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微藻脂类组成及脂肪酸分布的分析技术 
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摘  要: 微藻具有光合效率高、生长周期短、有可能异养生长等特性, 并含有多种生物活性物质, 尤其是 EPA、

DHA 等多不饱和脂肪酸含量丰富, 可以作为功能食品的优质生物资源。多不饱和脂肪酸在微藻细胞中主要以

脂质的形式存在, 脂类组成及脂肪酸分布信息可以为藻种筛选、不饱和脂肪酸的分离纯化等提供依据。本文综

述了高产多不饱和脂肪酸的藻种, 脂质及脂肪酸的萃取方法与分离鉴定技术, 特别对全二维气相色谱法、高压

液相色谱法在微藻中的应用进行了阐述。 
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ABSTRACT: Microalgae possess a number of important properties such as the features of high photosynthetic 
efficiency, rapid growth and possible heterotrophic cultivation and contain a variety of biologically active sub-
stances including EPA and DHA. They are considered a high-quality biological resource in functional foods. 
Polyunsaturated fatty acids in microalgal cells mainly exist in the form of lipids, thus lipid and fatty acid com-
position could provide the basis for the screening of microalgal strains and facilitate the separation and purifi-
cation of those functional polyunsaturated fatty acids. This article summarized those microalgal strains with 
high-yield of polyunsaturated fatty acids, methods of extraction and separation of lipids and fatty acids. The 
applications of advanced technologies including comprehensive two-dimensional gas chromatography and high 
pressure liquid chromatography in microalgae were highlighted. 
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脂肪酸是由一条长的烃链和一个末端羧基组成

的羧酸, 分为饱和与不饱和脂肪酸, 烃链含有两个或
两个以上双键的为多不饱和脂肪酸(PUFAs), 在生物
体内多以结合态存在。天然多不饱和脂肪酸碳骨架长

度多数为 18∼22个碳, 碳原子数目几乎都是偶数, 且

绝大多数为顺式脂肪酸。PUFAs 根据第一个双键距
离甲基末端的位置分为 ω-3与 ω-6系列, ω-3 PUFAs
以二十二碳六烯酸(DHA)、二十碳五烯酸(EPA)、α-
亚麻酸 (ALA)为代表 ; ω-6 PUFAs 以花生四烯酸
(AA)、γ-亚麻酸(GLA)、亚油酸(LA)为代表, 它们能



792 食品安全质量检测学报 第 4卷 
 
 
 
 
 

 

调节人体的脂质代谢, 是维持人体机能正常的重要
生物活性物质, 且人体内不能合成或合成不足, 必须
从食物中摄取, 属于必需脂肪酸。临床及流行病学证
明 PUFAs中 DHA、EPA、AA等在一些疾病(阿尔茨
海默病、癌症、心血管疾病等)的预防及治疗中发挥
着重要作用[1-5], 是功能食品与医学研究的热点, 并
已得到了一定的应用。因此, PUFAs作为食品营养素
补充剂在功能食品研究中受到越来越多的重视。 

目前, 商用 PUFAs 主要来源于海洋鱼类的油脂, 
但是从鱼油中提纯 PUFAs 技术成本昂贵, 而且有不
愉快的气味与味道[6]。鱼与鱼油由于生物富集还有可

能含有二噁英、多氯联苯、重金属等有害物质[7]。鱼

类自身并不能合成 PUFAs, 它是通过吞食富含
PUFAs 的微藻后在食物链中积累获得的, 因此微藻
才是 PUFAs的原始生产者。微藻能快速生长繁殖, 合
成积累高浓度的 PUFAs, 而且有些可以异养生长, 避
免污染问题, 具有大规模生产的潜力, 是 PUFAs 的
优质生物资源。PUFAs 在微藻细胞内的存在形式有
中性脂与极性脂, 如甘油三脂、磷脂、糖脂等, 其中
以甘油三酯为主, 它是细胞物质与能量的主要储存
形式之一。微藻培养条件不同, 脂质及脂肪酸组成会
有很大差异, ω-6与 ω-3 PUFAs比例也有所不同, 这
些都会影响微藻作为功能食品的营养价值。因此, 脂
质及脂肪酸的安全、快速、准确的萃取分离检测技术

对微藻资源的充分利用发挥着重要作用。 

1  多不饱和脂肪酸的生物学功能 

上世纪八十年代开始, 多不饱和脂肪酸的生物
功能在营养特别是初生婴儿的营养方面得到越来越

多的重视[8]。PUFAs的功能主要表现在两个方面: (1)
调节细胞膜的流动性以及作为细胞膜的信号传递物

质; (2)作为前列腺素、白三烯等代谢的前体物, 预防
及治疗一些慢性疾病[9]。 

DHA 是对婴儿视力与神经发育重要的结构物质, 
由于婴儿自身合成 DHA 不能满足大脑发育的需要, 
所以必须从饮食中获取。FAO/WHA专家委员会建议
在婴儿配方食品中添加适量的 DHA。DHA可以降低
心血管疾病的风险, 对高血压、关节炎、动脉粥样硬
化与血栓等有积极的预防效果[10]。EPA与 AA是激素
类物质类花生酸(前列腺素类、凝血恶烷类、白细胞
三烯类)的重要前体物, 但是它们形成的类花生酸在
结构及功能上是不同的, 在有些功能上甚至是相反

的, 例如 EPA可以抑制炎症的发生, 而 AA则会诱导
产生炎症。因此 EPA 与 AA 的平衡摄取对于维持代
谢平衡, 预防代谢紊乱疾病具有重要意义[6]。另外在

脂质营养的研究中, ω-3与 ω-6 PUFAs的摄入比例逐
渐引起关注。有些研究认为人类在饮食进化中 ω-6
与 ω-3 PUFAs适宜比例是 1/1, 但是目前在人们饮食
中这个比例远超过 1/1, 尤其是西方饮食中甚至达到
10/1~(20~25)/1[5] , 过高的比例对人体健康是不利的。
FAO/WHO 推荐的合适的摄入比例为(5~10)/1。人们
可以从日常饮食中获得足够的ω-6 PUFAs, 但可能缺
乏适量的 ω-3 PUFAs。 

2  多不饱和脂肪酸的微藻来源 

2.1  微  藻 

微藻大多数为单细胞生物, 据报道地球上约存
在八十万种, 已为人类认知的大约只有五万余种。
它在工业应用方面具有很大的开发潜力, 如作为食
品营养素补充剂的 EPA、DHA 等多不饱和脂肪酸, 
作为抗氧化剂的类胡萝卜素, 作为天然色素的藻胆
蛋白, 以及生物氢、甲烷等作为再生能源的生物燃
料等[11-14]。关于微藻中多不饱和脂肪酸的研究主要

包括高产多不饱和脂肪酸藻株的筛选、多不饱和脂肪

酸的代谢机制、分离提纯技术等。 

2.2  微藻中的多不饱和脂肪酸 

高等植物与动物中缺乏合成长链多不饱和脂肪

酸(大于 C18)的酶[15-16]。C18 PUFAs可以从植物中获得, 
而微藻是长链多不饱和脂肪酸的重要来源。尽管已经

发现很多微藻中富含 DHA、EPA、AA等高营养价值
的长链多不饱和脂肪酸(表 1), 但是由于在传统光合
自养条件下微藻较低的生长率及较小的细胞密度 , 
因此用于商业生产的只有 Arthrospira, Chlorella, 
Dunaliella salina以及 Aphanizomenon flos-aquae等少
数[17]。 

3  微藻中脂质分类与脂肪酸组成 

微藻中多不饱和脂肪酸主要以脂质的形式存在

于细胞内。脂质可以分为中性脂与极性脂, 其中中性
脂以甘油三酯(TAG)为主, 有少量的甘油二酯与甘油
一酯; 极性脂主要是糖脂(GL)与磷脂(PL), 包括卵磷
脂(PC)、溶血卵磷脂(LPC)、磷脂酰甘油(PG)、双磷
脂酰甘油(DPG)、单半乳糖甘油二酯(MGDG)、双半 
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表 1  富含多不饱和脂肪酸的微藻 
Table 1  Microalgal strains rich in unsaturated fatty acids 

微藻 
PUFAs(%总脂肪酸) 

参考文献 
DHA(22:6) EPA(20:5) AA(20:4) 

Amphidinium carterae 17.0 15.1 1.6 [18] 

Crypthecodinium cohnii 56.8 0.3 0 [19] 

Schizochytrium mangrovei 39.1 0.5 0.6 [20] 

Thraustochytrium sp. 25.9 0.5 0.9 [20] 

Schizochytrium sp. 26.2 0.8 0.6 [20] 

Chlorella minutissima 0 45.0 5.7 [21] 

Nannochloropsis sp. 0 35.0 0 [22] 

Monodus subterraneus 4.7 32.9 0 [23] 

Nitzschia laevis 0 19.1 6.2 [24] 

Porphyridium cruentum 0 19.7 17.2 [18] 

Thalassiosira pseudonana 6.5 10.8 9.2 [18] 

Schizochytrium aggregatum 0 15.7 7.2 [18] 

Thraustochytrium aureum 16.1 4.5 12.1 [18] 

 
乳糖甘油二酯(DGDG)等, 其他脂质成分还有硫酸甘
油糖脂(SQDG)、甜菜碱(BL)以及不明确的磷脂成分
等。多不饱和脂肪酸的组成可能有 C18:2、C18:3(ω-3, 
ALA)、C18:3(ω-6, GLA)、C20:4(ω-6, AA)、C20:5(ω-3, 
EPA)、C22:5(ω-6, DPA)、C22:6(ω-3, DHA)等。微藻中
脂质组成及脂肪酸分布与含量因不同藻种及培养条

件不同会有较大差异[25-27]。在对水产动物的生长与营

养品质影响方面, 多不饱和脂肪酸的极性脂形式要
比中性脂形式更有效, 但是极性脂的含量通常要比中
性脂低很多。对于EPA、DHA在脂质中分布的了解, 有
助于进一步研究环境条件对脂质代谢的影响, 从而通
过改变环境条件(低温、氮抑制)增加 EPA、DHA的产
量, 同时为 EPA、DHA的分离纯化提供依据。因此, 脂
质组成及脂肪酸的分布信息对微藻在功能食品及水产

饲料方面的应用是非常重要的[28-30]。为获得完整的脂

质信息, 合适的萃取方法及分析技术是关键。目前萃
取多用氯仿、丙酮、正己烷等溶剂洗脱, 这些试剂具
有挥发性及不同程度的毒性, 对人体健康与环境不
利 ; 分离鉴定大多采用薄层色谱(TLC)与气相色谱
(GC)技术, 操作繁琐, 消耗较高, 因此减少萃取分离
中有机溶剂的使用, 开发高效、安全环保的提取方法, 
选择合适的分离鉴定技术也是目前研究的热点。下面

就一些萃取及分离鉴定手段进行综述。 

4  脂质及脂肪酸的萃取分离 

对微藻细胞中脂质的提取, 常规的萃取技术主
要有溶剂萃取(solvent extraction, SE)、加压液相萃取
(pressurized liquid extraction, PLE)、亚临界流体萃取
(subcritical fluid extraction, SFE)、超临界流体萃取
(supercritical fluid extraction, SFE)、微波辅助萃取
(microwave-assisted extraction, MAE)、超声辅助萃取
(ultrasonic-assisted extraction, UAE)等, 其中溶剂萃
取应用比较广泛。除了上述较为普遍的萃取技术, 还
有一些新的萃取过程应用于微藻中脂质的提取, 如
同时蒸馏萃取 (simultaneous distillation extraction, 
SDE)湿藻体中的脂质[31]。 

4.1  溶剂萃取 

溶剂萃取是通过有机溶剂与藻体的充分接触(浸
泡、喷淋), 使脂质溶解在溶剂中而被萃取出来。目
前最常用的溶剂萃取方法主要有两种: 索氏提取法
与 Bligh and Dyer法[32-33]。萃取过程中常用的有机试

剂有正己烷、甲醇、氯仿、乙醚、乙腈等。由于这些

溶剂都有一定毒性, 且萃取后需要经旋转蒸发浓缩
以回收脂质, 用量较大, 时间较长, 特别是氯仿虽然
对脂质有非常好的溶解性, 但是有一定的致癌作用, 
对人体健康及环保都是不利的, 在食品级成分的提
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取中也有一定限制。 

4.2  加压液相萃取 

加压液相萃取是有机液相溶剂在较高温度

(50∼200 )℃ 、较大压力(1450∼2175 psi)条件下实现对
组分的快速萃取分离[34]。高温可以降低溶剂的介电

常数, 从而降低溶剂的极性使其与脂质极性相接近, 
促进萃取的进行。高压有助于增加传质速率迫使溶剂

更容易渗入藻细胞, 提高萃取效率。这种萃取方法与
传统的溶剂萃取相比, 减少了溶剂的消耗量, 提高了
萃取率, 并且以水或者公认安全的试剂(乙醇)做溶剂, 
可以用作食品级成分的提取。但是这种方法不适于高

温下热不稳定组分的萃取[35-36]。 

4.3  超临界流体萃取 

超临界流体萃取指超出临界温度与压力时, 流
体介于气态与液态之间, 密度近于液体, 粘度近于气
体, 且扩散性处于两相之间, 即同时具有气体的扩散
传质性能和液体的溶解性能。与传统萃取方法相比, 
超临界流体这种低粘度和相对较高的扩散性使其运

输性优于液体, 更容易扩散通过固态基质, 提高萃取
效率。另外, 可以通过改变萃取压力或温度, 改变流体
密度, 而密度是与溶解性相关的, 溶解性能的改变导
致溶剂萃取能力的改变。这些物理化学特性使得对藻

体脂质的萃取率远高于普通的有机溶剂, 尤其对于多
不饱和脂肪酸等受热容易氧化裂解的成分分离具有明

显优势。超临界流体萃取技术还可以与气相色谱、超

临界流体色谱技术耦合使物质萃取、分离更高效[37]。 

4.4  亚临界流体萃取  

亚临界流体萃取是溶剂在低于超临界条件处于

亚临界状态下的萃取操作, 与超临界萃取相比, 对压

力的要求相对较低。亚临界水萃取(subcritical water 
extraction, SWE)是使高温水(100∼374 ℃, 374 ℃为水
的临界温度)在较高压力下(通常是 10∼60 bar)维持在
液体状态, 此时水的极性降低, 对弱极性及非极性物
质的溶解性增强, 性质类似有机溶剂, 可用于脂质的
萃取。SWE不使用有机溶剂, 绿色环保, 而且可以对
藻液直接处理不需要冷冻干燥, 萃取速度较快, 但是
高温高压能耗比较大[37]。 

4.5  微波辅助萃取 

微波辅助萃取是微波穿透基质时被吸收转换成

热能, 使细胞内分子加热蒸发产生高压, 从而改变细
胞壁的多孔性, 强化有机溶剂渗透及萃取过程。这种
萃取方法是从基质内部和外部同时加热, 除可用于
脂质的提取, 更常用于抗氧化成分如多酚类、类胡萝
卜素类的萃取。 

4.6  超声辅助萃取 

超声辅助萃取是利用超声波的空化效应与热效

应, 当超声波强度足够大时会在液体中形成腔或微
泡, 这些微泡从声波中吸收能量一定条件下破裂产
生冲击波, 撞击细胞表面导致细胞分解, 从而释放出
细胞内成分, 达到萃取目的。目前超声辅助萃取已应
用于油脂、蛋白质、糖的萃取, 萃取过程中需要对萃
取温度、时间、超声频率进行优化。 

以上常规萃取技术在微藻脂质萃取中的应用在

下表中较详细列出(表 2)。 

4.7  同时蒸馏萃取 

同时蒸馏萃取是 1964年由 Likens 和 Nickerson
发明的, 集水蒸汽蒸馏与溶剂萃取的特点, 广泛用于
挥发性、半挥发性组分的分离提取。Tanzi等[33]用同 

表 2  不同萃取技术在微藻脂质与脂肪酸提取中的应用 
Table 2  Different extraction technologies in the application of lipid and fatty acid extraction from microalgae 

微藻 萃取技术 萃取条件 参考文献 

Phaeodactylum tricornutum SE 乙醇(96%,v/v), 正己烷:水 [38] 

Synechocystis sp. PLE 正己烷, 乙醇, 水, 50∼200 ℃, 20 min [39] 

Nannochloropsis sp. SFE 超临界流体 CO2, 40◦C, 55◦C, 40, 55, 70 MPa, 6 h [40] 

Arthrospira maxima SFE 超临界流体 CO2, 50◦C, 60◦C与 250 bar, 350 bar, 乙醇(10 mol%) [41] 

Spirulina platensis SFE 超临界流体 CO2, 40◦C, 55◦C, 25, 40, 55, 70 MPa, 4 h [42] 

C. cohnii SFE 超临界流体 CO2, 323 K, 30 MPa, 3 h [43] 

Nannochlorsis  sp. SFE 亚临界流体正己烷:乙醇 (3:1, v/v), 90 ℃, 1.5 MPa, 30 min [44] 

N. oculata UAE 5%生物量, 30 min,1000 W [45] 

Seaweed MAE 120 ◦C, 0.5 h [46] 
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时蒸馏萃取的方法, 以萜烯(对伞花烃、柠檬烯、蒎
烯)做萃取溶剂, 萃取微藻 N. oculata 与 D. salina中
的脂质, 并结合薄层色谱与气相色谱技术分析了脂
质分类及脂肪酸组成。 

5  脂质及脂肪酸的分析技术 

脂肪酸的定性定量一般可以不经预处理直接进

样分析或者通过衍生化处理(甲酯化)后再分析。现代
色谱技术如气相色谱、高压液相色谱、薄层色谱与光

谱技术如拉曼光谱、红外光谱、紫外光谱以及核磁共

振波谱、质谱等可有效地分离鉴定脂质与脂肪酸成

分。薄层色谱方法常用于总脂的分离, 由于甘油三酯
是脂肪酸的主要存在形式, 本文主要阐述甘油三酯
及脂肪酸的分析技术。 

5.1  全二维气相色谱法 

气相色谱应用于脂肪酸分析基本取代了传统的

分析方法, 由于甘油三酯沸点高、难挥发, 可以采用
高温气相色谱柱测定[47], 但是长链多不饱和脂肪酸
高温下不稳定易裂解造成损失, 所以一般先甲酯化
后再对脂肪酸甲酯(FAMEs)进行分析。一维气相色谱
(1D GC)灵敏度高, 定量准确, 但是大量结构相似化
合物的存在使得一维分析十分复杂, 完全分离有一
定难度 ,  多维色谱分离技术如全二维气相色谱
(comprehensive two-dimensional gas chromatography,  

GC×GC)可以解决这一问题。它是把分离机制不同的
两根色谱柱以串联方式结合, 中间是由起捕集、聚

焦、再传送作用的环形调制器连接成的二维色谱柱系

统, 经第一根色谱柱分离出来的组分, 都需进入调制
器先冷喷降温再以脉冲方式送到第二根色谱柱进一步

地分离。第一根色谱柱一般采用液膜较厚的柱子, 第
二根则使用内径较小的短柱子, 以使组分在第二维快
速分离, 通常第二维的色谱峰峰宽为 0.1~0.5 s[48-50]。

全二维气相色谱分离原理及简易分离过程可在下图

中看出(图 1), 在一维上的一个谱峰经过第二根色谱
柱后分离出三个组分。与一维色谱相比, 全二维气相
色谱可以较好地避免组分重叠现象, 具有分辨率高、
灵敏度好、峰容量大、分析更快速以及定性更有规律

等优势。它的峰容量为两根色谱柱各自峰容量的乘积, 
分辨率为两根柱各自分辨率平方和的平方根, 检测
灵敏度比 1D GC高约十几到几十倍。 

飞行时间质谱(TOF-MS)采用高采集频率(最大
可达 500全谱图/s), 它可以很好地检测全二维气相色
谱流出的信号, 是可以较好地与 GC×GC匹配的质谱
技术。全二维气相色谱 -飞行时间质谱联用技术
(GC×GC-TOF-MS)可以分离双键数目、位置以及双键
的几何构型(顺式与反式)不同的脂肪酸, 有可能解决
复杂样品的分离和结构鉴定。Gues 等[51]用 GC×GC
分析了青鱼油中的 FAMEs, 得到依据双键的多少形
成的二维结构谱图。在该图上随着双键数的增加, 第
二维的保留明显增加。相同数目碳原子的脂肪酸形成

了一个簇, 未知脂肪酸的碳原子和双键数可以从中
预测。Mondello等[52]也用 GC×GC分析了不同来源的
天然动物脂肪和植物油, 比较了不同柱系统上脂肪 

 

图 1  全二维气相色谱设计原理图与简易分离过程 
Fig. 1  Scheme and simple separation process of GC × GC apparatus 
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酸甲酯的分离。Delmonte 等[53]通过 GC×GC 分离了
在一维色谱中无法分离的脂肪酸。Gu等 [54]用 1D GC
与 GC×GC 比较分析了两种硅藻 Cylindrotheca clos-
terium 和 Seminavis robusta 中脂肪酸的组成, 对于
C. closterium, C16:3、C16:4、C18:4 与 C22:5只有在二维

中被检出, 同样对于 S. robusta, C16:2、C16:3 与 C18:4

在一维也未检出而在二维中检测到。 

5.2  高压液相色谱法 

气相色谱与质谱联用通过测定 FAMEs, 可以获
得脂肪酸的结构组成及含量信息, 但是无法获得完
整的脂质信息。高压液相色谱与质谱联用技术可实现

常温和低温下脂质的有效分离鉴定, 不仅可以获得
脂肪酸的组成信息, 还可以获得脂肪酸在 TAG 中位
置分布的结构信息。在脂质营养的研究中认为, 脂肪
酸在 TAG 中的位置分布, 决定其在体内的吸收代谢
情况, Sn-2 位脂肪酸在人体内吸收利用率比 Sn-1(3)
位的脂肪酸高[55]。因此, 多不饱和脂肪酸在 TAG 中
的位置分布影响其在人体内的吸收利用情况, 其与
微藻油的营养价值相关。MacDougall 等 [56]利用

UPLC-MS分析了六种可以用作生产生物柴油的微藻
Botryococcus braunii, N. gaditana, Neochloris oleoa-
bundans, Phaeodactylum tricornutum, P. aerugineum与 
Scenedesmus obliquus的脂肪酸组成及在 TAG中的分
布, 同时对磷脂与糖脂也进行了测定。液相色谱不仅
可以获得完整的脂质信息, 而且可以用来制备多不
饱和脂肪酸。Mansour等[57]利用制备型反相高压液相

色潽对 Scrippsiella sp.中的 EPA、DHA等进行了制备
性分离。 

5.3  其他分析方法 

气相色谱虽然应用普遍, 但是不适合热不稳定
化合物的分离, 对多不饱和脂肪酸需进行甲酯化处
理, 操作比较繁琐且不能获得完整的脂质信息; 液相
色谱可以分离热敏性成分, 但是需用色谱级有机溶
剂, 且溶剂使用量也较大, 成本较高。红外光谱也可
用于脂质的分析, 但是只适于反式脂肪酸含量的测
定。相对这些常规分析, 傅里叶变换红外光谱(FTIR)
与超临界流体色谱(SFC)的应用可以弥补红外光谱与
气相、液相色谱的不足。FTIR 不仅可同时测定顺式
与反式脂肪酸而且灵敏度较红外光谱大大提高、扫描

时间也大幅度减少。SFC(CO2 流体)具有气相色谱的
分离度, 且不使用溶剂, 其比高压液相色谱成本要低, 

同时它是在略高于超临界温度的低温下使用, 适合
多不饱和脂肪酸的分离。此外, 作为红外光谱的补充, 
也有拉曼光谱应用于中性脂质的研究[58-59]。但是对于

复杂脂质的分析, 仍需借助质谱、核磁共振波谱等准
确确认结构。 

6  结  论 

EPA、DHA、AA等多不饱和脂肪酸是人体重要
的脂肪酸, 作为重要的食品营养素补充剂与人类健
康密切相关。微藻可以作为多不饱和脂肪酸的优质来

源, 但是由于存在生物量及油脂产率低、提取纯化成
本较高等问题使其工业化生产有一定困难。因此, 脂
质及脂肪酸的高效萃取及快速检测手段对于微藻资

源的开发利用是至关重要的。筛选及改造藻株、优化

培养条件以获得高产多不饱和脂肪酸的藻株依然是

研究重点。 
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