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Resumen 

Resumen 
 

El besugo, se presenta como una especie idónea para su cultivo, debido a su alto valor 

económico y a su aceptación en el mercado. Sin embargo, el cultivo del besugo presenta dos 

problemas fundamentales: el aumento de la grasa perivisceral de los ejemplares cultivados y la 

variación de color de los mismos en comparación a los ejemplares del medio natural. 

 

El presente trabajo evalúa el crecimiento, composición bioquímica y color en dos grupos de 

peso de ejemplares de cultivo (250g y 650g) situados en una jaula en Bueu (ría de Pontevedra), 

al enriquecer su dieta con una fuente de carotenoides (40 mg/Kg dieta) proveniente de una 

mezcla de harinas de carcasa de langostino y krill. Se realizaron 3 muestreos, uno al comienzo 

del experimento y después de 2 y 4 meses aproximadamente de alimentación con la dieta 

pigmentada. 

 

 Se tomaron muestras de músculo, hígado y gónadas de los ejemplares y se analizaron los 

porcentajes de proteína, lípidos, humedad y ceniza; la composición en ácidos grasos, y la 

concentración de carotenoides en piel y en hígado. El color fue evaluado en tres zonas del 

cuerpo: piel, cola  y músculo de cada uno de los ejemplares muestreados. 

 

Atendiendo a los resultados obtenidos, la suplementación de carotenoides en la dieta del 

besugo no produjo diferencias significativas en el crecimiento de ninguno de los dos grupos de 

peces (250 y 650g), ni en la composición lipídica de las muestras de músculo e hígado, aunque 

los valores para el contenido de lípidos y carotenoides resultó mayor para los peces alimentados 

con la dieta pigmentada. Donde sí se encontraron diferencias significativas fue en la 

composición proteica de los hígados. 

 

En cuanto al color, existió diferencia significativa en  el hue (color) de la piel en el 

momento del sacrificio y en el croma (intensidad) del músculo de los peces de 250 g. Y en la L 
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(claridad) de la piel en el momento del sacrificio y en el croma (intensidad) del músculo de los 

peces de 650 g. Comparando los resultados de los grupos de mayor tamaño con los ejemplares 

del medio natural podemos concluir que la suplementación de pigmentos carotenoides (40 

mg/Kg dieta) durante 4 meses produce peces más oscuros, más rojizos y con mayor intensidad 

de color que los besugos salvajes. Esto se reafirma al observar que la concentración de 

carotenoides en piel de los besugos cultivados es hasta tres veces mayor que la concentración de 

pigmentos en la piel de los besugos procedentes del medio natural.  

 

Estudiando la variación temporal de la concentración de astaxantina en la piel (0-18 horas) 

se deduce que el animal parece tener la capacidad de convertir unos pigmentos en otros en su 

piel, tal y como ha sido observado en algunas otras especies de peces, así la astaxantina de la 

dieta pigmentada puede ser degradada hacia otros pigmentos más amarillos/naranjas. 

 

Se observa a lo largo del experimento un incremento en el valor de los lípidos en las 

gónadas para los peces alimentados con el pienso pigmentado, así como una disminución de la 

concentración de pigmentos en la piel. Probablemente se esté produciendo una movilización de 

lípidos de los distintos tejidos del pez hacia las gónadas. Como los carotenoides y los lípidos se 

movilizan a la vez, se sugiere que se esté produciendo una movilización de pigmentos 

carotenoides de la piel del animal hacia las gónadas, mejorando así la fecundidad de los 

animales y la calidad de las puestas. 
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Introducción 

1. INTRODUCCIÓN 

1.1. La acuicultura en el mundo y particularmente en España. 

 

El término acuicultura engloba todas las actividades que tienen como objeto la producción, 

engorde y comercialización de organismos acuáticos, animales o vegetales, de aguas dulces, 

salobres o marinas.  

La distinción entre cultivo y cría no establece, como ocurre en el medio terrestre, una 

separación entre los reinos vegetal y animal, sino un nivel diferente de problemas y exigencias 

engendradas por la especificidad de los sujetos de cría: si bien es cierto que el engorde de peces 

a elevada densidad reviste todas las características de una cría, no lo es menos que la producción 

de mejillones se parece más a un cultivo, por el ritmo y la naturaleza de las labores que conlleva. 

(Barnabé, 1991). 

 

 La acuicultura es uno de los sectores productores de alimento con mayor potencial de 

crecimiento y, tal como prevé FAO dentro de su estrategia para asegurar el suministro adecuado 

de alimentos, supone la única posibilidad de mantener la proporción de pescado en la dieta 

mundial dado el estancamiento de la actividad extractiva. (Dirección General de recursos 

pesqueros: Nota sobre el plan estratégico de la Acuicultura, 1998). Debido a que la 

productividad total del océano es limitada, considerándose un máximo de captura de no más de 

100 millones de toneladas por año, y si bien, esa producción se ha mantenido en un nivel estable 

de 85-90 millones de toneladas en los últimos años, esa cantidad sería sólo suficiente para 

suministrar el 10% de la proteína necesaria para el sostenimiento de la población mundial (FAO 

2002, 2004). 
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   No se debe olvidar que la demanda mundial de productos pesqueros se ha duplicado en las 

últimas tres décadas por el incremento de la población (de los 6229,63 millones de habitantes 

con una tasa de crecimiento anual de 1,16% evaluados en 2002, se estima alcanzar los 8039,1 

millones para el 2025 (FAO 2004)) y por un aumento en el consumo per capita de pescado, que 

ha pasado de 11 Kg/persona/año en 1970 a estar entre 14 y 16 Kg/persona/año en 2000; la FAO 

estima que en el año 2030 el consumo estará entre 19 y 21 Kg per capita y año, lo cual 

supondría más del 15,9% del suministro total de proteínas de origen animal (FAO 2002,2004). 

Esto supone una utilización de pescado para la alimentación humana de  entre 150-160 millones 

de toneladas/año (FAO, 2002). 

 

Los productos pesqueros son la más importante fuente de proteína animal del mundo, 

representando el 25% de la proteína ingerida en los países en vías de desarrollo y el 10% en 

Europa y Norteamérica. (Apromar: Informe: La Acuicultura en el mundo, 2004). Si se considera 

únicamente el pescado para el consumo humano, la acuicultura adquiere una mayor importancia 

ya que para el año 2030 el suministro procedente de la acuicultura será superior al de los 

productos pesqueros, y probablemente menos de la mitad del pescado consumido provendrá de 

las capturas de pesca (FAO 2002, 2004). 

 

La acuicultura representa hoy en día el 29,9% de la producción total de pescado, crustáceos 

y moluscos, manteniendo un ritmo de crecimiento durante los últimos 30 años del 9,2% anual, y 

se espera que para el 2010 la acuicultura representará un 30% de los cuales 50 millones de 

toneladas o aún más provendrán de la acuicultura y 92,3 millones de toneladas de la pesca 

(Basurco y Abellán, 1999; FAO 2002; FAO 2004) 

 

Por lo que la acuicultura aparece como la principal opción para asegurar en un futuro, el 

suministro de pescado para el consumo humano. 
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En Europa, las principales granjas de acuicultura, se hayan situadas en la vertiente 

mediterránea, cultivándose unas 97000 toneladas de dorada (Sparus aurata) y unas 61500 

toneladas de lubina (Dicentrarchus labrax) (FEAP, 2004). 

 

Tabla I: Principales países productores de dorada y lubina en la zona 

Mediterránea (FEAP, 2005) 

País
Chipre 1600 800
España 15560 6130
Francia 1900 4300
Grecia 50000 35000
Italia 7800 9800
Turquia 15500 20900

Producción de dorada (t) Producción de lubina (t)

 

 

Respecto a los precios de venta existen grandes variaciones entre zonas y mercados para las 

diferentes especies. El movimiento de las mismas especies de pescado entre mercados diferentes 

ocasiona la reducción de los precios de los mismos. Esto resulta problemático si se considera 

que los márgenes de beneficios no son muy grandes y que los costes de producción pueden 

llegar a ser bastante diferentes entre países. Ello trae como resultado el que en ocasiones se 

tengan crisis de mercado de los productos, lo que origina el fracaso de las empresas más 

pequeñas frente a las grandes que pueden tener más beneficios por volumen de ventas. 

 

Tabla II: Precios de venta de dorada y lubina en el año 2002 

en la zona Mediterránea (Euro/Kg) (FEAP, 2004). 

País Precio de la dorada Precio de la lubina
España 4,27 4,88
Francia 6,78 6,63
Grecia 4,20 4,88
Italia 6,20 6,66
Turquia 4,00 4,74  
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La diversificación de la producción de la acuicultura hacia especies marinas alternativas en 

el Mediterráneo está considerada como una de las mejores medidas a tomar para solventar el 

problema de dichos mercados, con lo que según opiniones se solventaría la sostenibilidad de la 

acuicultura Mediterránea (Valls y Akrout, 1995). 

 

Los mercados para productos frescos relacionados con el pescado siempre han sido altos en 

España, con un consumo per capita de 32,8 Kg por año (comparados con el intervalo entre 14 y 

16 Kg por año en el mundo) (Bostock, 1998). La disminución de la pesca tradicional y los 

problemas de la restricción de 1 Km. alrededor de las costas primero y de los caladeros después 

están ayudando a un aumento de la demanda de productos de piscifactoría (Coll, 2001). 

 

La acuicultura en España ha estado prácticamente centrada en el cultivo de tres especies: 

rodaballo (Psetta máxima) en el noroeste de España y, dorada y lubina en el Mediterráneo 

(Doménech y León, 1997). Para estas especies existe ya una tecnología de cultivo totalmente 

consolidada, de tal modo que en los últimos años se han conseguido niveles de producción muy 

altos (Figura 1).  
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Figura 1: Datos de producción y precio de la dorada en España en los últimos años            

(FEAP, 2005). 
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 En el caso de la dorada, se preveía un descenso en la producción, debido a una saturación 

del mercado. En los años 1999-2000 el precio de venta de la dorada se aproximó a su precio de 

coste (González-Laxe, 2000). Sin embargo, la situación en los años 2003-2004 está en 

recuperación, con una ralentización del incremento de producción y una paulatina subida de 

precios. Se puede decir que el mercado de la dorada ha pasado de estar saturado a estar en 

expansión si se tiene en cuenta que  se ha empezado a transformar el producto (Luna et al., 

2004). 

 

La producción de nuevas especies está considerada una de las principales estrategias para el 

futuro desarrollo comercial de la acuicultura. Por lo que, el número de estudios referentes a la 

diversificación de especies ha aumentado en los últimos años. En la zona Mediterránea, se han 

centrado en aquellas especies que son similares a las que ya cultivan, principalmente la familia 

Esparidae. (Basurco y Abellán, 1999). 

 

Se denomina nuevas especies de cultivo a aquellas especies para las cuales las técnicas de 

producción se encuentran lo suficientemente desarrolladas, pudiéndose garantizar la viabilidad 

económica de los proyectos industriales (Polanco, 2000). 

 

En la zona norte de España (Galicia, Cantabria, etc…) el cultivo del besugo, puede 

presentar grandes posibilidades, debido a su alto valor comercial, su escasez en el mercado y sus 

características favorables desde el punto de vista biológico, por lo que se considera como una 

alternativa a los cultivos marinos usuales. (Peleteiro et al., 2000a; Peleteiro et al., 2000c) 

 

1.2. Diversificación de las especies de cría. 

 

La diversificación nos permite reducir el riesgo de las instalaciones, una mayor expansión 

del mercado, la introducción en nuevos mercados y aumentar  la eficiencia de las instalaciones. 
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Las desventajas es que se pueden dar casos de competencia entre especies, ocasionando 

desestabilidades en los precios de las especies ya cultivadas. 

 

 En los últimos años, se ha intentado desarrollar el cultivo de nuevas especies, 

principalmente de espáridos, como el dentón (Dentex dentex), la breca (Pagellus erythrinus), el 

sargo picudo (Diplodus puntazzo), el besugo (Pagellus bogaraveo) (Cejas et al., 1993; Abellán 

et al., 1994) y en las Islas Canarias el bocinegro (Pagrus pagrus).  

 

Actualmente en España se está produciendo: dorada, lubina, rodaballo, anguila – Anguila 

anguila-  (desde 2000), besugo (desde 2002), corvina – Argyrosomus regius- (desde 2003), 

lenguado – Solea senegalensis- (desde 2000) y tilapia sp. (desde 2000) de manera comercial 

(Apromar: Informe de producción de 2003: Situación de la piscicultura marina en España.).  

 

Tabla III: Producción de Acuicultura en España (2003-2005).  

Fuente: Apromar: La acuicultura marina de peces en España 2004. 

P: previsiones para 2005. 

Año 2003 2004 2005P

Especie Toneladas Toneladas Toneladas
Dorada 12442 13034 15560
Lubina 4529 4700 6130
Dor+Lub 16971 17734 21690
Rodaballo 3440 4256 4905
Anguila 345 390 400
Besugo 60 49 130
Corvina 10 11 390
Lenguado 52 75 68
Langostino 20 30 55
Total 20898 22545 27638  

 

El besugo es una especie, de aguas profundas y debido a sus características biológicas 

favorables al tipo de aguas del Mar Cantábrico, presenta una gran calidad y por ello, una buena 

aceptación en el mercado (Doménech y León, 1997). 
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Teniendo en cuenta el gran descenso de las capturas producidas en los caladeros del norte, 

sur y noroeste de la península ibérica (área Cantábrica, bahía de Cádiz y costas Gallegas), el 

besugo se presenta como una idónea candidata para su cultivo (Peleteiro et al., 2000a). 

 

En la figura 2 se pueden observar el descenso de las capturas de besugo, en las costas 

gallegas, mostrando cierto aumento en este último año. 
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Figura 2: Evolución de las capturas de Pagellus bogaraveo  (1998-2005) (Xunta de Galicia) 

 

Por otro lado, debido a esto, esta especie ha adquirido una cierta importancia económica. 

Tiene un precio medio de 13,05 €/kg (Datos de Mercamadrid para el año 2004), pero en ciertos 

periodos, como Navidad o verano, puede aumentar hasta 30-40 €/kg (Peleteiro et al., 2000c.)  

 

Actualmente la tecnología de cultivo de esta especie, está bastante desarrollada y se ha 

podido transferir a la industria, comenzando  en el año 2002 la comercialización de ejemplares 

de cultivo. Sólo existe una empresa en Europa (situada en Galicia), que cultiva besugo de 

manera comercial. 
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Las previsiones que se tenían para besugo para el año 2004 eran de 300 toneladas, no se 

consiguieron; en el año 2005 se comercializaron en torno a las 130-180 toneladas y el objetivo 

de la empresa es llegar a las 200-300 toneladas en dos o tres años. Esta cantidad la han 

calculado y consideran óptima, ya que el mercado es limitado y tiene una determinada 

capacidad para absorber  el producto. 

 

El besugo de piscifactoría se ha introducido como una especie más en los mostradores de las 

pescaderías, y la aceptación ha sido buena (revista: ipac.acuicultura, nº 2). 

 

Se ha podido observar que el crecimiento del besugo, en la etapa de preengorde es más lento 

que el de la dorada (García et al., 1987), pero si comparamos los datos de la etapa de engorde 

con otros espáridos como la breca, el dentón o el sargo, el crecimiento puede ser semejante. 

(Cejas et al., 1993; Abellán et al., 1994). 

 

Desde el punto de vista biológico, analizando los distintos estadíos del proceso de cría, tales 

como adaptación a la cautividad, reproducción, cultivo larvario, pre-engorde y engorde, 

resistencia a manejo y susceptibilidad a enfermedades, parece aceptable para su introducción en 

acuicultura. Además, debido al descenso de sus capturas, su valor comercial ha aumentado 

considerablemente (Linares et al, 1999; Peleteiro et al, 1999). 

 

Posteriormente, esto ha sido confirmado en estudios de pre-engorde y engorde, con 

ejemplares nacidos en cautividad (Olmedo et al., 1997; Olmedo et al., 2000). Las condiciones 

de la reproducción en cautividad  y del desarrollo embrionario han sido descritas por Peleteiro et 

al., 1997 y Peleteiro et al., 2002. 
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1.3. El Besugo (Pagellus Bogaraveo, Brünnich, 1768). 

 

 

 

Figura 3: Pagellus bogaraveo. 

 

1.3.1. Taxonomía 

 
El Pagellus bogaraveo comúnmente conocido como besugo voraz o besugo del cantábrico, 

pertenece a la clase osteictios, orden perciformes, familia sparidae, género Pagellus, especie 

Pagellus bogaraveo (Brünnich, 1768). 

 

Los ejemplares jóvenes del besugo se llaman panchos o panchines, coincidiendo con la 

denominación de los aligotes jóvenes (Pagellus acarne), en casi todo el litoral cantábrico. En 

cambio los adultos reciben distintas denominaciones locales, así en Galicia los conocen por 

ollomol, guraz, buraz o burás, en Asturias por ñaña o llaña, en Cantabria se conocen en algunas 

localices por ollomel o burs y en el País Vasco por bixigu, arrosella, errosela, bixi o alikota. 

(García-Castrillo, 2000). 
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1.3.2. Características morfológicas y biológicas. 

 

Características distintivas: Cuerpo oblongo.  Piel cubierta de escamas (cicloideas y 

ctenoideas). La cabeza tiene el perfil superior redondeado, con ojos grandes y el rostro u hocico 

más bien corto. Dado que el diámetro del ojo es mayor que la longitud del rostro, esta 

característica ayuda a diferenciarlos perfectamente de los aligotes. La boca alcanza la vertical 

del borde anterior del ojo. Las mandíbulas son ligeramente protráctiles y ambas tienen unos 

incisivos pequeños y curvados, situados en cardas, siendo los frontales relativamente más 

fuertes. A continuación, de dichas piezas, se asientan dos o tres series de dientes molariformes. 

 

Las escamas de la nuca no se extienden hacia el rostro más allá de la vertical de la mitad del 

ojo. En cambio las mejillas, el preopérculo y el opérculo están cubiertos de escamas. 

 

Sobre el perfil superior del cuerpo tiene una sola aleta dorsal constituida por dos porciones 

bien diferenciadas (D XII-XIII+11-13), por tener la primera radios espinosos francamente 

robustos y la posterior radios blandos. La aleta anal (A III+11-12) está situada en el perfil 

ventral debajo de la porción blanda de la dorsal. Las aletas ventrales tienen un radio duro y 

cinco blandos (V I+5), están situadas en la vertical de las aletas pectorales, las cuales son 

grandes y ligeramente puntiagudas (García-Castrillo, 2000). 

 

Coloración: Color grisáceo con el dorso anaranjado y las aletas de ese mismo color. En los 

flancos, un poco por detrás de la cabeza tiene una mancha redondeada de color oscuro, ausente 

en los jóvenes (Sánchez, 1983). El vientre se torna blanco plateado (García-Castrillo, 2000) y la 

boca tiene una tonalidad roja- anaranjada (Whitehead et al.,  1986). 

 

Talla máxima: 70 cm, aunque comúnmente se encuentran de 15 a 50 cm. 
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Hábitat y biología: Son peces demersales sobre fondos variables (rocas, arena, fango), 

hasta 800 m. Los jóvenes viven en las zonas costeras, hasta unos 40 m y los adultos sobre la 

pendiente del talud continental, hasta 400 m en el Mediterráneo y hasta 700 m en el Atlántico. 

Son gregarios (TECAM, 1999; Fernández-Souto y Rodríguez Villanueva., 2002). 

 

Alimentación en el medio natural: Son omnívoros. Se alimenta de crustáceos, gusanos 

(Nereis diversicolor), moluscos bivalvos (Mytillus galoprovinciallis), cefalópodos tunicados, 

algas y equinodermos (García-Castrillo, 2000). 

 

Maduración sexual: Hermafroditas proterándricos (la mayoría de los ejemplares son 

primero machos y luego se transforman en hembras, aunque se ha demostrado que no todos los 

individuos cambian de sexo (Krug, 1990). Tanto en el medio natural como en cautividad los 

individuos presentan seis estados de madurez (Tabla IV) (Krug, 1986). 

 

Las puestas de besugo tienen lugar de enero a abril en las aguas cerca de las Azores, con 

picos de actividad de puesta en febrero y marzo (Krug, 1990), en el cantábrico es en las mismas 

fechas (Sánchez, 1983). En Inglaterra comienza en septiembre y finaliza en Octubre (Olivier, 

1928). 

 

El besugo adquiere su madurez reproductora en el medio natural a los 5 años (Sánchez, 

1983), con unos 650 g de peso y 35 cm de longitud. Sin embargo, en cautividad la primera 

puesta tiene lugar al tercer año (cuarto año de vida), con unos 800 g de peso y 30 cm de longitud 

(Fernández Pato et al., 1990). 
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Tabla IV: Estados de madurez gonadal en Pagellus bogaraveo. 

 
Estado 

 

 
Aspecto de la gónada 

 
Inmaduro 

 
Gónadas muy pequeñas. No es posible 
determinar el sexo por examen macroscópico 
 

 
 
I 
Inmaduro 

 
Gónadas muy pequeñas. Se puede discernir el 
sexo por examen macroscópico; ovarios rosas 
y traslúcidos; testículos blancos y translúcidos. 
 

 
II 
Inicio de la maduración 

 
Gónadas ligeramente alargadas; óvulos no 
visibles a simple vista; testículos blancos. 
 

 
 
III 
Maduración avanzada 
 

 
Gónadas alargadas; óvulos individuales 
visibles a simple vista; testículos 
blanquecinos. 
 

 
 
IV 
Pre-desove 

 
Gónadas muy alargadas; muchos óvulos 
translúcidos y el esperma sale fácilmente con 
una ligera presión. 
 

 
V 
Desove 
 

 
Se emiten los productos sexuales. 

 
VI 
Post-desove 
 

 
Se han emitido huevos y esperma. Gónadas 
postflácidas; ovarios púrpura y testículos 
grises. 
 

 

La fecundidad media en el besugo es de aproximadamente 600000 huevos/Kg de hembra de 

entre 29-41 cm de longitud (Krug, 1990). Las hembras experimentan ciclos ovulatorios  con 

aproximadamente períodos de 48 horas. En cada  ovulación salen de 20 a 30 cc de huevos por 

individuo pesando cada individuo entre 1-1,5 kg (Peleteiro et al., 1997). 

 

Los huevos miden  1,19 ± 0,0215 mm de diámetro y son translúcidos con una gota de aceite. 

Forman parte del plancton igual que sus larvas, las cuales eclosionan a los pocos días con una 

talla media aproximada de 3,7 mm. (Peleteiro et al., 1997). 
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El área de distribución del besugo se extiende desde Noruega a Cabo Blanco, Madeira y 

las Islas Canarias. También es común en el Mediterráneo desde el estrecho de Gibraltar hasta el 

Adriático, siendo prácticamente inexistente en el Mar Negro (Hureau y Monod, 1973; 

Whitehead et al., 1986). 

 

1.3.3. Capturas en el medio natural 

 

 El besugo es capturado a distintas profundidades, dependiendo de su tamaño. Los 

ejemplares pequeños de hasta 150 g se encuentran en la plataforma continental, hasta 50 m de 

profundidad. Y son capturados mediante anzuelo con cebo -mejillón (Mytillus galoprovincialis) 

o gusanos (Nereis diversicolor) -. Los ejemplares que se hallan entre los 50 y 300 m de 

profundidad son capturados con artes de arrastre y los adultos con palangre de 300 a 500 m 

(Sánchez, 1993). 

 

1.3.4. Evolución de su cultivo. 

 

Los primeros estudios del cultivo de besugo a nivel experimental, se realizaron en el 

Instituto Español de Oceanografía (CO Santander y CO Vigo) y en el Centro de Investigaciones 

Mariñas (CIMA) de la Xunta de Galicia en Villanova de Arousa  (Fernández-Pato et al., 1990; 

Martínez- Tapias et al., 1990; Peleteiro et al., 1994). 

 

Los primeros experimentos de engorde se realizaron con ejemplares  capturados del medio 

natural (Genovese et al., 1998; Chereguini et al., 1990; Peleteiro et al., 1994), y a partir de los 

individuos adultos obtenidos,  se consiguieron los primeros stocks de reproductores. 

 

  Tras la consecución de las primeras puestas en cautividad en 1997, y un considerable 

avance en las fases de pre-engorde y engorde (Linares et al., 2000b y 2001b; Olmedo et al., 
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1997, 1998, 2000; Peleteiro et al., 1994, 1997, 2000a y b), el besugo se presenta como una 

especie idónea para su cultivo. 

 

 Uno de los principales problemas encontrados en la fase de engorde de besugo, es su 

excesivo engrasamiento. Los ejemplares provenientes de cultivo intensivo presentan un 

contenido graso perivisceral y en hígado y músculo mucho más alto que los del medio natural 

(Linares et al., 2000a). Este engrasamiento puede ser corregido mediante una dieta adecuada a 

sus necesidades. 

 

Existen ensayos, en los que utilizando piensos con diferente composición proteína-grasa, se 

demuestra la influencia de la dieta en el crecimiento y la composición de los alevines (Linares et 

al., 2001a), lo que apoya el hecho, anteriormente mencionado, de que el exceso de grasa 

perivisceral puede ser corregido utilizando una dieta adecuada a los requerimientos de esta 

especie. 

 

En cuanto a patologías, cuando se cultivan en tanques en la fase de engorde, pueden 

aparecer casos de exoftalmia y de inflación de la vejiga natatoria. 

 

 Es conocida la buena adaptación de los espáridos, especialmente de la dorada, al cultivo en 

jaulas. Esto, ocurre también con el besugo en todo su periodo de engorde (Linares et al., 2001b; 

Olmedo et al., 2002). Su aspecto externo y su tasa de crecimiento mejora considerablemente.  

 

1.4. Problemas de coloración en la piel. 

 

En la mayoría de las especies de espáridos se produce un cambio de color, tanto en jaulas 

como en tanques (principalmente).  Este problema, es importante en especies como el bocinegro 

(Pagrus pagrus) (Kentouri et al., 1995; Stephanou et al., 1995; TECAM, 1999; Cejas et al., 

2003). Y tiene consecuencias negativas a nivel comercial, por lo que fue necesaria la 
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formulación de una dieta enriquecida con carotenoides, para que con ella se pudieran conseguir 

bocinegros con un color atractivo para los compradores. (Shahidi et al., 1998). 

 

Anteriormente, ya se habían utilizado estas sustancias en salmón keta (Oncorhynchus 

keta), salmón atlántico (Salmo salar), trucha arcoiris (Salmo gairdneri), (Oncorhynchus 

mykiss), seriola (Seriola quinqueradiata), etc… 

 

Como el besugo es una nueva especie de cría en acuicultura, aún no existen muchos casos 

en la bibliografía donde el problema de la coloración este documentado, pero es un problema 

que adquiere cada día más importancia (Fernández-Souto y Rodríguez Villanueva, 2002). 

 

 

Figura 4: Besugos del medio natural (en la parte izquierda de la foto)  y besugos de 

acuicultura (en la derecha). 

 

El color es la sensación que resulta de la estimulación de la retina por la luz de ciertas 

longitudes de onda (Fujii, 1993). La coloración de la piel es generada por la absorción, 

dispersión  y reflexión de la luz en ciertas longitudes de onda.  

 

La piel forma la cubierta externa del cuerpo del pez y mantiene una continuidad con las 

membranas mucosas de la boca y otros orificios de la superficie del cuerpo, por lo que su 
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función principal es la protección natural del pez. Presenta dos capas principales, la externa, 

epidermis y la interna, dermis.  

 

Los cambios de la coloración y de la intensidad del color en la  piel resultan tanto de la 

actividad o movimiento de los cromatóforos y del incremento o disminución del número de 

estas células, como de los diferentes materiales pigmentarios depositados en la piel (Fujii y 

Oshima, 1986). 

 

Los cromatóforos son células dendríticas y están situadas paralelas al plano de la piel, de 

manera que los cambios pigmentarios pueden ser observados a simple vista. Los cromatóforos 

se presentan mayoritariamente en la dermis, aunque se pueden encontrar esporádicamente en la 

epidermis. La actividad de los cromatóforos es regulada por el sistema endocrino y el sistema 

nervioso y en su interior, los cromatosomas (orgánulos pigmentarios)  se agregan o dispersan en 

respuesta de señales recibidas  por la célula. 

 

 Los cromatóforos se clasifican en melanóforos (marrón o negro), eritróforos (rojo) y 

xantóforos (amarillos) (que absorben la luz) y en leucóforos (blanco) e iridóforos (que reflejan 

la luz), que contienen pigmentos sin color. Los iridóforos son los únicos cromatóforos no 

dendríticos, presentan una forma redondeada u oval, aunque en algunos casos tienen procesos 

dendríticos.  

 

El proceso fundamental en la formación de pigmentos es la migración de los cromatoblastos 

desde la cresta neural hasta los integumentos (Bagnara y Fernández, 1993). Los principales 

pigmentos formados son: melanina, carotenoides, pteridinas y purinas. 

 

Se debe tener en cuenta que en muchas especies, se producen cambios de color durante el 

crecimiento, la época de puesta, los cambios ambientales, el estrés, los cambios nutricionales, 

etc….Así, el colorido de muchos peces, se debe a la deposición de los carotenoides en los 
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eritróforos o xantóforos influyendo en ello, las características de las dietas, pues los peces no 

pueden sintetizar carotenoides a partir de  nutrientes precursores (Fujita et al., 1983; Putnam, 

1992; Fujii, 1993). 

 

1.5. Pigmentos 

 

1.5.1. Los Pigmentos Carotenoides. 

 

Los carotenoides (Fujii, 1969) son hidrocarburos altamente insaturados, formados por una 

cadena de átomos de carbono con una estructura en forma de anillo en uno o en ambos extremos.  

 Los carotenoides  fueron aislados por primera vez en 1831 por Wackenroder. Se dividen en 

carotenos (no polares) y en xantofilas (polares). Se clasifican principalmente en α-caroteno y β- 

caroteno y las xantofilas en criptoxantina, Luteína y Zeaxantina. 

 

Son insolubles en agua, pero solubles en disolventes orgánicos, como  acetona, alcohol, éter 

etílico y tetrahidrofurano. Así los carotenos son fácilmente solubles en hexano y en éter de 

petróleo y las xantofilas en metanol y etanol.  

 

Son substancias muy extendidas en los reinos vegetales y animal y actualmente el número 

de carotenoides naturales conocidos  es de aproximadamente seiscientos (Choubert, 2002). 

 

Las fuentes naturales de carotenoides tienen siempre una mezcla de diferentes pigmentos, 

cuya concentración no es constante. El color depende entonces de la proporción relativa de los 

distintos carotenoides en el pez (Choubert, 2002) y se debe a un cromóforo constituido por al 

menos 7 dobles enlaces conjugados y suelen ser de color amarillo a rojo, así el β-caroteno, por 

ejemplo es naranja, la cantaxantina y la astaxantina son de color rosado (tienen un cromóforo 

más largo y por consiguiente absorben luz a una longitud de onda más elevada).  
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Muchos de ellos, presentan tanto isómeros ópticos como geométricos (E-, Z-) ó (Cis-, 

Trans-), los cuales tienen distintas propiedades y funciones biológicas. Las formas E-

antiguamente llamadas Cis-, son las más estables, y es por ello, que son las que más aparecen en 

la naturaleza. La astaxantina tiene 3 isómeros: 3S, 3´S, el 3R, 3´S y el 3R, 3´R (Fig. 5) y sin 

embargo en la cantaxantina no se conoce ninguno.  

 

Figura 5: La Astaxantina (sus 3 esteroisómeros) y la Cantaxantina. 

 

Los carotenoides pueden ser sintetizados solamente por los organismos autótrofos 

(fitoplancton y microalgas) y ocasionalmente por algunas levaduras, hongos y líquenes 

(Storebakken y No, 1992). 
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Los animales no pueden sintetizar los carotenoides de novo, por lo que la mejora de su 

coloración en cautividad depende del suplemento de esta sustancia  en la dieta (Storebakken y 

No, 1992). Sin embargo existen peces de agua dulce y algunos animales marinos, que tienen la 

capacidad metabólica de modificar la estructura de los carotenoides ingeridos, como es el caso 

de los ciprínidos que pueden convertir la luteína o la zeaxantina (pero no el β-caroteno) en 

astaxantina y también la mayor parte de los crustáceos, que pueden sintetizar la astaxantina a 

partir del β-caroteno (Choubert, 2002). 

 

En el medio marino, el plancton es la primera fuente de carotenoides, tanto si es ingerido 

como primer eslabón de la cadena alimentaria, como si sus depredadores son consumidos por 

otros animales marinos, situados por encima en la cadena alimentaria. La naturaleza y 

concentración de carotenoides en los peces salvajes varía según sus condiciones ambientales y 

geográficas (Gilchrist y Lee, 1972). En el fitoplancton del medio acuático los carotenoides 

principales son: La astaxantina en el medio marino y la cantaxantina y la astaxantina en el agua 

dulce. 

 

La eficacia pigmentaria de los carotenoides viene determinada por su estructura, su color 

específico, su digestibilidad, su conversión metabólica y su afinidad específica a un tejido 

concreto. Se ha encontrado que en el músculo de los salmónidos, la estructura de la astaxantina 

no es igual si el pez es salvaje o si proviene de una explotación de cultivo (Choubert, 2002). 

 

Se ha establecido la influencia de la cantidad de pigmentos carotenoides ingeridos por los 

peces sobre su coloración. La eficacia de los carotenoides en el músculo es tanto mayor cuanta 

mayor sea la cantidad de pigmentos ingeridos. Sin embargo, a partir de cierto nivel, todo 

aumento en la ingestión de pigmentos no produce mayor efecto, (Torrissen, 1985, 1986; 

Choubert, 2002). 
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 Además de la fuente de pigmentos, existen otros factores que influyen en la absorción, 

retención y metabolismo de los carotenoides, tales como: composición de la dieta, tamaño del 

pez, estado de maduración sexual, nivel de ingesta de la dieta y factores genéticos (Torrissen et 

al., 1989). 

 

También, se debe resaltar, que la eficacia en la coloración del músculo depende más de la 

duración de la suplementación de carotenoides que de sus concentraciones en la dieta (Blaziak 

et al., 1989; Choubert y Storebakken, 1990). Sin embargo, para Blaziak et al. (1989), se pueden 

utilizar las dietas con alto contenido en carotenoides cuando es necesario mejorar el color en un 

corto periodo de tiempo. 

 

El rol de los carotenoides en peces, no sólo ha sido asociado a la pigmentación, sino 

también a funciones biológicas, tales como antioxidante (Tacon, 1981), para prevenir los efectos 

dañinos de la peroxidación de los lípidos (Liebler, 1993), o como precursores de la vitamina A. 

Según Christiansen et al. (1995) ciertos carotenoides también pueden intervenir en la regulación 

de las defensas inmunitarias, por su acción de defensa contra los radicales libres. 

 

Algunos autores observan que los carotenoides también intervienen sobre el crecimiento  

(Torrissen, 1984 y 1989; Storebakken y Goswami, 1996), y mejoran el proceso de reproducción 

(Verakunpiriya et al., 1997a; Watanabe y Vallaso-Agius, 2003). 

 

1.5.2. Metabolismo de los carotenoides: Digestibilidad, absorción y distribución. 

 

La mayor parte de los estudios llevados a cabo con carotenoides han tenido lugar en trucha 

y salmón. Se han realizado investigaciones para estudiar la disponibilidad de los carotenoides  

en peces, tanto midiendo su digestibilidad como la cantidad de pigmentos contenida en sangre o 

su concentración en distintas partes del cuerpo del pez: piel, músculo, hígado, bazo, etc…. 
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Varios autores han demostrado que en truchas de un peso menor de 150 g, la fijación de la 

cantaxantina en su músculo es baja, y es independiente de su aporte en la alimentación. En 

salmónidos, la capacidad de fijar carotenoides está más ligada a la edad y al estado fisiológico 

que al peso corporal o al contenido de carotenoides en el alimento (Storebakken et al., 1986; 

Ropke, 1988; Blaziak et al., 1989; Choubert, 2002). 

 

Ambas especies utilizan la astaxantina libre con más eficiencia que la cantaxantina para la 

pigmentación del filete (Foss et al., 1984; Torrissen, 1989). Según Choubert y Storebakken 

(1989), el coeficiente medio de retención para la astaxantina en 1,3 veces mayor que para la 

cantaxantina, debido a una mejor absorción a través del  tracto digestivo y a una mejor 

deposición de la astaxantina en el filete. Sin embargo, una combinación de ambos carotenoides 

proporciona un nivel mayor de carotenoides totales en la carne de la trucha arcoiris (Torrissen, 

1989).  

 

También se ha observado que la digestibilidad de la astaxantina es mayor cuando se 

encuentra en la molécula en su forma esterificada, que cuando está en su forma libre. Aún así, 

esta afirmación es un poco controvertida, puesto que se obtuvo por una estimación de la 

digestibilidad y puede no haberse considerado la degradación de los carotenoides en el tracto 

digestivo (Choubert, 2002). 

 

  La disponibilidad de los carotenoides se puede también estudiar como la medida de la 

cantidad de pigmentos contenida en la sangre de los peces. La cantaxantina se encuentra en el 

plasma 3 horas después de haber ingerido la comida testada y la concentración máxima se 

alcanza a las 24 horas después de la ingestión. En el caso de la astaxantina estos periodos son 

menores, siendo su contenido en el plasma de 2 a 3 veces mayor al de la cantaxantina. La 

concentración de carotenoides en la sangre disminuye en menos de 3 días tras cesar 

completamente su ingestión, siendo este descenso similar en ambos tipos de carotenoides.  No 
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obstante, se ha observado en salmónidos una gran variabilidad individual en la capacidad de 

absorción de los carotenoides, por motivos desconocidos (Choubert, 2002). 

 

Posteriormente a la ingestión, los pigmentos carotenoides pueden ser eliminados 

directamente por las heces, o bien ser absorbidos o transformados. Los productos de 

transformación pueden, a su vez, ser eliminados o reabsorbidos por la mucosa intestinal 

(Choubert, 2002). 

 

Los carotenoides son absorbidos en el intestino medio y posterior (Schiedt et al., 1985; 

Torrissen et al., 1990; Choubert et al., 1991), por difusión pasiva (Deming y Erdman, 1999) y 

son transportados en el organismo por lipoproteínas de alto peso molecular (HDL) (Nakamura y 

Hata, 1985) y en menor proporción (5-7%) por lipoproteínas de bajo peso molecular (LDL). 

Choubert et al. (1991) encontró la cantaxantina distribuida en varias fracciones de lipoproteínas 

en truca arcoiris inmadura: HDL 61,0%, LDL 28,3% y VHDL  (lipoproteínas de muy bajo peso 

molecular) 10,6%. 

 

La absorción de los carotenoides se haya estrechamente relacionada con la absorción de los 

lípidos (Choubert, 2002). No se han llevado a cabo estudios específicos concernientes al estudio 

de la absorción de carotenoides desde el lumen del intestino. Sin embargo, como los 

carotenoides son pigmentos liposolubles, lo más probable sea que se emulsifiquen, formando 

micelas junto con la bilis, otros componentes lipídicos, prolipasas y lipasas (Leger, 1985).  

 

Las rutas metabólicas de la astaxantina y la cantaxantina llevan a la formación de xantofilas 

amarillas y carotenos (Figura 6). La astaxantina es reducida a zeaxantina y la cantaxantina en β-

caroteno (Schiedt et al., 1985). 

 22



Introducción 

 

Figura 6: Rutas metabólicas de la astaxantina y la cantaxantina en la piel de la trucha 

arcoiris. 

 

En la pared del intestino se produce la mayor conversión de carotenoides en Vitamina A 

(Al- Khalifa y Simpson, 1988). Pero si se suple la alimentación con suficiente Vitamina A, esta 

transformación no tiene lugar (Schiedt et al., 1985). 

 

Hardy et al. (1990) encontraron que en la trucha la cantaxantina era absorbida y 

metabolizada en el hígado y  que los carotenoides también se acumulaban en el riñón, tanto es 

su forma libre como esterificada. En los ejemplares inmaduros  la astaxantina y la cantaxantina 

se podían encontrar en la carne en su forma libre (Foss et al., 1984). 
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 La acumulación de zeaxantina o de otros metabolitos parece ser poco frecuente en la carne 

de los ejemplares sexualmente maduros de trucha (Bjerkeng et al., 1990), en contraste con lo 

encontrado por Ando y Hatano (1987) en salmón. 

 

Durante la maduración sexual, se han encontrado, considerables cantidades de carotenoides 

transferidas a los huevos de trucha (más del 18% del contenido total del cuerpo) y tienen la 

misma composición que los carotenoides encontrados en la carne (Sivtseva, 1982). 

 

Se han encontrado carotenoides tanto en los ovarios de la hembra del salmón, como en los 

huevos, asociados con la membrana lipoproteica del saco vitelino, (Ando y Hatano, 1986) y en 

el esperma de la trucha (Czeczuga, 1975). 

 

En las gónadas de las truchas maduras sexualmente se produce la transformación de la 

astaxantina en vitamina A2 sin una previa transformación a Vitamina A1 (Guillou et al., 1989).  

 

El análisis de pigmentos de alevines de trucha muestra que el suplemento de cantaxantina 

en la dieta de las hembras reproductoras, es transferido a los huevos e incluso a las larvas, 

aunque la cantaxantina se metaboliza unas pocas semanas posteriormente a la eclosión 

(Choubert et al., 1998). Watanabe et al. (2003) sugirieron que en una dieta suplementada con 

unos 30 mg/kg de astaxantina proveniente de esteres de pimentón, mejoraba la calidad de los 

huevos, la producción de los mismos y la supervivencia larvaria en seriola. 

 

Un estudio de Pozo et al. (1988) muestra, que la cantaxantina es depositada en el músculo 

blanco de la trucha, mientras que el músculo rojo no contenía ningún carotenoide. Esto puede 

ser debido a diferencias fisiológicas entre estos dos tipos de músculo (Love, 1980; Kiessling et 

al., 1991 a, b, c). 
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En la piel se encuentra una gran proporción de los carotenoides localizados en el cuerpo de 

los peces. Se cree que el 10% de los carotenoides ingeridos se acumula en la piel y en salmón 

atlántico, especialmente en la banda rosa a lo largo de la línea lateral (No y Storebakken, 1991). 

 

Czeczuga (1977), encontró carotenoides en el cerebro de peces que habitaban en zonas 

menos oxigenadas (Ex. Peces que viven en profundidad). Estos peces tienen el músculo de color 

más intenso, lo que sugiere que la concentración de carotenoides en su organismo es mayor 

(Eckman et al., 1988). 

 

Se ha demostrado que la retención de carotenoides no se ve afectada por variaciones en la 

temperatura, salinidad o el índice de alimentación (No y Storebakken, 1991 y 1992). 

 

1.5.3. Utilización de los carotenoides en acuicultura. 

 Principales fuentes. 

 

Para los consumidores, la pigmentación de la carne de ciertos peces (como los Salmónidos 

de granja), es uno de los factores más importantes de compra después de la frescura del 

producto (Koteng, 1992). Tradicionalmente se creía que el sabor venía asociado a la coloración 

y esta opinión aún persiste (Clydesdale, 1993; Sylvia et al., 1995 y 1996). 

 

Los carotenoides representan entre un 10 y un 25% del coste de las dietas, por lo que el 

esfuerzo de la investigación está dirigido a identificar nuevas fuentes alternativas de pigmentos 

que permitan aumentar su disponibilidad y las tasas de retención de la astaxantina y/o la 

cantaxantina (Spinelli et al., 1974; Torrissen et al., 1989; Johnson y An, 1991; Storebakken y 

Goswami, 1996). 

 

Como ha sido demostrado por diversos autores anteriormente mencionados, la 

pigmentación de músculo y piel se consigue frecuentemente, incluyendo carotenoides en las 
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dietas de los peces. Para preservar la coloración natural del músculo del salmón cultivado, se 

utilizan diferentes fuentes de carotenoides tales como, formas sintéticas de astaxantina y 

cantaxantina (Torrinsen, 1989; Bjerkeng et al., 1992; Storebakken y No, 1992), harina de 

carcasa de crustáceos (langostino, cangrejo, Krill, etc..) (Lambertsen y Braekkan., 1971; Saito y 

Regier, 1971; Kotic et al., 1979; Chebakki, 2001; Cejas et al., 2003; Watanabe et al., 2003; 

Kalinowski et al., 2005), ciertas algas o levaduras rojas (Johnson et al., 1980; Storebakken et al., 

2004), bacterias (Saperstein y Starr, 1954) y en los últimos tiempos harina de pimentón (Agius 

et al, 2001; Watanabe et al., 2003). 

 

La mayor parte de los estudios se han hecho utilizando pigmentos sintéticos (astaxantina y 

cantaxantina), pero ambos pigmentos son muy costosos, por lo que se buscan nuevas fuentes de 

carotenoides más baratas, tales como: las materias primas brutas (levaduras, algas, krill) y  los 

derivados industriales (desechos de cangrejos o langostinos) que si bien tienen el problema de 

presentar un alto contenido de humedad, cenizas y quitina, y una baja y variable concentración 

de pigmento (de 0 a 200 ppm de astaxantina) (Torrissen et al., 1989), tienen la ventaja de existir 

en gran cantidad, por lo que su coste es asequible, son altamente disponibles y además pueden 

constituir un aporte proteico y de ácidos grasos importante (Choubert y Luquet, 1983). En las 

harinas de langostino, se han encontrado una alta proporción de ácidos grasos, destacado el 

ácido graso linoleico, cuyo efecto positivo en la alimentación de peces, ha sido demostrado en 

salmónidos por Castell et al., 1972 y Yu y Sinhuber, 1975. 

 

La mayor parte de los piensos con carotenoides que se utilizan en acuicultura (ya sean 

peletizados o extruidos), soportan procesos de alta presión y temperatura en su producción y 

estos ocasionan la destrucción de una parte de los carotenoides. Otras veces, la degradación de 

los carotenoides se produce en el periodo de almacenamiento.  

 

Los carotenoides sintetizados químicamente son especialmente sensibles a los procesos de 

oxidación (Bartov y Bornstein, 1966), por esta razón, en la fabricación de los piensos se utilizan 
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antioxidantes tales como la etoxiquina (Seemann, 1999; Nys, 2000). Otra ventaja de utilizar 

fuentes naturales de carotenoides en la fabricación de piensos es que no son tan sensibles a la 

oxidación, pues la astaxantina en su forma libre, esterificada o formando complejos con 

proteínas, es el carotenoide más abundante en los crustáceos, siendo estos la fuente natural de 

pigmentos para muchos tipos de peces en el medio natural.  

 

La comisión europea, en 2002, realizó un estudio sobre la utilización de la cantaxantina 

como colorante alimentario en la alimentación de animales y particularmente, su uso en peces 

(salmónidos y trucha) y en pollos. Se permite el uso de hasta 25 mg por kg de alimento para la 

cantaxantina pura (Directiva 2003/7/CE de la comisión de 24 de Enero de 2003 donde se 

modifica la directiva 70/524/CEE del Consejo) y hasta 100 mg por kg de alimento para la 

cantaxantina mezclada con la astaxantina (Directivas 88/228/CEE y 87/552/CEE). 

 

Tal y como se dijo anteriormente, las fuentes naturales de pigmentos, además de ser más 

baratas, abundantes y constituyen una fuente proteica y de ácidos grasos importantes, con los 

consecuentes beneficios que esto supone para el pez. Por tanto, cuando se formula con este tipo 

de ingredientes se debe considerar la idoneidad de la composición de los mismos para las 

necesidades concretas de la especie con la que está trabajando. 

 

En el caso del contenido proteico,  ingredientes como el krill se caracterizan por presentar 

una proporción elevada de proteínas (mín. 58% la de alta calidad) y similar de aminoácidos a la 

de la harina de pescado, siendo algo más elevada para algunos aminoácidos esenciales en 

concreto, como la lisina, arginina y metionina. En el caso del contenido en lípidos para esta 

harina (máx. 18%), sus componentes han sido identificados entre otros como fosfatidilcolina 

(22-28%) y fosfolípidos 35-45% en la facción polar y astaxantina en la fracción no polar 

(Watanabe et al., 1991b). 
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1.6. Importancia de las Proteínas. 

  

Las proteínas representan el grupo químico más abundante en el cuerpo de todos los 

animales exceptuando el agua. Son componentes esenciales tanto del núcleo como del 

protoplasma celular, y en consecuencia suponen un elevado porcentaje en los tejidos. 

 

 Son compuestos orgánicos muy complejos, de elevado peso molecular y al igual que los 

hidratos de carbono y los lípidos contienen carbono (C), hidrógeno (H) y oxígeno (O), pero 

además contienen también alrededor de un 16% de N (12-19%) y algunas veces, fósforo (P) y 

azufre (S). Al contrario que los hidratos de carbono y los lípidos, donde su estructura se 

compone de repeticiones de unidades idénticas, las proteínas pueden llegar a tener hasta 100 

unidades básicas diferentes: los aminoácidos. 

 

De estos 100 aminoácidos, existen 20 que son esenciales, es decir, no pueden sintetizarse 

a partir de otro y por ello, deben ingerirse en la dieta. De entre estos, hay 10 que son 

estrictamente necesarios para la mayoría de los animales: arginina, fenilalanina, histidina, 

isoleucina, leucina, lisina, metionina, treonina, triptófano y valina. 

 

La determinación cuantitativa completa de los requerimientos en aminoácidos se ha 

llevado a cabo sólo con 6 especies: salmón, anguila japonesa, carpa, trucha arcoiris, tilapia y el 

pez gato. 

 

La calidad de las proteínas, depende por tanto, de su composición en aminoácidos y en su 

biodisponibilidad. Cuanto más aproximada sea la composición de aminoácidos a los 

requerimientos dietarios de aminoácidos esenciales de una especie concreta, mayor será su valor 

nutricional y su utilización por esta especie. 
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Las principales funciones de las proteínas son: 

 

1. Reparación y mantenimiento de tejidos, así como producción de tejidos nuevos: 

crecimiento. 

2. Fuente de energía, por catabolismo, o como fuente para síntesis de lípidos y 

carbohidratos. 

3. Formación de hormonas, enzimas y una gran variedad de sustancias 

biológicamente importantes, como anticuerpos o hemoglobina. 

 

Como acuicultores, el principal objetivo es que el pez utilice la proteína para crecer 

(fuente estructural) y no como fuente de energía. 

 

El mínimo nivel de proteína que produce un mejor crecimiento se considera como el nivel 

requerido por esa especie y ese rango de tallas. Por ello los niveles óptimos de proteína se 

calculan para unas condiciones y con peces de un determinado tamaño, puesto que los 

requerimientos de proteína disminuyen con el aumento del tamaño del pez (Page y Andrews 

1973; Kaushik y Luquet, 1984; Masser et al., 1991). 

 

En general, el requerimiento proteico de los peces parece extremadamente elevado, en 

comparación a los vertebrados superiores (Guillaume et al., 2002). 

 

Cuando se diseña un pienso para una especie nueva, se establece en primer lugar un nivel 

óptimo de proteínas para un nivel fijo de lípidos. Pero al estudiar el nivel óptimo de lípidos se 

observa normalmente que aumentando el porcentaje de lípidos de la primera dieta y 

disminuyendo el porcentaje de proteínas la tasa de crecimiento de los animales se mantiene 

constante o incluso es mejor. A este efecto se le denomina “efecto sparing” o “efecto ahorrador 

de proteína”. 
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Es por ello, que la mayor parte de las empresas de pienso han seguido la tendencia de 

aumentar el contenido de sus dietas, disminuyendo así el contenido proteico de la misma y 

consiguiendo así un crecimiento máximo con una disminución del coste del pienso, ya que las 

fuentes de proteína son las que aumentan el precio del mismo. 

 

De todos modos, este aumento de lípidos en las dietas debe estar muy controlado, pues 

una dieta excesiva en grasas, produce engrasamiento de los animales y posibles necrosis en los 

hígados. 

 

Así, la calidad proteica de la dieta tiene una gran influencia en  el crecimiento de los 

alevines de besugo, aunque debe ir acompañada de un adecuado contenido graso, pues una 

misma calidad proteica con un contenido excesivo de grasa da pobres resultados en el 

crecimiento (Linares et al., 2001a). 

 

1.7. Importancia de los Lípidos. 

 

Los lípidos son un grupo de sustancias insolubles en agua pero solubles en solventes 

orgánicos como éter, benceno o cloroformo entre otros. Pueden ser clasificados en tres grupos: 

lípidos simples (triglicéridos, ceras, esteres de ceras, colesterol, vitaminas, etc…), lípidos 

compuestos (fosfogliceridos o fosfolípidos y cerebrósidos) y lípidos derivados (aquellos que 

provienen de la hidrólisis de los anteriores). Los lípidos también se clasifican en saponificables 

y no saponificables (vitaminas y carotenoides) dependiendo de la presencia de ácidos grasos y 

por ello de su capacidad de formar jabones, y en polares o neutros dependiendo de sus 

propiedades químicas. 

 

Las principales funciones de los lípidos son: 

1. Principal fuente de energética. 

2. Regulación del funcionamiento y la estructura de las biomembranas. 
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3. Regulación de la fluidez de membrana. 

4. Síntesis de eicosanoides. 

5. Vehículos de compuestos liposolubles. 

6. Funciones hormonales. 

7. Calidad del filete. 

 

En la actualidad los lípidos acuáticos han sido ampliamente estudiados por su efecto 

beneficioso en la salud humana, particularmente por presentar un elevado contenido de ácidos 

poliinsaturados n-3, ya que constituyen la principal fuente de este tipo de grasas en la 

alimentación humana.  

 

En el caso de los peces, existen ácidos grasos esenciales que no pueden sintetizar de novo. 

Existen diferencias entre los peces de agua dulce, cuyos ácidos grasos esenciales son el ácido 

graso linolénico (18:3n-3) y el linoleico (18:2n-6), pues a partir de estos pueden sintetizar los 

ácidos grasos docosahexanoico, eicosapentanoico y araquidónico y los peces marinos cuyos 

ácidos grasos esenciales son el docosahexanoico (22:6n-3), el eicosapentanoico (20:5n-3) y en 

menor medida el araquidónico (20:4n-6), pues no pueden sintetizarlo a partir de sus precursores. 

 

La importancia del 22:6n-3 radica en su capacidad para regular la fluidez, integridad y 

función de las membranas celulares. Es un ácido graso con un porcentaje elevado de 

fosfolípidos, ya que las enzimas que sintetizan este compuesto, particularmente las que 

sintetizan fosfatidil etanolamina tienen gran afinidad por este ácido graso. Se acumula en los 

ojos y el cerebro principalmente y juega un papel esencial en la reproducción, crecimiento y 

supervivencia de los peces, teniendo además un efecto positivo en la resistencia a enfermedades. 

Por su parte el 20:5n-3 contribuye también a mantener el equilibrio de ácidos grasos 

poliinsaturados en las membranas y de esta forma interviene en la regulación de su fluidez y 

funcionamiento. Además sus niveles en los tejidos permite regular la síntesis de eicosanoides 

por su competencia con el ácido 20:4n-6. Se acumula en la vejiga natatoria, en el hígado y en 
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los ciegos pilóricos y ejerce una función primordial en  la fertilización de los huevos, el 

crecimiento y la supervivencia. Sin embargo, su exceso cuando las concentraciones de 22:6n-3 

son pequeñas puede tener efectos adversos en el organismo acuático. El 20:4n-6, es el 

componente principal del fosfatidil inositol y parece ser necesario pero en cantidades menores a 

los anteriores para la mejora del crecimiento y fertilización de los huevos. Su exceso puede 

ocasionar mortalidades y problemas de estrés y malpigmentación en peces planos. 

 

Los tipos y cantidades de lípidos que se incluyen en las dietas de peces deben cumplir una 

serie de requerimientos que incluyan: 

 

1. Cubrir las necesidades de ácidos grasos esenciales de la especie cultivada. 

2. Contribuir a satisfacer las necesidades de energía del organismo, optimizando la 

relación proteína-energía y permitiendo en la medida de lo posible ejercer el efecto 

ahorrador de la proteína de la dieta. 

3. Ser adecuados a las tasas de alimentación de los peces, ya que estos regulan la ingesta 

por el contenido energético de la misma. 

4. Estar adaptados a los requerimientos en cada momento del ciclo vital, ya que los 

requerimientos de las larvas, alevines y reproductores son diferentes. 

5. Estar adaptados a las condiciones ambientales del cultivo. 

 

Diversos autores han determinado los requerimientos cualitativos y cuantitativos de los 

ácidos grasos esenciales para distintas especies. Se ha observado que los requerimientos 

cualitativos son diferentes para las distintas especies. A su vez, los requerimientos cuantitativos 

de ácidos grasos dependen de varios factores: 

 

1. La edad del pez, pues la tasa metabólica y de crecimiento va reduciéndose con la edad 

de los peces y así se reduce su necesidad para la formación de membranas celulares. 

2. El momento en el ciclo de vida. 
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3. El contenido de lípidos en la dieta. Pues cuanto mayor es el contenido de lípidos en la 

dieta mayor es el requerimiento de ácidos grasos. 

4. El contenido de vitamina E y otros antioxidantes liposolubles en la dieta. 

5. Los niveles de biotina, especialmente en las especies de agua dulce. 

6. Las relaciones entre los distintos ácidos grasos: n-3/n-6, EPA/DHA, ARA/EPA. Pues 

los ácidos grasos de las distintas familias compiten entre sí por las distintas enzimas 

desde las implicadas en la digestión hasta las de reacilación, síntesis de eicosanoides, 

etc… 

7. Forma molecular en que se administran los ácidos grasos. Si se administran en su forma 

libre o esteres metílicos su utilización es menor que si se administran en forma de 

triglicéridos, que a su vez son peor utilizados que los fosfolípidos, sobre todo en las 

fases jóvenes. 

8. Contenido en fosfolípidos. 

9. Condiciones ambientales. 

 

Se debe tener en cuenta, que los ácidos grasos poliinsaturados que componen los aceites 

utilizados en acuicultura, pueden ser fácilmente oxidados, incluso a pesar de incluir compuestos 

antioxidantes. La oxidación de estos ácidos grasos origina compuestos perjudiciales para los 

organismos, disminuyendo el crecimiento, la supervivencia, etc… 

 

Uno de los principales problemas que se presentan en cultivo, especialmente en la fase de 

engorde es la gran cantidad de grasa  que acumulan los ejemplares alrededor de las vísceras y en 

el músculo e hígado. Este problema tiene una relación directa con la alimentación y su solución 

iría ligada a la obtención de una dieta adecuada a los requerimientos nutritivos de esta especie. 

 

En alevines de besugo, se ha observado que un contenido alto en la dieta retrasa el 

crecimiento y no parece haber relación entre el contenido de grasa perivisceral y el peso del 

hígado de los alevines con el contenido graso de la dieta suministrada (Linares et al., 2001a). 
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El porcentaje de lípidos en la dieta favorece sin embargo la absorción de carotenoides 

(Torrissen et al., 1990), pues al ser los carotenoides pigmentos liposolubles, los lípidos 

aumentan su digestibilidad. 

 

1.8. Objetivos. 

 

El objetivo principal del presente trabajo consiste en contribuir de forma práctica, al 

desarrollo del cultivo comercial del besugo (Pagellus bogaraveo), como especie considerada de 

interés para la diversificación de la acuicultura. 

 

Este objetivo general se sustenta en una serie de hipótesis de partida y unos objetivos 

concretos a evaluar. 

 

Hipótesis de partida 

 

1) El besugo (Pagellus bogaraveo) es una especie de alto interés comercial. 

2) Se ha conseguido cerrar el ciclo completo de cultivo para esta especie, demostrándose la 

potencialidad de su producción a escala comercial. 

3) Hasta el momento se vienen utilizando piensos formulados para otras especies. 

4) El futuro desarrollo comercial del cultivo de esta especie pasa por solventar dos 

problemas principales: una mayor acumulación de grasa perivisceral y la alteración del 

color de los animales de cultivo en comparación con los especimenes salvajes. 

5) La adición de pigmentos carotenoides en la dieta se hace necesaria para la adecuada 

coloración de la piel y músculo en diferentes especies de peces. No hay constancia de 

trabajos realizados en este sentido para esta especie. 

6) Las harinas de crustáceos se muestran como una buena alternativa para su inclusión 

como fuentes de carotenoides en piensos para peces. 
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7) Se ha demostrado la idoneidad de la inclusión de mezclas de pigmentos en las dietas, 

habiéndose reportado buenos resultados en el caso de las harinas de krill y de langostino. 

 

 Objetivos concretos 

 

1) Estudio del efecto de la inclusión de carotenoides (40 mg/Kg de dieta) provinentes de 

harinas de krill y de langostinos en la dieta sobre el crecimiento y la utilización del 

alimento en el besugo,  P.bogaraveo 

2) Evaluación del efecto de dicha dieta sobre la composición de diferentes tejidos en 

especimenes de diferente tamaño. 

3) Efecto de la inclusión de una fuente de carotenoides en la dieta sobre la coloración de la 

piel y músculo del P.bogaraveo, en ejemplares de  250 g y 650 g de peso medio. 

4) Estudio de los cambios en la coloración de la piel, cola y músculo del P. bogaraveo tras 

su sacrificio en hielo, a las 0 horas y 18 horas posteriores a su muerte. 

5) Comparación del color existente entre besugos capturados del medio natural y besugos 

cultivados en jaulas, alimentados con dietas con y sin pigmentos carotenoides. 

6) Determinación de la concentración de carotenoides en hígado y piel de los besugos 

alimentados con y sin carotenoides dietéticos y comparación con aquellos de animales 

salvajes. 
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2. MATERIAL Y MÉTODOS. 

 

2.1. Animales experimentales. 

 

Los ejemplares utilizados en los experimentos de este trabajo, proceden de las puestas de los 

años 2001 y 2003 del stock de reproductores que comparten el CIMA y el CO de Vigo. El 

cultivo de los mismos se realizó en el CO de Vigo hasta los 90 g (puesta 2001, que fue 

trasladada en Junio de 2002) y los 26 g (puesta 2003, que fue trasladada a en Abril de 2004), 

momento en que fueron llevados a una batea de mejillón restaurada para su uso como jaula 

experimental de peces, propiedad de la Xunta de Galicia (Figura 7). 

 

2.2. Instalaciones. 

 

 La batea utilizada está situada en  el polígono de Bueu (B II 1), en la ría de Pontevedra. Se 

halla expuesta a una gran producción de semilla de mejillón que origina una reducción de la luz 

de malla, tupiendo las redes, por lo que es necesario realizar, sobre todo en verano, cambios y 

limpieza de redes, para mejorar el intercambio de agua. Para evitar la depredación de las aves, la 

parte superior de los módulos se tapa con una red. 
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Figura 7: Jaula Illa dos Santos, donde se hallaban los módulos del experimento. 

 

La Ría de Pontevedra pertenece a las Rías bajas gallegas y se caracteriza por ser embudos 

anchos y profundos, muy sinuosos, originadas por fracturas paralelas entre sí, producidas por 

fallas únicas (Vigo y Arousa) o por fosas de hundimiento limitadas por fallas (Noya, Pontevedra) 

(Polanco et al, 2000). 

 

Según la disponibilidad de peces, se realizaron dos experimentos, el primero en los módulos 

B1, B2, B3, C1 y C3 (peces nacidos en 2003, con un peso medio de 250g, al inicio del 

experimento) y el segundo en los módulos E2 y E3 (peces nacidos en 2001, con un peso medio 

de 650g al inicio del experimento) (Figura 8). Se hizo un recuento y un reparto de los peces en 

los módulos, para que el nº de ejemplares fuera lo más homogéneo posible. Cada módulo tiene 

un volumen de 120 m3 (4 m x 4 m x 8 m).  
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ILLA DOS SANTOS 

 

Figura 8: Situación de los módulos de los experimentos en  la jaula Illa do Santos.            

(B- Babor y E- estribor). 

 

B1 C1  
Besugos 2003 Besugos 2003  
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Dieta control  
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B2 E2 
Besugos 2003 Besugos 2001 
Dieta 
Pigmentada 

Dieta control 

B3 C3 E3 
Besugos 2003 Besugos 2003 Besugos 2001 
Dieta 
Pigmentada 

Dieta 
Pigmentada 

Dieta control

2.3. Dietas. 

 

Los peces fueron alimentados con dos tipos de pienso: Uno pigmentado 50/15 y otro de la 

marca Sorgal 50/12, que se utilizó como control. Los piensos fueron suministrados por las casas 

comerciales PROAQUA y SORGAL, respectivamente. El tamaño del granulo fue de 5 mm y 

fue suministrado a los peces de forma manual de lunes a viernes una vez al día. La cantidad 

suministrada fue de un 2% de la biomasa de cada módulo. 
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Tabla V: Formulación y composición de los piensos utilizados. 

NTADA INGREDIENTES CONTROL PIGME

Harina de pescado 67,15 49,15 

Aceite de pescado 5,14 8,92 

Trigo 26,48 11,07 

Mix de Vitaminas 0,20 0,3 

Mix de Minerales 0,50 0,56 

COMPOSICI
PROXIMAL

ÓN  
   

Proteínas 54,39 50 

Lípidos 13,03 15 

Cenizas 10,12 18 

Humedad 7,92 8,0 

 

La dieta pigmentada incluye como fuente de pigmentos una mezcla de harinas de 

kril

2.4. Alimentación. 

 

Se alimentó a los peces de ambos experimentos de manera manual, de lunes a viernes 

exc

l y de carcasa de langostino (30%, repartida en un 10% de harina de krill y un 20% 

de harina de carcasa de langostino) para que contenga 40 mg/kg de carotenoides. El 

resto hasta completar el 100% son aglutinantes, antioxidantes y antifúngicos 

 

eptuando los días festivos. La cantidad administrada para ambas dietas, fue un 2% de la 

biomasa de cada módulo (Tabla VI). Los peces se mantuvieron en inanición durante 48 horas 

antes de cada uno de los muestreos realizados. 
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Tabla VI: Nº individuos, peso medio, biomasa total, % de alimentación diaria y 

densidad por módulo. 

B1 B2 B3 C1 C3 E2 E3
Nº ind 887,00 1031,00 1032,00 835,00 828,00 497,00 497,00
Peso medio (g) 258,28 258,22 246,38 255,63 247,37 655,65 673,44
Desviación típica (Kg) 37,57 45,31 43,97 26,48 30,55 114,50 107,75
Biomasa total (Kg) 229,00 266,00 254,00 214,00 205,00 326,00 335,00
2% aliment (Kg/día) 4,60 5,30 5,10 4,30 4,10 6,50 6,70
Densidad (Kg/m3) 1,90 2,20 2,10 1,80 1,70 2,70 2,80  

 

o se observo durante la experiencia, diferencias en la adaptación de los peces a la dieta 

pigm

.5. Parámetros ambientales. 

 

Los experimentos se realizaron del 30 de Junio de 2005 hasta el 26 de Octubre de ese 

mis

N

entada experimental. 

 

2

mo año. Lo que corresponde a la época del año con temperaturas más elevadas en el agua 

(14,9ºC-20ºC), lo que favorece el crecimiento. Las salinidades exceptuando la medida en el mes 

de agosto son también mayores que durante los meses invernales (Figura 9). 
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Figura 9: Datos de temperatura y salinidad en el polígono de Bueu 

(B II 1) en el año 2005. 
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2.6. Muestr

 

estreos cada dos meses (30/06/05, 30/08/05, 26/10/05) de talla, peso y 

olor en el barco y a las 18 horas se realizó la disección de los ejemplares sacrificados el día 

ante

 

El p  diante una balanza tipo de la marca Pols modelo S-182 (Peso 

áximo 10 kg y 5 decimales), en el barco propiedad de la Asociación Illa  dos Santos, utilizada 

para

peces, así como pesar el peso total y el eviscerado. También se determinó tras la disección el 

peso

erminación del color. 

 

Las  un colorímetro portátil marca HUNTERLAB (Mod. 

iniscan xe plus 54/0 LAV NºSerie 5849). Los parámetros de color determinados fueron: 

 una 

medida del índice de reflexión de la luz. 

eos. 

Se realizaron mu

c

rior tomándose muestras por triplicado de músculo, hígado y gónadas (cuando la cantidad 

de las mismas lo permitía), las cuales fueron homogenizadas y conservadas a -80ºC, hasta el 

momento de ser liofilizadas. Tras este proceso las muestras se guardaron en un frigorífico a -4ºC 

hasta el momento de su análisis. También se tomaron muestras de piel, las cuales fueron 

conservadas a -80ºC hasta el momento de su análisis. 

 

2.6.1. Peso y talla. 

eso se determinó me

m

 tales fines. Se midió la longitud hasta el pedúnculo caudal al 0,5 cm inferior y el peso al g.  

 

 El muestreo realizado en el laboratorio consistió en medir la longitud furcal y caudal de los 

 del hígado, el perivisceral, de las gónadas y se determinó el sexo y estado de las gónadas 

de los ejemplares.  

 

2.6.2. Det

medidas fueron tomadas  mediante

M

 

 L, lightness (claridad), cuyo rango oscila entre el 0 (negro) y el 100 (blanco) y es
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 a* para la cromaticidad roja/verde. 

 b*, para la cromaticidad amarillo y azul. 

ción, CIE (1976). 

n los valores de hue (tono o color) y 

croma (cromaticidad o intensidad). El hue representa el color observable Ex. Rojo, azul, 

ama

nt, 1977). 

El croma nos indica la expre  del color y viene expresado 

por la ecuación: 

Cab=(a2+b2)1/2 (Hunt, 1977). 

 

El color viene definido por los v

 

Figura 10: Representación al usado en este estudio (CIE ab). 

Comisión internacional de la ilumina

 

A partir de los valores medidos de a* y b*, se calcularo

rillo, etc… Es una medida angular donde 0º indica un color rojo y 90º color amarillo, 180º 

verde y 270º azul y es calculado a partir de la ecuación: 

 

Hab=arc tan (b/a) (Hu

  

sión de la intensidad o saturación

 

alores de L, Hue y Croma. 

 

 

 

 del modelo de color espaci
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Experimento  1: 

 

Figura 11: Zonas donde se midió el color en Pagellus bogaraveo. 

 

En el mue  cada módulo 

(4 peces x 5 módulos), es decir 20 peces en la piel, en el lado izquierdo del pez, bajo la aleta 

pec

 a -4ºC hasta el día siguiente. A las 18 horas aproximadamente, posteriores a su 

mue

 color (L, a* y b*) a 

0 peces de cada módulo, en la piel. Se sacrificaron 3 peces por módulo, es decir 9 peces para la 

diet

 

eo inicial, se siguió el mismo proceso que en el experimento 1. Se midió el 

color en la piel y se sacrificaron 3 peces por módulo (3 peces x 2 módulos), es decir 6 peces. En 

streo inicial, en el barco, se midió el color (L, a* y b*) a 4 peces de

toral. 

Se sacrificaron 3 peces por módulo, en hielo y agua salada y se conservaron en cámara 

frigorífica

rte, se midió a estos peces de nuevo el color en la piel y en el músculo. 

 

En el muestreo medio y en el muestreo final, en el barco, se midió el

1

a pigmentada y 6 peces para la dieta control y al día siguiente (aproximadamente a las18 

horas tras la muerte y conservados a -4ºC), se les midió el color en  la piel y en el músculo. 

 

Experimento 2: 

En el muestr
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el la

idió el color (L, a* y b*) a 

10 peces por módulo, pero en este caso en la piel y en la cola. Se sacrificaron 3 peces por 

mód

 

 de pesca extractiva de la lonja de Aguiño (pescados 

n la boca de la ría de Arousa), a las 18 h de su muerte, en la piel, en la cola y en el músculo. 

 Peso inicial / nº días) * 100 

 

2. Índice hepato do y el peso del 

pez. 

 

3. Factor de condición (K ngitud del pez. 

 

 

boratorio, aproximadamente a las18 horas tras la muerte y habiendo sido conservados a  -

4ºC en cámara frigorífica,  se midió  el color en la piel y el músculo.  

 

 En el muestreo medio y en el muestreo final, en el barco, se m

ulo y en el laboratorio se midió el color en las 3 zonas (piel, cola y músculo). 

  

 Besugos procedentes del medio natural: 

Se midió el color a 6 peces procedentes

e

 

2.7. Parámetros biológicos determinados. 

 

1. Tasa de crecimiento específico (SGR): 

 

SGR = (LN Peso final – LN

somático (HSI): Relación existente entre el peso del híga

HSI = (Peso hígado / Peso total) * 100 

): Relación existente entre el peso y la lo

K = (Peso (g) / Longitud (cm)3) * 100 
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4. Índice de conversión (FCR): Aumento de biomasa por alimento ingerido.  

 

 

Este índice es un mente el pienso 

ingerido. 

asa perivisceral: Nos índica el porcentaje de grasa que tiene el pez con respecto su 

peso total. 

 

6. Índice gonad adas con 

respecto a su peso total. 

 

7. Índice viscerosom as vísceras con 

respecto al peso total del pez. 

 

2.8. Métodos an

 

ientes de las muestras del pienso utilizado, del 

úsculo, de las gónadas y del hígado. Todos los análisis se realizaron por triplicado: 

 

 

Se n ón en estufa a 110ºC, hasta peso constante según el 

método AOAC (1995). 

FCR = Alimento ingerido / Biomasa generada (Bf-Bi) 

a estimación ya que en las jaulas no se puede saber exacta

 

5.  Gr

Grasa perivisceral = (Peso de la grasa / Peso total) * 100 

osomático (GSI): Nos índica el porcentaje en peso de las gón

GSI = (Peso de las gónadas / Peso total) * 100 

ático (VSI): Nos índica el porcentaje en peso de l

VSI = ((Peso total - Peso eviscerado) / Peso total) * 100 

alíticos de composición. 

Se realizaron los análisis bioquímicos sigu

m

2.8.1. Peso seco (Humedad). 

determi ó mediante la desecaci
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Los viales de aluminio deben estar activados (al menos durante una hora a 110ºC, en la 

estufa). Se sacan de la estufa y se introducen en un desecador a vacío durante una hora 

apro

) - Pmg (24 h) 

%Humedad = 100 x Humedad / Pmg (0 h) 

 

2.8.2. Cenizas. 

 

Se d n e la incineración en horno mufla a 450ºC hasta peso constante según 

el método AOAC (1995). 

día siguiente se introducen en el desecador, hasta que enfrían y se 

pesa

ras) 

 

2.8.3. Proteína

 

El imétrico de determinación de proteínas 

solubles que elimina los problemas de interferencias existentes en otros métodos.  

l. La forma roja se convierte en la forma azul en la unión del 

ximadamente, se tara la balanza y se pesan aproximadamente 5 mg de muestra. Se meten en 

la estufa durante 24 horas a 110ºC. Se meten en el desecador hasta que enfríen y se pesan. De 

este modo determinamos el peso seco y la humedad. 

 

Humedad = Pmg (0 h

etermi ó mediant

Tras pesar el peso seco, se introducen las muestras en un horno mufla a 450ºC, donde 

permanecen 24 horas. Al 

n de nuevo. Así obtenemos las cenizas de las muestra. 

 

% Cenizas = 100 x cenizas / Pmg (0 ho

s totales (método Bradford). 

método Bradford (1976) es un método color

Es fácilmente utilizable, permite el procesado de gran número de muestras y se adapta sin 

dificultades a la automatización. 

Está basado en la observación de que el reactivo Coomasie brilliant Blue G-250 existe en 

dos colores diferentes: rojo y azu
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colo

SA, utilizando albúmina de   serum 

bovino. Se hacen sucesivas diluciones, según el método, para preparar el patrón. 

el blanco de agua destilada y con las muestras que se van a 

ana

 determinar el coeficiente, la constante y la R2  (debe tener un valor >0,98) de la 

rect

 (mg PS / 5 ml) x 1000 

mg proteína determinada = (absorbancia – constante) / coeficiente 

% proteína μg PS/ml) 

rante a la proteína. El complejo “proteína-colorante” tiene un alto coeficiente de extinción 

dando una gran sensibilidad en la medida de las proteínas. 

 

Se prepara un patrón de proteínas, como estándar de B

Se pesan 5 mg de muestra, se añade 500µl de NaOH y se deja actuar durante al menos 30 

min. Se añaden 2,5 ml de agua destilada y se sonican las muestras. 

Se añaden 2 ml de agua destilada (de manera que tenemos aproximadamente 5 mg de 

muestra en 5 ml de agua destilada). 

Se toman 50 µl de cada dilución patrón y se añade a los tubos que vamos a medir la 

absorbancia. Se hace lo mismo, con 

lizar. Las muestras se analizan por triplicado. Se añaden 1,5 ml de coomasie, previamente 

atemporizado y homogenizado a cada una de las muestras (blanco, patrón y muestras en sí) y se 

procede a su lectura en un espectrofotómetro (marca Beckman modelo Du-70) a 596 

nanómetros. 

A cada muestra se le resta el valor del blanco y se aplican los resultados a una curva 

estándar, para

a de regresión calculada con el patrón. 

 

mg P.S./ml =

=100 x  μg proteína determinada / (

% proteína corregida = 100 x % proteína / (100 – Humedad) 
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2.8.4. Extracción de Lípidos. 

 

Para r izó cloroformo y metanol (2:1) (Blight & Dyer, 1959, 

modificado por Fernández Reiriz et al. (1989)). Se realizan dos extracciones y una purificación 

del 

 25 y 30 mg de peso seco, se homogeniza en 2 ml de agua destilada y se 

sonica. La muestra debe estar en hielo para no oxidarse.  

 la ext acción de lípidos se util

sobrenadante. 

 

Se pesan entre

1ªextracción: Se añaden 2,5 ml de cloroformo+BHT y 5 ml de metanol. Se centrifuga 

durante 30 min a 3000 rpm. Se separa el sedimento y el sobrenadante. 

2ªextracción: Al sedimento se le añaden 2 ml de cloroformo+BHT y 1 ml de metanol. Se 

centrifuga 30 min a 3000 rpm. Se separan las dos fases. El sedimento se desecha y el 

sobrenadante se introduce en el tubo donde está el sobrenadante de la primera extracción. 

Purificación del sobrenadante: Se añaden 7,5 ml de cloroformo+BHT y 2,5 ml de agua 

destilada (para conseguir una proporción de cloroformo:metanol:agua de 8:4:3). Se centrifuga 

30 m

 

2.8.5. Determinación de lí

 

Med a e lípidos por ml que tenemos en el 

extracto. Posteriormente se corrige este valor al restarle la humedad. 

in a 3000 rpm. La fase superior se tira y la inferior se pasa a un tubo graduado redondo, 

con un poco de la fase superior para evitar que se evapore la inferior. Se deja así hasta el día 

siguiente en la nevera, sellado con teflón, para que se estabilice y así poder medir el volumen de 

la fase inferior. Se pasa el extracto a un tubo de cristal de 20 ml y se guarda en el congelador, 

para su conservación hasta la realización de los análisis pertinentes. 

A partir de los mg de muestra y el volumen de la fase inferior se calculan los μg P.seco de 

la muestra: 

mg/vol (ml) x 0,3 x 1000 

pidos por gravimetría. 

iante l  diferencia de pesadas se calculan los mg d
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Los viales que se utilizan en la determinación deben estar activados (al menos durante una 

hora en la estufa a 110ºC) y el proceso se realiza por triplicado. Se sacan de la estufa y se meten 

en u

μg/ml = 1000 x lípidos (a+b+c)/ 0,9 

% lípidos corregidos = 100 x %lípidos /(100- Humedad) 

2.8.6. Á

 

Los  n a sus esteres metílicos (Lepage y 

Roy, 1986) se analizan por cromatografía de gases (GC) realizándose la determinación 

cua

g/ml) existente en el extracto lipídico a analizar se calcula el 

volumen de muestra necesaria para obtener  aproximadamente 400 μg de lípidos.  

ulada y 100 

μl 

n desecador a vacío durante una hora aproximadamente. Se pesan en la balanza y se añaden 

0,3 ml de extracto lipídico por vial, mediante la jeringa de 0,5 ml. Los viales se colocan en la 

placa calefactora hasta que se evaporen totalmente y de ahí en un desecador a vacío durante otra 

hora y se pesan de nuevo. La diferencia existente entre las dos pesadas son los lípidos. 

 

% lípidos = 100000 x lípidos / μg P.seco 

 

cidos grasos. (Cromatografía de gases).  

 ácidos grasos previa transesterificación y metilació

ntitativa mediante la adición a las muestras de un patrón interno y utilizando un patrón 

cuantitativo comercial (Larodan). 

 

Conocida la concentración (μ

Se agitan los extractos y se coloca la muestra a analizar en un tubo de 18 ml previamente 

marcado con la identificación correspondiente, se añade la cantidad de muestra calc

de patrón interno 19:0, que testará la muestra al tener un área conocida. Se agitan para 

mezclar la muestra con el patrón, tras lo cual, se procede a la evaporación de la muestra por 

sequedad. 
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Para la obtención de los ésteres metílicos de los ácidos grasos se añade 0,4 ml de tolueno y 

1,5 

e pone la muestra a temperatura ambiente y se procede a detener la reacción de la 

tran

 

hidr

e inyecta en el cromatógrafo 1μl de la disolución de ésteres metílicos (aproximadamente 

1μ

Condiciones operativas de la cromatografía de gases: 

ml de sulfúrico metanol al 1,5%. Se agita y se coloca en una estufa a 50ºC durante 12 horas 

o bien 48 horas a temperatura ambiente. Se produce una reacción en un solo paso para la 

obtención de los metilésteres de los ácidos grasos conocida como “transesterificación-

metilación” que sustituye a los procesos clásicamente utilizados de saponificación, acidificación 

(hidrólisis) y metilación. El tolueno es el disolvente orgánico en el que irán disueltos los ésteres 

metílicos de los ácidos grasos, se elige en función de la idoneidad de dicho disolvente con la 

columna utilizada y con la muestra a analizar. 

 

S

sesterificación y a neutralizarla añadiéndole 5 ml de K2CO3 al 6 % y se agita para 

homogenizarla. Después de esto, las muestras se centrifugan a 3000 rpm durante 12 minutos. En 

la fase superior estarán los ésteres metílicos de los ácidos grasos. Estos compuestos son volátiles, 

requisito indispensable para el análisis por cromatografía de gases. La fase inferior se desecha. 

En un tubo cónico con tapón de vidrio se añade sulfato sódico, pues al ser un compuesto

ófilo retendrá impurezas presentes en la muestra. Se marca el tubo y se añade el 

sobrenadante obtenido en la centrifugación de la muestra. 

 

S

g/μl), cantidad calculada en función de la tasa de saturación de la columna empleada y  el 

análisis que buscamos. El método que utilizamos se llama split-splitless. El flujo del split es de 

62`0 L/min y el tiempo de análisis es de 64 min. 

 

1. Aparato: Autosystem XL (aguja 7,5 cm). 

2. Integrador: Totalchrom Navigator. 
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3. Columna: 30 m de largo, 250 μm de diámetro, 0,2μm de fino. Supelco SPTM 2330 

fused silica. 

4. Gas portador: Helio. 

5. Presión de los gases (ml/ min): He (12 ), H2 (12) y aire (20). 

6. Temperatura: Del detector- FID 250ºC 

7. Temperatura: De la columna: Existen tres rampas de temperatura. El proceso comienza 

a 145ºC y aumenta la temperatura 1ºC/min hasta alcanzar los 190ºC, tras lo cual la 

temperatura aumenta 5ºC/min hasta alcanzar los 210ºC y se mantiene a esa temperatura 

durante 20 min. 

 

μg lípidos = μg lípidos de la muestra / 400 μl de tolueno. 

μg de P. seco = 100 x μg lípidos / % lípidos corregidos. 

% total = área a.g. x 100 / (Σ áreas a. grasos – área a.g. 19:0) 

ng (ácido graso) = área a.g. x 0,0239(ng a.g.19:0) / área a.g. 19:0 x 1000 

ng / μg P. seco = ng (ácido graso) x Rf (aparato) / μg P. seco 

 

2.8.7. Extracción de Carotenoides. 

 

Se realizó a partir del método Britton, 1995 modificado con recomendaciones de este 

mismo autor, extrayendo los carotenoides mediante acetona. 

Se pesa aproximadamente un gramos de muestra en un tubo (1) y se anota el peso, se 

añaden 10 ml de acetona y se homogeniza la muestra en el ultraturrax durante un minuto. 

Después se centrifuga la muestra durante 5 minutos a 2000 r.p.m. El sobrenadante se pasa a un 

nuevo tubo (2) y se va evaporando con N2 hasta que el volumen disminuye. 

En el tubo original (1), se añaden otros 5 ml de acetona y se vuelve a pasar la muestra por el 

ultraturrax, la centrifuga y la evaporación con N2 (la evaporación no es a sequedad). En el caso, 
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que la muestra del tubo original (1) tuviera aún color, habría que volver a añadir acetona y 

repetir los pasos vistos, hasta su total extracción. 

 

En el tubo (2) donde se ha disminuido el volumen de la muestra, se añaden 5 ml de hexano 

(y se agita el tubo) y 2 ml de H2O para que se formen dos fases. El agua  debe caer despacio por 

las paredes del tubo para evitar la formación de emulsiones. Se pasa la fase superior a un tercer 

tubo (3). Se evapora en N2 sin dejar que se seque. 

 

Los carotenoides se diluyen con hexano. Dependiendo de la cantidad de color que se 

obtenga, se aplicará un volumen de hexano con BHT 0,05%. Este solvente se añade de ml en ml 

hasta conseguir el color deseado (que será lo más claro posible). Se pasa la dilución a una 

cubeta y se lee la absorbancia  en el espectrofotómetro a 470 nm. 

Se debe conocer el rango de lectura de la absorbancia de las muestras, que suele estar entre 

0,2 y 0,9.  E: Coeficiente de extinción (2500). 

 

ug carotenoides/muestra = (abs max x V (ml) x 10000) / (E x g (muestra)) 

 

2.9. Análisis estadístico. 

 

Los datos fueron tratados estadísticamente utilizando el análisis de la varianza (ANOVA) o 

la prueba no paramétrica de rangos múltiples (Krustal-Wallis) en el caso de que los datos 

presentaran varianzas heterogéneas o no se distribuyeran normalmente. Para comparar sólo dos 

replicas se utilizó la t-student (Sokal y Rohlf, 1979). Las diferencias estadísticamente 

significativas entre medias fueron puestas de manifiesto mediante el test de comparaciones 

múltiples de Tukey y para las detectadas con Krustal-Wallis se utilizó un procedimiento de cajas 

y bigotes, tomándose como criterio general el 95% de nivel de confianza. 

Los datos estadísticos fueron analizados con el programa estadístico SPSS, versión 11.5 

para Windows (Chicago IL.USA). 
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3. RESULTADOS 

3.1. Los Piensos. 

3.1.1. Análisis bioquímico de los piensos. 

3.1.1.1. Análisis de Proteínas, Lípidos, Humedad y Cenizas. 

 

En los análisis de los datos obtenidos se observó que el pienso control presenta un 

porcentaje en proteínas solubles mayor que el pienso pigmentado, siendo sin embargo, el 

porcentaje de lípidos similar para ambas dietas teniendo valores de 15,58% para el pienso 

control y de 18,66% para el pienso pigmentado (Figura 12). El porcentaje de humedad es 

mayor en el pienso control, pero sin embargo presenta un nivel menor de cenizas que el pienso 

pigmentado (Tabla VII).  

 

Tabla VII: Composición analítica de los piensos control y pigmentado. (% peso seco±SD). 

Dietas
Pienso Control 41,51 ±0,37 15,58 ±0,54 2,05 ±0,27 12,47 ±0,85
Pienso Pigmentado 24,84 ±0,78 18,66 ±0,08 1,41 ±0,24 18,03 ±0,62

Proteínas Lípidos Humedad Cenizas
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Figura 12: Composición bioquímica (% de proteína y lípidos expresados     

en % de peso seco) de los piensos. 
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3.1.1.2.  Análisis de ácidos grasos. 

 

Respecto al contenido en ácidos grasos, en la tabla VIII se puede observar que el pienso 

control posee un mayor porcentaje de PUFA, de ácidos grasos saturados, de a.g. de las familias 

n-3 y n-6, así como un porcentaje mayor de la relación DHA (22:6n-3)/EPA (20:5n-3). El 

pienso pigmentado presenta mayor proporción de ácidos grasos monoinsaturados y un 

porcentaje ligeramente mayor de la relación n-3/n-6 (Figura 13). 
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Figura 13: Porcentaje de a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 

y DHA/EPA del pienso control y el pienso pigmentado. 
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Tabla VIII: Composición en ácidos grasos, PUFA, saturados, 

monoinsaturados, Σ n-3, Σ n-6, relación n-3/n-6 y DHA/EPA, 

expresado en ng/ug p.seco y % total de a.g. de los piensos. 

a.graso ng/ug P.seco % Total ng/ug P.seco % Total
14:0 6,16 4,11 7,42 3,02
14:1 0,23 0,16 0,26 0,12
15:0 0,13 0,09 0,21 0,11
16:0 25,02 20,13 15,83 16,22
16:1n-11 0,58 0,42 0,42 0,37
16:1n-9 0,38 0,28 0,24 0,21
16:1n-7 7,61 5,52 5,82 5,19
16:1n-5 0,53 0,38 0,35 0,32
17:0 1,50 1,09 0,67 0,67
16:2n-4 0,71 0,52 0,50 0,53
17:1 0,64 0,48 0,34 0,37
18:0 6,28 4,79 3,20 3,64
18:1n-9 17,27 13,61 15,44 17,57
18:1n-7 3,39 2,67 3,25 3,70
16.4 0,28 0,22 0,25 0,28
18:2n-6 7,61 5,58 4,31 4,60
18:3n-3 1,62 1,16 1,28 1,35
20:1n-11 0,60 0,45 0,66 0,70
20:1n-9 4,85 3,63 6,26 6,61
20:1n-7 0,37 0,27 0,37 0,39
18:4n-3 2,42 1,81 1,73 1,83
20:4n-6 1,96 1,30 1,01 1,00
22:1n-11 5,34 3,50 6,99 6,82
22.1n-9 0,92 0,60 0,84 0,80
22.1n-7 0,00 0,00 0,14 0,13
20:4n-3 1,09 0,69 1,24 1,13
20:5n-3 13,23 8,37 10,11 9,00
22:5n-3 2,26 1,39 2,39 1,99
22:6n-3 28,76 16,77 15,51 11,35
Total 141,73 100,00 107,04 100,00

PUFA 59,93 37,81 38,33 33,05
Saturados 39,09 30,22 27,32 23,65
Monoinsat. 42,72 31,97 41,39 43,30
Σn-3 49,38 30,20 32,26 26,64
Σn-6 9,57 6,87 5,32 5,60
n-3/n-6 5,16 4,39 6,07 4,76
DHA/EPA 2,17 2,00 1,53 1,26

Pienso Control Pienso Pigmentado
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3.2. Crecimiento. 

 

3.2.1. Experimento 1. 

 

Los pesos medios  obtenidos tras 4 meses de engorde fueron de 319,05±50,62 y 

317,45±39,43 g con el pienso pigmentado y control respectivamente (Tabla IX).Las tallas 

medias obtenidas  al final de la experiencia fueron de 20,75±1,38cm con el pienso pigmentado 

y 20,93±1,15cm con el pienso control (Tabla IX). El crecimiento en peso y en talla durante los 

4 meses se ajusto a una regresión lineal (Figuras 14 y 15). Se compararon las pendientes de las 

rectas de crecimiento de los peces alimentados con las dos variedades de pienso y el análisis 

mostró que no existen diferencias significativas (p≤0,05) entre el crecimiento en peso y talla 

de los ejemplares de ambos grupos. 

 

Tabla IX: Evolución del peso y la longitud de los peces a lo largo del periodo 

experimental (media±SD) (Exp 1). 

 

Muestreos

Muestreo inicial 251,50 ±28,75 19,30 ±0,97 254,29 ±42,50 19,15 ±1,61
Muestreo medio 273,08 ±42,04 20,12 ±1,02 270,16 ±42,89 19,93 ±1,45
Muestreo final 317,45 ±39,43 20,93 ±1,15 319,05 ±50,62 20,75 ±1,38

Pienso Control Pienso Pigmentado
Peso Longitud Peso Longitud
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y = 32,378x + 216,41

y = 32,975x + 214,73
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Figura 14: Crecimiento en peso de los ejemplares de besugo durante el periodo experimental. 

 

y = 0,8175x + 18,478

y = 0,775x + 18,376
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Figura 15: Crecimiento en talla de los ejemplares de besugo durante el periodo experimental. 

 

En la tabla X se puede observar los diferentes índices de crecimiento de los grupos 

alimentados con ambos piensos. Todos los parámetros medidos resultaron similares para 

ambas dietas. Las mayores diferencias se observaron para los índices hepatosomáticos y 

para el % de grasa perivisceral, con incrementos del 23% y 49% respectivamente para los 

peces de la dieta control y del 35% y 29% respectivamente para la dieta pigmentada.  
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Resultados 

Tabla X: Parámetros de crecimiento y utilización del alimento para los dos piensos 

experimentales (medias±SD).  

Peso inicial (g) 251,50 ±28,75 254,29 ±42,50
Peso final (g) 317,45 ±39,43 319,05 ±50,62
Peso ganado (g)
Longitud inicial (cm) 19,3 ±0,97 19,15 ±1,61
Longitud final (cm) 20,93 ±1,15 20,75 ±1,38
SGR
FCR
K inicial
K final
HSI inicial 1,42 ±0,22 1,42 ±0,22
HSI final 1,74 ±0,11 1,91 ±0,33
Grasa perivisceral inicial 3,25 ±1,21 3,25 ±1,21
Grasa perivisceral final 4,84 ±0,56 4,19 ±1,39
VSI inicial 12,07 ±2,60 12,07 ±2,60
VSI final 11,13 ±1,13 12,20 ±1,98

65,95 64,76

0,19
6,68
3,62
3,60

0,20
6,42
3,50
3,46

Dietas
Control Pigmentada

 

 La ausencia de superíndices indica la no existencia de diferencias 

significativas (p≤0,05). 

 

3.2.2. Experimento 2. 

 

Los pesos medios  obtenidos tras 4 meses de engorde fueron de 801,62±142,01 y 

789,39±125,50 g con el pienso pigmentado y control respectivamente. Las tallas medias 

obtenidas  al final de la experiencia fueron de 27,82±1,78 cm con el pienso pigmentado y 

27,68±1,85 cm con el pienso control (Tabla XI). Tanto el crecimiento en talla como en peso 

durante este periodo se ajustaron a una regresión lineal (Figura 16 y 17). Se compararon las 

pendientes de las rectas de crecimiento de los peces alimentados con las dos variedades de 

pienso y el análisis mostró que no existen diferencias significativas (p≤0,05) entre el 

crecimiento en peso y talla de los ejemplares de ambos grupos. 
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Tabla XI: Evolución del peso y la longitud de los peces a lo largo del periodo 

experimental (media±SD) (Exp 2). 

Muestreos

Muestreo inicial 655,65 ±114,50 25,40 ±1,69 673,44 ±107,75 26,08 ±2,65
Muestreo medio 729,31 ±117,05 26,52 ±1,74 696,82 ±150,12 26,95 ±2,20
Muestreo final 789,39 ±125,50 27,68 ±1,85 801,62 ±142,01 27,82 ±1,78

Pienso Control Pienso Pigmentado
Peso Longitud Peso Longitud

 

 

y = 64,085x + 595,79

y = 66,872x + 591,04
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Figura 16: Crecimiento en peso de los ejemplares de besugo durante el periodo experimental. 
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Figura 17: Crecimiento en talla de los ejemplares de besugo durante el periodo experimental. 
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En la tabla XII se puede observar los distintos índices de crecimiento calculados para los 

grupos de peces alimentados con el pienso control y el pienso pigmentado. Si bien los resultados 

encontrados fueron similares para todos los parámetros determinados, se encontraron algunas 

pequeñas diferencias entre dietas, pero sin diferencias significativas (p≤0,05). 

 

 El índice hepatosomático incremento un 8% para la dieta pigmentada frente a una pequeña 

reducción del 5% para los peces controles. Hubo un incremento de la grasa perivisceral, del 

27% para la dieta control y 37% para la dieta pigmentada; Y un fuerte incremento de los índices 

gonadosomáticos, del 105% para los controles y alrededor del 80% para los peces alimentados 

con la dieta pigmentada. 

 

Tabla XII: Parámetros de crecimiento y utilización del alimento par los piensos experimentales 

(media±SD). 

Peso inicial (g) 655,65 ±114,50 673,44 ±107,75
Peso final (g) 789,39 ±125,50 801,62 ±142,01
Peso ganado (g)
Longitud inicial (cm) 25,40 ±1,69 26,08 ±2,65
Longitud final (cm) 27,68 ±1,85 27,82 ±1,78
SGR
FCR
K inicial
K final
HSI inicial 2,30 ±0,34 2,30 ±0,34
HSI final 2,18 ±0,52 2,49 ±0,75
Grasa perivisceral inicial 3,15 ±0,70 3,15 ±0,7
Grasa perivisceral final 4,02 ±1,28 4,34 ±0,93
VSI inicial 10,13 ±0,46 10,13 ±0,46
VSI final 11,21 ±2,39 11,40 ±1,01
GSI inicial 0,23 ±0,22 0,23 ±0,22
GSI final 0,47 ±0,27 0,42 ±0,42

3,72

128,18

0,15
8,99
3,80
3,72

133,74

0,16
8,66
4,00

Dietas
Control Pigmentada

 

La ausencia de superíndices indica la no existencia de diferencias significativas (p≤0,05). 
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Resultados 

3.4. Análisis bioquímico de los peces. 

 

3.3.1. Experimento 1. 

 

3.3.1.1. Análisis de Proteínas, Lípidos, Humedad y Cenizas. 

 

Los resultados de los análisis de la composición  en el músculo y en el hígado de los peces 

analizados al final del experimento muestran que no hay diferencia significativa en el 

contenido de lípidos encontrados en los peces alimentados con ambos tipos de pienso (Tabla 

XIII).  

 

Respecto al porcentaje de proteínas, en el caso del músculo no hay diferencias 

significativas, pero en el hígado si existen diferencias significativas (p≤0,05) siendo mayor su 

valor en los peces alimentados con el pienso control (Tabla XIII). 

 

Si se comparan los porcentajes de proteína y lípidos a lo largo del experimento se observa 

que los niveles de proteína aumentaron en el músculo y disminuyeron en el hígado y los 

porcentajes de lípidos variaron a la inversa, aumentando los valores en hígado y disminuyendo 

en músculo (Figuras 18, 19, 20 y 21). 

 

En el último muestreo, se encontró en los peces observados de uno de los módulos (C1) 

alimentados con el pienso control un inicio de desarrollo gonadal, estado i. Se analizaron las 

gónadas y se encontró un 32,35±0,98 % de proteínas, 46,03±0,49  de lípidos, 1,95±0,50 %  de 

humedad y 6,09±0,19 % de cenizas. 
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Tabla XIII: Valores iniciales, medios y finales de los porcentajes de proteína, lípidos, humedad 

y ceniza expresados en % de peso seco en el músculo e hígado de los peces alimentados con la 

dieta pigmentada y la dieta control. (Los subíndices en la misma columna expresan diferencias 

significativas p≤0,05, la ausencia de los mismos que no existen diferencias). 

Muestreos Dieta %Proteínas ±Std % Lipidos ±Std %Humedad ±Std %Ceniza ±Std
M.inicial

Músculo control 68,22 1,47 14,41 0,70 1,32 0,67 6,00 0,18
Hígado control 32,21 3,96 32,60 1,75 6,65 0,61 3,47 0,55

M. medio
Músculo control 72,62 11,55 14,60a 2,62 3,78 0,88 5,51a 0,48

pigmentada 71,14 9,03 12,79b 1,78 3,37 0,62 5,84b 0,42
Hígado control 31,85 2,12 39,37a 8,30 5,79 1,82 3,32a 0,36

pigmentada 30,11 3,77 34,05b 8,07 6,58 1,38 2,69b 0,47
M. final

Músculo control 83,19 2,30 12,69 2,27 1,98 0,89 6,63a 0,82
pigmentada 82,66 3,49 11,84 2,10 2,27 0,68 5,94b 0,48

Hígado control 28,01a 3,53 38,62 8,46 3,26a 1,24 2,91 1,34
pigmentada 25,22b 2,91 42,20 10,12 4,19b 0,88 2,51 0,59  
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Figuras 18 y 19: Contenido en proteína y lípidos (%peso seco) en las muestras de músculo 

a lo largo del periodo experimental. 
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Figuras 20 y 21: Contenido en proteína y lípidos (% peso seco) en las muestras de hígado a lo 

largo del periodo experimental. 
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Resultados 

3.3.1.2. Análisis de ácidos grasos. 

 

En el muestreo final los valores de ácidos grasos expresados en ng/ug P.seco son, al igual 

que en el muestreo medio, ligeramente mayores en los músculos de los peces alimentados con 

el pienso pigmentado, exceptuando los a.g. del Σn-6.  

 

En los hígados, los ácidos grasos de los peces alimentados con el pienso pigmentado son 

ligeramente superiores exceptuando los a.g. saturados y los a.g. del Σn-6 (Tablas XVII y 

XVIII). Se encuentran diferencias significativas estadísticamente entre la relación n-3/n-6 de 

los músculos y entre los a.g. saturados, Σn-6 y las relaciones n-3/n-6 y DHA/EPA de los 

hígados (%Total). 

 

La estadística se realizó comparando las medias finales de los ácidos grasos por muestreo 

y entre dietas. Los valores con superíndices distintos difieren significativamente (p≤0,05). La 

ausencia de ellos es que no existe diferencia significativa. 
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Resultados 

Tabla XIV: Valores iniciales de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. 

monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo e hígado de los dos 

grupos de peces, expresados en ng/ug P.seco y %Total de ácidos grasos. 

Pienso Control
Músculo Hígado

a.graso ng/ug P.seco ±Std %Total ±Std ng/ug P.seco ±Std % Total ±Sdt
14:0 5,33 0,33 2,76 0,22 12,86 1,01 2,49 0,20
14:1 0,18 0,02 0,10 0,01 0,27 0,03 0,06 0,01
15:0 0,15 0,00 0,10 0,01 0,29 0,04 0,07 0,00
16:0 14,97 0,62 19,56 0,28 46,06 6,52 22,33 0,33
16:1n-11 0,36 0,00 0,41 0,02 0,81 0,08 0,34 0,04
16:1n-9 0,35 0,06 0,39 0,07 1,11 0,19 0,47 0,02
16:1n-7 4,20 0,18 4,77 0,12 10,90 1,13 4,62 0,41
16:1n-5 0,22 0,01 0,25 0,01 0,48 0,05 0,20 0,02
17:0 0,53 0,05 0,68 0,03 1,62 0,16 0,77 0,06
16:2n-4 0,30 0,01 0,40 0,02 0,41 0,06 0,20 0,04
17:1 0,25 0,02 0,34 0,01 0,54 0,42 0,27 0,21
18:0 4,31 0,36 6,24 0,23 18,51 3,10 9,95 0,58
18:1n-9 12,95 1,34 18,77 1,30 53,99 9,89 28,99 1,96
18:1n-7 2,41 0,10 3,51 0,10 8,15 0,61 4,42 0,32
16.4 0,12 0,00 0,17 0,00 0,42 0,05 0,22 0,01
18:2n-6 2,72 0,16 3,70 0,10 3,99 0,68 2,02 0,28
18:3n-3 0,63 0,03 0,85 0,01 0,86 0,19 0,43 0,07
20:1n-11 0,42 0,05 0,56 0,05 1,29 0,11 0,65 0,11
20:1n-9 2,44 0,20 3,28 0,14 7,43 0,80 3,73 0,30
20:1n-7 0,18 0,01 0,24 0,00 0,55 0,06 0,28 0,03
18:4n-3 1,02 0,06 1,37 0,05 0,82 0,31 0,41 0,14
20:4n-6 0,88 0,02 1,12 0,04 1,85 0,34 0,87 0,03
22.1n-9 0,49 0,04 0,59 0,03 1,94 0,18 0,87 0,05
22.1n-7 0,06 0,01 0,07 0,01 0,12 0,03 0,05 0,01
20:4n-3 0,95 0,07 1,10 0,04 1,97 0,24 0,85 0,04
20:5n-3 7,11 0,49 8,07 0,18 9,17 2,03 3,84 0,31
22:5n-3 2,86 0,23 3,03 0,08 5,84 0,86 2,30 0,21
22:6n-3 16,22 1,00 15,13 0,69 18,28 4,03 6,29 0,48
Total 84,54 4,41 100,00 0,00 214,78 31,02 100,00 0,00

PUFA 32,81 1,92 34,94 0,83 43,59 8,47 17,42 1,29
Saturados 25,29 1,01 29,35 0,28 79,34 10,61 35,62 0,76
Monoinsat. 26,45 1,75 35,71 0,86 91,86 12,40 46,96 0,56
Σn-3 28,78 1,81 29,55 0,92 36,92 7,48 14,11 1,06
Σn-6 3,60 0,18 4,82 0,12 5,84 0,94 2,89 0,27
n-3/n-6 7,99 0,45 6,14 0,34 6,30 0,37 4,90 0,28
DHA/EPA 2,28 0,08 1,88 0,07 1,99 0,02 1,64 0,02  
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Tabla XV: Valores del muestreo medio del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, 

a.g. saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo e 

hígado de los peces del experimento, alimentados con el pienso control, expresados 

en ng/ug P.seco y % Total de ácidos grasos. 

Pienso Control
Músculo Hígado

a.graso ng/ug P.seco ±Std %Total ±Sdt ng/ug P.seco ±Std %Total ±Sdt
14:0 4,84 1,68 8,55 0,75 16,22 5,46 7,86 1,08
14:1 0,17 0,08 0,28 0,11 0,42 0,21 0,20 0,09
15:0 0,13 0,04 0,22 0,02 0,41 0,14 0,19 0,03
16:0 17,73 4,72 27,47 1,01 60,89 17,03 26,05 0,66
16:1n-11 0,42 0,10 0,66 0,07 1,24 0,32 0,54 0,07
16:1n-9 0,28 0,20 0,43 0,31 1,10 1,22 0,41 0,42
16:1n-7 4,77 1,46 7,43 0,42 17,40 4,85 7,54 0,58
16:1n-5 0,20 0,05 0,32 0,03 0,55 0,14 0,24 0,03
17:0 0,77 0,21 0,85 0,04 2,56 0,65 0,79 0,04
16:2n-4 0,65 0,19 0,67 0,02 1,23 0,44 0,35 0,07
17:1 0,46 0,13 0,44 0,02 1,77 0,52 0,47 0,03
18:0 5,23 1,34 5,44 0,10 23,75 6,29 6,86 0,61
18:1n-9 15,34 4,83 17,02 1,08 90,97 31,47 27,58 3,36
18:1n-7 2,81 0,80 3,13 0,09 13,25 3,57 4,12 0,24
16.4 0,15 0,04 0,17 0,01 0,50 0,26 0,15 0,06
18:2n-6 3,42 0,88 3,81 0,11 11,95 3,17 3,68 0,20
18:3n-3 0,75 0,19 0,81 0,04 1,93 0,29 0,60 0,13
20:1n-11 0,67 0,20 0,47 0,03 2,35 0,64 0,46 0,04
20:1n-9 2,97 0,87 2,10 0,11 10,86 2,90 2,14 0,15
20:1n-7 0,22 0,05 0,15 0,01 0,82 0,19 0,16 0,02
18:4n-3 1,64 0,43 1,17 0,07 2,02 0,89 0,41 0,19
20:4n-6 1,11 0,19 0,85 0,11 2,87 0,39 0,66 0,32
22:1n-11 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00
22.1n-9 1,84 0,52 1,27 0,12 3,93 1,20 0,75 0,15
22.1n-7 0,49 0,15 0,32 0,03 2,17 0,53 0,40 0,03
20:4n-3 1,24 0,37 0,79 0,05 3,82 0,42 0,72 0,20
20:5n-3 8,66 2,05 5,39 0,26 12,89 2,93 2,37 0,86
22:5n-3 2,95 0,90 1,64 0,15 7,78 1,33 1,28 0,37
22:6n-3 17,44 3,58 8,17 1,07 21,67 4,65 2,99 1,16
Total 97,33 25,09 100,00 0,00 317,32 78,41 100,00 0,00

PUFA 38,01 8,58 23,45 1,44 66,66 10,52 13,21 3,14
Saturados 28,70 7,97 42,52 1,48 103,83 29,17 41,75 0,88
Monoinsat. 30,62 9,26 34,03 1,58 146,83 46,10 45,04 3,00
Sum.W3 32,68 7,35 17,96 1,37 50,11 9,32 8,37 2,75
Sum.W6 4,53 1,05 4,65 0,18 14,82 2,99 4,34a 0,46
W3/W6 7,24 0,53 3,86 0,27 3,48 0,81 1,90 0,46
DHA/EPA 2,03 0,20 1,51 0,15 1,69 0,09 1,25a 0,07  
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Tabla XVI: Valores del muestreo medio del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, 

a.g. saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo e 

hígado de los peces del experimento, alimentados con el pienso pigmentado, 

expresados en ng/ug P.seco y %Total de ácidos grasos. 

Pienso Pigmentado
Músculo Hígado

a.graso ng/ug P.seco ±Sdt %Total Sdt ng/ug P.seco ±Std %Total ±Sdt
14:0 5,04 1,21 8,62 0,58 13,21 3,65 7,58 0,65
14:1 0,15 0,06 0,24 0,08 0,37 0,15 0,21 0,10
15:0 0,14 0,04 0,22 0,02 0,37 0,11 0,20 0,05
16:0 18,85 3,68 28,00 0,71 55,22 15,10 27,36 1,38
16:1n-11 0,41 0,09 0,62 0,03 0,92 0,20 0,47 0,08
16:1n-9 0,35 0,17 0,54 0,25 0,73 0,58 0,43 0,40
16:1n-7 4,84 1,25 7,20 0,52 15,27 4,79 7,59 0,59
16:1n-5 0,20 0,04 0,30 0,02 0,51 0,13 0,26 0,04
17:0 0,82 0,17 0,88 0,03 2,21 0,43 0,80 0,10
16:2n-4 0,67 0,11 0,67 0,06 0,94 0,20 0,32 0,09
17:1 0,46 0,08 0,43 0,03 1,47 0,38 0,46 0,06
18:0 5,79 1,07 5,78 0,40 20,39 4,60 6,85 0,65
18:1n-9 16,23 4,52 17,19 1,55 77,07 24,94 27,27 2,56
18:1n-7 2,97 0,64 3,18 0,19 12,02 3,44 4,30 0,27
16.4 0,15 0,03 0,16 0,01 0,64 0,20 0,23 0,03
18:2n-6 3,44 0,67 3,68 0,35 7,77 2,28 2,78 0,58
18:3n-3 0,76 0,15 0,78 0,05 1,36 0,48 0,47 0,11
20:1n-11 0,67 0,15 0,46 0,03 2,66 0,70 0,61 0,07
20:1n-9 3,03 0,72 2,05 0,16 11,56 3,06 2,65 0,23
20:1n-7 0,23 0,06 0,15 0,01 0,78 0,20 0,18 0,02
18:4n-3 1,61 0,38 1,09 0,10 1,28 0,63 0,29 0,12
20:4n-6 1,18 0,17 0,86 0,10 2,53 0,70 0,62 0,15
22:1n-11 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00
22.1n-9 1,82 0,40 1,20 0,11 4,63 1,26 1,03 0,13
22.1n-7 0,49 0,14 0,31 0,03 2,24 0,65 0,48 0,04
20:4n-3 1,18 0,26 0,72 0,05 3,04 1,20 0,62 0,17
20:5n-3 8,67 1,61 5,16 0,42 10,14 3,69 2,01 0,67
22:5n-3 2,89 0,58 1,55 0,09 6,46 2,84 1,14 0,38
22:6n-3 17,76 2,15 7,96 0,96 19,04 7,09 2,82 0,99
Total 100,81 19,45 100,00 0,00 274,80 74,47 100,00 0,00

PUFA 38,32 5,75 22,64 1,54 53,18 18,31 11,28 2,89
Saturados 30,65 6,06 43,49 0,75 91,40 23,30 42,79 1,37
Monoinsat. 31,84 7,96 33,87 1,85 130,22 38,47 45,93 2,28
Sum.W3 32,87 4,89 17,27 1,27 41,31 15,50 7,34 2,33
Sum.W6 4,62 0,80 4,54 0,40 10,29 2,84 3,39b 0,66
W3/W6 7,15 0,56 3,82 0,32 3,93 0,91 2,15 0,50
DHA/EPA 2,08 0,21 1,54 0,15 1,88 0,13 1,40b 0,10  
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Tabla XVII: Valores finales del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. saturados, 

a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo e hígado de los 

peces del experimento, alimentados con el pienso control, expresados en ng/ug 

P.seco y %Total de ácidos grasos. 

Pienso Control
Músculo Hígado

a.graso ng/ug P.seco ±Std %Total ±Std ng/ug P.seco ±Std %Total ±Std
14:0 4,30 1,48 8,05 0,86 20,02 5,60 8,35 1,37
14:1 0,13 0,08 0,24 0,14 0,42 0,19 0,19 0,14
15:0 0,11 0,05 0,19 0,03 0,52 0,31 0,20 0,11
16:0 16,92 4,27 27,89 0,50 72,70 20,41 25,92 3,69
16:1n-11 0,38 0,13 0,61 0,09 1,27 0,51 0,48 0,19
16:1n-9 0,36 0,08 0,61 0,05 1,72 1,17 0,65 0,41
16:1n-7 4,12 1,45 6,73 0,80 19,98 5,11 7,25 0,51
16:1n-5 0,18 0,06 0,29 0,02 0,60 0,14 0,22 0,05
17:0 0,75 0,31 0,85 0,16 2,84 1,43 0,74 0,31
16:2n-4 0,62 0,16 0,67 0,02 1,32 0,57 0,33 0,16
17:1 0,40 0,11 0,41 0,02 1,84 0,76 0,41 0,13
18:0 5,25 1,27 5,82 0,27 30,24 8,45 7,26 0,90
18:1n-9 13,67 3,40 16,36 1,48 108,57 37,57 27,27 5,08
18:1n-7 2,65 0,84 3,11 0,26 15,45 6,33 3,98 1,07
16.4 0,14 0,03 0,16 0,01 0,69 0,24 0,18 0,03
18:2n-6 4,24 1,40 5,26 2,55 18,12 7,48 4,62 1,37
18:3n-3 0,73 0,19 0,84 0,04 2,17 1,19 0,56 0,28
20:1n-11 0,59 0,20 0,44 0,04 2,98 0,72 0,49 0,05
20:1n-9 2,57 0,94 1,90 0,22 13,63 4,17 2,22 0,24
20:1n-7 0,21 0,07 0,15 0,01 0,88 0,33 0,15 0,05
18:4n-3 1,40 0,52 1,03 0,17 2,02 1,35 0,36 0,26
20:4n-6 1,12 0,28 0,90 0,06 2,67 1,50 0,49 0,28
22.1n-9 1,62 0,69 1,14 0,21 5,14 1,20 0,84 0,18
22.1n-7 0,42 0,16 0,29 0,05 2,89 0,86 0,44 0,05
20:4n-3 1,13 0,40 0,75 0,12 4,32 3,82 0,66 0,50
20:5n-3 8,24 2,35 5,38 0,45 12,50 8,92 1,92 1,43
22:5n-3 2,83 1,05 1,64 0,25 9,49 9,78 1,25 1,10
22:6n-3 17,08 5,05 8,29 0,76 22,87 17,82 2,56 1,90
Total 92,13 25,00 100,00 0,00 377,85 98,41 100,00 0,00

PUFA 37,53 10,08 24,93 1,40 76,16 48,02 12,92 6,47
Saturados 27,33 7,34 42,79 0,73 126,32 31,45 42,49a 4,23
Monoinsat. 27,28 7,98 32,28 1,13 175,36 51,55 44,59 3,60
Σn-3 31,41 9,47 17,93 1,48 53,37 42,58 7,31 5,39
Σn-6 5,36 1,44 6,16 2,52 20,78 8,23 5,10a 1,50
n-3/n-6 6,10 1,70 3,23a 0,93 2,48 1,70 1,34a 0,91
DHA/EPA 2,08 0,17 1,55 0,13 1,73 0,22 1,28a 0,17  
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Tabla XVIII: Valores finales del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. 

saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo e 

hígado de los peces del experimento, alimentados con el pienso pigmentado, 

expresados en ng/ug P.seco y %Total de ácidos grasos. 

Pienso Pigmentado
Músculo Hígado

a.graso ng/ug P.seco ±Std %Total ±Std ng/ug P.seco ±Std %Total ±Std
14:0 5,09 1,86 7,89 0,65 18,48 7,72 7,17 0,79
14:1 0,22 0,11 0,32 0,08 0,67 0,43 0,24 0,07
15:0 0,13 0,06 0,19 0,04 0,56 0,30 0,20 0,05
16:0 20,06 5,87 27,54 1,23 68,39 21,43 23,53 1,58
16:1n-11 0,43 0,14 0,59 0,02 1,49 0,53 0,52 0,04
16:1n-9 0,30 0,18 0,43 0,23 1,10 0,96 0,40 0,30
16:1n-7 5,18 2,01 6,96 0,73 22,89 9,95 7,73 0,85
16:1n-5 0,23 0,08 0,32 0,03 0,87 0,40 0,29 0,04
17:0 0,87 0,30 0,85 0,10 3,69 0,95 0,93 0,10
16:2n-4 0,71 0,21 0,64 0,03 1,51 0,64 0,34 0,07
17:1 0,50 0,17 0,42 0,01 2,55 0,88 0,54 0,04
18:0 6,11 1,80 5,63 0,30 28,49 7,13 6,69 0,67
18:1n-9 18,01 7,19 17,21 1,92 107,71 37,25 26,58 1,33
18:1n-7 3,37 1,09 3,31 0,06 20,39 7,25 5,04 0,29
16.4 0,19 0,06 0,19 0,00 1,16 0,45 0,29 0,02
18:2n-6 3,70 1,15 3,61 0,25 11,75 4,37 2,88 0,38
18:3n-3 0,83 0,29 0,77 0,05 2,62 1,12 0,62 0,10
20:1n-11 0,80 0,27 0,49 0,03 4,74 1,43 0,75 0,06
20:1n-9 3,63 1,25 2,24 0,13 19,61 6,94 3,07 0,17
20:1n-7 0,26 0,08 0,16 0,01 1,38 0,46 0,22 0,02
18:4n-3 1,65 0,60 1,02 0,07 2,20 1,02 0,34 0,07
20:4n-6 1,33 0,31 0,90 0,12 4,00 0,90 0,69 0,09
22.1n-9 2,18 0,77 1,31 0,10 8,18 2,65 1,25 0,11
22.1n-7 0,57 0,21 0,33 0,03 3,96 1,26 0,59 0,06
20:4n-3 1,36 0,44 0,76 0,03 6,75 2,90 0,95 0,17
20:5n-3 9,64 2,91 5,27 0,31 18,33 5,20 2,57 0,38
22:5n-3 3,34 0,85 1,68 0,19 14,77 6,76 1,82 0,34
22:6n-3 21,16 3,92 8,97 1,70 36,21 11,89 3,77 0,64
Total 111,87 33,57 100,00 0,00 414,46 136,85 100,00 0,00

PUFA 43,91 10,54 23,80 2,03 99,31 34,57 14,26 1,90
Saturados 32,28 9,84 42,10 1,08 119,60 36,89 38,51b 1,64
Monoinsat. 35,68 13,38 34,10 2,75 195,55 68,73 47,23 1,61
Σn-3 37,99 8,87 18,46 1,88 80,88 28,50 10,06 1,50
Σn-6 5,02 1,44 4,51 0,26 15,75 5,23 3,57b 0,42
n-3/n-6 7,71 0,72 4,10b 0,37 5,16 0,48 2,82b 0,26
DHA/EPA 2,29 0,42 1,70 0,31 1,97 0,16 1,46b 0,12  
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Figura 22: Valores iniciales de a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6,   

n-3/n-6 y DHA/EPA expresados en %total de a.g. en músculo e hígado de los peces 

analizados. 
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Figura 23 y 24: Valores del muestreo medio  de a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. 

monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA expresados en %total de a.g. en el 

músculo e hígado de los peces analizados alimentados con los piensos control y pigmentado. 
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Figura 25 y 26: Valores finales  de a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3,  

Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA expresados en % total de a.g. en músculo e hígado de los peces 

analizados alimentados con los piensos control y pigmentado. 

 

En el muestreo final, las gónadas los peces del módulo C1 (alimentados con el pienso 

control), presentaban un inicio gonadal, estado i. Se analizaron en conjunto. 
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Tabla  XIX: Análisis de ácidos grasos de las 

gónadas durante el último muestreo. 

ng/ug P.seco % Total
PUFA 144,46 20,10
Saturados 134,97 43,00
Monoinsat. 153,93 36,90
Σn-3 118,64 14,36
Σn-6 21,87 4,86
n-3/n-6 5,42 2,95
DHA/EPA 1,44 1,07

Gónadas (módulo C1)

 

 

3.3.1.3. Concentración de carotenoides. 

 

La concentración total de carotenoides en la piel del Pagellus bogaraveo a lo largo del 

periodo experimental sufrió una disminución para ambas dietas (control -22,35% y 

pigmentada -12%), aunque no existió diferencia significativa entre el valor inicial y los valores 

finales para cada dieta, ni entre ambas dietas (Tabla XX). 

 

Tabla XX: Evolución de la concentración de carotenoides totales en la piel 

del besugo a lo largo del periodo experimental (ug/g muestra). 

Muestreo
Control Pigmentada

Inicial 26,04±3,31 26,04±3,31
Final 20,22±1,85 22,82±4,28

Piel
Dieta

 

Los subíndices en mayúscula indican diferencias significativas (p≤0,05) en 

la concentración de carotenoides a lo largo del periodo experimental. Los 

subíndices en minúscula indican diferencias significativas (p≤0,05) entre la 

concentración de carotenoides en la piel de los peces alimentados con  las 

dos dietas. 
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3.3.2. Experimento 2. 

 

3.3.2.1. Análisis de Proteína, Lípidos, Humedad y Cenizas. 

 

La composición final proteica del músculo de los peces analizados es similar en los dos 

grupos alimentados con ambos tipos de pienso (Figura 27). Sin embargo, la composición 

proteica del hígado aumentó en el muestreo medio y disminuyó en el muestreo final en el caso 

de los peces alimentados con el pienso pigmentado, permaneciendo más o menos constante en 

los peces alimentados con el control (Tabla XXI; Figura 29). 

 

Respecto a la composición de lípidos del músculo, su porcentaje disminuyó ligeramente a 

lo largo del experimento, siendo su valor ligeramente superior en los peces alimentados con el 

pienso control (Figura 28). Sin embargo, en el hígado el porcentaje de lípidos aumentó a lo 

largo del experimento siendo su valor ligeramente superior en los peces alimentados con el 

pienso pigmentado (Tabla XXI; Figura 30). 

 

En cuanto la composición en proteínas y lípidos de las gónadas se debe tener en cuenta el 

estado de madurez de los peces. En el muestreo inicial se encontraban en el estado I, hembras 

inmaduras, en el muestreo medio y final, las gónadas de los peces alimentados con el pienso 

control se hallaban en el estado II y eran femeninas y los alimentados con el pienso 

pigmentado en estado II y eran hermafroditas. El porcentaje de proteínas en las gónadas de los 

peces alimentados con el pienso control aumentó ligeramente de 62,68% en el muestreo inicial 

a 63,79% en el final, sin embargo el porcentaje de lípidos disminuyó de 13, 94% a 10,27%. En 

el caso de las gónadas de los peces alimentados con el pienso pigmentado, el porcentaje de 

proteína también aumentó de 49,88% a 57,73% y el de lípidos disminuyó de 38,60% a 14,65% 

(Tabla XXI; Figuras 31 y 32). 

 

 

 71



Resultados 

Tabla XXI: Valores iniciales, medios y finales de los porcentajes de proteína, lípidos, humedad 

y ceniza expresados en %peso seco en el músculo, hígado y gónadas de los peces alimentados 

con la dieta pigmentada y la dieta control. (Los subíndices en la misma columna en músculo e 

hígado expresan diferencias significativas p≤0,05, la ausencia de los mismos que no existen 

diferencias entre los valores comparados). 

Muestreos Dieta %Proteínas ±Std % Lipidos ±Std %Humedad ±Std %Ceniza ±Std
M.inicial

Músculo control 69,34 0,90 16,59 2,73 1,65 0,91 5,58 0,43
Hígado control 26,32 0,61 21,72 2,98 3,35 0,89 3,58 0,22
Gónada control 59,60 0,99 7,04 0,74 5,11 0,07 9,56 0,91

M. medio
Músculo control 69,21 8,45 13,95 2,31 3,53 1,15 5,94a 0,42

pigmentada 67,76 7,53 14,45 1,76 2,87 0,57 5,55b 0,23
Hígado control 33,54 2,35 31,45 4,25 5,16 0,66 3,55a 0,46

pigmentada 34,53 5,39 32,44 6,06 4,85 0,44 3,12b 0,33
Gónada control 62,68 3,93 13,94 2,34 4,77 0,83 9,03 0,44

pigmentada 49,88 0,61 38,60 0,76 2,84 0,49 6,42 0,18
M. final

Músculo control 76,00 7,39 16,31 5,56 2,23 0,55 5,46 0,52
pigmentada 76,06 9,04 15,40 4,76 2,23 1,21 5,29 1,15

Hígado control 33,48a 1,15 31,35 6,24 5,93a 0,92 2,60a 0,74
pigmentada 25,84b 2,38 32,48 5,72 4,22b 0,71 3,26b 0,35

Gónada control 63,79 4,25 10,27 1,38 4,35 1,24 9,76 0,41
pigmentada 57,73 1,56 14,65 0,77 2,77 1,94 8,70 0,51  
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Figura 27 y 28: Contenido en proteína y lípidos (% peso seco) en las muestras de músculo a 

lo largo del periodo experimental. 
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Figura 29 y 30: Contenido en proteína y lípidos (%peso seco) en las muestras de hígado a lo 

largo del periodo experimental. 

0

10

20

30

40

50

60

70

80

Pienso Pigmentado Pienso Control

Dieta

%
pr

ot
eí

na
 g

ón
ad

as

M. inicial

M. medio

M. f inal

  

0
5

10
15
20
25
30
35
40
45

Pienso Pigmentado Pienso Control

Dietas

%
líp

id
os

 g
ón

ad
as

M. inicial

M. medio

M. final

 

Figura 31 y 32: Contenido en proteína y lípidos (%peso seco) en las muestras de gónadas a lo 

largo del periodo experimental. 

 

3.3.2.2. Análisis de ácidos grasos. 

 

Se analizaron los a.g. de los músculos, hígados y gónadas de los peces alimentados con 

ambas dietas a lo largo del experimento (Tablas  de la XVII a la XVI). 

 

Si se comparan los valores iniciales y finales de a.g. expresados en ng/ug P.seco, en el 

músculo, se observa que el valor de los a.g. PUFA aumentó considerablemente de 42,48 ng/ug 

P.seco en el muestreo inicial a 60,24 y 58,14 ng/ug P.seco en los piensos pigmentado y control 

respectivamente, en el muestreo final. Sin embargo si se compara el %total de ácidos grasos, el 

porcentaje de a.g. PUFA disminuyó de 38,92% a 23,57% y 24,32% en los peces alimentados 

con el pienso pigmentado y  el control respectivamente (Figuras  33, 36 y 37). 
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Comparando los valores finales en el músculo de ácidos grasos, expresado en %total se 

observan valores superiores de porcentaje de a.g.saturados, a.g. monoinsaturados y de las 

relaciones n-3/n-6 y DHA/EPA en los peces alimentados con el pienso pigmentado (Figura 36). 

Sin embargo la única diferencia significativa, nos la encontramos en los valores de Σn-6. En el 

hígado (Figura 37) y en las gónadas los valores de a.g. monoinsaturados, y las relaciones n-

3/n-6 y DHA/EPA son menores en los peces alimentados con el pienso control. Existiendo 

diferencias significativas en el caso del hígado en las relaciones n-3/n-6 y DHA/EPA. 

 

La estadística se realizó comparando las medias finales de los ácidos grasos (PUFA, 

monoinsaturados, saturados, etc..) del músculo y del hígado expresados en % total de ácidos 

grasos por muestreo y entre dietas. Las gónadas no se comparan estadísticamente porque sus 

valores varían considerablemente dependiendo del estado de madurez del ejemplar. Los 

valores del resumen de ácidos grasos con superíndices distintos difieren significativamente 

(p≤0,05). La ausencia de ellos es que no existe diferencia significativa. 
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Tabla XXII: Valores iniciales del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. 

monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo, hígado y gónada de los 

peces del experimento, expresado en ng/ug P.seco y %Total de ácidos grasos. 

Pienso Control
Músculo Hígado Gónada fem 1

a.graso ng/ug P.seco ±Sdt % Total ±Sdt ng/ug P.seco ±Sdt % Total ±Sdt ng/ug P.seco % Total
14:0 5,10 1,40 2,25 0,13 5,31 2,16 2,07 0,53 1,15 1,51
14:1 0,16 0,05 0,08 0,01 0,11 0,11 0,05 0,04 0,04 0,05
15:0 0,15 0,02 0,09 0,02 0,20 0,15 0,10 0,06 0,05 0,08
16:0 17,33 3,82 19,38 0,56 23,81 4,59 23,83 0,57 6,79 22,48
16:1n-11 0,37 0,09 0,36 0,02 0,26 0,06 0,22 0,02 0,13 0,37
16:1n-9 0,30 0,06 0,29 0,01 0,55 0,14 0,48 0,04 0,14 0,41
16:1n-7 4,81 1,39 4,61 0,25 5,57 1,90 4,77 0,89 0,70 2,03
16:1n-5 0,22 0,04 0,21 0,03 0,19 0,05 0,16 0,02 0,08 0,22
17:0 0,74 0,21 0,80 0,04 0,63 0,14 0,61 0,05 0,20 0,65
16:2n-4 0,34 0,11 0,38 0,04 0,14 0,04 0,14 0,03 0,06 0,22
17:1 0,29 0,09 0,34 0,02 0,26 0,08 0,28 0,05 0,08 0,27
18:0 5,01 1,13 6,22 0,25 8,30 1,05 9,31 0,62 2,42 8,89
18:1n-9 14,11 4,04 17,31 1,26 26,11 5,76 28,94 1,99 3,53 12,99
18:1n-7 2,67 0,77 3,28 0,17 3,43 0,82 3,79 0,28 0,86 3,17
16.4 0,13 0,04 0,15 0,01 0,14 0,03 0,15 0,01 0,02 0,08
18:2n-6 4,88 1,44 5,60 0,38 1,62 0,39 1,69 0,22 0,77 2,67
18:3n-3 0,83 0,26 0,94 0,08 0,31 0,07 0,32 0,04 0,08 0,28
20:1n-11 0,42 0,14 0,47 0,06 0,51 0,14 0,52 0,06 0,08 0,29
20:1n-9 2,40 0,77 2,71 0,25 2,67 0,56 2,76 0,33 0,37 1,25
20:1n-7 0,20 0,06 0,22 0,02 0,18 0,04 0,19 0,01 0,04 0,14
18:4n-3 1,10 0,39 1,24 0,16 0,27 0,04 0,28 0,04 0,10 0,35
20:4n-6 1,09 0,18 1,20 0,15 0,95 0,02 0,95 0,19 1,71 5,51
22.1n-9 0,52 0,16 0,53 0,05 0,82 0,16 0,76 0,08 0,07 0,21
22.1n-7 0,06 0,02 0,06 0,01 0,04 0,01 0,04 0,00 0,01 0,03
20:4n-3 1,09 0,32 1,06 0,06 0,87 0,12 0,78 0,04 0,23 0,67
20:5n-3 8,07 2,05 7,80 0,19 5,34 0,27 4,76 0,94 3,85 11,08
22:5n-3 3,81 1,01 3,44 0,18 2,72 0,32 2,24 0,21 1,17 3,16
22:6n-3 21,15 3,26 17,11 1,80 11,57 0,66 8,53 2,08 8,53 20,17
Total 99,13 23,73 100,00 0,00 104,25 17,72 100,00 0,00 33,53 100,00

PUFA 42,48 9,02 38,92 1,27 23,92 0,80 19,83 3,44 16,55 44,19
Saturados 28,34 6,53 28,74 0,62 38,24 7,82 35,91 0,58 10,61 33,62
Monoinsat. 28,31 8,20 32,35 1,85 42,09 9,74 44,27 3,04 6,37 22,19
Σn-3 36,06 7,27 31,59 1,52 21,08 0,50 16,91 3,23 13,97 35,72
Σn-6 5,96 1,61 6,79 0,23 2,56 0,39 2,63 0,29 2,49 8,18
n-3/n-6 6,14 0,54 4,66 0,39 8,34 1,13 6,42 0,87 5,62 4,37
DHA/EPA 2,67 0,30 2,19 0,24 2,17 0,12 1,78 0,10 2,22 1,82  
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Tabla XXIII: Valores del muestreo medio del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. 

saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo, hígado y 

gónada de los peces del experimento, alimentados con el pienso control, expresados en 

ng/ug P.seco y % Total de ácidos grasos. 

Músculo Hígado Gónadas
a.graso ng/ug P.sec ±Sdt %Total ±Sdt ng/ug P.sec ±Sdt %Total ±Sdt ng/ug P.sec ±Std %Total ±Std

14:0 6,28 2,05 9,00 0,62 12,95 1,16 8,59 0,87 4,84 2,58 8,50 1,85
14:1 0,21 0,02 0,30 0,05 0,37 0,12 0,24 0,07 0,14 0,09 0,23 0,11
15:0 0,14 0,03 0,19 0,01 0,29 0,07 0,18 0,02 0,11 0,06 0,18 0,04
16:0 22,43 5,43 28,12 0,50 48,18 8,02 27,29 0,69 17,06 6,28 27,44 0,65
16:1n-11 0,45 0,15 0,57 0,04 0,91 0,18 0,53 0,06 0,36 0,16 0,58 0,04
16:1n-9 0,38 0,10 0,48 0,00 0,57 0,44 0,36 0,34 0,34 0,14 0,55 0,04
16:1n-7 5,97 1,78 7,51 0,34 13,65 2,76 7,81 0,34 4,28 2,19 6,64 1,17
16:1n-5 0,21 0,06 0,26 0,01 0,42 0,06 0,24 0,02 0,16 0,07 0,25 0,02
17:0 1,06 0,31 0,94 0,04 2,20 0,44 0,89 0,08 0,84 0,38 0,95 0,09
16:2n-4 0,82 0,24 0,67 0,03 1,10 0,23 0,42 0,08 0,87 0,24 0,96 0,14
17:1 0,52 0,13 0,41 0,01 1,19 0,18 0,42 0,01 0,41 0,19 0,40 0,04
18:0 6,65 1,67 5,58 0,10 18,54 3,08 7,03 0,10 5,88 2,01 6,40 0,42
18:1n-9 17,56 4,97 15,80 0,79 57,86 15,67 23,47 3,03 14,08 5,86 16,10 0,68
18:1n-7 3,31 0,91 2,98 0,06 10,15 2,09 4,13 0,21 2,70 1,10 3,10 0,10
16.4 0,17 0,04 0,15 0,00 0,38 0,06 0,16 0,01 0,13 0,06 0,15 0,02
18:2n-6 5,81 1,47 5,20 0,02 9,79 1,79 3,99 0,54 4,15 1,88 4,64 0,45
18:3n-3 0,98 0,28 0,85 0,03 1,59 0,30 0,63 0,13 0,66 0,34 0,70 0,13
20:1n-11 0,69 0,22 0,39 0,03 2,06 0,44 0,53 0,06 0,60 0,28 0,43 0,06
20:1n-9 2,99 0,98 1,70 0,14 7,42 1,60 1,92 0,17 2,50 1,19 1,77 0,27
20:1n-7 0,27 0,10 0,15 0,02 0,62 0,14 0,16 0,01 0,22 0,09 0,16 0,01
18:4n-3 1,93 0,65 1,09 0,09 1,63 0,42 0,43 0,12 1,42 0,73 0,99 0,19
20:4n-6 1,33 0,25 0,81 0,06 2,50 0,21 0,69 0,08 1,99 0,05 1,73 0,76
22.1n-9 1,74 0,64 0,95 0,12 2,37 0,55 0,60 0,08 1,57 0,79 1,07 0,19
22.1n-7 0,53 0,15 0,28 0,02 1,57 0,36 0,38 0,04 0,47 0,20 0,32 0,02
20:4n-3 1,35 0,39 0,69 0,03 3,24 0,62 0,76 0,14 1,06 0,44 0,69 0,05
20:5n-3 9,76 2,27 4,89 0,15 13,03 1,98 2,98 0,54 8,87 2,39 5,88 0,88
22:5n-3 3,47 0,78 1,58 0,05 7,46 1,50 1,53 0,19 2,93 0,90 1,74 0,18
22:6n-3 22,20 2,51 8,44 1,17 21,38 4,72 3,64 0,83 14,41 1,77 7,47 2,46
Total 119,19 28,45 100,00 0,00 243,45 38,77 100,00 0,00 93,05 32,27 100,00 0,00

PUFA 47,80 8,84 24,38 1,26 62,10 11,40 15,23 2,59 36,49 8,70 24,95 3,58
Saturados 36,57 9,49 43,84 0,47 82,17 12,41 43,98 0,87 28,73 11,30 43,46 0,94
Monoinsat. 34,82 10,13 31,78 1,21 99,18 22,42 40,79 2,96 27,84 12,34 31,59 2,67
Σn-3 39,69 6,84 17,54 1,21 48,33 9,25 9,98 1,90 29,34 6,50 17,46 3,15
Σn-6 7,14 1,72 6,01 0,07 12,29 2,00 4,68a 0,60 6,14 1,92 6,37 0,31
n-3/n-6 5,62 0,37 2,91 0,17 3,93 0,30 2,12a 0,15 4,89 0,54 2,73 0,35
DHA/EPA 2,31 0,26 1,72 0,20 1,63 0,11 1,21a 0,08 1,68 0,30 1,25 0,22

Pienso Control
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Tabla XXIV : Valores del muestreo medio del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. 

saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo, hígado y 

gónada de los peces del experimento, alimentados con el pienso pigmentado, expresado 

en ng/ug de P.seco y % Total de ácidos grasos. 

Pienso Pigmentado
Músculo Hígado Gónada   

a.graso ng/ug P.seco ±Std %total ±Std ng/ug P.seco ±Std %Total ±Std ng/ug P.seco % Total
14:0 6,54 1,42 9,23 0,40 12,26 2,44 7,86 0,10 18,76 10,47
14:1 0,13 0,11 0,17 0,11 0,21 0,09 0,14 0,07 0,80 0,43
15:0 0,19 0,05 0,25 0,04 0,34 0,02 0,21 0,04 0,44 0,23
16:0 22,68 3,79 27,81 0,87 48,33 6,53 26,99 1,86 54,45 26,22
16:1n-11 0,48 0,11 0,59 0,04 0,92 0,13 0,52 0,05 1,23 0,60
16:1n-9 0,29 0,13 0,37 0,14 1,12 0,60 0,68 0,41 0,37 0,18
16:1n-7 6,36 1,35 7,85 0,30 13,07 2,25 7,37 0,24 17,52 8,56
16:1n-5 0,23 0,06 0,28 0,03 0,45 0,09 0,25 0,00 0,57 0,28
17:0 1,00 0,16 0,88 0,03 2,26 0,34 0,90 0,07 2,82 0,97
16:2n-4 0,83 0,16 0,67 0,01 0,84 0,16 0,31 0,02 2,43 0,78
17:1 0,56 0,11 0,43 0,01 1,29 0,25 0,45 0,02 1,32 0,40
18:0 6,54 1,04 5,37 0,12 17,74 4,53 6,53 0,30 17,43 5,62
18:1n-9 18,30 3,77 16,13 0,51 64,81 18,05 25,67 1,79 49,61 17,26
18:1n-7 3,47 0,64 3,07 0,03 11,67 2,15 4,68 0,13 9,72 3,38
16.4 0,17 0,03 0,15 0,00 0,51 0,15 0,20 0,02 0,49 0,17
18:2n-6 5,64 0,96 4,95 0,19 7,07 1,14 2,81 0,12 12,58 4,34
18:3n-3 0,98 0,22 0,83 0,05 1,26 0,30 0,48 0,02 2,45 0,82
20:1n-11 0,71 0,16 0,39 0,02 2,24 0,66 0,56 0,05 2,24 0,49
20:1n-9 3,26 0,70 1,82 0,09 10,28 3,32 2,57 0,29 10,58 2,34
20:1n-7 0,26 0,05 0,15 0,01 0,76 0,19 0,19 0,01 0,80 0,18
18:4n-3 1,89 0,49 1,05 0,10 1,27 0,27 0,32 0,02 5,26 1,16
20:4n-6 1,36 0,24 0,81 0,05 2,64 0,53 0,71 0,01 3,58 0,83
22.1n-9 1,82 0,42 0,99 0,08 3,46 0,94 0,84 0,05 6,67 1,43
22.1n-7 0,56 0,13 0,29 0,02 2,17 0,74 0,51 0,07 1,74 0,36
20:4n-3 1,42 0,26 0,72 0,01 3,11 0,88 0,70 0,05 3,82 0,76
20:5n-3 9,84 2,09 4,79 0,21 10,96 2,39 2,42 0,09 24,22 4,65
22:5n-3 3,93 0,58 1,75 0,07 7,54 2,41 1,49 0,16 10,05 1,75
22:6n-3 22,32 1,88 8,21 0,92 22,12 5,44 3,62 0,19 37,52 5,36
Total 121,77 20,57 100,00 0,00 250,70 55,51 100,00 0,00 299,44 100,00

PUFA 48,39 6,91 23,92 1,03 57,33 13,61 13,07 0,35 102,40 20,62
Saturados 36,95 6,38 43,54 0,76 80,92 13,81 42,50 1,68 93,89 43,50
Monoinsat. 36,43 7,50 32,54 1,01 112,45 28,17 44,43 1,49 103,15 35,88
Σn-3 40,39 5,53 17,35 0,81 46,27 11,67 9,03 0,46 83,32 14,51
Σn-6 7,00 1,20 5,76 0,24 9,71 1,67 3,52b 0,13 16,16 5,17
n-3/n-6 5,79 0,21 3,01 0,07 4,73 0,39 2,57b 0,22 5,16 2,81
DHA/EPA 2,31 0,33 1,72 0,24 2,01 0,05 1,50b 0,04 1,55 1,15  
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Tabla XXV: Valores finales del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. 

monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo, hígado y gónada de los 

peces del experimento, alimentados con el pienso control, expresado en ng/ug P.seco y 

%Total de ácidos grasos. 

Músculo Hígado Gónada
a.graso ng/ug P.sec ±Sdt %Total ±Sdt ng/ug P.sec ±Sdt %Total ±Sdt ng/ug P.sec ±Std %Total ±Std

14:0 7,82 4,36 8,96 0,60 12,97 3,57 7,76 0,69 1,85 0,49 4,79 0,54
14:1 0,30 0,18 0,32 0,04 0,37 0,08 0,22 0,04 0,06 0,05 0,15 0,12
15:0 0,19 0,13 0,19 0,04 0,28 0,13 0,15 0,04 0,06 0,03 0,13 0,06
16:0 27,19 11,86 27,83 1,44 47,43 13,14 24,44 0,43 13,28 1,67 30,12 1,21
16:1n-11 0,59 0,35 0,59 0,06 1,07 0,29 0,56 0,02 0,24 0,05 0,54 0,04
16:1n-9 0,53 0,28 0,54 0,04 0,71 0,80 0,34 0,37 0,29 0,08 0,66 0,08
16:1n-7 7,39 4,28 7,33 0,63 14,12 4,17 7,34 0,11 1,77 0,46 4,00 0,44
16:1n-5 0,29 0,15 0,29 0,01 0,44 0,11 0,23 0,02 0,11 0,02 0,24 0,01
17:0 1,14 0,55 0,82 0,01 2,41 0,55 0,90 0,12 0,63 0,05 1,02 0,09
16:2n-4 0,97 0,42 0,66 0,04 1,05 0,18 0,37 0,08 0,90 0,18 1,35 0,21
17:1 0,66 0,36 0,41 0,02 1,61 0,51 0,51 0,03 0,27 0,06 0,37 0,04
18:0 7,90 3,27 5,45 0,38 20,66 5,28 7,16 0,36 4,88 1,01 7,39 1,01
18:1n-9 23,58 14,77 16,45 2,14 71,51 28,27 25,95 3,56 8,97 2,16 14,51 1,29
18:1n-7 4,18 2,23 3,00 0,19 11,93 3,45 4,44 0,20 1,98 0,34 3,22 0,08
16.4 0,21 0,11 0,15 0,01 0,49 0,15 0,18 0,01 0,09 0,02 0,14 0,01
18:2n-6 6,99 3,76 4,96 0,24 11,50 2,82 4,29 0,50 2,71 0,42 4,39 0,13
18:3n-3 1,23 0,72 0,83 0,08 1,76 0,42 0,64 0,05 0,29 0,08 0,46 0,06
20:1n-11 0,89 0,46 0,41 0,01 2,36 0,80 0,55 0,04 0,27 0,05 0,28 0,02
20:1n-9 3,70 1,86 1,70 0,05 8,44 2,30 2,00 0,05 1,10 0,24 1,13 0,08
20:1n-7 0,30 0,17 0,14 0,01 0,65 0,21 0,15 0,01 0,11 0,03 0,12 0,01
18:4n-3 2,46 1,38 1,11 0,08 1,77 0,38 0,44 0,15 0,46 0,12 0,47 0,05
20:4n-6 1,56 0,52 0,80 0,11 2,70 0,44 0,69 0,10 2,12 0,34 2,33 0,35
22.1n-9 2,10 0,88 0,96 0,07 2,59 0,75 0,61 0,18 0,51 0,10 0,51 0,02
22.1n-7 0,66 0,33 0,28 0,00 1,83 0,53 0,41 0,04 0,18 0,02 0,18 0,02
20:4n-3 1,77 0,93 0,73 0,03 3,99 1,00 0,85 0,04 0,65 0,15 0,60 0,05
20:5n-3 12,63 5,44 5,16 0,29 14,49 2,14 3,07 0,51 8,30 1,45 7,48 0,53
22:5n-3 4,46 1,97 1,65 0,13 8,51 1,09 1,64 0,31 2,41 0,26 1,99 0,15
22:6n-3 25,86 6,69 8,27 1,68 25,29 1,03 4,09 1,24 16,89 2,06 11,41 1,22
Total 147,55 68,23 100,00 0,00 272,96 71,60 100,00 0,00 71,36 10,75 100,00 0,00

PUFA 58,14 21,88 24,32 1,80 71,57 8,67 16,27 2,72 34,82 4,26 30,63 1,30
Saturados 44,23 20,16 43,26 1,42 83,77 22,33 40,42 0,99 20,69 3,01 43,45 1,13
Monoinsat. 45,17 26,27 32,43 3,02 117,63 40,98 43,31 3,55 15,85 3,63 25,92 2,04
Σn-3 48,41 17,08 17,75 1,88 55,82 5,43 10,74 2,26 29,00 3,58 22,41 1,01
Σn-6 8,56 4,29 5,76a 0,13 14,20 3,21 4,98 0,56 4,83 0,62 6,73 0,31
n-3/n-6 5,92 0,78 3,09 0,38 4,03 0,65 2,15a 0,33 6,01 0,42 3,33 0,16
DHA/EPA 2,14 0,33 1,59 0,25 1,77 0,23 1,31a 0,17 2,06 0,32 1,54 0,24

Pienso Control
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Tabla XXVI: Valores finales del análisis de ácidos grasos, a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. 

monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA en músculo, hígado y gónada de los 

peces del experimento, alimentados con el pienso pigmentado expresado en ng/ug P.seco 

y % Total de ácidos grasos. 

Músculo Hígado Gónada
a.graso ng/ug P.sec ±Sdt % total ±Sdt ng/ug P.sec ±Std % Total ±Std ng/ug P.sec ±Std % Total ±Std

14:0 8,25 3,94 9,03 0,89 10,89 4,12 6,55 1,03 3,64 1,10 5,89 1,46
14:1 0,36 0,17 0,37 0,04 0,29 0,08 0,17 0,01 0,14 0,08 0,22 0,11
15:0 0,21 0,10 0,21 0,02 0,29 0,13 0,16 0,03 0,09 0,04 0,13 0,06
16:0 28,31 10,10 27,48 0,34 44,40 12,72 23,27 0,73 20,55 0,13 28,93 1,47
16:1n-11 0,59 0,24 0,57 0,03 0,97 0,19 0,52 0,05 0,43 0,03 0,61 0,00
16:1n-9 0,19 0,07 0,19 0,05 0,98 0,71 0,51 0,32 0,48 0,01 0,68 0,03
16:1n-7 8,05 3,63 7,76 0,58 13,04 4,14 6,89 0,64 3,68 0,70 5,22 0,70
16:1n-5 0,30 0,12 0,30 0,01 0,53 0,10 0,29 0,03 0,21 0,00 0,30 0,02
17:0 1,21 0,50 0,83 0,04 2,31 0,44 0,88 0,06 1,01 0,13 1,01 0,07
16:2n-4 1,00 0,34 0,65 0,02 0,90 0,13 0,32 0,04 1,09 0,10 1,02 0,15
17:1 0,67 0,25 0,40 0,00 1,64 0,37 0,54 0,03 0,60 0,07 0,53 0,09
18:0 8,10 2,48 5,32 0,33 20,88 4,32 7,42 0,40 6,36 1,81 5,94 1,36
18:1n-9 24,32 9,22 16,98 0,75 71,38 23,99 26,80 2,13 15,84 1,72 16,07 0,83
18:1n-7 4,46 1,70 3,11 0,06 14,61 2,53 5,64 0,63 3,58 0,07 3,65 0,28
16.4 0,22 0,10 0,15 0,03 0,78 0,15 0,30 0,03 0,19 0,01 0,19 0,00
18:2n-6 6,63 2,86 4,53 0,29 7,76 1,24 2,99 0,53 3,65 0,25 3,67 0,04
18:3n-3 1,23 0,53 0,82 0,06 1,58 0,28 0,59 0,11 0,71 0,12 0,70 0,16
20:1n-11 0,96 0,32 0,43 0,04 3,34 0,73 0,81 0,09 0,59 0,09 0,38 0,04
20:1n-9 4,34 1,67 1,92 0,05 12,74 4,28 3,06 0,49 2,56 0,71 1,64 0,36
20:1n-7 0,33 0,13 0,15 0,01 0,90 0,19 0,22 0,04 0,19 0,05 0,12 0,02
18:4n-3 2,30 1,07 1,00 0,09 1,02 0,09 0,25 0,04 0,90 0,27 0,57 0,14
20:4n-6 1,68 0,29 0,82 0,14 2,92 0,27 0,77 0,17 2,71 0,33 1,84 0,12
22.1n-9 2,43 1,02 1,04 0,04 3,58 1,88 0,82 0,29 1,09 0,51 0,68 0,28
22.1n-7 0,79 0,41 0,32 0,04 2,39 0,88 0,54 0,12 0,39 0,08 0,24 0,03
20:4n-3 1,89 0,74 0,75 0,06 4,45 0,69 1,00 0,23 1,33 0,18 0,78 0,15
20:5n-3 12,15 3,64 4,76 0,33 11,39 1,28 2,47 0,49 11,25 0,77 6,31 0,07
22:5n-3 4,98 1,60 1,76 0,13 10,25 0,49 2,02 0,40 4,11 0,19 2,09 0,21
22:6n-3 28,17 6,65 8,33 1,02 25,65 1,75 4,19 1,06 25,12 6,09 10,57 3,14
Total 154,12 53,71 100,00 0,00 271,89 61,85 100,00 0,00 112,51 2,00 100,00 0,00

PUFA 60,24 17,80 23,57 1,42 66,70 5,64 14,90 3,01 51,06 5,05 27,75 3,45
Saturados 46,08 17,12 42,88 0,38 78,78 21,59 38,29 1,66 31,65 3,22 41,91 1,48
Monoinsat. 47,79 18,90 33,55 1,05 126,40 38,50 46,82 2,17 29,80 3,84 30,34 1,97
Σn-3 50,72 14,22 17,43 1,40 54,35 4,06 10,52 2,28 43,42 5,54 21,02 3,45
Σn-6 8,31 3,14 5,35b 0,20 10,68 1,48 3,76 0,69 6,36 0,58 5,51 0,16
n-3/n-6 6,24 0,54 3,26 0,29 5,13 0,43 2,79b 0,23 6,89 1,50 3,82 0,74
DHA/EPA 2,34 0,13 1,74 0,10 2,26 0,20 1,68b 0,15 2,26 0,69 1,68 0,52

Pienso Pigmentado
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Figura 33: Valores iniciales de a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, 

n-3/n-6 y DHA/EPA  en músculo e hígado  de los peces analizados. 
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Figura 34 y 35: Valores del muestreo medio de a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. 

monoinsaturados,   Σn-3, Σn-6, n-3/n-6 y DHA/EPA  en músculo e hígado de los peces 

analizados, alimentados con los piensos control y pigmentado. 
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Figura 36 y 37: Valores finales de a.g. PUFA, a.g. saturados, a.g. monoinsaturados, Σn-3, Σn-6, 

n-3/n-6 y DHA/EPA  en músculo e hígado de los peces analizados, alimentados con los piensos 

control y pigmentado. 
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3.3.2.3. Concentración de carotenoides. 

 

Se observa que la cantidad inicial de pigmentos en la piel de los besugos cultivados es 

muy superior a la obtenida en los besugos procedentes del medio natural. Estos últimos tienen 

hasta tres veces menos de pigmentos en la piel que los cultivados, independientemente de la 

dieta utilizada (Tablas XXVII y XXIX). 

 

En la piel se produce a lo largo del experimento una disminución en al concentración de 

pigmentos, de un 52% en la dieta control y de un 45%, en la dieta pigmentada. En el hígado se 

produce una disminución de la concentración de carotenoides en los peces alimentados con la 

dieta control en un 10,59% y un aumento en la concentración de carotenoides en el hígado de  

los peces alimentados con la dieta pigmentada de un 31,45% (Tabla XXVII). 

 

Tabla XXVII: Evolución de la concentración de carotenoides en la piel a 

lo largo del periodo experimental. Datos expresados como valor±SD (ug/g 

muestra) 

Muestreo
Control Pigmentada

Inicial 32,11±4,88a 32,11±4,88a

Final 15,38±0,90b 17,58±0,46b

Piel
Dieta

 

Los subíndices en mayúscula indican diferencias significativas (p≤0,05) en 

la concentración de carotenoides a lo largo del periodo experimental. Los 

subíndices en minúscula indican diferencias significativas (p≤0,05) entre la 

concentración de carotenoides en la piel de los peces alimentados con  las 

dos dietas. 
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Tabla XXVIII: Evolución de la concentración de carotenoides en el 

hígado a lo largo del periodo experimental. Datos expresados como 

valor±SD (ug/g muestra) 

Muestreo
Control Pigmentada

Inicial 0,85±0,07 0,85±0,07
Final 0,76±0,25 1,24±0,37

Hígado
Dieta

 

Los subíndices en mayúscula indican diferencias significativas (p≤0,05) en 

la concentración de carotenoides a lo largo del periodo experimental. Los 

subíndices en minúscula indican diferencias significativas (p≤0,05) entre la 

concentración de carotenoides en la piel de los peces alimentados con  las 

dos dietas. 

 

Tabla XXIX: Concentración de carotenoides en la piel y el hígado de los 

besugos procedentes del medio natural. Datos expresados como valor±SD 

(ug/g muestra). 

Zona Carotenoides
Piel 6,58±0,94

Hígado 1,03±0,45

Medio Natural

 

 

3.4. Análisis de color. 

 

3.4.1. Experimento 1. 

 

En los peces de 250 g se midió el color en la piel a las 0 h y a las 18 h posteriores al 

sacrificio y en el músculo durante la disección (aproximadamente a las 18 h). Los análisis 

estadísticos se realizaron dentro de cada muestreo por dietas y dentro de cada dieta a lo largo 

del experimento. Se necesitan al menos 90 días para que los cromatoblastos de los peces 
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puedan absorber los carotenoides (Robaina et al., 2005) y mostrar el color,  por lo que se 

comentan con mayor atención los resultados del muestreo final. 

 

En el momento del sacrificio de los peces en hielo y agua salada no se encontraron 

diferencias significativas (p≤0,05) en la claridad (L) y en el croma de la piel tras la 

alimentación con las dos dietas. Si que se encontraron diferencias entre los valores de hue para 

ambas dietas, observándose valores menores (peces más rojos) para la dieta pigmentada 

(55,12±6,38; a*=4,95 y b*=7,07) que para la dieta control (60,07±8,36; a*=4,16 y b*=7,11) 

(Tabla XXX).  

 

En la piel a las 18 horas, los valores de los tres parámetros se homogenizan para las 

dos dietas, con resultados que reflejan una claridad algo mayor de los peces (aumenta la 

claridad (L) con valores de 79,56±4,49 para la dieta control y de 77,51±3,76 para la dieta 

pigmentada y baja el croma a valores de 7,21±2,45; con a*=1,06 y b*=7,11 para la dieta 

control y 7,28±1,95; con a*=1,27 y b*=7,14 para la dieta pigmentada). Se observó para ambas 

dietas por igual un cambio en la coloración que tiende bastante más hacia el amarillo, con 

valores que se mueven de los 55-60º a las 0 h a valores en torno a un ángulo de 80º a las 18 h. 

(Tabla XXXI).  

 

Los resultados de coloración en el músculo únicamente mostraron diferencias 

significativas (p≤0,05) en el croma siendo el valor de la dieta pigmentada de (10,76±1,26; con 

a*=1,44 y b*=10,62) menor que para la dieta control (12,20±1,24; con a*=2,38 y b*=11,92) 

(Tabla XXXII). 

 

 La evolución de los parámetros L, hue y croma en la piel (0 horas) a lo largo del 

periodo experimental, se observa que el valor de L aumenta a lo largo del tiempo en ambos 

grupos, alcanzando los peces alimentados con la dieta control un valor máximo de 73,54±5,74. 

El hue y el croma aumentaron su valor en el muestreo medio, pero en el final disminuyeron 
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adquiriendo valores similares al muestreo inicial en ambos grupos de peces (Figuras 38, 39 y 

40). 

Tabla XXX: Evolución de los parámetros de color: L, hue y croma en 

la piel (0 horas) a lo largo del periodo experimental (muestreo inicial, 

medio y final) (Valor±SD). 

Muestreos
Control Pigmentada

L Inicial 64,80±5,73A 64,80±5,73A

Medio 68,04±4,16A 66,85±5,79A

Final 73,53±5,74B 70,59±6,40B

Hue Inicial 58,20±5,83A 58,20±5,83AB

Medio 64,26±6,46aB 61,15±4,30bB

Final 60,07±8,36aAB 55,12±6,38bA

Croma Inicial 8,81±1,37 8,81±1,37
Medio 9,27±1,36 9,65±1,87
Final 8,31±1,74 8,68±1,98

Color Piel (0 horas)
Dieta

 

 

Tabla XXXI: Evolución de los parámetros de color: L, hue y croma en 

la piel (18 horas) a lo largo del periodo experimental (muestreo inicial, 

medio y final) (Valor±SD). 

Muestreos
Control Pigmentada

L Inicial 68,97±4,20A 68,97±4,20A

Medio 76,05±3,32B 74,77±5,65B

Final 79,56±4,49B 77,51±3,76B

Hue Inicial 79,15±5,81 79,15±5,81
Medio 82,00±7,84 81,47±4,72
Final 82,26±5,82 80,20±4,87

Croma Inicial 9,24±2,34 9,24±2,34
Medio 7,81±2,41 9,03±1,97
Final 7,21±2,45 7,28±1,95

Color Piel (18 horas)
Dieta

 

Para ambas tablas (XXX y XXXI) subíndices en minúscula en distintas 

filas expresan diferencias significativas (p≤0,05) entre dietas. 

Subíndices en mayúscula en distintas columnas para cada parámetro (L, 

hue o croma) expresan diferencias significativas a lo largo del periodo 

experimental (p≤0,05). 
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Tabla XXXII: Evolución de los parámetros de color: L (claridad), hue 

(color) y croma (intensidad) en el músculo a lo largo del periodo 

experimental (muestreo inicial  y final) (Valor±SD). 

Muestreos
Control Pigmentada

L Inicial 58,72±4,37 58,72±4,37
Final 57,69±1,78 58,08±2,07

Hue Inicial 75,00±12,79 75,00±12,79
Final 78,81±5,65 82,25±5,33

Croma Inicial 12,69±1,94 12,69±1,94A

Final 12,20±1,24a 10,76±1,26bB

Color Músculo
Dieta

 

Subíndices en minúscula en distintas filas expresan diferencias 

significativas (p≤0,05) entre dietas. Subíndices en mayúscula en 

distintas columnas para cada parámetro (L, hue o croma) expresan 

diferencias significativas a lo largo del periodo experimental (p≤0,05). 
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Figura 38: Variación de L (claridad) en la piel a las 0 y 18 horas posteriores al sacrificio en 

hielo. 
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Figura 39: Variación de hue (color) en la piel a las 0 y 18 horas posteriores al sacrificio en 

hielo. 
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Figura 40: Variación de croma (intensidad) en la piel a las 0 y 18 horas posteriores al sacrificio 

en hielo. 

 

En las figuras   se observa que los valores de L y hue en la piel aumentan a las 18 horas con 

respecto al momento de la muerte, sin embargo los valores de croma disminuyen. 
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Figura 41: Besugos alimentados con la dieta control (columna de la derecha) y con la dieta 

pigmentada (columna de la izquierda) al final del periodo experimental. 

 

3.4.2. Experimento 2. 

 

En los peces de 650 g se midió el color en la piel a las 0 y 18 horas posteriores al 

sacrificio, en el músculo en los muestreos inicial y final durante la disección y en la cola a las 

0 y 18 horas posteriores al sacrificio en el muestreo medio y final.  Los datos obtenidos de 

claridad (L), color (hue) e intensidad (croma) con los peces alimentados con la dieta 

pigmentada y con la dieta control se compararon con datos obtenidos de la medición de estos 

mismos parámetros en ejemplares silvestres del mismo peso procedentes del medio natural.  

 

En el momento del sacrificio de los peces en hielo no se encontraron diferencias 

significativas (p≤0,05) en la L, croma y hue de la piel de los peces alimentados con ambas 

dietas (Tabla XXXIII). Si evaluamos estos valores a lo largo del periodo experimental se 

observa un aumento de su valor en el muestreo medio, pero en el muestreo final volvieron a 

disminuir, existiendo únicamente diferencias significativas en el hue (Figuras 42 ,43 y 44).  
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En la piel a las 18 horas se observó para ambas dietas por igual un cambio en la 

coloración que tiende bastante más hacia el amarillo, con valores que se mueven de 47-51º a 

las 0 horas a valores en torno a un ángulo de 70-75º a las 18 horas (Figura 43).  

 

Estos resultados obtenidos a las 18 horas presentan valores similares a los de los 

animales silvestres en cuanto a la claridad de los mismos, incluso el hue. La mayor diferencia 

se encontró en el croma con valores de casi el doble frente a los ejemplares del medio natural 

(Figura 46). El valor de la claridad (L) de la dieta control (77,29±2,63) y de los besugos del 

medio natural (78,32±2,10) no presentaban diferencia significativa entre sí, pero sí  lo hacían 

con la dieta pigmentada (69,97±3,18).  La dieta pigmentada (9,19±2,92; con a*=2,73 y 

b*=8,67) y la dieta control (9,19±3,32; con a*=2,24 y b*=8,84), no presentaban diferencias 

significativas en sus valores de croma pero sí lo hacían con los besugos silvestres procedentes 

del medio natural (4,24±1,37; con a*=0,04 y b*=4,23). En el caso del hue, la dieta control 

(74,32±8,12; con a*=2,24 y b*=8,84) no presenta diferencias ni con los besugos del medio 

natural (89,71±4,40; con a*=0,04 y b*= 4,23) ni con los alimentados con la dieta pigmentada 

(72,08±10,12; con a*=2,73 y b*=8,67), pero estas dos últimas si presentan diferencia 

significativa entre ellas (Tabla XXXIV).  

 

La L, el hue y el croma medidos en la cola de los besugos a las 0 y 18 horas 

posteriores al sacrificio, no presentan diferencias significativas entre los peces alimentados con 

las dos dietas (Tablas XXXV y XXXVI). Sin embargo si presentan diferencias significativas 

las colas medidas a las 18 h de los ejemplares alimentados con la dieta control y la dieta 

pigmentada comparados con los valores del besugo silvestre (56,31±5,00; 31,69±5,70; con 

a*=19,86 y b*=24,67) procedente del medio natural en los parámetros de L y croma, pues 

presentan mayor claridad e intensidad que los peces cultivados con las dietas experimentales. 

Siendo los valores de claridad  e intensidad para los peces alimentados con la dieta pigmentada 

ligeramente más oscuros y menos intensos (29,78±4,47; 7,48±2,21; con a*= 4,75 y b*=5,74) 
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que para la dieta control (30,57±6,40; 8,34±1,65; con a*=4,45  y b*=7,01). En el hue no 

existen diferencias significativas entre los tres grupos de peces (Tabla XXXVI). 

 

En el músculo, los dos grupos de peces no mostraban diferencias significativas en los 

parámetros de claridad y el hue entre ellos, pero si lo hacían con estos mismos parámetros 

medidos en los besugos silvestres procedentes del medio natural (Tabla XXXVII). El croma de 

la dieta control (8,66±0,21; con a*=1,05 y b*=8,49) y de los besugos del medio natural 

(6,47±1,25; con a*=-2,18 y b*=6,07) no presentaban diferencias significativas entre ellas pero 

sí con la dieta pigmentada (12,45±1,37; con a*=4,07 y b*=11,47). 

 

Si se analiza la variación de L, de hue y de croma en la piel a las 0 y 18 horas 

posteriores al sacrificio se observa que su evolución es similar a la sufrida por los ejemplares 

de 250g. El valor de L y de hue aumentan con el paso de las horas y el valor del croma 

disminuye (Figuras 42, 43 y 44) para los ejemplares de ambas dietas.  
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Tabla XXXIII: Evolución de los parámetros de color: L, hue y croma 

en la piel (0 horas) a lo largo del periodo experimental (muestreo inicial, 

medio y final) (Valor±SD). 

Muestreos
Control Pigmentada

L Inicial 61,02±13,60 61,02±13,60
Medio 62,86±3,80 63,95±4,58
Final 66,26±6,84 69,96±4,66

Hue Inicial 52,40±4,48 52,48±4,48AB

Medio 56,21±2,90 54,80±7,19B

Final 50,45±8,21 48,52±4,81A

Croma Inicial 9,30±1,33 9,30±1,33
Medio 10,12±1,13 10,46±1,88
Final 9,39±0,76 9,42±1,29

Color Piel (0 horas)
Dieta

 

Subíndices en minúscula en distintas filas expresan diferencias 

significativas (p≤0,05) entre dietas. Subíndices en mayúscula en 

distintas columnas para cada parámetro (L, hue o croma) expresan 

diferencias significativas a lo largo del periodo experimental (p≤0,05). 

 

Tabla XXXIV: Evolución de los parámetros de color: L, hue y croma en la piel (18 horas) a 

lo largo del periodo experimental (muestreo inicial, medio y final). 

Muestreos Medio natural
Control Pigmentada

L Inicial 70,14±4,81 70,14±4,81
Medio 76,45±4,86 69,15±17,46
Final 77,29±2,63a 69,97±3,18b 78,32±2,10a

Hue Inicial 74,44±7,47 74,44±7,47
Medio 75,72±11,54 83,80±3,48
Final 74,32±8,12ab 72,08±10,12b 89,71±4,40a

Croma Inicial 7,73±3,42 7,73±3,42
Medio 9,90±1,69 10,13±2,36
Final 9,19±3,32a 9,19±2,92a 4,24±1,37b

Dieta
Color Piel (18 horas)

 

Subíndices en minúscula en distintas filas expresan diferencias significativas (p≤0,05) entre 

dietas. Subíndices en mayúscula en distintas columnas para cada parámetro (L, hue o croma) 

expresan diferencias significativas a lo largo del periodo experimental (p≤0,05). 
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Tabla XXXV: Evolución de los parámetros de color: L, hue y croma  

en la cola (0 horas) a lo largo del periodo experimental (muestreo 

medio y final) (Valor±SD). 

Muestreos
Control Pigmentada

L Medio 40,78±4,10aA 36,68±4,35b

Final 30,10±4,82B 30,66±2,37
Hue Medio 51,91±7,16 49,67±5,90

Final 31,11±13,56 32,02±11,24
Croma Medio 11,67±3,42 9,77±1,97

Final 8,17±2,11 9,96±2,26

Color cola (0 horas)
Dieta

 

Subíndices en minúscula en distintas filas expresan diferencias 

significativas (p≤0,05) entre dietas. Subíndices en mayúscula en 

distintas columnas para cada parámetro (L, hue o croma) expresan 

diferencias significativas a lo largo del periodo experimental (p≤0,05). 

 

Tabla XXXVI: Evolución de los parámetros de color: L, hue y croma en la cola (18 horas) a 

lo largo del periodo experimental (muestreo medio y final) (Valor±SD). 

Muestreos Medio natural
Control Pigmentada

L Medio 41,00±8,92 46,91±6,62A

Final 30,57±6,40a 29,78±4,47aB 56,31±5,00b

Hue Medio 59,98±2,38 61,09±4,41
Final 56,80±6,11 49,80±6,52 51,49±2,70

Croma Medio 11,56±0,60A 12,76±1,65A

Final 8,34±1,65aB 7,48±2,21aB 31,69±5,70b

Color cola (18 horas)
Dieta

 

 Subíndices en minúscula en distintas filas expresan diferencias significativas (p≤0,05) entre 

dietas. Subíndices en mayúscula en distintas columnas para cada parámetro (L, hue o croma) 

expresan diferencias significativas a lo largo del periodo experimental (p≤0,05). 
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Tabla XXXVII: Evolución de los parámetros de color: L, hue y croma en el músculo a lo 

largo del periodo experimental (muestreo inicial y final) (Valor±SD). 

Muestreos Medio natural
Control Pigmentada

L Inicial 57,45±1,49 57,45±1,49
Final 56,23±2,55a 55,00±2,74a 60,43±2,09b

Hue Inicial 79,78±5,29 79,78±5,29
Final 83,09±10,88a 71,41±15,29a 110,10±5,17b

Croma Inicial 8,16±1,41 8,16±1,41A

Final 8,66±0,21a 12,45±1,37bB 6,47±1,25a

Color Músculo
Dieta

 

Subíndices en minúscula en distintas filas expresan diferencias significativas (p≤0,05) entre 

dietas. Subíndices en mayúscula en distintas columnas para cada parámetro (L, hue o croma) 

expresan diferencias significativas a lo largo del periodo experimental (p≤0,05). 
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Figura 42: Variación de L (claridad) en la piel (zona I) a las 0 y 18 horas posteriores a 

su sacrificio en hielo. 
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Figura 43: Variación de hue (color) en la piel a las 0 y 18 horas posteriores a su 

sacrificio en hielo. 
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Figura 44: Variación de croma (intensidad) en la piel a las 0 y 18 horas posteriores a su 

sacrificio en hielo. 
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Figura 45: Besugos alimentados con el pienso control (parte superior) y con el pienso 

pigmentado (parte inferior) al final del periodo experimental. 

 

 

Figura 46: Besugo alimentado con el pienso pigmentado (en la parte superior), besugo salvaje 

proveniente del medio natural (en el centro) y  un besugo alimentado con el pienso control (en 

la parte inferior). 
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4 DISCUSIÓN 

 

El aporte nutritivo de los peces, así como su contenido en proteínas y de ácidos grasos 

poliinsaturados hacen que cada año, aumente el consumo de pescado en los mercados mundiales, 

pues son atractivos para el consumidor y constituyen un factor determinante para su explotación 

tanto a nivel artesanal como en condiciones de cultivo intensivo en acuicultura. 

 

El consumo por parte del hombre de alimentos ricos en ácidos grasos n-3 HUFA, como 

son los peces, tiene efectos positivos en la salud humana, tales como la prevención de patologías 

cardiovasculares (Herold y Kinsela, 1986) y de enfermedades autoinmunes (Hwang, 1989). 

 

El besugo es una especie muy solicitada en el mercado español y de alto valor económico, 

sin embargo, la disminución en el número de capturas de ejemplares de esta especie y la 

consecución de manera experimental primero de su ciclo reproductor en cautividad y 

posteriormente en una planta de cultivo, así como  su venta comercial, hacen de esta una especie 

idónea para su cultivo, especialmente en la costa norte de España, por las características de esta 

aguas (Olmedo et al., 1997; Olmedo et al., 2000; Peleteiro et al., 2000a y c). 

 

Uno de los principales problemas encontrados en el cultivo del besugo, es la gran cantidad 

de grasa que acumula, tanto en el músculo e hígado como alrededor de las vísceras (porcentaje 

de grasa perivisceral) en comparación a los ejemplares salvajes. Este problema, parece tener una 

relación directa con la alimentación, ya que se utilizan dietas formuladas específicamente para 

las características de otros espáridos como es el caso de la dorada, que soporta mayores niveles 

de lípidos en la dieta y presenta un contenido de lípidos más alto en el músculo.  La solución, 

por tanto, a los problemas encontrados en besugo va ligada a la obtención de una dieta que 

cubra los requerimientos nutritivos de esta especie (Linares et al., 2001a). Actualmente la 
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creación de un pienso específico para el besugo es uno de los objetivos de las principales 

empresas dedicadas a la fabricación de piensos para peces. 

 

Otro problema que se está presentando en el cultivo del besugo, es la coloración de su piel, 

sobre todo en los ejemplares cultivados en tanques, cuya coloración naranja no es tan intensa. 

Este problema, ha aparecido con anterioridad en otras especies de peces cultivadas en cautividad:   

salmón, trucha, seriola y más recientemente el bocinegro en las Islas Canarias y en Grecia. Para 

esta última especie  se encontró que la suplementación de la dieta con carotenoides hacía que 

estos tuvieran un color  más parecido al de los ejemplares salvajes, presentando así un aspecto 

más atractivo a los ojos de los consumidores. Según Shahidi et al. (1998) el color de los 

productos marinos es el primer carácter notado por el consumidor y esta relacionado con la 

aceptación o rechazo del producto. 

 

 El presente experimento se plantea con la finalidad de evaluar el efecto de la adición de 

pigmentos en la dieta (40 mg/kg de carotenoides procedentes de harinas de krill y de carcasa de 

langostinos) sobre diferentes parámetros biológicos y de utilización del alimento en ejemplares 

de besugo procedentes de cultivo: se estudiaron así mismo los posibles efectos de la dieta sobre 

la composición de los animales y la coloración de los mismos en diferentes zonas (piel, cola y 

músculo). Para ello se comparan los resultados bioquímicos del análisis de ejemplares de 

besugo alimentados con dos dietas, una pigmentada y una dieta tipo utilizada hasta el momento 

para la alimentación de esta especie (control) con valores de ejemplares del medio natural, 

obtenidos en la bibliografía y se calculan las cantidades de pigmentos carotenoides que 

concentran los besugos en su piel e hígado.  

 

Se analizaron ambos tipos de pienso y se observó que aunque el porcentaje de proteína 

total era similar entre ambos tipos de pienso (45% el pienso control y 47,05% el pienso 

pigmentado (% peso húmedo)), el porcentaje de proteínas solubles era mayor en el pienso 

control (41,51%), frente al pigmentado (24,84%), pero los peces alimentados con ambos 
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piensos poseían un porcentaje similar de proteínas en músculo e hígado, lo que nos puede 

sugerir una mejor utilización de la proteína del pienso por parte de los peces alimentados con el 

pienso pigmentado, aunque para poder verificar estos datos, se debería continuar el experimento 

durante más tiempo. Sin embargo este último poseía un porcentaje de lípidos (18,65%) algo 

mayor al del pienso control (15,58%). En muchas especies de peces, el incremento del 

porcentaje de lípidos en las dietas viene asociado a un incremento en peso del pez (en el caso de 

las doradas y las lubinas el porcentaje de lípidos ha aumentado a niveles del 25% en 

comparación al 12% de las primeras dietas utilizados para estas especies (Izquierdo et al., 

2003)). En el caso de los alevines de besugo, sin embargo, un contenido graso alto en la dieta 

retrasa el crecimiento de los mismos (Linares et al., 2001a). Para esta misma especie, se han 

realizado diversos experimentos donde se analizan piensos con la misma cantidad de proteína 

total (50%) y distinto contenido en lípidos (16% y 10%). No hubo diferencias significativas 

entre el crecimiento de los alevines con ambos tipos de pienso (Linares et al., 2004), en 

concordancia con lo encontrado en este caso (pienso pigmentado-50/15; pienso control-50/12).  

 

El besugo es una especie de crecimiento lento en comparación a otros espáridos como la 

dorada (Cejas et al., 1993) o el sargo picudo (Olmedo et al., 2002). Por lo que el incremento en 

peso de los besugos en 4 meses no resultó muy elevado, comparado a estos espáridos (Si el 

experimento se hubiera realizado con doradas de 250g y a la misma temperatura, estos 

ejemplares hubieran aumentado su peso de 30-50g/mes y hubieran duplicado su peso), pero si 

fue el esperado en comparación a otros estudios anteriores de engorde en Besugo (Linares, 

2004). Para la duplicación de los pesos de los animales sería necesario por tanto continuar el 

experimento durante algunos meses más, si bien desde el punto de vista de la coloración de los 

animales, se considera que a partir de los 90 días se pueden observar los efectos de la dieta 

(Robaina et al., 2005). Los resultados del presente experimento mostraron crecimientos en peso 

y talla muy similares para ambas dietas. Esto sugiere que en el caso del besugo la 

administración a través de la dieta de carotenoides provenientes de la harina de krill y carcasa de 

langostino en una proporción de 40 mg/kg de dieta no produce un efecto positivo en el 
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crecimiento, al contrario de lo observado por otros autores en otras especies de peces (Deufel, 

1970; Torrissen, 1986; Storebakken y Choubert 1991; Christiansen et al., 1994) y en 

concordancia  con otros estudios como los llevados a cabo en bocinegro alimentados con un 

pienso cuya fuente de pigmentos era igualmente la harina de carcasa de langostino  (Kalinowski 

et al., 2005), o la harina de krill (Chebakki, 2001), si bien en ambos casos la dieta que 

incluyeron estos ingredientes produjeron los mejores resultados en crecimiento. Tampoco se 

encontraron diferencias en un estudio realizado en dorada (Gomes et al., 2002) ni en un estudio 

realizado con trucha (Nickell y Bromage, 1998). Sin embargo, sería conveniente la 

administración de la dieta pigmentada por largos periodos de tiempo para poder corroborar  en 

toda su capacidad el rol de los carotenoides contenidos en la dieta y el crecimiento de los peces 

(Nickell y Bromage, 1998; Kalinowski et al., 2005). Los resultados del presente experimento no 

muestran ni siquiera tendencias por lo que es de esperar que incluso en estudios de más larga 

duración tampoco se consiga este tipo de efecto. Ello podría estar relacionado con una menor 

tasa de crecimiento de esta especie en relación a otras similares como el bocinegro, con la que 

se consiguen pesos de unos 500g de media en unos 15 meses de engorde a partir de animales de 

10g (GIA, datos no publicados). 

 

No se encontraron diferencias significativas en los distintos parámetros de crecimiento y 

asimilación del alimento para los peces alimentados con ambas dietas en ninguno de los 

experimentos. 

 

En cuanto al índice hepatosomático destacamos un incremento, en los peces de 250g, del 

22,5% en los peces alimentados con el pienso control frente a un 35,5% de los peces 

alimentados con el pienso pigmentado. En trabajos con bocinegro (Chebakki, 2001) se encontró 

que la inclusión de krill en dietas ocasionaba un incremento de la concentración de lípidos en 

los hígados, esto junto a una disminución del tamaño de los hepatocitos índica una actividad 

mayor de estas células, lo que nos expresa una utilización más activa de los lípidos. Así pues,  la 
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deposición o incremento de grasa perivisceral fue menor en el caso de los peces alimentados 

con el pienso pigmentado. 

El índice de grasa perivisceral aumentó un 48,9% con el pienso control y un 28,90% con 

el pigmentado. Ambos valores son muy elevados comparados a los índices encontrados en el 

medio natural. Este menor aumento de grasa en los peces alimentados con la dieta pigmentada 

puede deberse a una menor energía disponible total de la dieta como consecuencia de una menor 

cantidad de proteína soluble por parte del pienso pigmentado. 

 

En el caso de los peces de 650g, los índices hepatosomáticos disminuyeron un 5,22% en 

el caso de los peces alimentados con la dieta control y aumentaron un 8,26% con los peces 

alimentados con la dieta pigmentada, pues como dijimos anteriormente la adición de harina de 

krill hace que se derive grasa hacia los hígados. Además ambos grupos de peces parecen estar 

utilizando la energía que ingieren para desarrollo gonadal. No se debe olvidar que el índice 

hepatosomático sufre variaciones según el estado gonadal de los peces y son siempre menores 

en el caso de los machos frente a las hembras. 

El índice de grasa perivisceral, varió de manera contraria al experimento con peces de 

250g, aunque aumentó para ambas dietas, este aumento fue superior en la dieta pigmentada con 

un 37,7% frente a un incremento del 27,62% para la dieta control. Tanto la disminución de 

grasa perivisceral como del índice hepatosomático en el caso de los peces alimentados con la 

dieta control se debe a que los peces se hallaban en un estado gonadal más avanzado. 

 Los índices gonadosomáticos de los ejemplares adultos de cultivo alimentados con el 

pienso control (0,47%, con un incremento del 105%) y con el pienso pigmentado (0,42%, con 

un incremento del 80%) son también un poco más elevados que los del medio natural (0,38%), 

pero se debe tener en cuenta que el estado gonadal era distinto. Los ejemplares de cultivo se 

hallaban en estado I (inmaduro) ó II (inicio maduración) y los del medio natural en estado V 

(Desove) ó VI (Postdesove). Cabe destacar que los valores encontrados en los ejemplares 

analizados del medio natural, eran bastante bajos en comparación a los encontrados en otros 

estudios. Así para las hembras en estado V, (Linares, 2004), encontró índices gonadosomáticos 
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de  9,75±3,80% y para los machos 4,12±3,36% y en el estado VI, para las hembras de 

1,05±0,56% y para los machos 0,35±0,40%. En estado inmaduro e inicio de maduración como 

los ejemplares del medio de cultivo las hembras salvajes tenían valores de 1,16% y los machos 

de 0,66%. 

 

Los resultados de los análisis de composición en el músculo e hígado de los peces 

analizados al final del experimento, tanto en ejemplares de 250g como de 650g, muestran que 

no hay diferencia significativa en el contenido de lípidos encontrados en los peces alimentados 

con ambos tipos de pienso. 

Revisando la bibliografía se encontró un trabajo donde se realizó un experimento de 

engorde utilizando el mismo tipo de pienso que en nuestro caso y ejemplares del mismo tamaño.  

El porcentaje de lípidos en músculo e hígado en alevines alimentados con este mismo pienso 

control fue de 11,2% y 30% (Linares et al., 2004), que son ligeramente inferiores a los de 

nuestro experimento (12,69% y 38,62%). Esta variación puede ser debida a diferencias en las 

condiciones ambientales: Tª, salinidad, corrientes, etc… En ese mismo experimento se 

comparaba los porcentajes de lípidos del hígado y el músculo con los porcentajes obtenidos con 

un pienso de la casa Trouw, con el mismo porcentaje de grasa/proteína que el pienso control 

(50/12), obteniéndose valores de 37,5% para el hígado y 14% para el músculo  de los peces 

analizados (Linares et al., 2004).  

Por lo que podemos decir que con el pienso pigmentado, en ejemplares de 250g (11,84% 

y 42,20%) se obtienen valores menores de % de lípidos en el músculo y superiores en el hígado 

que en los otros dos tipos de pienso. 

 

 La comparación de los porcentajes de lípidos a lo largo del experimento, en ejemplares 

de 250g muestra en el músculo una disminución de los mismos y en el hígado un aumento. La 

disminución del % de lípidos en el músculo se observó también en un experimento realizado 

con bocinegros y alimentados con una dieta que poseía su fuente de carotenoides a partir de 
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harina de krill (Chebakki, 2001). Esto ocurre probablemente debido a la disminución de la 

actividad lipásica en el digestivo (Arantzamendi, 2004). 

 

Para ejemplares adultos de besugo se han encontrado valores en % de lípidos de 

7,59±3,40 % en músculo y 21,41±6,99 % en hígado, siendo los intervalos más normales (2,5-

17%) en el músculo de los ejemplares del medio natural  y de (13,3-40%) en el hígado (Linares 

et al., 2000a). Para el músculo y el hígado en este experimento (ejemplares de 650g) se 

consiguen valores parecidos al de los ejemplares del medio natural (17% para el músculo y 40% 

para  el hígado) con ambos tipos de pienso. 

 

Si se compara el porcentaje lípidos en ambos grupos de peces (250 y 650g) se observa 

que el contenido de lípidos en el hígado es mucho menor en los ejemplares de 650g para ambas 

dietas (con una disminución del 40-50%). Esto nos sugiere una transferencia de lípidos en el 

animal, probablemente hacia las gónadas, o, un aumento de la actividad de los hepatocitos en 

comparación a los ejemplares de 250g. 

 

 Los porcentajes de proteína encontrados en el músculo de los dos grupos de peces fueron 

muy parecidos, no así su porcentaje en el hígado, donde hubo diferencias significativas para 

ambos grupos de peces, siendo su valor superior para los peces alimentados con la dieta control 

(28,01 y 33,48%) frente al pienso pigmentado (25,22 y 25,84%) tanto para los peces de 250g 

como los de 650g respectivamente. Esto debe estar relacionado con una mayor actividad 

lipogénica en los hígados de los peces alimentados con las harinas de krill y de caparazones de 

langostinos, que hace que se reduzca su porcentaje de proteína. 

En cuanto a los porcentajes de lípidos y proteínas de las gónadas de los ejemplares de 

650g, se observó que los lípidos se acumularon más en las gónadas de los peces alimentados 

con carotenoides que en los alimentados con el pienso control. Con respecto a las proteínas no 

hubo una tendencia clara, se mantiene sobre el 60% para ambas dietas. 
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Se realizaron los perfiles de los ácidos grasos de ambos tipos de pienso. El pienso control 

tiene un contenido ligeramente más alto expresado en %total de ácidos grasos: poliinsaturados 

(PUFA) debido probablemente a su mayor porcentaje de harinas de pescado, saturados, a.g. de 

las familias n-3 y n-6 y de la relación DHA/EPA que el pienso pigmentado, que presenta un 

valor ligeramente superior en ácidos grasos monoinsaturados, debido probablemente a su mayor 

porcentaje de aceites de pescado y en la relación de las familias n-3/n-6, pues el pienso control 

tiene mayor proporción de a.g. de la familia n-6, debido a su mayor porcentaje de trigo 

disminuyendo el valor de esta relación.  

 

Al realizar el perfil de los a.g. del músculo de los ejemplares de 250g, en el muestreo 

inicial se observa que se corresponde con el perfil de a.g. de la dieta control, pero en el muestreo 

final el porcentaje de a.g. varía debido probablemente a que el pez moviliza los lípidos en 

relación a su incipiente desarrollo gonadal. Si se comparan los perfiles de a.g. en el músculo 

entre muestreo inicial y final se observa que el porcentaje de a.g. PUFA ha disminuido para 

ambas dietas. El porcentaje de a.g. saturados ha aumentado y el porcentaje de a.g. 

monoinsaturados ha disminuido sobre todo en el músculo de los peces alimentados con la dieta 

pigmentada. Esto nos sugiere que los peces que se alimentan de la dieta pigmentada están 

utilizando los a.g. monoinsaturados para obtener energía. 

Comparando los perfiles de a.g. en el músculo en el muestreo final para ambas dietas, se 

observa que han evolucionado de igual manera, sólo se encuentran diferencias significativas 

para la relación de las familias de a.g. n-3/n-6 que es mayor en el pienso pigmentado, debido 

probablemente a que la harina de krill tiene grandes cantidades de a.g. de la familia n-3 y que el 

pienso control como hemos dicho anteriormente tiene mayor proporción de a.g. n-6 debido a su 

mayor proporción de trigo que es rico en el a.g. linoleico. 

 

En cuanto al perfil de a.g. del hígado, si se compara su evolución entre el muestreo inicial 

y final se observa que no ha sufrido grandes variaciones, sin embargo donde si nos encontramos 

diferencias significativas es entre los perfiles de a.g. para ambas dietas en el muestreo final. Los 
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peces alimentados con el pienso control poseen mayor proporción de a.g. saturados, lo que se 

corresponde a la mayor proporción de estos a.g. en la dieta. Los peces alimentados con el pienso 

pigmentado tienen menor proporción de a.g. de la familia n-6 y una cantidad ligeramente mayor 

de n-3, por lo que la relación existente entre ambos es mayor para los peces alimentados con el 

pienso pigmentado. 

 

La evolución de los perfiles de a.g. en el músculo e hígado de los ejemplares de 650g 

alimentados con ambas dietas fue similar al observado en el caso de 250g. En el perfil de a.g. de 

los músculos en el muestreo final sólo se encontraron diferencias significativas en la familia de 

a.g. n-6 y en los hígados únicamente en las relaciones entre familias n-3/n-6 y entre los a.g. 

DHA/EPA. 

El perfil de a.g. de las gónadas de los ejemplares de 650g nos índica una evolución similar 

para ambas dietas. Encontramos en el muestro final con respecto al inicial mayor proporción de 

a.g. saturados y monoinsaturados y una reducción de los a.g. PUFA y de la familia n-3. 

 

Como se dijo anteriormente existen otros espáridos con problemas de coloración, por lo 

que basándose en las semejanzas existentes entre el besugo y el bocinegro, se probó la 

administración al besugo de una dieta enriquecida con harina de carcasa de langostino y krill, 

pues en bocinegro se habían obtenido resultados satisfactorios. En salmónidos, también se 

observó un aumento de su pigmentación al enriquecer las dietas con harina de langostino, 

depositándose en la piel y el músculo del pez (Saito y Regier, 1971; Steel, 1971; Torrissen et al., 

1981).La astaxantina en su forma libre, esterificada o formando complejos con proteínas, es el 

carotenoide más abundante en los crustáceos, siendo estos la fuente natural de pigmentos para 

muchos peces. La coloración de muchos peces se debe a la deposición de los esteres de 

astaxantina en la piel. Los esteres de astaxantina han resultado ser más eficientemente utilizados 

que la astaxantina libre para la coloración de la piel, lo que puede explicar la eficiencia de la 

adición de estos crustáceos en la dieta para bocinegro (Cejas et al., 2003) o la adición de harinas 
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provenientes de los mismos como una fuente natural de carotenoides para colorear el bocinegro 

(Kalinoswki et al., 2005). 

 

Al medir los parámetros de color de los peces alimentados con la dieta pigmentada y la 

dieta control en el momento del sacrificio se observaron diferencias significativas en el  hue de 

la piel de los ejemplares de 250g. Los peces alimentados con el pienso pigmentado eran más 

rojizos que los alimentados con el pienso control, sin embargo a las 18 horas del sacrificio de 

estos peces en hielo, no se encontró diferencias significativas en los parámetros (L, hue y croma) 

entre los ejemplares de ambos grupos. Se encontraron valores de claridad (L) más altos para 

ambas dietas entre los muestreos inicial y final, tanto a las 0 horas como a las 18 horas, es decir, 

los peces al final del experimento eran más claros. Con el paso de las horas, incrementaron los 

valores de claridad y hue adquiriendo una coloración más amarillenta y disminuyó ligeramente 

el croma. Este aumento de la claridad y del hue de la piel, nos puede sugerir una degradación de 

la astaxantina (pigmento de color rojo) en la piel hacia otros pigmentos más amarillos/naranjas, 

tal y como se ha observado en otras especies, como la trucha arcoiris (Figura 47) o la tilapia 

(Katsuyama et al., 1987). 
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Figura 47: Degradación de la astaxantina en le piel. 
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Otra hipótesis puede ser que esta variación de color se intensifique debido al estrés 

producido por la captura y manipulación en el momento del sacrificio y que con el paso del 

tiempo vuelvan a su color original, pues la coloración de la piel está bajo el control de otros 

parámetros, tanto externos como internos (físicos, neuro-hormonales, etc…). El pez altera su 

coloración frente a las condiciones ambientales, cambios físicos y condiciones de estrés. En 

estos casos el cambio de color se debe en mayor medida a la actividad o movimiento de los 

cromatóforos que al incremento o disminución de estas células (Fujii y Oshima, 1986). 

 

El músculo tiene una claridad (L) similar al inicio del experimento que al final, no ha 

sufrido variación al incorporar carotenoides en su dieta. El color (hue) del músculo de la dieta 

control (78,81±5,65) es más rojizo que el músculo de la dieta pigmentada (82,25±5,33), que 

tiende más hacia el amarillo. Aunque estos ejemplares son de 250g su claridad (L) y su color 

(hue) es muy similar al de los ejemplares de 650g provenientes del medio natural. 

 

En el caso de los ejemplares de 650g, se observaba visualmente la diferencia de color 

entre los ejemplares cultivados con los besugos capturados en el medio natural. Estos últimos 

poseían una coloración anaranjada especialmente en sus aletas. La alimentación con las dos 

dietas no produjo diferencias en los valores de claridad e intensidad en los diferentes muestreos. 

Únicamente se encontraron diferencias en los valores de hue a lo largo del experimento y sólo 

para la dieta pigmentada, para la que se obtuvieron valores significativamente menores (48,52) 

en el muestreo final con respecto al inicial (52,48). En comparación con los parámetros medidos 

en los ejemplares de 250g , los ejemplares de 650g  presentaban valores que corresponden a una 

coloración algo más rojiza y más intensa, en ambas dietas por igual  lo que ocasiona 

normalmente y tal como ocurre en este caso una disminución de la claridad (L) y por tanto la 

obtención de peces más oscuros. A las 18 horas posteriores al sacrificio, si bien no se 

encontraron diferencias en el tiempo para una misma dieta y los 3 parámetros estudiados, si que 

se obtuvieron diferencias entre dietas para un mismo punto de muestreo. Así para la dieta 

pigmentada se encontraron valores de claridad significativamente más bajos, o sea los peces 
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eran más oscuros que los peces alimentados con el pienso control, cuyo valor resultó similar al 

de los animales procedentes del medio natural. Si bien con intensidades similares entre dietas 

aunque ambas superiores a las de los besugos salvajes. Se encontraron diferencias en el hue, 

donde los resultados para la dieta pigmentada fueron similares a los de la dieta control, pero 

inferiores significativamente y por tanto, más rojizos al de los animales salvajes. Los besugos 

salvajes procedentes del medio natural tienen una coloración más amarillenta, más clara y 

menos intensa que los cultivados. Esto nos puede sugerir, que o bien la harina de carcasa de 

langostino y krill no es una buena fuente de carotenoides en besugo o que no hemos 

administrado la cantidad correcta de carotenoides. No se debe olvidar que el nivel de 

carotenoides en la dieta y la duración de la administración de la misma influyen en el índice de 

deposición de los carotenoides en el filete del pez (Spinelli y Mahnken, 1978; Kotic et al., 1979; 

Choubert y Luquet, 1982; Torrissen, 1985; Storebakken et al., 1987). En el caso del bocinegro, 

cantidades inferiores a 30 mg/kg no han tenido efectos satisfactorios (Cejas et al., 2003; 

Kalinowski et al., 2005). En otros casos, al administrar dosis superiores a la necesaria se ha 

conseguido el efecto contrario, que el color sea tan intenso, que tampoco sea atractivo para el 

consumidor (Chebakki, 2001).  

 

Los resultados en la aleta caudal fueron bastante similares entre dietas para las medidas 

hechas en el momento del sacrificio, con variaciones únicamente en la claridad (L), en el 

muestreo medio había valores significativamente más bajos para los peces alimentados con la 

dieta pigmentada (36,68), frente a los alimentados con la dieta control (40,78), pero en el 

muestreo final estos valores se igualaron obteniéndose colas igual de oscuras. Esto está en 

concordancia con los valores más bajos y por tanto más rojizos del color (hue) y más intensos  

(aumenta el croma), aunque sin diferencias entre el muestreo medio (nuestro inicial) y el final. 

. 

Si analizamos los valores obtenidos de claridad (L) y color (hue)  en la cola se observa 

una disminución de su valor en comparación a los valores obtenidos en la piel. Esto sugiere una 

progresiva deposición de los carotenoides en el cuerpo del pez. Esto se ha observado también en 
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el bocinegro (Kalinowski et al., 2005) y en salmónidos, donde Bjerkeng (2000) encontró más 

astaxantina depositada en la zona caudal que en la anterior. Entre ambos tratamientos no se 

encontró diferencia significativa en el momento del sacrificio. En general son colas bastante 

oscuras y su coloración tiende más al rojo que al amarillo. 

Lo más relevante encontrado en las colas a las 18 horas posteriores al sacrificio fue el 

incremento en los valores del hue para ambas dietas por igual con respecto a sus valores 

respectivos a las 0 horas, parece que se produce una degradación de los pigmentos hacia otros 

más amarillos-anaranjados. La comparación entre estas aletas caudales y las de los besugos 

salvajes no mostró diferencias en el hue, pues en ese momento todas poseen un color amarillo-

anaranjado, con valores entre 50 y 60, aunque si existían diferencias significativamente mayores 

en la intensidad del color y en la claridad. 

 

En el caso de las muestras de músculo, sólo se encontraron diferencias entre los peces 

alimentados con las dos dietas en el croma, con valores significativamente más intensos para la 

dieta pigmentada que para el control. Los músculos de los ejemplares salvajes son más claros 

que los de los ejemplares cultivados con ambas dietas, presentando diferencias significativas 

con los salvajes (p≤0,05) y su color es más amarillento. Si se comparan los músculos de los 

ejemplares salvajes de besugo (L: 50-60) con los músculos de bocinegro salvaje (L: 40-50), se 

ve que estos últimos son más oscuros. La diferencia más importante la encontramos en el croma 

donde encontramos valores en torno a 6 para los besugos salvajes y de 1 para los bocinegros 

salvajes (Chebakki, 2001). 

 

Analizando la concentración de carotenoides en la piel de los ejemplares de 250g se 

encontraron concentraciones de carotenoides del orden de 26,04 ug/g muestra en el muestreo 

inicial y del orden de 32,11 ug/g en los ejemplares de 650g. Ambos valores son muy superiores 

a la cantidad de carotenoides encontrada en la piel de los besugos salvajes que son del orden de 

6,58 ug/g. Esto se podría explicar por la abundancia de alimento que los besugos cultivados 

tienen en sus jaulas debido a la abundancia de algas, almejilla y mejillones que hay en la zona. 
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Al final del experimento, sin embargo se observó una disminución generalizada del 

contenido en pigmentos en la piel e hígados de los animales, menor siempre en el caso de los 

peces alimentados con la dieta pigmentada. Así, la cantidad de pigmentos en la piel había 

disminuido un 22% con el pienso control y un 12% con el pienso pigmentado, en los ejemplares 

de 250g. Esta mayor disminución en la concentración de carotenoides de los peces alimentados 

con la dieta control, se puede deber a que estos peces presentaban un inicio de desarrollo 

gonadal y los carotenoides fueron transferidos de la piel a las gónadas. Esto vendría apoyado 

por la cantidad de lípidos que poseían dichas gónadas (del orden de 46,03%), pues los lípidos y 

los carotenoides se movilizan juntos en el animal.  

En el caso de los ejemplares de 650g se observa una disminución de carotenoides en la 

piel de un 52% con el pienso control y de un 45% con el pienso pigmentado. Resulta interesante 

resaltar la mayor disminución observada en la concentración de pigmentos para los peces de 

mayor tamaño, lo cual podría estar en relación con una movilización de los mismos hacia otros 

órganos o tejidos en los que el animal los necesita en mayor cantidad. En este caso, la dieta 

pigmentada parece tener una influencia positiva ya que la movilización desde la piel es algo 

menor, ya que no se observó una disminución en la ingesta. 

 Si nos fijamos en los cambios fisiológicos del pez, se puede explicar está disminución en 

la concentración de carotenoides, por una degradación de las astaxantina o por una transferencia 

de los carotenoides de la piel a las gónadas. Esto viene apoyado por el porcentaje de lípidos 

encontrados en las gónadas, que era superior en las de los peces alimentados con el pienso 

pigmentado (14,65%) frente a los peces alimentados con el pienso control (10,27%) ya que 

como se dijo anteriormente los carotenoides y los lípidos se movilizan juntos  en el animal.  

 

Otra ventaja de los piensos enriquecidos con la harina de carcasa de langostino y krill es 

que la cantidad de ácidos grasos PUFA y de la familia n-3 de las gónadas de los peces 

alimentados con carotenoides (51,06 ng/ug PS y 43,42 ng/ug PS) son superiores a los 

encontrados en las gónadas de los peces alimentados con la dieta control (34,82 ng/ug PS y 
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29,00 ng/ug PS), con los beneficios que esto supone para el aumento de la fecundidad y la 

puesta.  

Los huevos pigmentados han mostrado mejoras en su calidad al alimentar al stock de 

reproductores con dietas con carotenoides, principalmente carotenoides rojizos como la 

astaxantina. Para el Pargo japones (Pagrus major), la astaxantina diesterificada proveniente de 

la harina de krill es el factor determinante para mejorar la calidad de los huevos (Watanabe et al., 

1991a), sin embargo para la seriola, es la astaxantina en su forma libre la que mejora la calidad 

de los huevos (Verakunpiriya et al., 1997b). Por otra parte, suplementaciones de la dieta con un 

20% de harina de krill en dietas para seriola (Verakunpiriya et al., 1997a) y en lucio rayado 

(Pseudocaranx dentex) causó un empeoramiento de la calidad de los huevos (Vassallo-Agius et 

al., 2001). 

Estudios en Pargo japones mostraban que el enriquecimiento de las dietas con krill rico en 

astaxantina aumentaba la fecundidad (Watanabe et al., 1991a). En dorada, Fernández-Palacios 

et al. (1995) demostró que un aumento del 1,6% de ácidos grasos n-3HUFA en la dieta 

aumentaba la fecundidad. Estos estudios nos indican la influencia de los enriquecimientos en las 

dietas, para la mejora de la calidad de las puestas, pero futuros estudios deben determinar los 

ingredientes y cantidades adecuadas para mejorar la fecundidad en diversas especies. 

 

En los ejemplares de 650g se analizó la concentración de carotenoides en el hígado, en el  

muestreo inicial los valores de carotenoides eran del orden de 0,85 ug/g muestra, en el muestreo 

final se encontraron valores más similares en la concentración de carotenoides en el hígado de 

los peces alimentados con el pienso pigmentado (1,24 ug/g) que en los peces alimentados con el 

pienso control (0,76 ug/g) con los besugos procedentes del medio natural (1,03 ug/g). 

 

En resumen, si bien no se encontraron claros efectos sobre el color de los animales tal y 

como se esperaba por la adición de los pigmentos contenidos en las harinas de krill y de carcasa 

de langostinos, lo que parece principalmente motivado por un exceso de alimento natural a 

expensas de los animales en las jaulas con lo que no se contó en principio, si que se encontraron 

 109



Discusión 

efectos positivos de su inclusión en las dietas sobre la deposición y posible movilización de los 

lípidos en los diferentes tejidos del animal. Si bien  la astaxantina contenida en el pienso no 

produjo diferencias de color en los animales en relación a los peces control, los resultados 

indican que el besugo es capaz de transformar en la piel la astaxantina contenida en el pienso 

hacia otros pigmentos más amarillos/naranjas como ha sido observado en otras especies de 

peces. 

 

Sería por tanto aconsejable trabajar en la línea de probar fuentes y concentraciones de 

distintos pigmentos más económicos quizá que la astaxantina, para poder conseguir una 

coloración más próxima entre los besugos salvajes y los cultivados. Resultaría conveniente así 

mismo prolongar la duración de las futuras experiencias que se lleven a cabo en este sentido con 

esta especie para poder evaluar mejor un posible efecto de los ingredientes y/o pigmentos 

adicionados sobre el crecimiento. Estudios sobre las variaciones a nivel metabólico en el animal 

serían igualmente interesantes. 

 

 Ya que el experimento sugiere que la administración de fuentes de astaxantina naturales 

mejoran la fecundidad y el estado de los huevos al producirse una  mayor deposición de lípidos 

así como una deposición diferenciada de los mismos y una mayor transferencia de carotenoides 

de la piel a las gónadas del animal, sería interesante estudiar todo ello en el caso del besugo, 

especie para la que no se tienen datos de este tipo. 
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5 CONCLUSIONES 

 

1. Las tasas de crecimiento, índices de conversión del pienso e índices de grasa 

perivisceral no se vieron afectados por los tratamientos ensayados. 

2. La inclusión de la harina de carcasa de langostino y krill en el pienso dio lugar a peces 

con un menor contenido en lípidos en el músculo, pero con un contenido superior en 

lípidos en el hígado. 

3. Para  los ejemplares de besugo, la administración de la dieta pigmentada, cuyos 

carotenoides  provienen de las harinas de carcasa de langostino y krill (40 mg/Kg de 

dieta) durante 118 días no produce una coloración similar a la natural en la piel de los 

ejemplares salvajes. 

4. El comportamiento de los besugos en cuanto a coloración obtenida resulto similar en los 

dos experimentos llevados a cabo (peces 250 y 650 g). 

5. Los resultados muestran que los ejemplares alimentados con la dieta control se han 

estado alimentando de pigmentos que tenían a disposición en las jaulas. Futuros 

estudios deben ser realizados controlando en alguna medida este tipo de suplementos a 

los de la dieta. 

6.  El besugo parece tener capacidad metabólica para convertir unos pigmentos en otros en 

su piel. Así, los resultados muestran que la astaxantina contenida en la dieta pigmentada 

puede estar siendo degradada en ese tejido hacia otros pigmentos más 

amarillos/naranjas. 

7. El incremento de lípidos en las gónadas (en especial ácidos grasos PUFA y Σn-3) y la 

disminución de la concentración de pigmentos en la piel a lo largo del experimento para 

los ejemplares alimentados con el pienso pigmentado, puede sugerir una transferencia 

de pigmentos de la piel a las gónadas, con beneficios para la fecundidad y calidad de los 

huevos 
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