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La incorporación y remodelación de ácidos grasos en fosfolípidos son procesos centrales mediante los cuales las 
células de la inmunidad innata adaptan sus membranas durante los procesos de activación. Se sabe que los 
macrófagos integran ácidos grasos oxidados en los fosfolípidos; sin embargo, los principios que gobiernan esta 
distribución aún no están completamente definidos. Los ácidos hidroxieicosatetraenoicos (HETEs) son 
productos abundantes generados durante la inflamación, y su integración en los fosfolípidos de membrana puede 
influir en la señalización, el tráfico intracelular y la organización de la membrana. Aunque los distintos isómeros 
de HETE difieren en su biosíntesis y función, no se sabe si los macrófagos los utilizan de modo diferente. En 
este trabajo, estudiamos cómo los isómeros 5-, 12- y 15-HETE se incorporan en los fosfolípidos de macrófagos 
peritoneales de ratón durante una estimulación inflamatoria. Mostramos que cada isómero exhibe una 
distribución distinta entre las clases de fosfolípidos, con el 12-HETE incorporándose preferentemente en 
fosfolípidos de colina (PC), el 15-HETE enriqueciéndose en fosfatidilinositol (PI), y el 5-HETE distribuyéndose 
de forma más amplia entre PC, PI y fosfolípidos de etanolamina (PE). Los tres isómeros se incorporan 
predominantemente en la posición sn-2 y muestran una distribución similar de especies moleculares dentro de 
cada clase, siendo las diacil-PC, los plasmalógenos de PE y la especie PI(18:0/HETE) los principales aceptores. 
Las células RAW264.7 reproducen estos patrones. En las células RAW.108, deficientes en fosfolípidos éter, la 
falta de incorporación en especies éter se compensa mediante un aumento de la incorporación en PC y PE 
diacilo, mientras que la incorporación en PI permanece inalterada. En conjunto, estos hallazgos revelan que la 
clase de fosfolípido, y no la simple disponibilidad, determina dónde se incorporan los HETEs. Esta distribución 
se conserva entre distintos tipos celulares de macrófagos y permanece intacta incluso en ausencia de 
fosfolípidos éter, lo que indica que las vías específicas de cada clase, más que la composición de las subclases 
lipídicas, determinan principalmente la incorporación de HETEs. lipídicas definidas en la reprogramación de la 
función de los macrófagos en enfermedades inflamatorias.  
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El presente estudio proporciona una visión detallada de cómo los distintos isómeros estructuralmente diferentes 
de HETE se incorporan en los fosfolípidos de los macrófagos y de cómo este proceso está determinado tanto por 
la composición del grupo polar como por la presencia de especies unidas mediante enlaces éter. Utilizando 
macrófagos peritoneales primarios en condiciones que favorecen el recambio lipídico dependiente de fosfolipasa 
A₂, pudimos comparar directamente el comportamiento de incorporación de los tres principales isómeros de 
HETE —5-, 12- y 15-HETE— tanto a nivel de clases de fosfolípidos como de especies moleculares. Un 
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hallazgo notable es que los tres isómeros de HETE se incorporan en cantidades globalmente comparables en los 
fosfolípidos de macrófagos, aunque muestran diferencias claras en sus preferencias a nivel de clase. El 
enriquecimiento de 12-HETE en PC, la fuerte incorporación de 15-HETE en PI y la distribución más uniforme 
de 5-HETE entre las distintas clases indican que la identidad del grupo polar ejerce una influencia sustancial 
sobre el destino de estos ácidos grasos oxidados. Al mismo tiempo, la importante contribución de los 
plasmalógenos de PE en los macrófagos peritoneales, así como la distribución alterada observada en su 
ausencia, destacan el papel modulador de los fosfolípidos unidos por enlaces éter en la configuración de estos 
patrones. Es importante destacar que la digestión con fosfolipasa A₂ confirmó que los tres HETEs se incorporan 
mayoritariamente en la posición sn-2, lo que indica que entran en la vía canónica de remodelación lipídica en 
lugar de ser incorporados mediante mecanismos alternativos. 

El análisis de especies moleculares proporcionó una visión más profunda de los determinantes 
estructurales de las reacciones de incorporación de HETE. A pesar de sus diferentes preferencias a nivel de 
clase, los tres isómeros exhibieron patrones de incorporación notablemente similares entre las especies dentro de 
cada clase. En PC, los tres HETEs favorecieron a las especies diacil frente a las especies con enlaces éter como 
aceptores; en PE, los plasmalógenos fueron los aceptores dominantes; y en PI, una sola especie, PI(18:0/HETE), 
representó la mayor parte de la incorporación. Estas características sugieren que la maquinaria de remodelación 
reconoce rasgos estructurales compartidos entre los isómeros de HETE y los dirige hacia un conjunto limitado 
de especies moleculares particularmente adecuadas para acomodar cadenas acilo oxidadas. Esta observación 
coincide con la idea de que los ácidos grasos oxidados no se incorporan aleatoriamente en los fosfolípidos de 
membrana, sino que siguen patrones determinados tanto por la selectividad enzimática como por las 
características estructurales de los reservorios disponibles de fosfolípidos. Las aciltransferasas implicadas en el 
reciclaje de ácidos grasos de los fosfolípidos muestran preferencias por grupos polares y combinaciones 
específicas de cadenas acilo, y el comportamiento de 12-HETE, 15-HETE y 5-HETE podría responder a dichas 
actividades selectivas. 

Es interesante señalar que la distribución de especies moleculares de los HETEs incorporados se 
asemeja estrechamente a la de los fosfolípidos endógenos que contienen AA, los cuales en macrófagos están 
enriquecidos en especies de PC que contienen ácido palmítico o esteárico en la posición sn-1, plasmalógenos de 
PE y especies de PI que presentan ácido esteárico en la posición sn-1. Junto con la esterificación predominante 
en la posición sn-2 demostrada mediante digestión con fosfolipasa A₂, estos hallazgos respaldan aún más la idea 
de que los HETEs ingresan en las mismas vías de reciclaje de ácidos grasos que el AA, y que los patrones de 
incorporación específicos de cada clase surgen de una selectividad enzimática intrínseca más que de la 
disponibilidad de lisofosfolípidos. 

El predominio de especies diacilo de PC para la incorporación de 12-HETE es consistente con la 
actividad de aciltransferasas selectivas para ácidos grasos poliinsaturados que actúan sobre lisoPC, siendo 
LPCAT3 un candidato principal. La acumulación selectiva de PI(18:0/HETE) implica fuertemente a MBOAT7, 
que reacila preferentemente estearoil-lisoPI con ácidos grasos poliinsaturados. En cuanto a la incorporación de 
HETE en plasmalógenos de PE, hasta donde sabemos, no se ha demostrado de forma definitiva que alguna 
aciltransferasa prefiera 2-lisoplasmalógenos como aceptores; sin embargo, algunos estudios han implicado a 
MBOAT5 como un posible contribuyente a la incorporación de cadenas poliinsaturadas en plasmalógenos de 
PE. En conjunto, estos candidatos proporcionan un marco mecanístico para explicar la especificidad por clase 
de fosfolípido observada en nuestro estudio. 

Las preferencias por grupo polar observadas en este estudio pueden tener consecuencias importantes 
sobre la forma en que los macrófagos utilizan los ácidos grasos oxidados durante la activación inflamatoria. El 
direccionamiento selectivo de 12-HETE hacia PC o de 15-HETE hacia PI podría influir en procesos como la 
curvatura de membrana, el ensamblaje de complejos de señalización y la disponibilidad de sustratos para 
posteriores transformaciones enzimáticas. En este sentido, la incorporación en PI resulta particularmente 
destacable, ya que PI y sus derivados fosforilados participan en una amplia variedad de vías de señalización que 
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regulan la fagocitosis, el tráfico vesicular y la dinámica del citoesqueleto. La marcada preferencia de 15-HETE 
por esta clase es consistente con estudios previos y sugiere que su incorporación podría intersectar con vías 
hasta ahora no identificadas que normalmente no se asocian con ácidos grasos oxidados. Por el contrario, la 
distribución más amplia de 5-HETE podría reflejar un papel más general en la remodelación de membranas, 
más que una participación en rutas de señalización específicas. Estas consideraciones apuntan a la posibilidad de 
que la diversidad estructural de los fosfolípidos no solo acomode HETEs exógenos, sino que también module su 
impacto funcional dentro de los macrófagos activados. 

Los experimentos con células RAW.108 deficientes en fosfolípidos éter proporcionan información 
sobre el papel de este tipo específico de fosfolípidos en la configuración de estos patrones de incorporación. 
Además de su función en la modulación de numerosas respuestas celulares clave, como la homeostasis 
oxidativa, la señalización mediada por lípidos y la fluidez y organización de la dinámica de membrana, se sabe 
también que los fosfolípidos éter, en particular la fracción de plasmalógenos, constituyen un importante 
reservorio de ácidos grasos poliinsaturados en células fagocíticas. Por ello, en principio, sería lógico esperar que 
los fosfolípidos éter desempeñaran un papel importante en la incorporación de HETE en macrófagos. Como era 
de esperar, la ausencia de lípidos éter eliminó la incorporación en especies de PC unidas por enlaces éter y en 
plasmalógenos de PE. Sin embargo, en lugar de alterar el patrón global de distribución, el sistema compensa 
aumentando la incorporación en las correspondientes especies diacilo. Esta compensación preserva la cantidad 
total de HETE recuperada en las clases PC y PE, demostrando que la red de remodelación redistribuye los 
ácidos grasos entrantes para mantener el equilibrio a nivel de clase incluso cuando un subconjunto importante de 
especies moleculares no está disponible. La incorporación en PI permanece esencialmente inalterada, con 
PI(18:0/HETE) manteniéndose como la especie dominante, lo que subraya la estabilidad de la vía de reciclaje de 
ácidos grasos de PI. 

 En conclusión, nuestro trabajo identifica determinantes moleculares clave de cómo los macrófagos 
incorporan isómeros exógenos de HETE en sus membranas. La identidad del grupo polar emerge como el 
principal determinante de la incorporación de HETE. La composición de especies moleculares, incluida la 
presencia o ausencia de enlaces éter, modula la distribución dentro de cada clase, pero no altera la distribución 
global. Esta robustez sugiere que los macrófagos poseen un sistema de incorporación flexible pero 
estrechamente regulado, capaz de integrar ácidos grasos oxidados de una manera que preserva tanto la 
integridad estructural como la especialización funcional. La capacidad del sistema para mantener patrones de 
incorporación específicos de clase incluso en ausencia de fosfolípidos éter pone de relieve la adaptabilidad de la 
maquinaria de incorporación de ácidos grasos en fosfolípidos y subraya el papel central de las vías específicas 
del grupo polar en el control del destino de los ácidos grasos oxidados. Al definir las características estructurales 
que guían la incorporación de HETE, nuestros resultados proporcionan una base para futuros estudios dirigidos 
a comprender cómo los lípidos oxidados se integran en las membranas de los macrófagos y cómo estos procesos 
influyen en las respuestas inflamatorias y en la remodelación de membranas.  
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