grasos con respecto a Artemia enriquecida con HUFA n-3 en forma de TG 

(Tabla 43). Izquierdo et al. (1992) utilizando emulsiones con EE (85%) como 

enriquecedor, obtuvieron un valor similar de HUFA n-3 en Artemia aunque enriqueciendo 

Artemia con TG poliinsaturados alcanzaron mayor contenido de HUFA n-3 que en nuestro 

caso. Rainuzzo (1993) también logró incrementar los niveles de HUFA n-3 en Artemia, 

utilizando emulsiones con EE (81%) frente a Artemia enriquecida con emulsiones con TG. 

Es paradójico que suministrando emulsiones en forma de ésteres simples (como los EE 

con HUFA n-3) en lugar de emulsiones con TG (también con HUFA n-3), logramos 

alcanzar mayores concentraciones de TG (HUFA n-3) en Artemia (en los dos años de 

experimentación). Para explicar esto, Navarro et al. (1999) y Rainuzzo (1993) han 

sugerido que cuando Artemia es enriquecida con emulsiones de EE puede alcanzar los 

mayores niveles relativos de TG (con HUFA n-3) porque Artemia es capaz de asimilar e 

incorporar preferencialmente estos ésteres simples en su fracción de TG que cuando es 

alimentada con emulsiones de TG (también con HUFA n-3). 
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En resumen: Artemia del tratamiento 1 (con HUFA n-3 como EE) presenta 

contenidos significativamente superiores (ρ < 0.05)  de EPA, HUFA n-3 y HUFA total con 

respecto a la Artemia del tratamiento 6 (con HUFA n-3 como TG) y del tratamiento 9 (con 

TG saturados). Además, observamos un gradiente de concentración de HUFA n-3 en la 

Artemia de los tratamientos  1 > 6 > 9; esto al parecer obedeció a que las emulsiones con 

HUFA n-3 en forma de EE permitieron alcanzar mayores contenidos de estos ácidos grasos 

en Artemia que cuando se usan emulsiones con HUFA n-3 en forma de TG (Rainuzzo 

1993, Navarro et al. 1999), mientras que Artemia enriquecida con emulsiones con TG 

saturados producen una Artemia con los más bajos contenidos de EPA y HUFA n-3.  

 

 

 5.3.3. Larvas en fase Artemia del segundo año. 

  

En la Tabla 43 resumimos los contenidos de ácidos grasos para emulsiones, 

Artemia y larvas de todos los tratamientos del Experimento III. Respecto a las 

concentraciones de DHA, en Artemia no se encontró la tendencia decreciente en la 

concentración de DHA de los tratamientos 1 a 9 que se observó antes en las emulsiones, y 

entre las larvas esta tendencia decreciente en el contenido de DHA sólo se observó en los 

tratamientos 7 a 9. Además, en las larvas del tratamiento 9 se evidencia claramente su 

tendencia a conservar el DHA y los HUFA (Rainuzzo 1993, Sargent et al. 1993 y 

Watanabe 1993), pues partiendo de una emulsión con bajo contenido de DHA (0.71%) y 

también con bajo contenido en Artemia (0.19%), finalmente obtenemos larvas con mayor 

contenido de DHA (3.3%, proveniente principalmente de las reservas de la propia larva)    

(Tabla 43). 

 

Respecto al EPA, Léger et al. (1986), observó una relación entre mala calidad de 

las larvas y bajas concentraciones de EPA (< 3%) en la dieta de metanauplios de Artemia. 

En nuestro experimento encontramos que la Artemia del tratamiento 9 presentó un bajo 

contenido de EPA (2.1%), lo cual se correspondió con una baja calidad de las larvas; así,  

el peso medio final (0.16 g), la talla media final (2.37 cm), la biomasa total final (1.62 g) 

y la supervivencia (18.5 %) de las larvas fueron significativamente inferiores (ρ < 0.05) 

con respecto a las larvas del resto de tratamientos. 

 

Se debe tener en cuenta que la baja calidad de las larvas de este tratamiento (9) no 

sólo obedece al EPA sino también a las bajas concentraciones de todos los HUFA en el 

alimento suministrado (Artemia enriquecida con TG saturados). Respecto a los contenidos 

de EPA propios de las larvas, encontramos que estos disminuyeron en todos los 

tratamientos, salvo en 8 y 9, con relación a los contenidos observados en la Artemia de sus 

respectivos tratamientos. Esto podría obedecer a la tendencia de las larvas a retener más 

activamente el DHA a expensas del EPA, y parece evidenciarse  en que las concentraciones 

de DHA aumentan en las larvas de todos los tratamientos y en que la proporción  

DHA/EPA también aumenta con respecto a lo encontrado en Artemia. Esta tendencia de 

las larvas a retener preferencialmente el DHA (Rainuzzo 1993, Sargent et al. 1993 y 
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Watanabe 1993) es contraria a la de Artemia, en cuyo metabolismo se retiene el EPA y se 

transforma activamente el DHA en EPA (Dhert et al. 1993, McEvoy et al. 1995). 

 

Actualmente existe controversia sobre la conveniencia de utilizar HUFA n-3 de 

ésteres simples (ME o EE), frente al uso de HUFA n-3 de TG o PL. Al igual que sucedió 

en el primer año, la utilización de ésteres simples (etilésteres o EE) en el enriquecimiento 

de Artemia, no implicó una disminución clara en la supervivencia o crecimiento de las 

larvas; así, las larvas del tratamiento 1 que contenían HUFA n-3 en forma de EE 

alcanzaron una supervivencia (40.1%) similar a la de las larvas que contenían HUFA en 

forma de TG poliinsaturados en el tratamiento 6 (35.2%). Comparando estos resultados 

con los obtenidos por otros autores encontramos que: larvas de dorada japonesa (Izquierdo 

et al. 1989 a) y larvas de dorada (Rodríguez et al. 1993,1994) alimentadas con rotíferos 

enriquecidos con ME de HUFA n-3 mostraron alta mortalidad y pobre crecimiento 

comparados con larvas alimentadas con rotíferos enriquecidos con TG de HUFA n-3; 

Takeuchi et al. (1992 b) también obtuvieron bajo crecimiento y alta mortalidad en larvas 

de dorada japonesa alimentadas con Artemia enriquecida con ME de HUFA n-3. Una 

reducción del crecimiento también fue observada en trucha arco iris alimentada con una 

dieta que contenía altos niveles de EE de ácidos grasos n-3 (Castell et al. 1972, Yu & 

Sinnhuber 1976); mientras que, las truchas alimentadas con dieta que contenía más de 5% 

de TG con ácidos grasos n-3 mostraron un crecimiento óptimo (Yu & Sinnhuber 1976); 

en cambio, Izquierdo et al. (1992) no encontraron grandes diferencias en crecimiento o 

supervivencia entre larvas de lenguado japonés alimentadas con Artemia enriquecida con 

ME o EE de HUFA n-3 frente a las alimentadas con Artemia TG de HUFA n-3; Ibeas et 

al. (2000) trabajando con juveniles de dorada (62 g peso inicial) tampoco encontraron 

diferencias en términos de crecimiento, mortalidad o en signos externos de anormalidad, 

entre el grupo de peces alimentado con ME de HUFA n-3 y el grupo alimentado con TG 

de HUFA n-3 (luego de 8 semanas de alimentación con estas dietas). Ibeas et al. (2000) 

plantean que no están claras las razones por las que se presenten efectos negativos al 

alimentar larvas de dorada o dorada japonesa con rotífero/Artemia, enriquecidos con ME 

de ácidos grasos, pero que esto ya no suceda en juveniles de dorada; esto podría ser debido 

a que las larvas son más vulnerables al metanol que los juveniles, este tóxico es producido 

en rotífero y Artemia durante la digestión de los metilésteres; aunque también podría 

deberse a que estos organismos intermediarios (rotífero/Artemia) alteran por medio del 

metabolismo la forma química de los lípidos que llegan finalmente a las larvas, por 

ejemplo, Izquierdo (1998) encontró que los rotíferos alimentados con ME de HUFA n-3 

acumulan los HUFA n-3 principalmente como ácidos grasos libres, mientras que cuando 

éstos fueron alimentados con HUFA n-3 en forma de TG, los ácidos grasos fueron 

esterificados rápidamente dentro de triglicéridos y fosfolípidos: A su vez, los fosfolípidos 

también son ventajosos porque está demostrado que incrementan la eficiencia de los 

procesos digestivos en las larvas de los peces (Kanazawa 1993 a, Geurden et al. 1995 a y 

b, Fontagne 1996 y Sargent et al. 1999 a y b). 

 

Respecto a DHA/EPA, Tulli y Tibaldi (1997) y Rueda y Martínez (2001) sugirieron 

que para que las larvas de dentón se desarrollaran adecuadamente durante sus primeras 
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fases, debía garantizarse en su dieta de ácidos grasos esenciales  (AGE) una proporción 

DHA/EPA mínima de 2/1; Sargent et al. (1999 a y b) también encontraron una proporción 

dietaria óptima semejante para tres especies -lubina, rodaballo y platija- y señalaron que 

las diferencias en los requerimientos de los AGE entre las especies de peces son reflejo de 

diferentes adaptaciones dietarias y metabólicas a los hábitats que ocupan, y que su 

conocimiento permitiría desarrollar mejoras dietéticas para los peces. Sin embargo, en 

nuestros tratamientos de Artemia encontramos que las proporciones DHA/EPA fueron 

realmente bajas (en un rango entre 1.21 en tratamiento 6 y 0.16 en tratamiento 9) 

comparándolo con el valor óptimo señalado (Tabla 43). Estos bajos valores de DHA/EPA 

en Artemia podrían explicar, en parte, porque no se encontraron grandes variaciones de 

supervivencia y crecimiento en las larvas de la mayoría de los tratamientos. Sin embargo, 

las larvas del tratamiento 9, con el mínimo de DHA/EPA (0.16) mostraron también los 

menores valores de supervivencia y crecimiento, significativamente menores (ρ < 0.05) a 

los valores encontrados en las larvas del resto de tratamientos. 

 

Resumen: Rainuzzo (1993), Sargent et al. (1993) y Watanabe (1993) encontraron 

que las larvas de peces marinos tienden a conservar sus reservas de HUFA y acumular las 

procedentes de la dieta. Durante los dos años de experimentación, nosotros también 

observamos la misma tendencia en dentón, es decir las larvas conservan sus reservas de 

HUFA y retienen las de la dieta mientras que usan los ácidos grasos saturados y 

monoinsaturados como fuente de energía (Watanabe y Kiron 1994, Tulli y Tibaldi 1997). 

El ejemplo más claro de conservación de los contenidos de HUFA por las larvas del 

experimento, lo encontramos en las del tratamiento 9; así,  a Artemia del tratamiento 9 se 

le suministró una emulsión carente de DHA, EPA y ARA y niveles muy bajos de HUFA, 

por lo cual esta Artemia presentó niveles muy bajos de DHA, EPA, ARA y HUFA; pero 

luego observamos mayores contenidos de DHA, EPA, ARA y HUFA en las larvas 

producto de la conservación de sus reservas (Tabla 43). También es conveniente resaltar 

que se observó un aumento en la concentración de ARA desde las emulsiones hasta sus 

respectivas larvas (Tabla 43), esto es debido a que el ARA es conservado por ser un AGE 

para las larvas de peces marinos (Navarro et al. 1999, Koven et al. 2001, Cejas-JR 2005). 

 

Aunque no pretendemos establecer una comparación estricta entre las larvas en 

fase de alimentación con rotífero y las de la fase de alimentación con Artemia, ya que son 

dos experimentos independientes. Sin embargo podemos observar algunos contrastes: en 

la fase rotífero, las larvas disponen no sólo de los AGE adquiridos de la dieta sino además 

de las reservas de AGE del saco y la gota de lípidos que pueden complementar la dieta; 

mientras que en la fase de alimentación con Artemia, las larvas sólo disponen de los AGE 

suministrados en la dieta ya que las reservas del saco y la gota se han agotado, por lo cual, 

si la dieta carece de AGE (como en el caso de los tratamientos A y 9) tendrá efectos muy 

negativos sobre la calidad de las larvas. Otros autores han reconocido el efecto negativo 

de suministrar alimento vivo (Artemia) carente de AGE a las larvas de peces marinos 

(Sargent et al. 1993, 1999 a y b, Watanabe 1982, 1983, 1987 y 1993, Bell et al. 1985, 

Léger et al. 1987 y Kanazawa et al. 1979). 
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Con este trabajo, esperamos haber hecho una pequeña contribución al 

conocimiento del cultivo larvario de dentón. En la actualidad, aún quedan mucho por 

conocer y muchos problemas por resolver acerca de este y otros aspectos de esta especie: 

dificultades técnicas en el cultivo larvario especialmente durante el destete y transferencia 

de tanques, estos problemas son particularmente visibles en los sistemas de cultivo 

intensivo donde se produce alta mortalidad en hatcheries debidas a alta variabilidad de 

tallas lo que conlleva canibalismo (JACUMAR 2008, Pavlidis y Milonas 2011); también 

alta mortalidad en el preengorde, vinculadas con patologías y deficiencias nutricionales 

(Giménez 2008, Pavlidis y Milonas 2011); y no menos importante, lograr mejorar el ciclo 

biológico ya que, hasta ahora, los peces nacidos en cautividad tienen dificultades para 

producir puestas de calidad, por lo que para mantener reproductores fértiles se prefiere 

recurrir a individuos juveniles o maduros salvajes (Basurco et al. 2011). La suma de estas 

dificultades no han permitido llevar el cultivo a nivel industrial, solucionar estos 

problemas plantea retos interesantes que a la larga podrían resolverse con investigaciones 

más profundas sobre su biología y manejo. 
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Tabla 43.  Resumen de datos de los tratamientos del segundo año. 
 

 

Ácido graso 

 

Cepa EG 
Tratamiento 1 Tratamiento 2 Tratamiento 3 

Emulsión Artemia Larvas Emulsión Artemia Larvas Emulsión Artemia Larvas 

18:3n-3 2.19 1.16 a 1.94 b 10.82 0.99 f 18.2 a  8.31 1.02 e 15.8 a 8.11 

ARA 0.86 0 f 1.43a 2.51a 0 f 1.56a 2.51a 1.86 ª 1.66a 2.27a 

EPA 0.83 32.7 a 17.43 a 10.54 ab 28.1 b 17.48 a 12.65a 23.8 c 16.86a 11.25a 

DHA 0 29.3 b 7.18 ab 12.27ab 29.5 a 6.10 ab 11.95ab 29.4 ab 9.28 a 11.96ab 

Saturados 28.5 9.34 i 22.5bc 30.52 13.9 h 19.9bc 27.33 18.3 g 19.5c 28.71 

Poliinsatuads 14.8 73.5 a 36.7bc 41.25 67.5 b 50.7a 40.55 63.0 c 50.9a 38.26 

HUFA n-3 0.83 63.9 a 24.6ab 23.85a 59.5 b 23.6ab 25.55a 53.3 c 26.2a 24.08a 

HUFA totales 2.28 64.9 a 26.6ab 26.87a 60.4 b 25.6abc 33.96a 55.9 c 28.5a 31.71a 

DHA/EPA 0 0.90 g 0.41cd 1.18bc 1.05 f 0.35cd 0.94cd 1.23 e 0.53bc 1.08bc 

EPA/ARA 0.97 --- 12.2 4.19 --- 11.2 5.04 12.8 10.2 4.98 

EPA/18:3n-3 0.38 28.2 8.98 0.97 28.4 0.96 1.52 23.3 1.07 1.39 

 

Ácido graso 

 

Cepa EG 
Tratamiento 4 Tratamiento 5 Tratamiento 6 

Emulsión Artemia Larvas Emulsión Artemia Larvas Emulsión Artemia Larvas 

18:3n-3 2.19 1.07 d 18.1a 8.45 1.09 c 17.5a 7.84 1.11 b 16.5a 8.26 

ARA 0.86 1.69 b  1.51a 2.24a 0 f 0.71a 2.33a 1.61 c 1.46a 2.57a 

EPA 0.83 18.8 e 11.99 b 10.31ab 13.9 f 10.6 bc 8.23abc 8.04 h 7.78c 6.40bc 

DHA 0 27.5 c 7.43 ab 11.71ab 26.9 d 8.15 ab 11.82ab 26.9 d 9.47 a 12.95a 

Saturados 28.5 22.7 f 21.9bc 27.93 27.2 e 22.7bc 29.30 32.6 d 23.9bc  28.85 

Poliinsaturds 14.8 56.5 d 46.5ab 38.67 50.3 e 45.6ab 36.54 44.4 g 43.4ab 35.72 

HUFA n-3 0.83 46.4 d 19.4bcd 22.93a 42.6 e 19.7bcd 20.80a 35.0 g 17.3cd 19.93a 

DHA/EPA 0 1.46 c 0.63bc 1.14bc 1.92 b 0.76b 1.43b 3.35 a 1.21a  2.02a 

EPA/ARA 0.97 11.2 7.94 4.6 --- 14.9 3.53 4.99 5.33 2.5 

EPA/18:3n-3 0.38 17.6 0.66 1.22 12.8 0.61 1.05 7.25 0.47 0.77 

 

Ácido graso 

 

Cepa 

EG 

Tratamiento 7 Tratamiento 8 Tratamiento 9 

Emulsión Artemia Larvas Emulsión Artemia Larvas Emulsión Artemia Larvas 

18:3n-3 2.19 0.78 g 17.3a 9.09 0.65 h 17.8a 10.24 0.49 i 10.2ab 11.23 

ARA 0.86 0 f 1.29a 2.03a 0.68 d 0.99a 1.86a 0.04 e 1.10a 1.71a 

EPA 0.83 21.5 d 15.67a 12.44a 11.82 g 10.62bc 10.68ab 0.62 i 2.19 d 5.53a 

DHA 0 19.0 e 6.04ab 8.71abc 10.5 f 3.99bc 7.01bc 0.78 g 0.19 c 3.31c 

Saturados 28.5 37.5 c 23.3bc 29.27 58.0 b 28.6b 30.36 82.2 a 43.6a 32.49 

Poliinsaturds 14.8 49.1 f 48.5ab 38.94 30.1 h 42.0ab 37.45 8.0 i 24.5cd 32.43 

HUFA n-3 0.83 41.8 f 21.7abc 22.11a 22.4 h 14.6d 18.59a 1.4 i 2.38e 9.58b 

DHA/EPA 0 0.88 i 0.38cd 0.69d 0.89 h 0.37cd 0.66d 1.26 d 0.16de 0.59d 

EPA/ARA 0.97 --- 12.1 6.15 17.4 10.7 5.77 15.1 1.99 3.23 

EPA/18:3n-3 0.38 25.6 0.91 1.37 18.2 0.59 1.04 1.27 0.21 0.49 

 

Los contenidos de ácidos grasos están dados en porcentaje de área total. Las letras superíndices 

indican diferencias significativas en los tratamientos. 
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 5.4. DISCUSIÓN DEL EXPERIMENTO IV: EVOLUCIÓN DE LOS 

PERFILES DE ÁCIDOS GRASOS EN HUEVOS, HUEVOS CON EMBRIÓN Y 

LARVAS EN FASE ENDOTRÓFICA. 

 

Argumento: los huevos de los peces marinos suelen contener todos los nutrientes 

esenciales requeridos para el desarrollo del embrión y el crecimiento de las larvas hasta el 

estadio de absorción del saco vitelino, por lo tanto, el análisis de su composición química 

nos permite conocer los requerimientos nutricionales de las larvas de los peces durante las 

primeras fases de alimentación externa con presas vivas (Izquierdo y Fernández-Palacios 

1997 a, b, Tulli y Tibaldi 1997, Rueda y Martínez 2001, Giménez et al. 2006 y Pavlidis y 

Mylonas 2011). También es útil comparar los perfiles de ácidos grasos de huevos y larvas 

en fases endotróficas con las larvas en fase de alimentación con rotífero y Artemia porque 

nos permite conocer cómo evolucionan los contenidos y proporciones de ácidos grasos a 

lo largo del desarrollo larvario; además, en nuestro caso contamos con la ventaja de que 

los huevos y larvas con las que realizamos todos los experimentos provenían de los mismos 

reproductores (alimentados con dieta de pescado fresco y calamares). Izquierdo y 

Fernández-Palacios (1997 a, b), Sargent et al. (1995 y 1997), Tulli y Tibaldi (1997), 

Navarro-Tárrega (1999), Robaina e Izquierdo (2000) y Giménez et al. (2006 y 2007) han 

realizado antes experimentos similares, y se fundamentan en el hecho de que los huevos 

de una especie determinada (provenientes de reproductores en óptimo estado) suelen tener 

los perfiles de ácidos grasos adecuados durante la embriogénesis y las primeras fases de 

su desarrollo larvario. Al final de cuentas, estas técnicas lo que buscan es mejorar la 

eficacia de las dietas de enriquecimiento vivo, y para evaluar su efectividad nosotros 

hemos recurrido a los siguientes métodos: a) Determinando parámetros biológicos como 

supervivencia y crecimiento de las larvas. b) Estudiando la evolución de los perfiles de 

ácidos grasos desde los enriquecedores (emulsiones), alimento enriquecido (rotífero y 

Artemia) y larvas; estos dos métodos de análisis han sido extensamente utilizados en 

nutrición de peces marinos por autores como Watanabe (1983, 1984 a, b, c y 1985), Léger 

et al. (1986), Riera et al. (1993), Watanabe y Kiron (1994), Izquierdo y Fernández-

Palacios (1997 a, b), Rainuzzo (1993 y 1997), Takeuchi (1997), Tocher et al. (1997), 

Mourente (1989 y 1999), Navarro-Tárrega (1999), Sargent et al. (1995 y 1999 a, b), 

Abellán (2000 a y b), Guillaume et al. (2001), Sorgeloos et al. (1993, 1998 y 2001), 

Stϕttrup y McEvoy (2003), Giménez et al. (2006), JACUMAR (2008), Basurco et al. 

(2011), Pavlidis y Milonas (2011).   

 

 

 5.4.1. Huevo, huevo embrionado y larvas endotróficas.  

 

Los ácidos grasos más abundantes en los huevos de dentón fueron: 16:0 (23.8%), 

18: 1n-9 (16.3%), 22:6n-3 (27.8%), 16:1n-7 (6.1%) y 20: 5n-3 (5.48%), datos similares a 

los encontrados en dorada por Mourente y Odriozola (1990 a) y García-Alcázar (1998), y 

en otras especies como dorada japonesa (Kimata 1983, Watanabe et al. 1984 a, b, c, d y 

1985 a, b), rodaballo (Barton 1981), y platija (Falk-Petersen et al. 1986). Los niveles de 

HUFA totales y HUFA n-3 suelen ser muy altos en huevos de dentón (35.1% y 33.88% 
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respectivamente) y semejantes a los encontrados por García-Alcázar (1998) en huevos de 

dorada. En dentón la relación n3/n6 en los huevos fue de 13.1, es decir más del doble de 

la que se presentó en huevos de dorada (6.1) provenientes de reproductores alimentados 

con dieta fresca (García-Alcázar 1998). Según Rueda y Martínez (2001) durante las 

primeras fases del desarrollo larvario de dentón, la proporción DHA/EPA de la dieta 

debería estar en torno a 2/1 para garantizar un aporte adecuado de ácidos grasos para su 

rápido desarrollo; mientras que según Giménez et al. (2007) en esta primera fase de 

desarrollo de las larvas, el valor de la proporción DHA/EPA en el alimento vivo debería 

ser más alta (> 5). Si tenemos en cuenta este criterio en nuestros experimentos encontramos 

que en todas las etapas endotróficas (huevos, huevos embrionados, larvas eclosionadas y 

larvas a la apertura de la boca; Tabla 39), las reservas internas superan la proporción 

DHA/EPA de 2/1 sugerida por Rueda y Martínez (2001), ubicándose en un rango entre 5 

y 7.6%. La relación DHA/EPA en huevos de dentón fue de 5.14, es decir similar a la 

obtenida por Giménez et al. (2006) de 5.6 en dentón, y superior a la obtenida por Tulli y 

Tibaldi (1997) de 2.9 también en dentón y por García-Alcázar (1998) de 3.65 y Rodríguez 

et al. (1993) de 1.89 en huevos de dorada. Si observamos en conjunto los contenidos y 

proporciones de ácidos grasos de las cuatro periodos endotróficos (huevo, huevo 

embrionado, larvas eclosionadas y larvas en apertura de la boca) encontramos altos 

contenidos de DHA, saturados, monoinsaturados, poliinsaturados, HUFA n-3 y elevados 

valores de las proporciones DHA/EPA. Giménez et al. (2006 y 2007) también encontraron 

valores comparables en estos mismos tipos de ácidos grasos durante los periodos 

endotróficos del dentón.   
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5.4.2. Comparación entre los perfiles de ácidos grasos de huevos y larvas 

endotróficas con los de las larvas en fase rotífero.  
 

En la tabla 39 comparamos los perfiles de ácidos grasos de huevos y larvas 

endotróficas con los de larvas alimentadas con rotífero enriquecido (con microalgas y P-

S). Recordamos que el análisis de los perfiles de ácidos grasos de las fases endotróficas 

nos permiten aproximarnos a los requerimientos nutricionales en ácidos grasos de las 

larvas de dentón durante las primeras fases de alimentación externa con presas vivas 

(Izquierdo y Fernández-Palacios 1997 a, b, Tulli y Tibaldi 1997, Rueda y Martínez 2001, 

Giménez et al. 2006 y Pavlidis y Mylonas 2011); y en consecuencia, nos permitiría saber  

cuáles de los tratamientos de enriquecimiento de rotífero utilizados se aproxima más a los 

perfiles de ácidos grasos de huevos y larvas endotróficas, y en último término nos podría 

sugerir cómo mejorar la calidad del alimento suministrado a las larvas. Basándonos en 

estos criterios, encontramos que desde huevos a larvas en fase rotífero disminuyó 

drásticamente la concentración de DHA y la proporción EPA/ARA en todos los 

tratamientos; también disminuyeron (aunque en menor medida) las concentraciones de 

HUFA total, HUFA n-3 y la proporción DHA/EPA (excepto en larvas del tratamiento con 

P-S que mantuvieron valores semejantes a los de huevos en casi todos parámetros 

señalados). Sí observamos con más detalle, encontramos que en larvas de dentón el 

porcentaje de DHA descendió ampliamente desde el contenido inicial en los huevos (una 

media de 27.8%) hasta el conservado aun en larvas fase rotífero (con un contenido mínimo 

en el tratamiento larvas – N. gaditana de 14% y una cantidad máxima en el tratamiento 

larvas – P-S de 25.2%). Respecto a EPA encontramos un aumentó en las larvas de casi 

todos los tratamientos con respecto a los contenidos en los huevos y larvas endotróficas 

(menos en larvas – N. gaditana y larvas – I. galbana). Tulli y Tibaldi (1997) que trabajaron 

también con larvas de dentón alimentadas con rotífero – P-S encontraron reducción en 

contenido de DHA y en la proporción DHA/EPA (en larvas de dentón de 12 días), mientras 

que los niveles de EPA y ARA no mostraron cambios significativos después de la eclosión. 

Koven et al. (2001) trabajando con larvas de dorada, encontraron que el ARA era retenido 

activamente frente al DHA y EPA, lo cual revela la importancia de este AGE en el 

desarrollo larvario. 

 

Las larvas alimentadas con rotífero enriquecido con I. galbana y P-S fueron las que 

presentaron los perfiles de ácidos grasos más cercano a los de los huevos y larvas 

endotróficas. Se observó como gran diferencia que en larvas – I. galbana descendió la 

concentración de DHA (a 19.3%, es decir, un poco más de la mitad de la concentración 

encontrada en huevos y larvas endotróficas) y no obstante la proporción DHA/EPA no 

descendió en larvas – I. galbana (5.3%) ya que la concentración de EPA también 

descendió (3.7%) con respecto a huevos y larvas endotróficas. Sin embargo, la mayor 

concentración de DHA en larvas – P-S sólo significó mejora en algunos parámetro de 

calidad de las larvas pero no en supervivencia. Esto nos permite resaltar nuevamente el 

efecto beneficioso que hemos obtenido al utilizar microalgas tanto para enriquecer rotífero 

como para los tanques de cultivo larvario (Mourente et al. 1993, Tulli y Tibaldi 1997, 

Navarro et al. 1999 y Koven et al. 2001). 
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Tabla 39. Comparación entre los perfiles* de huevos  y larvas  endotróficas con los de larvas en 

fase Rotífero. 
 

 

Ácido graso 

 

Huevos 

 

Huevos 

en 

Embrión 

 

Larvas en 

Eclosión 

Larvas en 

Apertura 

de boca 

 

Larvas 

Chlorella 

 

Larvas 

N. gaditana 

 

Larvas 

T. suecica 

 

Larvas 

I. galbana 

 

Larvas 

P-S 

18:2n-6 1.1 1.43 1.1 1.29 8.6 9.9 8.4 7.6 5.2 

18:3n-3 0.42 0.56 0.41 0.27 8.8 8.2 4.0 1.2 3.2 

ARA 1 1.1 1.9 2.48 4.3 4.1 5.2 3.7 3.5 

EPA 5.46 5.15 4.97 4.35 5.7 4.4 6.6 3.7 5.6 

DHA 27.8 26.38 27.2 32.6 16.7 14 16.5 19.3 25.2 

Saturados 32.13 32.24 34.6 40.48 26.9 27.5 27.8 17.2 26.6 

Monoinsaturds 30.85 31.12 28.13 23.3 21.6 24.8 23.1 28.0 22.6 

Poliinsaturds 37 36.16 37.22 42.18 51.4 47.6 49.1 44.7 50.7 

HUFA total 35.1 33.47 35.1 40.1 30.5 26.4 33.0 31.7 38.9 

HUFA n-3 33.8 32.18 32.3 37 23.6 19.6 24.5 24.4 32.3 

DHA/EPA 5.14 5.15 5.55 7.58 2.9 3.2 2.5 5.3 4.4 

EPA/ARA 5.46 4.68 2.62 1.75 1.3 1.1 1.3 1.0 1.6 

EPA/18:3n-3 1.3 9.19 12.1 16.1 0.65 0.54 1.6 3.0 1.8 

*: Los contenidos de ácidos grasos se expresaron como porcentaje de área total. 

 

 

5.4.3. Comparación entre los perfiles de ácidos grasos de huevos y larvas 

endotróficas y los de las larvas en fase Artemia. 

  

  5.4.3.1. Procesos metabólicos antagónicos de Artemia frente a larvas. 

 

Puesto que en este apartado pretendemos comparar las larvas de una serie de 

tratamientos de Artemia enriquecida con las fases endotróficas de larvas debemos tener en 

cuenta estos procesos antagónicos que pueden modificar las concentraciones y 

proporciones de AGE (especialmente del DHA y EPA). El primer proceso ocurre en 

nauplios y adultos de Artemia y consiste en que este crustáceo tiende a modificar la 

composición de ácidos grasos de la dieta en función del consumo metabólico y del tiempo 

trascurrido desde el enriquecimiento (Hichcliffe y Riley 1972), especialmente la 

composición y proporción de DHA y EPA (Dhert et al. 1993, McEvoy et al. 1995, Navarro 

et al. 1999). El segundo proceso ocurre en las larvas de peces marinos, incluida la especie 

en estudio, estas  tienden a conservar sus reservas de HUFA y a acumular los nuevos HUFA 

introducidos en la dieta, ya que estos ácidos grasos son esenciales para su crecimiento, 

mediante la formación del sistema de membranas, y desarrollo del sistema nervioso, tejido 

nervioso y retina (Rainuzzo 1993, Sargent et al. 1993 y Watanabe 1993). Además, en 

dentón como en otras especies de peces marinos, se producen cambios en cantidad y 

proporción de los AGE observados desde el huevo y a lo largo de todo el cultivo larvario. 

Así, el contenido de DHA presente en larvas de dentón 1 día de edad fue luego 
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marcadamente reducido entre las larvas de 12 y 30 días, mientras que los niveles de EPA 

y ARA no mostraron variaciones significativas después de la eclosión (Tulli y Tibaldi, 

1997). 

 

Por último, debemos tener en cuenta que algunos autores (Izquierdo 1988 y 

Rodríguez 1994) encontraron que la utilización de ME como fuente de enriquecimiento de 

presas vivas conlleva un aumento de la mortalidad en larvas de peces marinos, por tal razón 

también debemos evaluar el comportamiento de las larvas de dentón en este aspecto, puesto 

que en varios de los experimentos del primer y segundo año utilizamos la emulsión base 

ICES 50/0.6/C que contenía HUFA n-3 en forma de otro éster simple, el EE. 

 

 

  5.4.3.2. Comparación entre los perfiles de ácidos grasos de huevos y larvas 

en fases endotróficas con las larvas en fase Artemia del primer año. 

 

Antes de realizar cualquier comparación entre las fases endotróficas y las larvas en 

fase de alimentación con Artemia (tanto para el primer como para el segundo año de 

experimentación con Artemia), debemos señalar que ambos bloques de datos (endotrófico 

y Artemia) han sido tratados como estadísticamente independientes; por lo tanto, al 

compararlos no podemos inferir diferencias estadísticamente significativas entre los 

valores de los bloques, sólo podemos indicar la posibilidad de que existan diferencias o 

concordancias que deberán ser evaluadas en posteriores estudios. 

 

En la Tabla 44 confrontamos perfiles de ácidos grasos de huevos y larvas en fase 

endotrófica con los perfiles de larvas en fase de alimentación con Artemia de los diferentes 

tratamientos del primer año. 
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Tabla 44. Comparación entre los perfiles de ácidos graso* de las fases endotróficas con 

los de las larvas en fase Artemia del primer año. 

 
 

Ácido graso 

 

Huevos 

 

Larvas 

 

Larvas 

A 

 

Larvas 

B 

 

Larvas 

C 

 

Larvas 

D  

Inicio 

 

En embrión 

 

En eclosión 

Apertura 

de boca 

18:3n-3 0.42 0.56 0.41 0.27 13.3 9.8 7.7 7.8 

ARA 1 1.1 1.9 2.48 3.6 4.7 4.3 3.8 

EPA 5.4 5.015 4.97 4.35 3.1 6.3 6.5 10.8 

DHA 27.8 26.38 27.2 32.6 4.3 12.4 11.1 10.8 

Saturados 32.13 32.24 34.6 40.48 26.8 26.7 29.1 27.5 

Monoinsat. 30.85 31.12 28.13 23.29 32.0 28.3 26.6 26.2 

Poliinsat. 37 36.16 37.22 42.18 41.1 44.9 44.3 46.3 

HUFA 35.1 33.47 35.1 40.1 14.2 27.1 25.2 30.3 

HUFA n-3 33.8 32.18 32.3 37 8.1 19.9 18.8 24.2 

n3/n6 13.1 9.94 7.65 7.98 1.39 2.25 1.82 2.76 

DHA/EPA 5.1 5.15 5.55 7.58 1.4 1.5 1.97 1.0 

EPA/ARA 5.46 4.68 2.62 1.75 0.89 1.5 1.3 2.8 

EPA/18:3n-3 13 9.19 12.1 16.1 0.24 0.67 0.82 1.4 

 

*: los contenidos de ácidos grasos representan porcentaje de área total. 

 

Recordamos que la comparación entre los perfiles de ácidos de ácidos grasos de 

los huevos y larvas endotróficas con las larvas en fase de alimentación con rotífero y 

Artemia nos permite conocer la evolución de los perfiles de ácidos grasos a lo largo del 

desarrollo; y en este caso nos permitiría  saber cuáles tratamientos de enriquecimiento de 

Artemia serían más adecuados para las larvas (Izquierdo y Fernández-Palacios 1997 a, b, 

Tulli y Tibaldi 1997, Rueda y Martínez 2001 y Giménez et al. 2007). De acuerdo con este 

criterio y en términos generales podemos decir que la concentración de DHA, HUFA total, 

HUFA n-3 y la proporción DHA/EPA disminuyó drásticamente desde los huevos hasta las 

larvas en fase de alimentación con Artemia en todos los tratamientos (Tabla 44). 

 

Así, encontramos que en larvas de dentón, el porcentaje de DHA descendió 

ampliamente desde el contenido inicial en los huevos  hasta el conservado aun en larvas 

en fase Artemia. Por el contrario, la concentración de EPA aumentó en las larvas de los 

tratamientos del primer año con respecto a los contenidos en huevos y larvas endotróficas, 

a excepción de las larvas del tratamiento A, con lo cual la proporción DHA/EPA también 

disminuyó drásticamente; Giménez et al. (2007) también encontraron drásticas 

reducciones en DHA y la proporción DHA/EPA durante la evolución de huevos a larvas 

de dentón (de hasta 40 dph). HUFA también disminuyó en las larvas de los tratamientos 
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de Artemia con respecto a los contenidos en huevos y larvas endotróficas. Al contrario que 

en DHA y HUFA, el porcentaje de ARA aumentó en larvas en fase Artemia con relación 

a las fases endotróficas; Koven et al. (2001), trabajando con larvas de dorada en fase 

Artemia obtuvieron una concentración máxima de ARA de 2.8%, y lograron mejorar la 

supervivencia y resistencia al estrés por manejo en las larvas de dorada de 35 dph al utilizar 

una dieta rica en ARA  y con una proporción DHA/ARA de 2.7; este aumento en la 

concentración de ARA pudo ser debido, como encontraron Koven et al. (2001) a la 

conversión de un intermediario (DPA) en ARA a partir de un precursor (18:2n-6). 

 

Mientras que en la fase endotrófica las concentraciones de los AGE (DHA, EPA y 

ARA) tienden a mantenerse estables, lo cual es similar a lo encontrado por Tulli y Tibaldi 

(1997) y Giménez et al. (2007) también en dentón; en la fase Artemia, las concentraciones 

de EPA y ARA aumentan pero el contenido de DHA y el valor de la proporción DHA/EPA 

disminuyeron en las larvas de todos los tratamientos (Tabla 44). La gradual reducción en 

estos dos últimos parámetros que sucede entre las fases de alimentación con rotífero y 

Artemia, parece ser debida a que las larvas consumen gran cantidad del DHA para sus 

procesos de activa organogénesis durante las primeras etapas de desarrollo de las larvas 

hasta el inicio de la metamorfosis (Giménez et al. 2007). Sin embargo, también debemos 

recordar que Artemia tiene la tendencia a catabolizar el DHA suministrado y/o convertirlo 

en EPA (Dhert et al. 1993, McEvoy et al. 1995, Navarro et al. 1999). 

 

Las larvas del tratamiento C fueron las que presentaron un perfil de ácidos grasos 

más cercano a los perfiles de ácidos grasos de los huevos y larvas endotróficas (Tabla 44). 

Sin embargo, se observó como gran diferencia, el descenso en la concentración de DHA, 

hasta poco menos de la mitad de la concentración encontrada en huevos y larvas 

endotróficas; y como consecuencia, también la proporción DHA/EPA de estas larvas 

descendió con respecto a las de las fases endotróficas. Estos resultados coinciden con lo 

encontrado por Tulli y Tibaldi (1997) en huevos y larvas endotróficas de dentón. Los 

resultados de este primer año eran de esperar y concuerdan con la información obtenida 

por Navarro et al. (1999) y Koven et al. (2001) en dorada, ellos encontraron que la 

concentración de DHA descendía pero que las de EPA y ARA se mantenían o incluso 

aumentaban. Finalmente podemos decir, según lo observado, que nuestros tratamientos 

requieren ajustes para acercarse a los perfiles de huevos y larvas endotróficas, pero de 

todas formas su análisis fue útil para evaluarlos y buscar mejorarlos en futuros ensayos. 

 

En cuanto a la utilización de EE, encontramos que las larvas del tratamiento D 

tienen una concentración de HUFA totales comparable a los de huevos y larvas 

endotróficas, aunque una más alta concentración de EPA y una más baja proporción de 

DHA/EPA. Y con respecto a los parámetros biométricos, debemos recordar que en estas 

larvas D (a las que se les suministró EE) no se presentó disminución en supervivencia y 

crecimiento con respecto a las larvas de los tratamientos B y C (con TG); es posible que 

estos hechos se deban, al menos en parte, a la utilización de EE, un éster simple que no 

produce metabolitos tóxicos, en lugar de ME, que produce metanol y sus derivados (Ibeas 

et al. 2000). 
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  5.4.3.3. Comparación entre los perfiles de ácidos grasos de los huevos y 

larvas en fases endotróficas con los perfiles de larvas en fase Artemia del segundo año.  

 

En la Tabla 45 confrontamos la información referente a los perfiles de ácidos 

grasos de las fases endotróficas con los perfiles de las larvas de los diferentes tratamientos 

de enriquecimiento de Artemia del segundo año (no se incluyeron los tratamientos 3,4 y 8 

porque no presentan grandes variaciones con respecto a los tratamientos incluidos 1, 2, 5, 

6, 7 y 9). 

 

Al comparar los contenidos de ácidos grasos de los huevos y las larvas en fases 

endotróficas, encontramos que disminuyen las concentraciones de DHA, HUFA, HUFA 

n-3 y la proporción DHA/EPA en las larvas de los tratamientos de Artemia con respecto a 

los contenidos encontrados en las fases endotróficas, mientras que aumentaron las 

contenidos de EPA y ARA en estas mismas larvas alimentadas con Artemia (Tabla 45).  

 

Es decir, que mientras en la fase endotrófica las concentraciones de los AGE 

(DHA, EPA y ARA) tienden a mantenerse estables, tal y como encontraron Tulli y Tibaldi 

(1997) y Giménez et al. (2007), en las larvas en fase de alimentación con Artemia de este 

segundo año, las concentraciones de EPA y ARA aumentaron pero el contenido de DHA 

disminuyó, siguiendo la misma tendencia observada en el primer año. Esta disminución 

drástica en los contenidos de DHA y en el valor de la proporción DHA/EPA parece obeder, 

como ya se explicó durante el primer año, a que las larvas emplean activamente el DHA 

en sus procesos de organogénesis que ocurren principalmente antes de la metamorfosis 

(Giménez et al. 2007). También hay que tener en cuenta la tendencia de Artemia a 

catabolizar el DHA suministado y/o convertirlo en EPA (Dher et al. 1993, McEvoy et al. 

1995, Navarro et al. 1999). Por último, el aumento en la concentración de ARA en larvas 

pudo ser debido, tal como encontraron Koven et al. 2001, a la conversión de un 

intermediario (DPA) en ARA a partir de un precursor (18:2n-6), un fenómeno que ocurre 

en el metabolismo normal de Artemia. 

 

En cuanto a los perfiles de ácidos grasos en larvas, observamos que cuando 

utilizamos EE en el alimento, tratamiento 1, encontramos más bajas concentraciones de 

HUFA total, HUFA n-3 y proporción DHA/EPA y más alta concentración de EPA con 

respecto a las fases endotróficas. Las larvas de este tratamiento también alcanzaron la 

mayor concentración de poliinsaturados no sólo con respecto al resto de larvas de los 

tratamientos de Artemia sino también con respecto a las fases endotróficas (Tabla 45).  

 

Respecto a los parámetros biométricos  de estas larvas a las que se les suministró 

HUFA n-3 en forma de EE, no se observó disminución en crecimiento y supervivencia 

con respecto a las larvas a las que se les dio HUFA n-3 en forma de TG (tratamientos 2 a 

6). Es posible que en este caso no sea relevante la utilización de HUFA en forma de EE o 

TG en la dieta de las larvas de dentón debido, posiblemente, a que los HUFA de EE no 
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producen metabolitos tóxicos como si ocurre cuando se utiliza ME que produce metanol y 

sus derivados (Ibeas et al. 2000). 

 

Tabla 45. Comparación entre los perfiles de ácidos grasos* de huevos y larvas de 

las fases endotróficas con los de larvas en fase Artemia del segundo año. 
  

   

Huevos 

 

Larvas 

 

Larvas 

1 

 

Larvas 

2 

 

Larvas 

5 

 

Larvas 

6 

 

Larvas 

7 

 

Larvas 

9  

Inicio 

En 

Embrión 

En 

eclosión 

Apertura 

De boca 

18: 3n-3 0.42 0.56 0.41 0.27 10.82 8.31 7.84 8.26 9.09 11.23 

ARA 1 1.1 1.9 2.48 2.51 2.51 2.33 2.57 2.02 1.71 

EPA 5,4 5,15 4,97 4,35 10.54 12.65 8.23 6.4 12.44 5.53 

DHA 27,8 26,38 27,3 32,65 12.27 11.95 11.82 12.95 8.71 3.31 

Saturads 32.13 32.24 34.6 40.48 30.52 27.3 29.3 28.8 29.27 32.49 

Monoinsat. 30.85 31.12 28.13 23.29 23.39 25.9 29.9 28.5 31.4 20.35 

Poliinsat. 37 36.16 37.22 42.18 41.25 40.5 36.54 35.72 38.94 32.4 

HUFA total 35.1 33,47 35.1 40.1 26.87 33.96 29.9 28.55 31.41 20.36 

HUFA n-3 33,8 32,18 32,3 37 23,85 25.55 20.8 19.93 22.11 9.58 

DHA/EPA 5,1 5,15 5,55 7,58 1.18 0.94 1,43 2,0 0,69 0,59 

EPA/ARA 5.46 4.68 2,62 1,75 4.19 5.04 3.53 2.5 6.15 3.23 

EPA/18: 3n-3 13 9.19 12,12 16,1 0.97 1.52 1.05 0.77 1.37 0.49 

 

*: los contenidos de ácidos grasos indican porcentajes de área total. 

 

 

Resumen: Rainuzzo (1993), Sargent et al. (1993) y Watanabe (1993) encontraron 

que las larvas de peces marinos tienden a conservar sus reservas de HUFA y acumular las 

procedentes de la dieta. Durante los dos años de experimentación, nosotros también 

observamos la misma tendencia en dentón, es decir las larvas conservan sus reservas de 

HUFA y retienen las de la dieta mientras que usan los ácidos grasos saturados y 

monoinsaturados como fuente de energía (Watanabe y Kiron 1994, Tulli y Tibaldi 1997). 

El ejemplo más claro de conservación de los contenidos de HUFA por las larvas del 

experimento, lo encontramos en las larvas de los tratamiento A y 9; así,  a la Artemia para 

estos dos tratamientos se les suministró una emulsión carente de DHA, EPA y ARA y 

niveles muy bajos de HUFA, por lo cual esta Artemia presentó niveles muy bajos de DHA, 

EPA, ARA y HUFA; sin embargo, las larvas de estos dos tratamientos presentaron 

mayores contenidos de DHA, EPA, ARA y HUFA producto de la conservación de sus 

reservas (Tabla 43). También es conveniente resaltar que se observó  aumento en las 

concentraciones de ARA desde las emulsiones hasta sus respectivas larvas (Tabla 43), 

esto es debido a que el ARA es conservado por ser un AGE para las larvas de peces marinos 

(Navarro et al. 1999, Koven et al. 2001, Cejas-JR 2005). 
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Cuando comparamos los perfiles de ácidos grasos de las larvas en fase de 

alimentación con rotífero con los perfiles de las larvas en fase de alimentación con 

Artemia, aunque aclaramos que los consideramos como dos experimentos 

estadísticamente independientes, observamos algunos contrastes: en la fase rotífero, las 

larvas disponen no sólo de los AGE adquiridos de la dieta sino además de las reservas de 

AGE del saco y la gota de lípidos que pueden complementar la dieta; mientras que en la 

fase de alimentación con Artemia, las larvas sólo disponen de los AGE suministrados en 

la dieta ya que las reservas del saco y la gota se han agotado, por lo cual, si la dieta carece 

de AGE (como en el caso de los tratamientos A y 9) tendrá efectos muy negativos sobre 

la calidad de las larvas. Otros autores han reconocido el efecto negativo de suministrar 

alimento vivo (Artemia) carente de AGE a las larvas de peces marinos (Sargent et al. 1993, 

1999 a y b, Watanabe 1982, 1983, 1987 y 1993, Bell et al. 1985, Léger et al. 1987 y 

Kanazawa et al. 1979). 

 

Finalmente, es relevante tener en cuenta que en los huevos y larvas endotróficas 

encontramos altos contenidos de DHA y elevados valores en la proporción DHA/EPA, 

mientras que posteriormente cuando se inician las etapas de alimentación externa (con 

rotífero y Artemia) se produce un descenso gradual en los contenidos de DHA y en el valor 

de la proporción DHA/EPA en las larvas; por el contrario, los contenidos de EPA y ARA 

permanecen más estables. 

 

Con este trabajo, esperamos haber hecho una pequeña contribución al 

conocimiento del cultivo larvario de dentón. En la actualidad, aún quedan mucho por 

conocer y muchos problemas por resolver acerca de este y otros aspectos de esta especie: 

dificultades técnicas en el cultivo larvario especialmente durante el destete y transferencia 

de tanques, estos problemas son particularmente visibles en los sistemas de cultivo 

intensivo donde se produce alta mortalidad en hatcheries debidas a alta variabilidad de 

tallas lo que conlleva canibalismo (Giménez et al. 2006 y 2007, JACUMAR 2008, Pavlidis 

y Milonas 2011, Abellán y Arnal 2013); también alta mortalidad en el preengorde, 

vinculadas con patologías y deficiencias nutricionales (Giménez 2008, Pavlidis y Milonas 

2011, Abellán y Arnal 2013); y no menos importante, lograr mejorar el ciclo biológico ya 

que, hasta ahora, los peces nacidos en cautividad tienen dificultades para producir puestas 

de calidad, por lo que para mantener reproductores fértiles se prefiere recurrir a individuos 

juveniles o maduros salvajes (Basurco et al. 2011). La suma de estas dificultades no han 

permitido llevar el cultivo a nivel industrial, solucionar estos problemas plantea retos 

interesantes que a la larga podrían resolverse con investigaciones más profundas sobre su 

biología y manejo. 
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6.  CONCLUSIONES 

 

1. Entre las especies de microalgas utilizadas, Isochrysis galbana con alto contenido 

en DHA (5.9%) y un elevado valor de la proporción DHA/EPA (15) fue la opción 

más adecuadas para enriquecer el rotífero que servía como alimento a las larvas de 

dentón (hasta los 22 dph). El uso de Isochrysis galbana como enriquecedor de 

rotífero se vio reflejado en mayores tasas de biomasa y supervivencia final en las 

larvas de dentón. 

 

2. Protein-Selco, utilizado cómo enriquecedor comercial de rotífero disponía de alto 

contenido de DHA (23.5) y una elevada proporción EPA/ARA (11.4), y esto 

promovió el mayor crecimiento en peso y talla de las larvas. Sin embargo, no 

produjo una mejora significativa en inflación de vejiga, biomasa y supervivencia 

final de las larvas de dentón. 

 

3. Durante la primera fase de alimentación de las larvas de dentón con rotífero, es más 

conveniente la utilización de microalgas para enriquecer rotífero y para adicionarlo 

a los tanques de cultivo larvario, frente al uso de enriquecedores artificiales como 

el Protein-Selco, porque esto se refleja en mayores tasas de biomasa y 

supervivencia final en las larvas de dentón. 

 

4. El rotífero y la Artemia reflejan en sus contenidos los perfiles de ácidos grasos de 

las dietas con las que son enriquecidos. Sin embargo, debido a que estos organismos 

son capaces de transformar activamente el DHA en EPA, a través de su 

metabolismo normal, es conveniente utilizar enriquecedores que dispongan de muy 

altos contenidos DHA y una elevada proporción DHA/EPA para compensar esta 

tendencia.  

 

5. Las larvas de dentón reflejan en sus contenidos de ácidos grasos los perfiles de 

ácidos grasos del rotífero o la Artemia de los cuales se alimentaron. Sin embargo, 

las larvas de dentón son capaces de modificar las proporciones de ácidos grasos 

esenciales reteniendo activamente el DHA y el ARA.  

 

6. El uso de dietas con bajos contenidos de DHA, EPA y un bajo valor de la proporción 

DHA/EPA en fase de alimentación con Artemia, produce efectos negativos sobre 

el crecimiento y supervivencia de las larvas lo cual indica su valor como ácidos 

grasos esenciales.  

 

7. La utilización de HUFA n-3 en forma de triglicéridos o de etilésteres no influyó 

sobre el crecimiento (en talla, peso y biomasa) de las larvas en fase de alimentación 

con Artemia, aunque si se observaron diferencias a nivel de supervivencia. 
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8. En las larvas de dentón en fase de alimentación con rotífero y Artemia se mantiene 

estables las reservas de ARA, lo cual indica su valor como ácido graso esencial. 

Mientras que durante el desarrollo endotrófico encontramos contenidos más bajos 

de ARA con respecto a estas dos fases de alimentación externa. 

 
9. Los contenidos y proporciones de ácidos grasos de huevos y larvas endotróficas 

permanecen estables a lo largo de todo el periodo de puesta, lo cual indica que los 

reproductores mantuvieron homogeneidad en el suministro a huevos y larvas de 

dichos contenidos. Sin embargo, se observaron cambios en los parámetros 

biológicos de calidad del huevo a lo largo de este periodo. 

 

10. Analizando las fases endotróficas, encontramos que las larvas en fase de apertura 

de la boca tiene contenidos significativamente mayores de DHA, ARA, saturados, 

poliinsaturados, HUFA n-3, HUFA n-6 y de la proporción DHA/EPA con respecto 

a las otras tres fases endotróficas (huevo, huevo embrionado y larvas en eclosión). 

 

11. Durante el desarrollo de los estadios endotróficos (huevo, huevo embrionado, 

larvas eclosionadas y larvas con apertura de la boca) se mantienen altos contenidos 

de DHA (26 – 32%) y elevadas proporciones DHA/EPA (5 – 7). Mientras que estos 

contenidos de DHA y la proporción DHA/EPA van descendiendo gradualmente en 

las larvas en fase de alimentación con rotífero y Artemia. 
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