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Revisión de literatura en métodos de fabricación y caracterización de micro/nanopartículas 

para encapsulación de compuestos bioactivos usando quitosano como material 

 

Edwin David Valenzuela De León 

 

Resumen. La encapsulación es un proceso que involucra la incorporación de componentes de los 

alimentos, enzimas, compuestos bioactivos, vitaminas u otros materiales en pequeñas cápsulas. Las 

sustancias encapsuladas tienen protección contra los efectos ambientales adversos que tengan lugar 

durante el procesamiento o almacenamiento de estos (Temperatura, pH, luz, oxígeno, iones 

metálicos, enzimas, y exposición a la humedad). En esta revisión de literatura se definen algunos 

métodos, tales como nanoprecipitación, coacervación, deposición capa por capa y secado por 

aspersión, los cuales, son usados para formar dichas cápsulas usando el quitosano como el material 

de recubrimiento. De la misma forma, se definen algunos métodos para su caracterización física en 

aspectos como: tamaño de partícula, distribución de tamaño de partícula, forma de la partícula, 

estabilidad térmica y estabilidad coloidal. Para lograr la formación de las cápsulas a partir del 

quitosano, se requiere un material reticulante (anión), encargado de la formación de la red de 

moléculas que posteriormente formará parte de la cápsula. Se describen tres materiales reticulantes 

comúnmente usados para la formación de las cápsulas de quitosano, los cuales, son tripolifosfato 

de sodio, alginato de sodio y glutaraldehído. La técnica de encapsulación constituye una 

oportunidad para el desarrollo de una línea de investigación en Zamorano para el aprovechamiento 

de residuos mediante la extracción y posterior encapsulación de compuestos bioactivos presentes 

en cascaras, semillas, hojas y otros residuos derivados de la producción de alimentos. 

 

Palabras clave: Aspersión, coacervación, coloidal, nanoprecipitación, reticulación, tripolifosfato.  

 

Abstract. Encapsulation is a process that involves incorporating food components, enzymes, 

bioactive compounds, vitamins, or other materials into small capsules. Encapsulated substances 

are protected against adverse environmental effects that occur during processing or storage 

(Temperature, pH, light, oxygen, metal ions, enzymes, and exposure to moisture). In this literature 

review some methods were defined, such as nanoprecipitation, coacervation, layer-by-layer 

deposition, spray drying, and others, which are used to form those capsules, using chitosan as the 

coating material. In the same way, some methods were defined for its physical characterization in 

aspects such as particle size, particle size distribution, particle shape, thermal stability, and 

colloidal stability. To achieve the formation of capsules from chitosan, a crosslinking material 

(anion) is required, responsible for the formation of the network of molecules that will later form 

part of the capsule. In this literature review, three crosslinking materials commonly used for the 

formation of chitosan capsules are described, which are sodium tripolyphosphate, sodium alginate, 

and glutaraldehyde. The encapsulation techniques are an opportunity for the development of a line 

of research in Zamorano for the use of waste through the extraction and subsequent encapsulation 

of bioactive compounds present in peels, seeds, leaves, and other wastes derived from food 

production. 

 

Key Words: Coacervation, colloidal, cross-linking, nanoprecipitation, spray, tripolyphosphate. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 

 

A través de la historia, la industria de alimentos ha intentado mejorar sus tecnologías para prolongar 

la vida útil de los alimentos o añadir nuevos ingredientes funcionales que mejoren las propiedades 

fisicoquímicas. Para el 2018, se estimó que habían más de 820 millones de personas en condiciones 

de hambruna en países subdesarrollados; la meta es lograr los objetivos de desarrollo sostenibles, 

entre ellos el hambre cero, para el año 2030 (FAO et al. 2019). El sector alimentario y la 

investigación científica tienen un gran reto para mantener las características nutricionales y 

sensoriales de los alimentos que se producen por el mayor tiempo posible, aprovechando al máximo 

los recursos. Una tecnología que puede ayudar en gran medida a lograr esta meta es la 

encapsulación. 

  

La encapsulación ayuda a prolongar la vida útil de algunos compuestos o nutrientes de los 

alimentos. Ésta es usada para conservar componentes bioactivos, que pueden llegar a ser 

funcionales para nuestro cuerpo, pero que tienen una vida útil bastante corta y pueden ser muy 

sensibles a factores externos como la luz, presencia de oxígeno, etc. La encapsulación consiste en 

atrapar y proteger esos componentes en un material para protegerlos de las condiciones del 

ambiente (Nedovic et al. 2011). En otras palabras, encapsulación consiste en atrapar una sustancia 

(material a encapsular) en otra (material pared), formando pequeñas partículas (desde algunos 

nanómetros a algunos milímetros) (Poornima y Sinthiya 2017). Se estimó que, para octubre de 

2013, 1600 productos de consumo estaban formulados en base a nanopartículas en el mercado, en 

comparación con 54 productos en 2005, y este no ha parado de crecer (Mansfield 2015). 

 

Uno de los factores más importante, desde el punto de vista económico para la industria, es el 

material pared o material para encapsulación. Es necesario determinar el material pared óptimo 

para el producto a encapsular, que cumpla con su función de protección pero que además sea 

rentable para la empresa. No se puede olvidar que el objetivo de una empresa es ser rentable y, 

dado que alrededor del 60% del costo de producción proviene del costo de los materiales y/o 

materias primas; entonces, si se logra optimizar el uso de estos, se puede reducir el costo total de 

producción (Amoako-Gyampah y Acquaah 2008). Esta es una de las razones porque las grandes 

empresas dedican un buen porcentaje de sus utilidades a investigación y desarrollo. 

 

Algunos materiales para encapsulación se crean a través de la reticulación de varias moléculas, las 

cuales pueden desarrollar una red capaz de atrapar el compuesto a encapsular. Los compuestos 

bioactivos tienen un impacto benéfico en la salud de quienes lo consumen y se ha demostrado que 

ayuda a la prevención del cáncer, enfermedades del corazón y otras enfermedades crónicas no 

transmisibles (Herrera et al. 2014). Los consumidores ya no buscan únicamente suplir las 

demandas calóricas, sino que son más objetivos y velan por su salud, por esa razón, uno de los 

enfoques de la industria es reducir el impacto negativo a la salud de sus consumidores (Đorđević 

et al. 2015).  
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Los compuestos bioactivos generalmente son muy sensibles a estímulos ambientales, causando que 

la industria busque la forma de mantener su estabilidad (por medio de encapsulación) y así 

mantener sus características funcionales durante su almacenamiento y en el cuerpo humano 

(Đorđević et al. 2015; Luna et al. 2016). La aplicación de compuestos bioactivos puros en la 

industria de alimentos resulta ser muy limitada, ya que estos generalmente tienen baja solubilidad, 

pobre biodisponibilidad y tienen rápida liberación, por lo cual, la encapsulación supone una 

solución a dichos problemas (Shishir et al. 2018). 

 

Madalena et al. (2019), describen que los compuestos bioactivos deberían ser encapsulados ya que 

estos pueden ser sensibles a factores ambientales como: temperatura, pH, luz, oxígeno, iones 

metálicos, enzimas, y exposición al agua. La encapsulación permite la protección de compuestos 

bioactivos del estrés ambiental, mejora las funcionalidades fisicoquímicas y mejora sus actividades 

para promover la salud y contra las enfermedades (Shishir et al. 2018).   

 

Se ha demostrado que la encapsulación de polifenoles y liposomas como resveratrol, la quercetina, 

la luteína, el β-caroteno, entre otros; mejoran su biodisponibilidad y absorción en el intestino 

delgado, por lo cual se necesita menos cantidad para obtener los mismos resultados, a comparación 

de estos compuestos no encapsulados (Ruiz et al. 2018; Song et al. 2014). Específicamente, en el 

uso de quitosano, Jeon et al. (2016) demostraron que el uso de este biopolímero como material 

encapsulante para compuestos bioactivos puede hacerlos hasta 4.2 veces más soluble que en su 

estado original, además de que previene su oxidación y, por lo tanto, alarga su vida útil.  

 

Unos de los primeros compuestos usados para fines de encapsulación fueron los polisacáridos. 

Estos compuestos tienen características que los hacen idóneos para esta tarea (Szekalska et al. 

2018) debido a que, no son tóxicos para la salud humana, están altamente disponibles en el 

mercado, sus precios son asequibles, fácil para descomponerse en el sistema digestivo humano y 

tienen propiedades quelantes, al usar agentes reticulantes (iones negativos multivalentes o aniones). 

 

El quitosano constituye una opción viable para ser utilizado en encapsulación (por precio y 

disponibilidad), ya que es el segundo polisacárido más abundante en la naturaleza (en forma de 

quitina), solamente siendo superado por la celulosa. El quitosano es un polisacárido lineal 

compuesto de D-glucosamina (unidad desacetilada) y N-acetil-D-glucosamina (unidad acetilada) 

distribuida aleatoriamente y que puede polimerarse por medio de una formación de enlaces 

cruzados en la presencia de aniones y polianiones (Morales y Ruiz 2016). Casettari e Illum (2014), 

confirmaron que el quitosano está clasificado por la Administración de Alimentos y Medicamentos 

(FDA, por sus siglas en inglés, en su regulación 21 C.F.R. 170.30) de EUA como una sustancia 

Generalmente Reconocida como Segura (GRAS, por sus siglas en inglés). 

 

También se pueden usar algunas proteínas para encapsular, pero tomando en cuenta el precio, los 

polisacáridos son más utilizados debido a que son más estables, más baratos y están más 

disponibles en la mayoría de los mercados. El uso de quitosano como material pared para 

encapsulación de compuestos bioactivos se ha ilustrado en muchas publicaciones científicas en el 

área de ciencia de alimentos. Incluso, el quitosano es estudiado como un polímero prometedor para 

encapsular medicamentos, ya que sus propiedades medicinales (antimicrobianos, antioxidante, baja 

inmunogenicidad y mucoadhesiva) aumenta su potencial en diversas aplicaciones (Saikia y Gogoi 

2014). Shishir et al. (2018), en su estudio concluyen que la microencapsulación y la 

nanoencapsulación constituye alternativas prometedoras para encapsulación, pero que se requieren 
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más estudios para mejorar los sistemas de encapsulado existentes y así mejorar su aplicación en la 

industria.  

 

Los objetivos de esta revisión de literatura fueron: 

 

• Recopilar información acerca de los métodos de formación de partículas existentes para 

encapsulación de compuestos bioactivos usando quitosano y exponer los métodos de 

caracterización de estas partículas o encapsulados.  

 

• Recopilar información acerca del quitosano y su uso en la fabricación de micro y nanopartículas 

para encapsulación de compuestos bioactivos. 

 

• Presentar los métodos de fabricación de las micro- y nanopartículas y las metodologías 

empleadas para su caracterización. 

 

• Explicar las diversas aplicaciones de las nanopartículas fabricadas a partir de quitosano y 

potencial uso en Zamorano. 
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2. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

 

Criterios de búsqueda 

Se seleccionaron los artículos relevantes a la temática de la formación de partícula de quitosano, y 

de la caracterización de las partículas de quitosano, con que vayan acorde a los objetivos de la 

revisión de literatura. Se utilizaron bases de datos confiables y de renombre para la búsqueda de 

información. Estas fueron principalmente: “Elsevier, Springer, ResearchGate, Science-Direct, 

NCBI, SciELO, Nature, Wiley Online Library y Royal Society of Chemistry”. Todo esto con el fin 

de obtener información fiel a la realidad, con base científica para la redacción de una revisión de 

literatura con valor científico. 

 

 

Criterios de selección de artículos 

Para determinar los artículos aptos para la inclusión en esta revisión de literatura, se tomaron en 

cuenta factores como: Año de publicación, base de dato fuente, relación con el tema en cuestión y 

con bases científicas. En cuanto al año de publicación, se optó por usar artículos en su mayoría, 

menores a 10 años de antigüedad, con el objetivo de tener información actual. En cuanto a la base 

de dato fuente del artículo, se optó porque sean de renombre, con peso en la comunidad y que 

tengan credibilidad científica para la redacción de un artículo con valor científico. Por último, se 

tomó en cuenta que el artículo esté relacionado directamente con el tema en cuestión de fabricación 

de partículas de quitosano o caracterización de partículas de quitosano para redactar la información 

pertinente a la revisión de literatura y lograr los objetivos planteados. 
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3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 

 

Métodos de fabricación de micro/nanopartículas de quitosano 

Descripción del quitosano. Es un polisacárido no amiláceo policatiónico derivado de la 

desacetilación de la quitina (Figura 1). El quitosano está formado por unidades repetidas de 2-

acetamido-2-deoxy-β (1, 4)-D-glucosa. En general, está formado por unidades desacetiladas (β-(1-

4)-D-glucosamina) y unidades acetiladas (N-acetil-D-glucosamina) (Sudarshan et al. 1992; 

Tolaimate et al. 2000; Younes y Rinaudo, 2015). 

 

 

 
Figura 1. Estructura química de la quitina (izquierda) y quitosano (derecha). 

Fuente: Younes y Rinaudo 2015. 

 

 

Es importante mencionar que tanto el quitosano como la quitina no presentan una estructura 

homogénea, y sus propiedades dependen de la longitud de la cadena (peso molecular) y el nivel de 

N-acetilación. La diferencia general entre la quitina y el quitosano es que la quitina tiene un grado 

de acetilación de 70-95% (15-20.7% del total del contenido de acetilo); mientras que el quitosano 

tiene un grado de acetilación de 15-25% (3.2-5.3% del total del contenido de acetilo) (Escobar et 

al. 2014; Barra et al. 2012). El peso molecular de la quitina depende del proceso de extracción, ya 

que cuando se realiza la extracción con altas temperaturas y altas concentraciones de reactivos, se 

suele acortar la cadena y por ende el peso molecular (Tsaih y Chen, 2003). 

 

Al realizar el proceso de desacetilación de la quitina, se disminuye el número de grupos amido 

(acetamida) y aumenta el número de grupos amino. Tomando en cuenta que la suma de estos dos 

grupos es el 100%, se determinó un concepto llamado grado de desacetilación (GD). La quitina 

tiene 60% o menos de GD, por lo que tiene un 40% o más de grupos amido; y para ser considerado 

quitosano debe tener más del 60% del GD, es decir, tiene menos de 40% de grupos amido. Esta 

diferencia hace que el quitosano (GD mayor de 60%) sea soluble en ácidos diluidos (Barra et al. 

2012).  

 

El quitosano, como una macromolécula, se puede clasificar en estructura primaria, secundaria, 

terciaria y cuaternaria. Al igual que las proteínas, la estructura primaria consiste en la secuencia de 

unidades acetiladas y desacetiladas. La estructura secundaria depende del grado de desacetilación, 

las modificaciones de la estructura y el tipo de disolvente utilizado. La estructura terciaria depende 
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de la temperatura del disolvente y su estructura cuaternaria depende de las interacciones 

intermoleculares y la concentración (Weinhold et al. 2009). Estas diferentes estructuras se 

muestran en la Figura 2. 

 

 

 
Figura 2. Estructura conformacional del quitosano. 

Fuente: Weinhold et al. 2009. 

 

 

El quitosano es un polisacárido que tiene propiedades funcionales como: biodegradabilidad, 

biocompatibilidad, mucoadhesión, capacidad filmogénica, hemostático, promotor de absorción, 

actividad antimicrobiana, anticolesterolémica y antioxidante. Debido a estas propiedades es 

utilizado en agricultura, industria y medicina, de hecho, el quitosano es el único polímero catiónico 

soluble en agua disponible comercialmente (Barra et al. 2012; Călinoiu et al. 2019). Además, el 

quitosano ha sido usado como floculante para tratar el agua potable debido a que incrementa la 

velocidad de deposición y permite una mayor eficiencia en la reducción de DQO (Demanda 

Química de Oxígeno), iones metálicos y sólidos en suspensión; pero no es comúnmente usado por 

su alto costo (Kangama et al. 2018). Uno de los usos en la industria alimentaria es la de agente 

encapsulante (material pared). Los materiales utilizados para la encapsulación deben ser de grado 

alimenticio, biodegradables y deben formar una barrera entre la fase interna de la cápsula y sus 

alrededores (Nedovic et al. 2011). Todas las industrias que encapsulan deben obedecer las leyes de 

la Autoridad Europea de Seguridad Alimentaria para Europa, la Administración de Alimentos y 

Medicamentos para EUA (Jafari 2017) u otra regulación regional o nacional. 

 

Los polisacáridos son el material más utilizado para la encapsulación en el sector alimentario 

debido a su abundancia en la naturaleza, lo que los convierte en un material barato y disponible 

para usar (Wandrey et al. 2010). El quitosano constituye una de las alternativas más viables para 

encapsulación ya que, entre los polisacáridos, es el segundo más abundante en la naturaleza (en 

forma de quitina). La quitina es naturalmente encontrada en el exoesqueleto de crustáceos, insectos, 

algunos hongos y algas. La función que cumple en estos organismos, al igual que la celulosa en las 

plantas, es la de soporte y defensa (Elieh-Ali-Komi y Hamblin 2016). En comparación con la 
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celulosa, la quitina tiene una mayor tasa de recambio o regeneración en los organismos, es decir, 

se genera más quitina nueva en menos tiempo (Morganti et al. 2018).  

 

En los últimos años, el quitosano ha captado la atención de la industria alimentaria debido a sus 

propiedades antimicrobiales y su potencial uso para encapsulación. Debido a sus propiedades 

fisicoquímicas, los estudios se han enfocado en la capacidad de reticulación iónica del quitosano. 

La reticulación iónica se produce cuando cadenas de polímeros se unen mediante interacciones no 

covalentes, la cual se presenta cuando se mezcla el quitosano con moléculas de cargas opuestas 

(Gulrez et al. 2011). Los iones de carga opuesta se atraen electroestáticamente entre ellos formando 

una matriz reticulada. 

 

Proceso de desacetilación de la quitina. El quitosano se produce por la desacetilación de la quitina 

del exoesqueleto de los crustáceos (Morales y Ruiz 2016). La desacetilación de la quitina se realiza 

mediante la adición de soluciones alcalinas fuertes, como se muestra en la Figura 3. Sin embargo, 

también puede realizarse mediante enzimas, conocidas como de-N-acetilasas de quitina (CDAs). 

La desacetilación enzimática ofrece un proceso más controlado que produce oligómeros de 

quitosano definidos (Tsigos et al. 2000). Cuando la quitina se desacetila por encima del 60 - 70%, 

técnicamente se considera quitosano (Li et al. 1997). La distinción entre quitina y quitosano 

también se puede presentar sobre la base de su solubilidad en soluciones acuosas; donde el 

polímero insoluble se clasifica como quitina y el polímero soluble como quitosano (Weinhold et 

al. 2009). Sin embargo, este concepto no es completamente aplicable porque también dependerá 

de la fuente de quitina y su polimorfismo cristalino (Kurita et al. 1993). 

 

El quitosano es parcialmente insoluble en agua pura (~ pH neutro), pero la adición de ácidos 

diluidos (por ejemplo, ácido acético) puede mejorar su solubilidad. El proceso de desacetilación 

permite la exposición de los grupos –NH2 que pueden ser protonados en las soluciones de baja 

acidez. En este sentido, la magnitud de la carga positiva depende del grado de acetilación y su 

configuración molecular (Kienzle-Sterzer et al. 1982; Kurita et al. 1993; Weinhold et al. 2009). 

 

 

 
Figura 3. Proceso de desacetilación de la quitina. 

Adaptado de: Rabea et al. 2003; Tsigos et al. 2000. 
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Concepto de encapsulación. La encapsulación es un proceso que involucra la incorporación de 

componentes de los alimentos, enzimas, células u otros materiales en pequeñas cápsulas (Gibbs et 

al. 1999). La encapsulación requiere de un material pared para funcionar, cuya función es ser la 

capsula donde se incorporará el compuesto a encapsular. El material pared puede formarse al 

reticular una sustancia para que funcione como cápsula. La reticulación es un proceso químico que 

nos permite crear una matriz para atrapar el compuesto a encapsular. Los agentes reticulantes son 

responsables de hacer el enlace o puente entre las moléculas para crear una red de unidades de los 

polímeros utilizados como material de pared. El núcleo se refiere a la sustancia a encapsular. El 

polímero utilizado para atrapar el núcleo puede denominarse revestimiento, membrana, carcasa, 

material de soporte, material pared, fase externa o matriz (Kailasapathy 2015).  

 

Según Estevinho et al (2013), los aspectos a considerar para elegir un material pared incluyen: 

• Compatibilidad con el núcleo y el reticulante. 

• No debe reaccionar con el núcleo. 

• Compatibilidad con el procesamiento. 

• Económicamente rentable. 

• Toxicidad (grado alimenticio, comestible). 

• Producción de tamaño adecuado de partículas. 

• Protección adecuada del núcleo. 

 

La agregación de las partículas es un aspecto definitivo para determinar la formación y estabilidad 

de los encapsulados. En una solución hidrocoloidal, las partículas están sujetas a fuerzas que las 

hacen colisionar con otras; cuando esto ocurre, las partículas pueden separarse o permanecer 

agregadas, dependiendo de la magnitud y el alcance de las interacciones atractivas y repulsivas 
entre ellas. Estas tienden a permanecer agregadas cuando las fuerzas atractivas superan las 

repulsivas, estas fuerzas son principalmente van der Waals, atracción hidrofóbica, así como los 

efectos de puente (McClements 2015). Las principales fuerzas usadas para evitar la agregación son 

la repulsión electrostática y estérica, donde la electrostática tiende a aumentar cuando aumenta la 

carga en la superficie de la partícula y disminuye la carga del medio circundante. Por otro lado, la 

repulsión estérica aumenta al incrementar el espesor y la polaridad de la capa interfacial 

(Israelachvili 2011; McClements 2015).  

 

Tahara et al. (2008) demostraron que las partículas recubiertas con quitosano reducen el estallido 

inicial de liberación de compuesto bioactivo y prolongan su liberación en etapas posteriores. 

Específicamente, Fotticchia et al. (2016) demostraron que la estabilidad (no agregación) de las 

gotas de emulsión recubiertas de lecitina, debido al procesamiento térmico, el ciclo de congelación-

descongelación y el alto contenido de iones de calcio, se puede mejorar recubriéndolas con 

quitosano. 

  

Es importante considerar las características de carga potenciales de un sistema de encapsulado; 

para determinar el mecanismo de encapsulación, máxima cantidad de compuesto bioactivo que se 

puede cargar y cuánto del compuesto bioactivo queda encapsulado; esto varía dependiendo de la 

naturaleza del compuesto bioactivo y del sistema de administración (McClements 2015). Como 

cada caso es diferente, se deben conocer diferentes términos relacionados a estas características y 

cómo se calculan estos. McClements (2015), establece los siguientes:  
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La capacidad de carga (LC, por sus siglas en inglés). Es la cantidad de ingrediente activo 

cargado por unidad de masa de partícula portadora. Con un rango de 0 a 100%, esta se calcula con 

la siguiente Ecuación 1.  

 

LC = 100 × mA/mP     [1] 

 

Donde: 

mA es la masa del ingrediente activo y mP es la masa de la partícula (ingrediente activo + material 

pared). 

 

La eficiencia de encapsulación (EE, por sus siglas en inglés). Es el porcentaje de compuesto 

bioactivo agregado a un sistema que está realmente atrapado dentro del material pared. Con un 

rango de 0 a 100%, esta se calcula con la Ecuación 2. 

 

EE = 100 × mA,E/mA,T     [2] 

 

Donde: 

mA,E es la masa del compuesto bioactivo encapsulado y mA,T es la masa total del compuesto 

bioactivo en el sistema (encapsulado + no encapsulado). 

 

La eficiencia de retención (RE, por sus siglas en inglés). Es el porcentaje de compuesto bioactivo 

inicialmente presente dentro del material pared que permanece dentro de este después de un período 

de almacenamiento o tratamiento específico. Con un rango de 0 a 100%, esta se calcula con la 

Ecuación 3.  

 

RE = 100 × mA,t/mA,0     [3] 

 

Donde: 

mA,t es la masa del compuesto bioactivo encapsulado dentro de las partículas en el tiempo final y 

mA,0 igual pero en el tiempo 0 (inicio). El sistema ideal tendría alta capacidad de carga, alta 

eficiencia de encapsulación y alta eficiencia de retención. 

 

Al momento de elegir un método de formación de partículas debemos tomar en cuenta factores 

como el requisito de tamaño de partícula, la estabilidad térmica y química de la molécula del 

compuesto bioactivo, la reproducibilidad de los perfiles cinéticos de liberación, la estabilidad del 

producto final y la toxicidad residual asociada con el producto final (Mitra y Dey 2011). Parra-

Huertas (2011) clasificó los métodos de formación de partículas en: Procesos químicos y 

mecánicos. En esta sección, se desarrollarán métodos de ambas índoles. Dentro de los procesos 

químicos se encuentran: coacervación, reticulación iónica y nanoprecipitación; y dentro de los 

procesos mecánicos se enlistan: secado por aspersión, secado por sublimación (liofilización) y 

extrusión.  

 

 

Procesos químicos 

Reticulación. La reticulación del quitosano (el cual es un catión a pH ‘s ácidos) se logra al 

mezclarlo con un anión (ion de carga negativa). Para que el quitosano sea catiónico (carga 

negativa), es necesario disolverlo en una solución ácida acuosa, donde generalmente es usado ácido 
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acético (Mitra y Dey 2011; Rinaudo et al. 1999). Existe varios compuestos (aniones) que se pueden 

utilizar para el proceso de reticulación del quitosano, como son tripolifosfato, gelipina, aldehídos, 

ácido cítrico, ácido málico, ácido tartárico, sulfato de sodio, entre otros (Naskar et al. 2018), a 

continuación, se describen algunos.  

 

Quitosano reticulado con tripolifosfato de sodio (STPP, por sus siglas en inglés). El inductor 

de gelificación iónica más utilizado para el quitosano es el Tripolifosfato de Sodio (TPP), el cual 

cuenta con cinco grupos con carga negativa (Duarte et al. 2019). El tripolifosfato de sodio es una 

sal obtenida a partir de la unión de sodio con tripolifosfato (polisacárido). El pKa del quitosano es 

6.5, lo que hace que tenga una carga ligeramente positiva a pH ácidos; a pH 6.4 o inferior el 

quitosano se encuentra en un estado protonado y altamente reactivo (Ramírez et al. 2016). Al unir 

el quitosano con STPP (Sustancias con Cargas Opuestas) se produce una atracción electroestática 

que forma una matriz reticulada iónicamente (hidrogel). Estos dos compuestos se usan 

ampliamente para la encapsulación en la industria alimentaria debido a su alta disponibilidad, su 

alta estabilidad a pH bajo y su biocompatibilidad (Giraldo et al. 2019). En las Figuras 4 y 5 se 

muestra cómo se realiza la reticulación entre las moléculas de STPP y quitosano: 

 

 

 
Figura 4. Formación del complejo quitosano-tripolifosfato por reticulación ionotrópica. 

Adaptado de: Chávez de Paz et al. 2011. 
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Figura 5. Estructura del complejo de quitosano-TPP reticulado. 

Fuente: Kašpar et al. 2013. 

 

 

Xiao et al. (2017), encapsularon linalool en cápsulas de quitosano reticulado con STPP, mediante 

gelación ionotrópica en emulsión, donde reportó nanocápsulas con superficies lisas, casi esféricas, 

tamaños medios de 352 nm y capacidad de carga de linalool de 15.17%. Como se puede apreciar 

en la Figura 6, el quitosano forma la pared externa de la capsula mientras que el STPP une las 

cadenas de quitosano, y como resultado, el linalool queda atrapado en la matriz. 

 

 

 
Figura 6. Esquema de formación de partículas de quitosano con STPP para encapsular linalool.  

Fuente: Xiao et al. 2017. 

 

 

Yang et al. (2009), reportaron el uso de quitosano reticulado con STPP para formar nanopartículas 

con el fin de encapsular albúmina de suero bovino (ASB). Se reportó homogeneidad en la 

dispersión y tamaño de partículas (400 nm), una máxima eficiencia de encapsulación de 79.74% y 

un tiempo retención, antes de liberar la ASB, de hasta una semana. En la Figura 7 se puede observar 

el progreso de liberación de la ASB encapsulado en nanocápsulas de quitosano/tripolifosfato, en 

una solución de buffer fosfato salino (pH = 7.2), en un lapso de tiempo de 0.5 a 8 días. En ese 

mismo estudio se determinó que, en estas condiciones, las cápsulas pueden proteger la ASB de su 

liberación completa hasta el día 8. Además, se estableció que el abrupto porcentaje de liberación 

en los 0.5 días se debe a la presencia, en la superficie porosa de la nanocápsula, de ASB. 
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Figura 7. Curva de liberación de la ASB encapsulado en nanocápsulas de quitosano/tripolifosfato, 

en una solución de buffer fosfato salino (pH = 7.2), en un lapso de tiempo de 0.5 días a 8 días. 

Fuente: Yang et al. (2009) 

 

 

Quitosano reticulado con alginato de sodio. Ahmed (2019) definió a los alginatos como 

polisacáridos aniónicos naturales que se encuentran principalmente en las algas pardas y cumplen 

una función estructural en estos. Estos se comercializan en forma de sales, en unión con calcio, 

magnesio o sodio; y tienen la capacidad de formar microgeles (desde 0.2 hasta 1000 µm) y 

nanogeles (menores a 0.2 µm). Parecido al quitosano, el alginato tiene propiedades de 

biodegradable, biocompatible, no toxico, barato y accesible (Orive et al. 2005; Andersen et al. 

2011). El quitosano puede formar una matriz polimérica con el alginato a través de su grupo amino 

protonado NH3+ y el grupo carboxilo COO- del alginato (Figura 8) (Sukhodub et al. 2016). 

 

 

 
Figura 8. Estructura y esquema de la interacción quitosano-alginato. 

Fuente: Sukhodub et al. 2016. 

 

 

Tanto el quitosano como el alginato son macromoléculas que se suelen utilizar en ingeniería de 

tejidos, pero cuando se usan en combinación forman complejos iónicos que mejoran sus 

propiedades mecánicas y se pueden utilizar en el campo industrial (Jose et al. 2019; Baysal et al. 
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2013). La combinación de ambos polisacáridos es posible ya que, el quitosano es catiónico (carga 

positiva, pero en pH ’s ácidos) y el alginato aniónico (carga negativa). Lee et al. (2009) describieron 

la formación de partículas por gelación ionotrópica al agregar (gota a gota) una solución de alginato 

disuelto en agua destilada en otra solución de quitosano en agitación con ácido acético y cloruro 

de calcio.  

 

En la Figura 9 se muestra un esquema de formación de nanopartículas de quitosano/alginato para 

encapsular insulina, donde se usó el ultrasonido (sonicación) para agitar la solución mientras se 

agregaba el quitosano y la insulina a la solución de alginato. Como se puede observar en dicha 

figura, la partícula está compuesta por la capa exterior (quitosano en color verde), una matriz 

interior (alginato en rojo) y el núcleo (insulina, estrellas azules atrapadas en el alginato). Otro factor 

que se debe tomar en cuenta es la temperatura de fusión para lograr el estado amorfo del polímero. 

La cristalinidad es el grado de orden estructural y regularidad en las disposiciones moleculares de 

un material, el cual influye en las propiedades como dureza, densidad, punto de fusión, 

transparencia y difusión (Shrivastava et al. 2018). Los sólidos amorfos son compuestos sin orden 

ni periodicidad de largo alcance (Vessal 1997). 

 

 

 
Figura 9. Esquema de preparación de nanopartículas de quitosano/alginato para encapsular 

insulina. 

Fuente: Mukhopadhyay et al. 2015. 

 

 

Un material amorfo tiene una estructura no cristalina que se diferencia de su líquido isoquímico, y 

no sufre la relajación estructural ni la transición vítrea cuando se calienta. En los materiales 

amorfos, los enlaces químicos de los átomos se encuentran en una red covalente aleatoria (Moreno 

et al. 2016). El quitosano se puede calentar hasta temperaturas por debajo de su temperatura de 

transición vítrea sin afectar sus propiedades fisicoquímicas. El tiempo de calentamiento necesario 

para disolver el quitosano en una solución ácida debe controlarse cuidadosamente, ya que el 

sobrecalentamiento puede causar la decoloración del polímero y puede inducir a un proceso de 

despolimerización, lo cual puede afectar sus propiedades reológicas y reducir su tasa de disolución 

(Szymańska y Winnicka 2015).  
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La temperatura de Transición Vítrea (Tg, por sus siglas en inglés) es la temperatura por debajo de 

la cual las propiedades físicas de los materiales cambian a las de un estado vítreo o cristalino. Por 

encima de la temperatura de transición vítrea se comportan como materiales gomosos (Ebnesajjad 

2016). En la Figura 10 se puede observar una comparación entre la estructura cristalina y la 

estructura amorfa.  

 

 

 
Figura 10. Estructura cristalina (izquierda) y estructura amorfa (derecha) del silicio. 

Fuente: Moreno et al. 2016. 

 

 

Xing et al. (2012) evaluaron la reticulación de quitosano con alginato de sodio, variando la 

concentración de este último en 1, 2, 3 y 4% (w/v), donde se demostró que, al aumentar la 

concentración del alginato, disminuye el tamaño de poros de la estructura formada (quitosano/ 

alginato). Thai et al. (2020) formaron nanocápsulas de quitosano/alginato para encapsular 

lovastatina por medio de reticulación iónica, donde obtuvieron tamaños de partículas en el rango 

de 50 a 80 nm. Además, encontraron que estas nanopartículas presentaban una temperatura de 

fusión más alta que el quitosano y más baja que el alginato. Esta diferencia de temperatura fusión 

significa que ambos interactúan, y como resultado, se obtiene un mayor grado de cristalización a 

comparación de ambos compuestos individuales. Por último, los autores observaron que la 

liberación del compuesto bioactivo se llevó a cabo en dos etapas, una rápida o abrupta que ocurría 

en las primeras 10 horas, y una lenta y estable posterior a la primera etapa. 

 

Quitosano reticulado con glutaraldehído. El glutaraldehído es un agente de reticulación 

homobifuncional que contiene un residuo aldehído en ambos extremos de una cadena de 5 carbonos 

y tiene la capacidad de reaccionar con proteínas y otras estructuras que contengan grupos aminos 

(Hermanson 2013). Sin embargo, el principal uso que se le ha dado a través del tiempo a este 

compuesto es como desinfectante, siendo usado típicamente en hospitales y clínicas como 

esterilizadores fríos para dispositivos médicos sensibles al calor (Aronson y Meyler 2016). El 

glutaraldehído tiene la capacidad de reticular con el quitosano, al ser un anión (ion negativo). La 

estructura de los enlaces covalentes cruzados que se forman entre el glutaraldehído y los grupos 

funcionales amino produce un conjugado quitosano-glutaraldehído, como se puede observar en la 

Figura 11 (Islam et al. 2019). 
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Figura 11. Quitosano químicamente gelificado (reticulado) con glutaraldehído. 

Fuente: Islam et al. 2019. 

 

 

Para mejorar la eficiencia de formación de partículas de quitosano con glutaraldehído se puede 

añadir 0.5 M de NaOH a la solución acuosa de quitosano con ácido acético, lo que provoca un 

aumento del número de grupos aminos desprotonados en un 50%, y a pesar de eso mantiene la 

solución homogénea (Kildeeva et al. 2009). Se usa esa baja concentración de NaOH porque este, 

en altas concentraciones, puede causar la reticulación del quitosano. Gonçalves et al. (2005) 

reportaron el uso de silicato de magnesio en una solución de quitosano para evitar la agregación de 

las micropartículas. Poon et al. (2014) establecieron que la relación óptima para obtener la 

capacidad de sorción óptima entre glutaraldehído y quitosano es 4:1. 

 

Monteiro y Airoldi (1999) demostraron que el grado de cristalinidad y el tamaño de partícula 

disminuyen a medida que se aumenta la cantidad de glutaraldehído. Jayanudin et al. (2019) 

encapsularon oleorresina de jengibre en quitosano reticulado con glutaraldehído por el método de 

emulsión. En dicho estudio, se mezcló la oleorresina con el quitosano en concentraciones de 1, 2, 

3 y 4%, formando una emulsión aceite en agua (O/W); luego se añadió aceite de maíz para formar 

emulsión O/W/O. Seguido se añadió tolueno saturado con glutaraldehído (GST), y por último el 

glutaraldehído en solución al 25% para formar así las microcápsulas. Entre mayor fue la 

concentración de quitosano utilizada en el proceso, mayor fue el tamaño de partículas, el cual osciló 

entre 75 y 178 µm. En general, la eficiencia de encapsulación de estas partículas se encontró 

alrededor de 80% independientemente la concentración de quitosano. En la Figura 12 se ilustra el 

proceso de formación de partículas de este proceso. 

 

 

 
Figura 12. Esquema del proceso de encapsulación de oleorresina de jengibre por medio del 

método de emulsión. 

Fuente: Jayanudin et al. 2019. 
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Nanoprecipitación. La nanoprecipitación, también denominado desplazamiento del solvente o 

deposición interfacial puede ser considerado como coacervación simple ya que usa un solo 

polímero. Como lo dice su nombre, esta técnica se basa en precipitación o en desplazar el solvente. 

Este proceso ocurre al añadir agentes no disolventes (con pobre capacidad de solubilizar) en una 

solución del polímero (quitosano). Los principales no disolventes utilizados son: etanol, acetona, 

hexano, cloruro de metileno o dioxano; mientras que el disolvente es agua (Turasan et al. 2020). 

Un estudio realizado en el 2015 establece que la formación de agregados de nanopartículas puede 

evitarse al añadir surfactantes (por ejemplo, lecitina) a la formulación (Miladi et al. 2015). 

Dependiendo de la o las sustancias no disolventes a utilizar y sus concentraciones, variarán 

aspectos como la eficiencia de formación de partículas y el tamaño de partículas (Turasan et al. 

2020). 

 

La nanoprecipitación es una técnica con buena reproducibilidad a escala industrial. Esta se divide 

en cuatro etapas: sobresaturación, nucleación, crecimiento por condensación y coagulación; esta 

última lleva a la solución a formar nanopartículas o agregados (Martínez-Rivas et al. 2017).  

 

Sobresaturación. Esta fase ocurre cuando el existe más soluto disuelto en la solución que la 

establecida por el punto de equilibrio de saturación. Esto se logra al agregar el no disolvente en la 

solución, ya que este reduce la eficiencia del solvente original en el que está disuelto el polímero 

(quitosano), logrando así la sobresaturación. El nivel de sobresaturación afecta en el tamaño final 

de las nanopartículas, resultando en partículas más pequeñas al aumentar el nivel de 

sobresaturación. Se usa la Ecuación 4 para determinar sobresaturación. 

 

Sr = Cs/ C∞     [4] 

 

Donde: 

Cs es la proporción de partículas en la interfase (precipitadas) y 𝐶∞ es la proporción aún 

solubilizada. 

 

Nucleación. Seguido de la sobresaturación, llega la fase de nucleación, donde la solución busca 

lograr estabilidad termodinámica al alcanzar niveles críticos específicos de proporción solvente/no 

disolvente. Al superar la barrera energética (∆G), empieza la formación de núcleos. Se usa la 

Ecuación 5 para determinar la barrera energética necesaria para iniciar la etapa de nucleación 

(Martínez-Rivas et al. 2017):  

 

▲G = (16πσ3v3) / (3K2T2[lnSr]
2)     [5] 

Donde: 

σ es la tensión interfacial en la interfaz sólido-líquido, v es el volumen molar de soluto, K es la 

constante de Boltzmann y T es la temperatura (D’addio y Prud’homme, 2011). La tensión 

interfacial se define generalmente como la acumulación de energía y la fuerza de desequilibrio en 

la interfaz de dos fases diferentes, como líquido-sólido (Gholami y fakhari 2017) 

 

La fluctuación en la concentración de la solución debido a la sobresaturación causa la formación 

de núcleos primarios, los cuales crecen debido a la asociación de solutos a ellos, hasta lograr 

alcanzar un tamaño crítico estable en la disolución. Esto sucede hasta lograr contrarrestar la 

sobresaturación de la solución. Se usa la Ecuación 6 para determinar la tasa de nucleación (Nr). 
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Nr = c.exp [-(16π σ3v2) / (3K3T3{lnSr}
2)]     [6] 

 

Donde: 

c es una constante, exp es exponencial. La nucleación se detiene cuando la concentración es menor 

a la sobresaturación. A partir de ese punto, continua el crecimiento por condensación o 

coagulación. 

 

Crecimiento por condensación. La condensación se refiere a la adición de moléculas a la 

superficie del soluto. Esta se realiza en 2 etapas; en la primera etapa, el soluto por medio de difusión 

pasa a través de la capa límite de la solución adyacente para llegar a la superficie del núcleo, y en 

la segunda etapa de deposición, el soluto se integra a la matriz del núcleo. La condensación va 

disminuyendo debido a la coagulación (D’addio y Prud’homme, 2011).  

 

Coagulación. La coagulación es la adhesión de partículas entre sí; la cual ocurre cuando las 

interacciones atractivas (van Der Waals, interacciones hidrofóbicas, etc.) son más fuertes que las 

interacciones repulsivas (repulsión estérica o electrostática), lo cual da origen a las nanopartículas. 

La frecuencia de colisión es el factor que rige la eficiencia de coagulación, y este depende de 

factores como concentración de partículas, tamaño y su movimiento (Martínez-Rivas et al. 2017). 

Para proteger las partículas de la coagulación se pueden usar agentes estabilizadores, los cuales 

pueden ser absorbidos por la superficie de las nanopartículas y crear una fuerza repulsiva en estos, 

evitando así la aglomeración de partículas (Joye y McClements 2013). En la Figura 13 se puede 

observar un esquema de formación de partículas mediante nanoprecipitación. 

 

 

 
Figura 13. Formación de nanopartículas mediante nanoprecipitación. 

Fuente: Turasan et al. 2020. 

 

 

Luque-Alcaraz et al. (2016), realizaron un estudio donde demostró que el tamaño de partícula de 

quitosano al ser nanoprecipitado es menor a medida se reduce la concentración del quitosano o al 

incrementarse la relación agente no disolvente:solvente. En ese mismo estudio se reportó que al 

usar metanol, en lugar de agua, se incrementa el tamaño de partícula. Por otro lado, adiciones 

reducidas de Tween-80 a la fase no solvente disminuye en promedio el tamaño de partícula y 

aumenta su homogeneidad. 

 

Las ventajas del uso de nanoprecipitación, comparado con otras técnicas de formación de partículas 

son: simplicidad, facilidad de escalabilidad, buena reproducibilidad, se evitan grandes cantidades 
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de disolventes tóxicos, obtención de tamaños de partícula submicrónicos con distribución de 

tamaño estrecha, y sin necesidad de usar alto aporte de energía (Miladi et al. 2016).  

 

Schubert et al. (2011), describieron que, además de ser un proceso suave, sensible y con bajo 

requisitos de energía o implementos, en contraste con métodos como emulsión, la 

nanoprecipitación no requiere usar surfactantes para cambiar la tensión superficial, los cuales 

pueden llegar a tener efectos tóxicos para quienes los consumen. Además de disolventes orgánicos 

volátiles (como los usados en emulsión), se pueden usar no volátiles. Hay que tomar en cuenta que 

los compuestos bioactivos con similar polaridad al material pared son pobremente incorporados a 

la matriz del polímero o nanopartícula, por lo que se recomienda encapsular compuestos no polares 

con nanoprecipitación. 

 

Coacervación compleja. Según Jana y Jana (2017), la coacervación es una interacción 

electrostática entre dos medios acuosos en los que la transición de líquido a gel (es decir, 

reticulación iónica) se produce en condiciones normales. La coacervación, es un método químico 

usado para formar gotas de un polímero en suspensión por medio de la separación de dos fases 

líquidas, las cuales son la fase coloidal concentrada (coacervado) y la fase coloidal diluida 

(Piacentini 2016). Estas dos fases líquidas son inmiscibles, pero termodinámicamente compatibles; 

y la fase concentrada (coacervado) está estructuralmente entre las fases cristalina y líquida, la cual 

puede denominarse mesofase (Rawat y Bohidar 2014). En la Figura 14 se puede observar el proceso 

de formación de los coacervados. 

 

 

 
Figura 14. Proceso de formación del coacervado; a) Complejo intrapolimérico; b) agregado soluble 

de complejos intrapoliméricos; c) coacervado con dominios densos y diluidos; d) Imagen del 

coacervado. 

Fuente: Piacentini 2016. 

 

 

Según Aloys et al. (2016), existen dos tipos de coacervación, la simple y la compleja, donde la 

simple tiene ventaja referente a costos y a flexibilidad del proceso en comparación a la compleja. 

La coacervación compleja produce partículas insolubles en agua y con una excelente liberación 

controlada del bioactivo.  
 

Según Luzzi y Gerraughty (1964), la coacervación simple se ocupa de sistemas que contienen solo 

un soluto coloidal (p. Ej., solo gelatina), mientras que la coacervación compleja se ocupa de 

sistemas que contienen más de un soluto (p. Ej., Gelatina y goma arábiga). Gu et al. (2010), 

encapsularon mediante coacervación simple y compleja feromonas sexuales de insectos donde se 

demostró que la encapsulación con coacervación compleja fue mayor que la simple debido a un 
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aumento de reticulación del material pared. También, se demostró que la coacervación simple tiene 

un menor tiempo de liberación controlada a comparación de la coacervación compleja, lo que se 

traduciría en menor vida útil (Gu et al. 2010). 

 

La separación de fases del o de los polielectrolitos de una solución y la deposición de las partículas 

coloidales aglomeradas (material pared) en un núcleo activo inmiscible da como resultado la 

formación de un coacervado simple o complejo, respectivamente (Piacentini 2016). En la Figura 

15 se puede observar una representación esquemática de la formación de un coacervado complejo 

a partir de un polímero polianiónico (por ejemplo, el alginato) y un polímero policatiónico (como 

el quitosano). Se puede observar que, en el coacervado final, la capa exterior está formada por el 

polímero policatiónico (quitosano) y el interior está reticulado o unido por medio del polímero 

polianiónico. 

 

 

 
Figura 15. Proceso de formación de un coacervado complejo a partir de un polímero polianiónico 

y un polímero policatiónico. 

Fuente: Piacentini 2016. 

 

 

La coacervación permite la formación de nanopartículas al mezclar dos polímeros electrolitos con 

cargas opuestas. Dependiendo del punto isoeléctrico (PI) de los polímeros, donde la carga neta en 

el polímero es igual a cero, y lejos del PI, las fuerzas de atracción y repulsión entre los polímeros 

se pueden ajustar para variar las propiedades de las partículas (Turasan et al. 2020). La 

homogeneidad molecular y tamaño del polímero utilizado, viscosidad del solvente, tasa de flujo de 

agregación de una solución a otra y el tamaño de las partículas formadas va a depender de factores 

como: peso, y concentración de ambas soluciones (Dubey et al. 2016; Kašpar et al. 2013). Para 

una compatibilidad óptima entre dos sustancias para coacervar, estas deben tener carga similares y 

contrarias de potencial zeta. En la Figura 16 se puede corroborar que a pH 4, quitosano y alginato 

de sodio son sustancias ideales para coacervación, ya que ambos biopolímeros a ese pH tienen un 

potencial zeta alrededor de 30 y -30 mV, respectivamente (Yilmaz et al. 2019). 
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Figura 16. Potencial zeta de quitosano (▲) y alginato de sodio (●). 

Fuente: Yilmaz et al. 2019. 

 

 

La capacidad de interacción entre los polímeros y la naturaleza del complejo a formar va a depender 

de factores como pH, concentración, fuerza iónica, tipo de biopolímero, y proporción de estos 

biopolímeros (Bayraktar et al. 2017). Según Fang y Bhandari (2010), la eficiencia de la 

nanoencapsulación de los coacervados se incrementa con el aumento de las cargas superficiales. 

Al usar la técnica de coacervación, se pueden obtener nanopartículas que van desde 100 a 600 nm. 

Se recomienda el uso de quitosano con alginato para la formación de partículas por medio de 

coacervación debido a que el quitosano es de fácil solubilidad a pH bajos, mientras que el alginato 

es insoluble en esas mismas condiciones (Bayraktar et al. 2017).  

 

Ensamblaje capa por capa (LbL, por sus siglas en inglés). Ensamblaje capa por capa (también 

llamado ensamblaje electrostático), es una técnica que permite la formación de estructuras en el 

rango de nanómetros con mucha precisión. Esta técnica ha sido utilizada tanto para la formación 

de estructuras planas como estructuras coloidales con diferentes aplicaciones, una de ellas la 

formación de nanopartículas (McShane y Lvov 2014). El ensamblaje capa por capa generalmente 

es impulsado por atracción electrostática, es decir, adsorción alternativa de materiales de cargas 

opuestas sobre el sustrato basados en la neutralización de cargas y resaturación (Liu et al. 2009). 

Las partículas multicapas suelen ser formadas a través de la deposición secuencial de materiales, 

por interacciones complementarias en una plantilla, es decir, mezclar y separar plantillas 

alternativamente (Yan et al. 2013). 

 

Las plantillas pueden ser partículas usadas como molde para la formación de partículas multicapa. 

En algunas ocasiones, la partícula núcleo (plantilla) es disuelta o destruida, lo cual permite obtener 

cápsulas multicapa huecas (Slika y Patra 2019). La destrucción del núcleo (plantilla) se realiza 

después del proceso de formación de la partícula multicapa y se lleva a cabo por medio de 

descomposición térmica o por disolución química. Estas partículas huecas pueden ser 

deshidratadas y comercializadas en polvo para sus diferentes usos (Fuji et al. 2013). Según 

Eslamian y Ashgriz (2011), se usan dos tipos de secado, secado por aspersión y liofilización.  

 

En la Figura 17 se puede observar el proceso de formación de una capsula hueca multicapa, usando 

una nanopartícula de sílice como plantilla (330 nm de diámetro) y, quitosano (catión) y sulfato 



 

21 

 

  

dextrano (anión) como materiales pared. En este tipo de partículas, la plantilla se elimina por el 

método químico utilizando ácido fluorhídrico (HF) para disolver la sílice (Itoh et al. 2004). 

 

A pesar de que se elimina la sílice de las cápsulas finales, se debe tomar en cuenta que pueden 

quedar pequeñas cantidades de este en las cápsulas finales, por lo que se debe considerar su 

toxicidad. Yang et al. (2014) en su estudio sobre la sílice, concluyen que la sílice no es tóxica y 

puede ser utilizada como aditivo alimentario seguro para la formación de nanopartículas, pero se 

requieren más estudios a futuro para determinar su efecto a largo plazo. 

 

 

 
Figura 17. Proceso de formación de partículas huecas por ensamblaje capa por capa. 

Fuente: Itoh et al. 2004. 

 

 

El ensamblaje capa por capa permite el uso de partículas de varios tipos, tamaños, y formas como 

plantillas. Debido a esta versatilidad, se pueden utilizar un conjunto de polímeros con diferentes 

propiedades (funcionalidad, capacidad de respuesta y degradabilidad) para la formación de 

partículas multicapas con diferentes fines (Richardson et al. 2013). Se han realizado estudios para 

conseguir usar la propia sustancia a encapsular como plantilla, evitando así el uso de plantillas que 

posteriormente se deberán eliminar (Fuji et al. 2013). Es muy importante seleccionar una buena 

plantilla, adecuada para el proceso, porque esta tendrá mucho impacto en la calidad y eficiencia de 

la producción de la capsula hueca.  

 

El ensamblaje capa por capa supone una ventaja ante otros métodos de formación de partículas, ya 

que debido a su simplicidad y bajo costo; estas pueden formarse simplemente usando un vaso de 

precipitado y unas pinzas, usados para sumergir el sustrato en la solución con los componentes 

objetivo (Ariga et al. 2019). Generalmente se usa centrifugación para el ensamblaje capa por capa, 

el cual requiere numerosos pasos de centrifugado y enjuague para separar el material de 

revestimiento y las partículas formadas, sin embargo, existen otros métodos para este fin, como 

técnicas de atomización y membranas de filtrado, sin embargo, estos métodos reducen la diversidad 

de los tipos de partículas y polímeros a emplear (Richardson et al. 2013; Correa et al. 2016; Liu et 

al. 2019). En la Figura 18 se pueden observar 3 métodos comúnmente empleados para llevar a cabo 

la formación de partículas mediante ensamblaje capa por capa.  
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Figura 18. Diferentes métodos de formación de partículas basado en la técnica de ensamblaje 

capa por capa; a) Centrifugación; b) Microfluidos; c) Electroforesis. 

Fuente: Yan et al. 2013. 

 

 

Centrifugación. La centrifugación es un proceso rápido y robusto que facilita la formación de 

partículas multicapa. Para ello, se realizan varios lavados o deposiciones de diferentes polímeros 

sobre una plantilla o molde, lo cual permite el desarrollo de una partícula multicapa. Para separar 

las partículas con el polímero absorbido del polímero libre (sedimentación) se emplea la 

centrifugación (South et al. 2009; Yan et al. 2013). Según South et al. (2009), el uso de la 

centrifugación para el ensamblaje capa por capa permite un alto grado de uniformidad y cobertura 

del sustrato (partículas). Yan et al. (2013), reportó que este es un método bien establecido, robusto 

y es simple, pero como desventaja requiere de mucho tiempo, dependiendo de las capas que se 

necesitan y que, plantillas menores a 100 nm son muy difíciles de formar debido a que se pueden 

formar agregados. 

 

 

Microfluidos. Los microfluidos se refieren a una ciencia y tecnología de sistemas que procesa o 

manipula pequeñas cantidades de fluidos (10-9 a 10-18 litros), usando canales que miden desde 10 

hasta varios micrómetros (Farré et al. 2012). Kantak et al. (2011) realizaron un estudio donde 

formaron partículas usando microfluidos; en este estudio se usaron gotas de aceite que atravesaron 

suavemente una fila de micropilares y viajaron a través de tres micro canales que consistían en dos 

polímeros (a los extremos) y una solución de lavado en el centro. De esta forma, se logró formar 

partículas de seis capas formada por los dos polímeros colocadas intercaladamente sobre este 

(Figura 19).  
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Figura 19. (a) Esquema de formación de partículas de seis capas de dos polímeros usando 

microfluidos (b) y el recorrido de la partícula en los canales. 

Fuente: Kantak et al. 2011. 

 

 

En este proceso la plantilla fue el aceite mineral, el cual, posterior a la formación y secado de la 

partícula de 6 capas, esta fue colocada en metil ter-butil éter por 24 horas para extraerlo y obtener 

la cápsula hueca a la cual se le puede dar diferentes usos (Kantak et al. 2011).  La fabricación de 

micro o nanopartículas por microfluidos es un proceso continuo, el cual permite manejar de manera 

eficiente el factor tiempo, en comparación con centrifugación. Con esta metodología se requieren 

pequeñas cantidades de material para trabajar (que puede ser desventaja si queremos mucho 

volumen, pero ventaja si estamos haciendo investigación usando este método) (Yan et al. 2013). 

 

Electroforesis. La electroforesis es un término general que explica la migración y separación de 

partículas cargadas (iones) bajo la influencia de un campo eléctrico; este está compuesto por dos 

electrodos de carga opuesta (ánodo y cátodo) conectados por un medio conductor (electrolito) 

(Fritsch y Krause 2003). La electroforesis capilar (CE, por sus siglas en inglés) es conocida como 

una excelente herramienta de separación analítica debido a su alta resolución, alta eficiencia, 

volumen mínimo de la muestra y facilidad de automatización (Liu et al. 2009).  

 

Richardson et al. (2013) utilizaron este método para formar partículas y el proceso que siguieron 

fue el siguiente: colocar e inmovilizar las plantillas en el medio conductor (gel de agarosa), inyectar 

los polielectrolitos y dejar que estos pasen a través del gel. Los polielectrolitos se inyectan varias 

veces y en ambos lados de la electroforesis respectivamente (por ciclos, para formar varias capas). 

Posteriormente se calienta la agarosa para así recuperar las partículas multicapa formadas. De esta 

forma se generaron partículas estables, con tamaños alrededor de 35 nm, algo muy difícil de lograr 

por medio de centrifugación, ya que se pueden formar agregados (Richardson et al. 2013). En la 

Figura 20 se representa el proceso de formación de partículas por el método electroforético, donde: 

1) Se coloca el polímero catiónico cercano al ánodo para la electroforesis, y mientras se mueve al 
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cátodo, va recubriendo la plantilla; 2) Se coloca el anión cercano al cátodo para la electroforesis, 

mientras se mueve al ánodo recubre la plantilla y el polímero catiónico sobre este. Se repiten los 

pasos 1 y 2 hasta obtener la cantidad de capas que se requiera; 3) Se calienta el medio agarosa para 

poder extraer y recuperar las partículas formadas.   

 

 

 
Figura 20. Proceso de formación de nanopartículas multicapa por el método electroforético 

(plantillas en el centro).  

Fuente: Richardson et al. 2013. 

 

 

Esta técnica tiene las ventajas como: corto tiempo de trabajo, facilidad para automatización y 

generación de pequeñas partículas; pero se debe tomar en cuenta que esta técnica requiere una 

matriz inmovilizadora porosa soluble (en el ejemplo, gel de agarosa) y que los materiales a usar se 

puedan mover a través de dicha matriz por electroforesis (Yan et al. 2014).  

 

 

Procesos mecánicos 

Existen varios métodos mecánicos usados para formar y/o secar las micro y nanopartículas, los 

principales son: secado por aspersión, enfriamiento por aspersión, lecho fluidizado, co-

cristalización, liofilización y extrusión (Parra-Huertas 2011; Silva et al. 2014). A continuación, se 

discute el más utilizados en la industria, secado por aspersión y liofilización. Fang y Bhandari 

(2012) establecen que el secado por aspersión y la liofilización se han aplicado comúnmente debido 

a sus ventajas en la disponibilidad de la instalación del equipo, alta estabilidad del producto, bajo 

volumen y peso del producto, menor espacio de almacenamiento y costo de transporte, y facilidad 

de manejo y reconstitución de polvos encapsulados. 

 

Secado por aspersión. El secado por aspersión es el método de encapsulación más utilizado, ya 

que es barato y brinda altos rendimientos (Zuidam 2012). Este método consiste en atomizar un 

producto líquido utilizando un gas caliente para secarlo y obtener un polvo del producto. El gas 

generalmente es aire, pero a veces también se pueden utilizar gases inertes, como el nitrógeno 

(Poornima y Sinthiya 2017). El secado por aspersión es un proceso diseñado inicialmente para 

secar productos, como en la leche en polvo, pero también se ha utilizado como una herramienta 

para encapsular.  
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Existen dos formas de hacer un secado por aspersión: usando una boquilla de dos fluidos y usando 

una boquilla de tres fluidos; estas se diferencian en la forma en que la solución se inyecta en el 

secador por aspersión (Figura 21). En el secado por aspersión usando boquilla de dos fluidos, el 

material pared y la sustancia a encapsular se inyectan en el mismo lugar. En el secado por aspersión 

usando una boquilla de tres fluidos, estos se inyectan en diferentes lugares, haciendo posible la 

reticulación in-situ (Antoniraj et al. 2019; Kašpar et al. 2013). 

 

 

 
Figura 21. Representación esquemática del sistema de matriz y preparación de micropartículas 

núcleo-pared mediante secado por aspersión boquilla de dos fluidos y boquilla de tres fluidos. 

Fuente: Antoniraj et al. 2019. 

 

 

Según Kašpar et al. (2013), una ventaja de usar el secado por aspersión con boquilla de tres fluidos 

es que el proceso de reticulación tiene lugar en las gotas después de la salida de la boquilla, por lo 

tanto, es posible trabajar con concentraciones más altas de materiales de reticulación. Sin embargo, 

tiene algunas consecuencias relacionadas con la investigación detrás de este proceso para cada 

producto específico. Es necesario encontrar parámetros viables (como la concentración de 

materiales de reticulación, los caudales de ambas soluciones y el caudal de gas atomizador) para 

evitar la reticulación en la salida de la boquilla, lo que resulta en el bloqueo de dicha boquilla o la 

formación de aglomerados más grandes. Los tipos de atomizadores comúnmente utilizados en 

secado por aspersión son los atomizadores de presión, los atomizadores centrífugos (de rueda) y 

los atomizadores neumáticos (de dos fluidos) (Fang y Bhandari 2012). 

 

En la Figura 22 se muestra una representación esquemática de un secador por aspersión. En los 

secadores por aspersión de boquilla de dos fluidos, el tanque de alimentación es donde se encuentra 

la solución del material del núcleo con el material pared. Sin embargo, en los secadores por 

aspersión de boquilla de tres fluidos se inyectan por separado en el secador. La bomba de 

alimentación inyecta la solución al atomizador, y por medio del sistema de calentamiento de aire 

se inyecta gas caliente (aire presurizado o gas inerte a 100 - 200 ºC) en el secador por atomización 
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donde se seca la solución de alimentación. La cámara de secado es donde ocurre el proceso de 

deshidratación. El producto seco que tiene una densidad más alta cae y entra en la cámara de 

recolección del producto. El gas utilizado para el secado pasa a través del separador ciclónico donde 

se separa el gas y el polvo seco. Este gas va al depurador y el producto seco va a la cámara de 

recolección del producto (Santos et al. 2017). 

 

 

 
Figura 22. Representación esquemática del mecanismo de secado por aspersión. (1) Atomización. 

(2) Conversión de gota a partícula. (3) Colección de partículas. 

Fuente: Santos et al. 2017. 

 

 

Existen dos formas de reticular un material para encapsulación usando secado por aspersión: in-

situ y ex-situ. En la reticulación in-situ, el proceso de deshidratación y encapsulación del compuesto 

bioactivo ocurren simultáneamente en la cámara de secado; mientras que en la reticulación ex-situ, 

la encapsulación del compuesto bioactivo ocurre antes del secado (Zhao et al. 2015; Kašpar et al. 

2013). En el caso de la reticulación ex-situ, se puede reticular con cualquiera de los métodos 

químicos antes mencionados. 

 

La atomización es una de las fases más críticas del secado por aspersión, ya que es donde aumenta 

el área superficial de la solución, optimizando la transferencia de calor y masa entre el gas caliente 

inyectado y la solución de alimentación (Santos et al. 2017). Se usan 3 tipos de flujos de aire 

caliente en el proceso de secado por aspersión: Co-corriente (paralelo), contracorriente y mixto. En 

el flujo co-corriente, el aire caliente es inyectado desde arriba, al igual que el alimento. En el flujo 

contracorriente, el aire caliente es inyectado desde abajo, al contrario que el alimento. En el proceso 

mixto, el aire es inyectado desde arriba y el alimento desde abajo, lo que causa que después que el 

alimento sube, vuelva a caer por efecto de la gravedad haciendo que sea un flujo co-corriente y 

contracorriente a la vez (Figura 23) (Wong y John 2016).  
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Figura 23. Representación del flujo de aire caliente co-corriente (o paralelo) (izquierda), 

contracorriente (centro) y mixto (derecha) en un secador por aspersión. 

Fuente: Wong y John 2016. 

 

 

El flujo co-corriente o paralelo es adecuado para productos más sensibles al calor, ya que la 

transferencia de calor ocurre de manera gradual, aunque también se usa en otros productos. En el 

flujo contracorriente, la partícula más caliente tiene contacto con la más fría, lo que causa una 

mayor velocidad de transferencia de calor, pero por menos tiempo. En secadores similares, el flujo 

contracorriente generalmente es más eficiente al momento de transferir el calor, con la desventaja 

de no poder usarse en productos termolábiles (Ziaee et al. 2019). Para la encapsulación de 

compuestos bioactivos en el campo de la industria de alimentos es más utilizado el flujo co-

corriente o paralelo (Fang y Bhandari 2012). 

 

Formación de partículas mediante secado por aspersión. Cuando la encapsulación se realiza 

mediante secado por atomización, generalmente se forman partículas en el rango de micrómetros. 

El tamaño de las microcápsulas creadas mediante secado por atomización se encuentra en el rango 

de 5 a 150 µm (Silva et al. 2014). Las microcápsulas tienen un material pared (sustancia reticulada) 

y un núcleo (sustancia encapsulada). Según la morfología de las microcápsulas, podrían clasificarse 

como microcápsula única, microcápsula de múltiples núcleos y microcápsula de matriz (Figura 

24). 
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Figura 24. (a) Microcápsula única (microcápsula con un solo núcleo), (b) microcápsula con 

múltiples núcleos y (c) microcápsula de matriz. 

Fuente: Bah et al. 2020. 

 

 

Las partículas producidas con secado por aspersión tienen una estructura interna compleja, de 

pequeñas partículas coloidales incrustadas dentro de partículas sólidas más grandes que se 

formaron durante el proceso de secado. Además, estas pueden aglomerarse o recubrirse 

posteriormente, creando estructuras aún más complejas, lo que proporciona una gran flexibilidad 

en la producción de sistemas de administración coloidal con diferentes características funcionales 

(McClements 2015). Las partículas pueden llegar a tener diferentes formas, tanto esféricas como 

no esféricas. En la Figura 25 se pueden observar algunos ejemplos de formas comunes en la 

formación de partículas. 

 

 

 
Figura 25. Ejemplos de diferentes formas de las partículas posibles en sistemas de encapsulación 

alimentaria. 

Fuente: McClements 2015. 

 

 

Las microcápsulas obtenidas a través del secado por aspersión son influidas por: propiedades de la 

emulsión (incluida la naturaleza de la fase lipídica), los tipos de materiales de la pared, y la 

proporción pared/ núcleo. Además, el proceso en si son influenciados por parámetros del secador 

por aspersión como son: temperatura de entrada del aire, velocidad del flujo de alimentación y 

velocidad del atomizador (Chen et al. 2013; Wisniewski 2015). 

 

En la Figura 26 se muestra el proceso de formación de partículas utilizando el secado por aspersión 

con reticulación in-situ. Se reticuló alginato con calcio para formar el material pared el cual 
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encapsuló el aceite. Se obtuvieron tamaños de partícula de 8.1, 11.8 y 17.9 μm con encapsulaciones 

de 15, 25 y 35% de aceite, respectivamente. Las gotas de aceite fueron de tamaño de 200 a 300 nm. 

El producto final es el polvo de los encapsulados secos (Strobel et al. 2016). 

 

 

 
Figura 26. Esquema de formación de micropartículas in-situ por el método de secado por aspersión. 

Fuente: Strobel et al. 2016 

 

 

Para la encapsulación por medio del secado por aspersión se requiere preparar la solución a inyectar 

en dicho secador, esta debe ser relativamente estable y prepararse tomando en cuenta la naturaleza 

del compuesto a encapsular y del material pared. Para un núcleo soluble en agua, se puede disolver 

la solución con un material de pared; para núcleos solubles en aceite, se debe preparar una emulsión 

de aceite en agua (Figura 27), y para partículas (por ejemplo, cristales o microorganismos) se 

pueden dispersar en una solución de material de pared para formar suspensiones (Fang y Bhandari 

2012). 

 

 

 
Figura 27. Ilustración de las características de compuestos polifenólicos encapsulados por medio 

de secado por aspersión. 

Adaptado de: Fang y Bhandari 2010. 

 

 

Las ventajas de la formación de partículas por secado por aspersión son: alta eficiencia de proceso, 

reproducibilidad del proceso, facilidad de operación del instrumento, bajo costo del proceso y 

posibilidad de emplear una amplia variedad de agentes encapsulantes (Wong y John 2016; Silva et 

al. 2014). La principal desventaja del uso de este método para la formación de partículas es que 

produce tamaños no uniformes; además de que no se puede usar para encapsular materiales muy 

sensibles a altas temperaturas (Silva et al. 2014). Debido al corto tiempo de exposición durante 

este proceso, el núcleo de la capsula se mantiene por debajo de los 40 °C, previniendo el daño de 

la sustancia a encapsular en dicha capsula (Fang y Bhandari 2012). 
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En un estudio realizado por Chen et al. (2013), se comprobó que el uso del secado por aspersión 

para encapsular aceite de pescado, fitoesterol éster y limoneno aumentó la retención de volátiles 

en la microcápsula final, a comparación de liofilización, aumentando la eficiencia de 

encapsulación. Se usó proteína aislada de suero (WPI) y fibra de maíz soluble como material pared. 

La oxidación fue similar tanto por el método secado por aspersión como por liofilización, pero la 

retención de limoneno fue menor en los encapsulados por el proceso de liofilización. Debido a la 

complejidad del proceso de secado por aspersión, en ese estudió se concluyó que se necesitaban 

realizar más estudios utilizando otros materiales pared con el objetivo de determinar si los 

resultados son constantes o si depende de otras variables. 

 

 

Métodos de caracterización física de los encapsulados 

Las nanopartículas requieren caracterización analítica completa del material, incluido el núcleo, 

los recubrimientos y cualquier otro factor que afecte su uso. La caracterización es fundamental para 

comprender su potencial como producto comercial, ya que se evalúan las características para su 

aplicación en encapsulación o con fines médicos (Mansfield 2015). La eficiencia de carga y 

encapsulación son variables que están relacionadas con la cuantificación de los ingredientes activos 

incorporados dentro de las nanopartículas; estos parámetros podrían establecerse mediante 

métodos analíticos como la espectrofotometría UV-visible, la cromatografía líquida de alto 

rendimiento o la cromatografía de gases (para activos volátiles, es decir, aceites esenciales 

(Martínez-Rivas et al. 2017).  

 

Para la evaluación de las propiedades como morfología, carga superficial, y otras características 

físicas de las nanopartículas en sí, se pueden dividir los métodos de evaluación en 2 tipos: métodos 

a base de luz (microscopía, dispersión de luz y rayos X) y caracterización térmica (Análisis 

Termogravimétrico, Análisis Térmico Diferencial, Calorimetría de Titulación Isotérmica, 

Calorimetría Diferencial de Barrido). 

 

 

Métodos a base de luz 

La caracterización física se realiza por medio de instrumentos basados en principios de 

microscopía, dispersión dinámica de luz y rayos X. En la caracterización física se miden aspectos 

como: tamaño y distribución de partículas, carga superficial y morfología.  

 

Microscopía. Con ayuda de la microscopía se determinan aspectos relacionados con el tamaño, 

topografía de la superficie, grosor y diámetro de la capsula y, a veces, la porosidad de estas. 

Además, el rendimiento de la producción de encapsulados y la disolución son aspectos relacionado 

con las propiedades físicas.  

 

Microscopía óptica convencional. Este tipo de microscopía es capaz de evaluar estructuras de 

hasta 0.2 µm o más grandes, dependiendo de la longitud de onda de la luz. El proceso se realiza 

mediante la toma de imágenes y videos por medio de una cámara, que posteriormente se analiza 

en un software informático para cuantificar y medir el tamaño de las partículas. Si los encapsulados 

no son esféricos, se puede determinar su forma por medio de un parámetro de redondez (RN), que 

toma en cuenta el valor mínimo para considerarse circular. Para ello se utiliza la Ecuación 7.  
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RN=P2/ (4π × A)     [7] 

Donde: 

P es el perímetro del encapsulado y A es el área transversal (Đorđević et al. 2015). 

 

En resumen, la microscopía óptica convencional con ayuda de un software informático es capaz de 

cuantificar, medir y determinar la forma de los encapsulados. En la siguiente imagen (Figura 28) 

se muestra una imagen de microscopio óptico de una emulsión de quitosano/glicerol/aceite de 

oliva.  

  

 

 
Figura 28. Imagen de microscopio óptico de una emulsión de quitosano/glicerol/aceite de oliva. 

Fuente: Pereda et al. 2014. 

 

 

Microscopía Confocal Láser de Barrido (CLSM). Esta técnica es una imagen basada en 

fluorescencia y ofrece mayor resolución que la microscopía de fluorescencia debido a sus 

propiedades de detección e iluminación puntual (Rossetti et al. 2013). Por medio de esta técnica se 

mide cada punto de manera individual. Un haz de luz pasa por la muestra para iluminarla (donde 

sus electrones se excitan y emiten fluorescencia) y, el volumen de la muestra iluminada se asocia 

con la intensidad discreta de fluorescencia para determinar las características de los encapsulados. 

La información de la luz obtenida de la muestra se puede utilizar para reconstruir 

tridimensionalmente su estructura, con ayuda de un software informático (Đorđević et al. 2015).  

 

El uso de láseres como fuente de luz y fluorescencia permite la excitación selectiva, de alta 

resolución y brillante de los materiales de interés. A pesar de que el límite de resolución de esta 

técnica es aproximadamente 200 nm, las ventajas del uso de CLSM son; (1) No se requiere un 

proceso de secado para la preparación de muestras; (2) las estructuras tridimensionales se pueden 

reconstruir a partir de múltiples imágenes bidimensionales obtenidas en diferentes planos focales; 

(3) la obtención de imágenes de lapso de tiempo permite la visualización de procesos dinámicos 

en tiempo real (p. Ej. Formación y colapso de nanofibras); (4) se pueden distinguir especies 

químicas distintas mediante tinción con sondas fluorescentes selectivas para cada componente; (5) 

el uso de objetivos con diferentes aumentos permite la observación con una amplia gama de campos 

de visión desde la escala submicro a milimétrica (Kubota et al. 2020). En la Figura 29 se muestran 

imágenes CLSM de microesferas de diferentes morfologías de quitosano. 
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Figura 29. Imágenes CLSM de diferentes morfologías de microesferas de quitosano: (a) hueco, (b) 

poros huecos y (c) macroporos. 

Fuente: Wang et al. 2015. 

 

 

Microscopía Electrónica de Transmisión (TEM, por sus siglas en inglés). Esta técnica es 

utilizada para encapsulados con diámetros más pequeños (hasta 0.003 nm) que no se podrían 

observar con la microscopía óptica. Esta técnica consiste en medir los electrones emitidos por un 

filamento calentado, lo cual provee imágenes limitadas únicamente por la longitud de onda (0.003 

nm). Para evitar perder resolución de la muestra, se realiza en alto vacío, ya que los choques de 

electrones con moléculas de aire pueden afectar los resultados (Đorđević et al. 2015). En esta 

técnica se utilizan electroimanes que permiten tener energía suficiente para penetrar la muestra con 

los electrones y así poder determinar la morfología y grosor de los encapsulados (Xu y Du 2003; 

Chiu et al. 2005). La Figura 30 muestra una imagen de microscopía electrónica de transmisión 

(TEM) de nanopartículas de quitosano reticuladas con glutaraldehído y con un tamaño promedio 

de partícula de 90 nm. 

 

 

 
Figura 30. Imagen de microscopía electrónica de transmisión de nanopartículas de quitosano 

reticuladas con glutaraldehído. 

Fuente: Chandra et al. 2014.  
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Microscopía Electrónica de Barrido (SEM, por sus siglas en inglés). El microscópico 

electrónico de barrido es una herramienta indispensable y de los instrumentos más versátiles para 

el análisis y caracterización de estructuras a escalas nanométricas (Jin et al. 2016). Una de las 

razones por las que este método es ampliamente usado es porque para el análisis de tamaño de 

partícula se puede conseguir resoluciones de hasta 10 nm, e incluso, en versiones avanzadas se 

pueden alcanzar hasta 2.5 nm aproximadamente (Raval et al. 2019). El SEM utiliza un haz de 

electrones enfocados de energía relativamente baja como una sonda electrónica que se escanea de 

manera regular sobre la muestra (Joy et al. 2019; Raval et al. 2019).  

 

Para utilizar esta técnica, igual que el TEM, se requiere de alto vacío, para evitar la interferencia 

de las moléculas de aire en el análisis. Sin embargo, la utilización de este método es más práctico, 

ya que la preparación de muestras es más rápida y fácil. Otra ventaja es que puede analizar un 

amplio rango de tamaños de partículas, que van desde la escala nanométrica (nm) a escala 

centimétrica (cm). SEM tiene la capacidad de analizar la muestra desde diferentes puntos de vista 

(gracias a los movimientos de traslación, inclinación y rotación), pero no puede captar colores 

como lo hace la microscopía óptica convencional (Đorđević et al. 2015). En las siguientes 

imágenes de SEM (Figura 31) se muestran microcápsulas de quitosano preparadas por dos 

diferentes métodos y en una escala de 2 µm de tamaño. 

 

 

 
Figura 31. Imágenes SEM de microcápsulas de quitosano preparadas por el (a) proceso de emulsión 

de membrana y (b) el método de agitación mecánica. 

Fuente: Wang et al. 2015. 

 

 

Microscopía Electrónica de Barrido Ambiental (ESEM, por sus siglas en inglés). Esta técnica 

tiene algunas ventajas en comparación a SEM. Mientras que SEM requiere alto vacío en la cámara 

de muestras para evitar la interferencia de las moléculas de aire con los electrones; ESEM requiere 

bajo vacío (hasta 10 torr) en la cámara de muestra, lo cual es mucho menos grado de vacío que lo 

requerido por SEM (hasta 0.001 torr). ESEM, también permite la toma de imágenes en modo 

húmedo (bajo vacío y 10% de humedad relativa), es decir sin deshidratarse y sin preparación 

previa, lo que es especialmente útil para muestras biológicas y otras muestras que contienen agua 

(Đorđević et al. 2015; Mayeen et al. 2018).  La Figura 32 muestra nano-geles de quitosano y sulfato 

dextrano, caracterizados por ESEM a tamaños de 500 nm. 
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Figura 32. Imagen de microscopía electrónica de barrido ambiental (ESEM) de nano-geles de 

quitosano y sulfato dextrano. 

Fuente: Diez-Pascal y Shuttleworth 2014. 

 

 

Dispersión Dinámica de Luz (DLS, por sus siglas en inglés). Se puede utilizar la microscopía 

combinada con el análisis de imágenes para medir el tamaño individual de partículas, pero es algo 

impráctico, ya que es lento y cuando se necesita medir grandes cantidades de macropartículas es 

ineficaz. Sin embargo, para partículas no esféricas o partículas que tiende a formar aglomerados, 

se prefiere microscopía combinada con el análisis de imágenes. Si se conoce el índice de refracción 

del agente encapsulante y del medio de suspensión, se puede utilizar una técnica de dispersión de 

luz láser para determinar tamaño de partículas (entre 0.02-2000 µm) y potencial zeta de miles de 

partículas en pocos segundos (Zhang et al. 2010). 

 

La DLS permite el cálculo del tamaño de partícula y la distribución del tamaño utilizando una 

función de autocorrelación temporal de la señal de luz dispersa en el tiempo y el ángulo, junto con 

la ecuación de Stokes-Einstein para determinar el radio de partícula (Coe et al. 2015). La ley de 

Stokes-Einstein expresa que el coeficiente de difusión en términos de viscosidad del disolvente y 

radio molecular del soluto se basa en el supuesto de que un ion o molécula difusora se mueve entre 

las moléculas de soluto como lo hace una entidad macroscópica en un continuo (Schiller 1991). 

 

También se ha utilizado una técnica parecida a la dispersión dinámica de luz para determinar el 

tamaño y distribución del tamaño de partículas, esta es llamada oscurecimiento de la luz o detección 

óptica de una sola partícula (SPOS, por sus siglas en inglés). Esta técnica consiste en medir la 

magnitud de un pulso generado por partículas individuales (diluidas) que pasan a través de una 

pequeña fotozona, la cual es iluminada por un diodo laser o lámpara incandescente. La sombra 

generada se puede correlacionar para determinar el tamaño de partículas, es decir, el flujo de 

partículas que pasan a través de una fuente de luz y un detector, generan sombras que permiten 

determinar su tamaño (Zhang et al. 2010).  
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Potencial zeta. El potencial zeta es la forma abreviada de la oración en inglés de: potencial 

electrocinético de los sistemas coloidales. La química coloidal normalmente se representa por la 

letra griega zeta, eso también influyó en dicho nombre. El potencial zeta es un potencial eléctrico 

de la doble capa fronteriza de contacto en el lugar del plano de deslizamiento frente a un punto en 

el volumen principal de fluido lejos de la interfaz. Es decir, es la diferencia de potencial entre el 

medio de dispersión y la capa estacionaria de fluido anexa a la partícula dispersada. En la Figura 

33 se puede observar el comportamiento de los protones y neutrones cerca de una molécula de 

carga negativa. Los protones se unen formando una capa rígida, y dependiendo del nivel de 

negatividad de la partícula (mV) será la distancia desde la partícula. Mientras menor sea la carga 

negativa (más lejano de 0) más larga será la distancia desde la superficie de la partícula (Hartman 

2018). 

 

 

 
Figura 33. Esquema gráfico de la influencia del nivel de carga eléctrica negativa en la distancia 

desde la superficie de la partícula con los protones y neutrones. 

Fuente: Hartman 2018 

 

 

El potencial zeta de un polímero es un indicador de su estabilidad potencial en solución. Su 

magnitud es una función del pH y la presencia de solutos en el solvente. Esta mide la magnitud de 

repulsión o atracción entre encapsulados, y sus unidades de medida son los milivoltios (mV). Este 

valor tiene una relación directa con la estabilidad de almacenamiento de los encapsulados en 

suspensión. En general, partículas con un potencial zeta menor a -35 o mayor a 35 mV son 

consideradas estable (Kadu et al. 2011; Krstić et al. 2018). En el Cuadro 1 se muestra el 

comportamiento de la estabilidad coloidal de las moléculas en base al potencial zeta. 
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Cuadro 1. Comportamiento de la estabilidad coloidal en base al potencial zeta. 

Valor de potencial zeta (mV) Comportamiento de estabilidad 

0 a ±5 Floculación o coagulación 

±10 a ±30 Inestabilidad incipiente 

±30 a ±40 Estabilidad moderada 

±40 a ±60 Estabilidad buena 

Mayor a ±60 Estabilidad excelente 

Adaptado de: Kumar y Dixit 2017. 

 

 

El potencial zeta suele medirse a base del principio de electroforesis. Este consiste en someter la 

suspensión a un campo eléctrico y medir la velocidad de desplazamiento de las partículas dentro 

de este campo eléctrico. Mientras más alta sea su velocidad de desplazamiento, mayor potencial 

zeta (Zhang et al. 2010). Sin embargo, el potencial zeta de un agente encapsulado en suspensión 

depende del pH, la concentración de electrolitos y los surfactantes en suspensión. En general, 

cuando aumenta la fuerza iónica (pH mayor) disminuye el potencial zeta (Yan et al. 1992).  

 

 

Caracterización térmica 

Los métodos de análisis térmico miden las propiedades de los encapsulados como resultado de 

cambios de temperatura. Las mediciones termoanalíticas proporcionan información relacionada 

con factores como: la composición de los materiales y del recubrimiento de nanopartículas, así 

como la estructura, cristalinidad del material y cinética de formación (Mansfield 2015). Las 

nanopartículas termodinámicamente inestables se descomponen a través de mecanismos 

fisicoquímicos como la separación gravitacional o sedimentación, agregación (floculación, 

coalescencia y coalescencia parcial) y maduración (composición y maduración de Ostwald) de las 

partículas (McClements 2015). El análisis calorimétrico de nanopartículas es un campo en 

crecimiento debido a la alta disponibilidad de la instrumentación y la reducción de los requisitos 

de muestra en los calorímetros modernos (Fotticchia et al. 2016).  

 

 

Análisis Termogravimétrico (TGA, por sus siglas en inglés). Es una técnica usada para 

determinar la estabilidad térmica de un material y su fracción de componentes volátiles al 

monitorear el cambio de peso que ocurre cuando una muestra se calienta a una velocidad constante 

(Rajisha et al. 2011). Este determina la pérdida de peso endotérmica y exotérmica al calentar o 

enfriar las nanopartículas. El TGA utiliza calor para forzar reacciones químicas y cambios físicos 

en los materiales. Incluso, las curvas termogravimétricas pueden caracterizar los compuestos 

específicos debido a la secuencia única de las reacciones fisicoquímicas que ocurren sobre los 

rangos de temperatura específicos (Martínez-Rivas et al. 2017). En nanotecnología, el TGA se usa 

para la predicción de la estabilidad térmica y también puede indicar la modificación de la superficie 

de las nanopartículas por otros grupos funcionales y la cantidad de agente modificador de la 

superficie adherido a la superficie de las nanopartículas (Abraham et al. 2018). 

 

La medición se realiza normalmente en aire o en atmósfera inerte, como helio o argón, y la pérdida 

del peso se registra en función del aumento de temperatura (Rajisha et al. 2011). Estos instrumentos 
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pueden aumentar la temperatura hasta 2000 °C y trabajar con pequeñas cantidades de muestra, 

hasta 1 g. El instrumento TGA genera dos tipos de gráficos como resultado, la curva TGA y la 

derivada de dicha curva. La curva TGA es una gráfica del peso de la muestra con respecto a la 

temperatura; esta proporciona temperaturas de descomposición térmica con la cantidad de residuos 

en función de la temperatura. La derivada de la curva TGA indica la tasa de pérdida de masa en 

función de un aumento de temperatura. Estas dos curvas se podrían usar para determinar otros 

parámetros como la cinética de la reacción (Das et al. 2019). Un aparato de análisis térmico consta 

de un sensor de propiedades físicas (peso), un horno de atmósfera controlada, un programador de 

temperatura y un dispositivo de registro, como se puede ver en la Figura 34 (Abraham et al. 2018). 

 

 

 
Figura 34. Diagrama de bloques de un instrumento de análisis térmico (TGA). 

Adaptado de: Abraham et al. 2018. 

 

 

El aparato tiene una báscula de alta sensibilidad y un horno programable para controlar el calor de 

la muestra, el cual también se puede enfriar rápidamente. La báscula se encuentra por encima del 

horno y está térmicamente aislada del calor para maximizar la sensibilidad, exactitud y precisión 

de la toma del peso. Un cable colgante de alta precisión se suspende desde la báscula hasta el 

interior del horno, donde al final de dicho cable está colgado el plato con la muestra. La sensibilidad 

de estas basculas puede alcanzar hasta 0.1 μg. Si se utiliza un espectrómetro de infrarrojos, además 

del TGA, se podría analizar e identificar los gases generados por la degradación de la muestra 

(Ebnesajjad 2014). 

 

Otros usos del TGA son la predicción de la estabilidad térmica y oxidativa de los materiales, la 

composición de los sistemas multicomponente, la vida útil estimada de un producto, la cinética de 

descomposición de los materiales, el efecto de atmósferas reactivas o corrosivas en los materiales, 

el contenido de humedad y contenido de volátiles de los materiales (Abraham et al. 2018). 
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Análisis Térmico Diferencial (DTA, por sus siglas en inglés). Se basa en el principio de que la 

sustancia al calentarse sufre reacciones y cambios de fase que implican absorción o emisión de 

calor. La identificación de las sustancias se logra al comparar las curvas de DTA obtenidas de una 

sustancia desconocida con las curvas de DTA proporcionadas por elementos (referencia) 

(Martínez-Rivas et al. 2017). Tanto la muestra y la referencia se calientan en un horno, donde se 

registra la temperatura de ellos en diferentes ciclos programados de calentamiento y enfriamiento. 

Se forma una curva DTA, que consiste en la diferencia de temperatura de la muestra con la 

referencia en función de la temperatura o el tiempo del ciclo (Abraham et al. 2018). Los cambios 

en la muestra que conducen a la absorción o evolución de calor pueden detectarse con respecto a 

la referencia inerte (Tanzi et al. 2019). 

 

Las mediciones típicas por DTA se realizan con una tasa de calentamiento constante (entre 1 y 

100 °C/min) con cantidades mínimas de muestra (menos de 10 mg) (Willard y Daniil 2013). El 

DTA es ampliamente usado en la industria farmacéutica y de alimentos (Abraham et al. 2018). Las 

primeras aplicaciones importantes de este método fueron en el estudio de diagramas de fase y 

temperaturas de transición, así como en análisis cualitativos de metales, óxidos, sales, cerámicas, 

vidrios, minerales y suelos (Tanzi et al. 2019). En la Figura 35 se puede observar la gráfica obtenida 

de un TGA y de un DTA de nanocompuestos de quitosano. 

 

 

 
Figura 35. Curvas (a) TGA y b) DTA de nanocompuestos de quitosano-plata. 

Fuente: Rana et al. 2010. 

 

 

En el estudio de la Figura 35, Rana et al. (2010), formaron nanocompuestos de quitosano usando 

nanopartículas de plata como relleno nanométrico (menores a 100 nm) y con ayuda del gráfico 

TGA y DTA determinaron que la estabilidad térmica aumenta con el aumento de nanopartículas 

de plata. Tanto el DTA como la calorimetría diferencial de barrido (DSC, por sus siglas en inglés) 

son técnicas estándar que se han utilizado con éxito para identificar temperaturas de cristalización 

y transiciones vítreas (Willard y Daniil 2013). 
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Calorimetría diferencial de barrido (DSC, por sus siglas en inglés). La calorimetría diferencial 

de barrido (DSC, por sus siglas en inglés) es una técnica empleada para cuantificar la energía 

necesaria para establecer una diferencia de temperatura de casi cero, entre una sustancia y un 

material de referencia inerte. Para ellos, se someten ambas muestras a regímenes de temperatura 

idénticos en un ambiente calentado o enfriado a una velocidad controlada (Rajisha et al. 2011). La 

energía de activación para cristalización se estima fácilmente mediante un método isoconversional, 

a partir de una serie de picos de DSC medidos a varias velocidades de enfriamiento o calentamiento 

(Vyazovkin et al. 2020). 

 

El principio básico de esta técnica se basa en que, cuando la muestra se somete a una 

transformación física, como las transiciones de fase, es necesario que fluya más (o menos) calor 

que la referencia para mantener ambos a la misma temperatura. La DSC generalmente se utiliza 

para medir varios parámetros térmicos como la transición vítrea, la fusión y la cristalización 

(Rajisha et al. 2011). Durante un cambio de temperatura, el DSC mide el calor irradiado o 

absorbido por la muestra basándose en la diferencia de temperatura entre la muestra y el material 

de referencia inerte (Gill et al. 2010). 

 

La DSC en el campo de la nanociencia se aplica en la cuantificación de nanosólidos farmacéuticos, 

características térmicas de portadores de lípidos nanoestructurados, termoanálisis de 

nanopartículas coloidales, medición de la transición vítrea de macromoléculas en nanofases, 

caracterización de nanoportadores quelantes de iones y estudio de autoensamblaje de 

nanoestructuras supramoleculares (Abraham et al. 2018). La DSC puede ser clasificado en 2 

categorías, dependiendo del mecanismo de operación del proceso: DSC de Flujo de calor y DSC 

de potencia compensada (Danley 2002; Zucca et al. 2004). 

 

DSC de flujo de calor. En este método, es necesario colocar un recipiente con la muestra y un 

recipiente vacío (como referencia) sobre un disco termoeléctrico encerrado por un horno, y 

mientras que el horno se calienta a una velocidad de calentamiento lineal, el calor se transmite a la 

muestra y al plato de referencia a través del disco termoeléctrico (Danley 2002). La diferencia de 

temperatura de la muestra y el plato de referencia es consecuencia del calor específico (Cp) de la 

muestra, esta se mide mediante termopares de área. 

 

En la Figura 36 se puede apreciar un sensor calorímetro gemelo de marca Tzero™, usado para el 

DSC de flujo de calor. Este se diseña para que el flujo de calor de un sensor no afecte al otro sensor. 

El cuerpo de dicho instrumento está hecho de constantán (aleación con 55% de cobre y un 45% de 

níquel), los discos del área de detección de cromel (aleación de 90% de níquel y 10% de cromo) y 

alambres de cromel y alambres de constantán. La sección de pared delgada crea la resistencia 

térmica y las superficies planas de los extremos sostienen la muestra y la referencia. La diferencia 

de temperatura se toma de los cables de cromel unidos a los discos de cromel de la muestra y de la 

referencia; y del cable de cromel con el cable de constantán en el centro del equipo (Danley 2002). 
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Figura 36. Sensor DSC Tzero™; A) Plataforma de muestra de referencia; B) Plataforma de la 

muestra; C) Discos de cromel (área de detección); D) Pared fina de Constantán; E) Superficie de 

la base; F) Alambre de cromel; G) Alambre de Constantán; H) Cuerpo de Constantán.  

Adaptado de: Danley 2002. 

 

 

DSC de potencia compensada. En el DSC de potencia compensada, los platos de muestra y de 

referencia se ubican en microhornos separados, y son calentados por separado para que las 

temperaturas de la muestra y la referencia se mantengan iguales entre sí; ambas temperaturas 

aumentan o disminuyen linealmente (Abraham et al. 2018). En la Figura 37 se puede observar un 

ejemplo de estos microhornos. La DSC de potencia compensada está diseñada para medir directa 

y exactamente el cambio de entalpía del portamuestras en función del tiempo (Tanaka 1992). El 

calor a medir se compensa (casi totalmente) con energía eléctrica, aumentando o disminuyendo el 

calor de un Joule ajustable (Höhne et al. 2003).  

 

Si hay una simetría térmica entre ambos microhornos (muestra y referencia) la temperatura en ellos 

será igual, pero si hay una asimetría estos tendrán diferentes temperaturas. Una asimetría puede ser 

causada por la reacción de la muestra dentro del horno durante su calentamiento (Höhne et al. 

2003). La pequeña escala del proceso permite menor volumen de muestra lo que resulta en mayor 

precisión al momento de obtener resultados (Wang et al. 2017). El método DSC de potencia 

compensada tiene un corto tiempo de respuesta debido a su pequeña zona de calentamiento, por lo 

que se recomienda su uso en estudios térmicos que se requieran a la brevedad (Tanaka 1992).  
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Figura 37. DSC de potencia compensada. Sistema de medición y microhorno de la muestra 

(izquierda), y sistema de medición y microhorno de la referencia (derecha). 1) resistencia de 

calentamiento; 2) sensor de temperatura. Ambos sistemas de medición, separados entre sí, se 

colocan en un bloque de aluminio a temperatura constante. 

Fuente: Höhne et al. 2003. 

 

 

Con el DSC de potencia compensada se puede lograr un mayor rendimiento como resultado de un 

tiempo más corto de escaneo y un funcionamiento en paralelo. Esto es vital para industrias como 

la farmacéutica. tomando en cuenta que la prueba de millones de candidatos a fármacos podría 

tardar años en completarse, incluso si se instalan sistemas automatizados para realizar la tarea de 

manera consistente (Wang et al. 2017). 

 

 

Calorimetría de titulación isoterma (ITC, por sus siglas en inglés). Este método, se rige del 

principio básico de la termodinámica donde el contacto entre dos moléculas resulta en la generación 

o absorción del calor, dependiendo del tipo de unión (exotérmica o endotérmica) (Srivastava y 

Yadav 2019). La ITC (por sus siglas en inglés) mide los cambios de calor en la unión de dos o más 

moléculas en solución (a temperatura y presión constantes), y puede determinar la constante de 

asociación, la estequiometría de la reacción, la capacidad calorífica (Cp) de la reacción, la energía 

libre de unión, la entropía, entalpía y la estequiometría de la interacción (Fotticchia et al. 2016; 

Hevener et al. 2018).  

 

Específicamente, la ITC mide el calor liberado o absorbido durante una reacción química, y sirve 

para caracterizar cualquier proceso químico que cause cambios de calor en la solución y que 

ocurren espontáneamente durante la reacción (Mazzei et al. 2016). La técnica ITC no está limitada 

por el tamaño de la biomolécula y no es influido por ninguna propiedad óptica potencial de las 

muestras, lo que la convierte en una técnica valiosa en el descubrimiento de fármacos, pero requiere 

relativamente altas concentraciones de muestra (Hevener et al. 2018). El instrumento ITC tiene de 

dos celdas (Figura 38); la celda principal para la macromolécula en cuestión y la celda de referencia 

que está destinada al solvente (Srivastava y Yadav 2019). 
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Figura 38. Esquema del instrumento de calorimetría isoterma de titulación. La jeringa (verde) es 

por donde se inyecta el ligando, la celda rosa es donde se coloca la muestra y la celda azul es la 

referencia (se mantiene la celda de referencia y de la muestra a la misma temperatura).  

Fuente: Srivastava y Yadav 2019. 

 

 

La ITC registra la energía requerida para mantener la misma temperatura en ambas celdas. 

Consecuentemente, el cambio de calor se calcula integrando la energía sobre tiempo (segundos), 

lo que resulta en la entalpía de la reacción. El calor generado o absorbido durante la reacción 

corresponde a la fracción de ligando unido, y el aumento de la concentración de ligando causa la 

saturación del sustrato y finalmente se descarga o consume menos calor (Srivastava y Yadav 2019). 

 

El ITC por sí solo no es útil, pues simplemente mide el intercambio de calor, por lo que a menudo 

se usa con estudios complementarios para determinar o confirmar qué reacción está sucediendo 

realmente (Tsvetkov et al. 2013). Maurstad et al. (2011) determinaron por ITC que, la reticulación 

xantano-quitosano se divide en dos etapas. En la primera etapa el calor generado aumenta con el 

número de inyecciones (hasta la inyección #14), y la segunda etapa (a partir de la inyección #17) 

donde el calor generado va disminuyendo a pesar de aumentar el número de inyecciones, además 

de requerir un mayor tiempo para alcanzar el equilibrio (véase Figura 39). Las inyecciones de 

quitosano fueron de 7 μL y el cambio de la fase 1 a la 2 ocurría al alcanzar una proporción 

quitosano/xantano de 1.5:1.75 (para el tratamiento de xantano con peso molecular de 0.31 x 106 

g/mol) (Maurstad et al. 2011). 
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Figura 39. Termograma ITC obtenido de la titulación de quitosano una solución de xantano. 

Fuente: Maurstad et al. 2011. 
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Cuadro 2. Resumen de la técnica de nanoprecipitación empleada para la fabricación de partículas de quitosano y la encapsulación de 

compuestos bioactivos.  

Método Materiales 

encapsulant

es 

Resumen Técni

ca de 

secad

o 

Rango de 

tamaños 

de 

partícula 

Compuestos 

bioactivos 

encapsulados 

Autor (es) 

Nano precipita-

ción 

Quitosano 

con metanol 

(no solvente) 

Relación no solvente y solvente de 

10:1, quitosano en ácido acético y 

agua, citral (0.04-0.24 µg/mL), fase 

dispersa fue metanol 

N/A 980-1900 

nm 

Citral, 

EE= 88% 

Luque-

Alcaraz et 

al. 2016 

Quitosano 

con ácido 

poli (láctico-

co-glicólico) 

(PLGA) 

Agua desionizada (400 mL), 

poloxámero 188 (0.3%), ácido acético 

(4 mL), quitosano (40, 80 y 160 mg), 

PLGA (200 mg), paclitaxel (20 mg) 

Liofili

zación 

133-172 

nm 

Paclitaxel 

EE= 65.8-87.1% 

Lu et al. 

2019 

Quitosano 

con PLGA 

PLGA (150 mg) en acetona, 

metformina HCl 75 mg (3%), 

quitosano (30 mg) 

Liofili

zación  

507-516 

nm 

Metformina HCl, 

EE= 4% 

Gundogdu 

y Cetin 

2014 

Quitosano 

con metanol 

Relación no solvente y solvente de 

10:1 y 40:1, Quitosano en ácido 

acético (2%), nobiletina (0.01%). 

N/A 280-500 

nm 

Nobiletina, 

EE=69.1% 

Luque-

Alcaraz et 

al. 2012 

Quitosano 

con metanol 

Quitosano (0.5%) en ácido acético 

(2%), aceites esenciales en metanol 

N/A 117-250 

nm 

Aceites esenciales 

(aceite de lima y 

tomillo) 

Sotelo et al. 

2015 

Quitosano 

con 

policaprolact

ona (PCL) 

Policaprolactona (100 mg), acetona 

(30 mL), aceite Myritol 318 (200 mg), 

Span 60 (40 mg), atrazina (10 mg), 

solución de quitosano @pH 4. 

N/A 300-400 

nm 

Atrazina (herbicida) 

EE= 84 % 

Grillo et al. 

2013 
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Cuadro 3. Resumen de la técnica de coacervación compleja empleada para la fabricación de partículas de quitosano y la encapsulación 

de compuestos bioactivos.  

Método Materiales 

encapsulantes 

Resumen Técnica de 

secado 

Rango de 

tamaños 

de 

partícula 

Compuestos 

bioactivos 

encapsulados 

Autor 

(es) 

Coacervación 

compleja 

Quitosano con 

pectina 

Quitosano en ácido clorhídrico 

(0.1M), pH ajustado a 5.6 con 

hidróxido de sodio (0.2M), 

pectina (5mg/mL) 

Liofilizació

n 

Tamaños 

irregulares 

menores a 

5 µm 

Aceite de palma 

con alto % de 

carotenoides  

EE = 52.2% 

Rutz et 

al. 2017 

Quitosano con 

aislado de 

proteína de suero  

Buffer de acetato (0.1M) a pH 

5.5, GD quitosano 83, 94 y 

96%, 1% quitosano y 1% WPI 

Secado por 

atomización 

765 nm Extracto acuoso de 

ajo  

Tavares 

y Zapata 

2019 

Quitosano con 

goma arábica y 

STPP 

Quitosano (2%) en ácido 

acético @45°C, goma arábica 

(1-10%) @pH 4.5-5, STPP 2%   

N/A 5–10 µm Mezcla de 

triglicéridos 

Butstrae

n y 

Salaün 

2014 

Quitosano con 

NaOH 

Quitosano (0.5%) en agua 

destilada y NaOH (0.12, 0.25, 

0.36 M)  

Horno 

@30°C por 

15 horas 

2-12 µm Limoneno Souza et 

al. 2014 

Quitosano con 

NaOH 

Quitosano (1%) con ácido 

acético (1%) en agua destilada, 

NaOH (1%), pH final 10.5. 

N/A 2.6 µm Nitrato de 

miconazol 

EE= 77.58–96.81% 

Yuen et 

al. 2012 

Quitosano con 

NaOH 

Quitosano (0.2, 0.5, 1 y 1.5%), 

NaOH (0.1-1.5%) 

Horno de 

vacío 

@30°C 

11-225 µm Aceite de citronela 

EE=94.7-98.2% 

Hsieh et 

al. 2006 
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Cuadro 4. Resumen de la técnica de ensamblaje capa por capa empleada para la fabricación de partículas de quitosano y la encapsulación 

de compuestos bioactivos. 

Método Materiales 

encapsulantes 

Resumen Téc

nica 

de 

seca

do 

Rango de 

tamaños 

de 

partícula 

Compuest

os 

bioactivos 

encapsula

dos 

Autor (es) 

Ensamblaje 

capa por capa 

Quitosano con 

tripolifosfato 

Quitosano (1 g) en hidróxido de sodio (10 ml, 

1 M), ácido acético (1%), TPP (1 mg/ml). 

Relación quitosano: TPP 3:1 

Liofi

lizac

ión 

194 nm N/A Sydow et al. 

2019 

Quitosano con 

alginato 

 

 

 

Quitosano (0.1-1%) en ácido láctico (1%), 

alginato (0.1-1%) en ácido láctico (1%), pH 

ajustado de 3 a 11 con NaOH (1 M) 

N/A 700 nm N/A Acevedo-

Fani et al. 

2017 

Quitosano con 

alginato 

Plantilla: Fe3O4, 20 ml de etanol en 10 ml de 

agua y 0.25 g de Fe3O4, 40 ml de solución de 

alginato (50%), quitosano (10 mg/ml) en ácido 

acético (1%) 

N/A 120-200 

nm 

Curcumin

a 

EE= 

67.5% 

Song et al. 

2018 

 

Quitosano con 

glutaraldehído 

Plantilla; sílice, sal sódica (0,025 M), NaCl 

(0.5 M), buffer acetato (0.2 M) de pH 3,5, 

quitosano (0.5%) en ácido acético (1%), 

glutaraldehído (2.5%) 

N/A 150 nm Pectinasa Lei y Bi 2007 

Quitosano con 

STPP 

Plantilla: Lignina, quitosano (1%) en ácido 

acético (0.1 M), STPP (6%), ciprofloxacina 

(20 mg/ml) en aceite de oliva (2 mg/ml) 

N/A 97 nm ciprofloxa

cina 

Zou et al. 

2019 

Quitosano con 

glutaraldehído 

Quitosano (2%) en ácido acético y 40 mg de 

cloruro de metileno, glutaraldehído en parafina 

líquida, 10 ml dextrano sódico (6 mg/ml) 

Liofi

lizac

ión 

292.1 nm Paclitaxel 

EE= 

66.3% 

Wang et al. 

2020 
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Oportunidades para la producción de encapsulados en Zamorano 

La producción de micro o nanopartículas para la encapsulación de compuestos bioactivos supone 

una gran oportunidad de investigación y desarrollo para Zamorano. El desarrollo de enfoques de 

investigación, tesis, prácticas e incluso algún día, aprender haciendo basado en esta temática 

supone un gran avance en el desarrollo de la universidad. La técnica de encapsulación puede 

utilizarse para el mejor aprovechamiento de residuos orgánicos producidos en plantas de 

procesamiento.  

 

Con el uso de micro y nanopartículas se puede encapsular compuestos como: aceites esenciales, 

enzimas, probióticos y prebióticos, vitaminas, sabores, antioxidantes, pigmentos, entre otros. La 

importancia del uso de micro o nanopartículas para la encapsulación de estos compuestos reside en 

que, podemos protegerlos de condiciones externas adversas (temperatura, pH, luz, oxígeno, iones 

metálicos, enzimas, y exposición al agua) y prolongar su vida útil. Actualmente, residuos orgánicos 

de diferentes áreas productivas en Zamorano podrían aprovecharse para generar valor utilizando 

dichos residuos en la extracción de compuestos de interés.  

 

Se podrían extraer compuestos bioactivos como la bromelina presente en el corazón de la piña que 

generalmente se desecha en planta de hortofrutícola. La bromelina obtenida podría encapsularse 

(para prolongar vida útil en almacenamiento) y usarse en salmuera para el ablandamiento de carne 

en la planta de cárnicos. Además, a partir de los residuos de la papaya se podría extraer la enzima 

papaína, que también tiene la misma función de ablandar la carne en la industria cárnica. También, 

se podría extraer el pigmento antocianina de los desechos (flores, frutas, hojas, tallos) de frutas 

como la Jamaica, arándano, sandía, entre otras. Este pigmento podría utilizarse para la coloración 

de diferentes productos que lo requieran en Zamorano, como por ejemplo el yogurt de fresa en la 

planta de Lácteos.  

 

La extracción de terpenoides (aceites esenciales como limoneno, linalool, decanal y octanal, y 

carotenoides como carotenos y xantofilas) y vitaminas liposolubles (A, D, E, K) presentes en las 

cascaras de algunas frutas también supone una oportunidad para el aprovechamiento de residuos 

para la generación de valor. El uso de compuestos bioactivos encapsulados, como probióticos, 

terpenoides, vitaminas y antioxidantes, en la formulación de alimentos supone una orientación 

funcional, al mejorar las propiedades saludables de dichos alimentos, respondiendo a la tendencia 

salud. El desarrollo de nuevas líneas de investigación de micro/nano-encapsulación en Zamorano 

es una gran oportunidad del desarrollo de conocimientos en los estudiantes, adaptados al panorama 

actual del sector agroindustrial, tanto para su futuro lejano como cercano.  

 

 

Limitaciones para producción a gran escala en Zamorano  

Honduras es un gran productor de mariscos y los residuos generados de esta industria es grande, lo 

cual constituiría una gran oportunidad para Zamorano para obtener dichos residuos y procesarlos 

para la obtención de quitosano a partir de la quitina. Sin embargo, a pesar de la gran oportunidad 

de Zamorano para la obtención de quitosano y de que, este tema de investigación tiene una amplia 

gama de aplicaciones en diferentes ramas, existen diferentes limitantes en el campus al momento 

de producir y caracterizar a grandes escalas dichas micro/nanopartículas. Empezando por la 

producción a gran escala, Zamorano no cuenta con una gran fuente de residuos de los cuales extraer 

compuestos bioactivos útiles para su aprovechamiento mediante la encapsulación. La planta 
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hortofrutícola constituye actualmente la mayor fuente de residuos de este tipo en Zamorano, pero 

no es suficiente para una producción a gran escala. 

 

Otra limitante es la obtención de los reactivos necesarios para extraer dichos compuestos bioactivos 

de los residuos a una gran escala. Se necesitarían grandes cantidades de solvente (diferente para 

cada tipo de compuesto bioactivo) para extraer grandes cantidades de compuestos bioactivos, 

tomando en cuenta la baja concentración que suelen encontrarse en dichos residuos. Otra limitante 

es el secador por aspersión que se encuentra en la planta PIA, debido a que este es un secador a 

nivel de laboratorio, no es un secador industrial, lo cual limita el secado de grandes cantidades de 

material. Dicho secador está más enfocado a la investigación que a la producción a gran escala a 

nivel industrial. 

 

Como desarrollé en el documento, al momento de caracterizar las micro/nanopartículas fabricadas 

se necesitan diferentes equipos, que en su mayoría no se tienen en Zamorano. Para determinar el 

potencial zeta se requiere un equipo llamado “Zetasizer Nano ZS”, el cual no se tiene en Zamorano. 

Para determinar la morfología y tamaño de partícula se pueden usar varios equipos, pero para 

determinar tamaños a escala nanométrica se requiere un microscopio electrónico de barrido y en 

Zamorano solo se cuenta con un microscopio óptico a 400x que podría servir a escala micrométrica 

pero no nanométrica. Para determinar estabilidad térmica se necesitan diferentes equipos que 

indico en el documento (TGA, DTA, ITC, DSC), los cuales no están en Zamorano. 

 

En base a las oportunidades y las limitantes en Zamorano se puede crear un plan a mediano o largo 

plazo para hacer posible el aprovechamiento de residuos y posterior encapsulación de compuestos 

bioactivos presentes en estos, con el objetivo de ser más eficientes y generar recursos a partir de 

los residuos de otros procesos.
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4. CONCLUSIONES 
 

 

• Se recopiló información de 205 artículos y tres libros de bases de datos confiables en inglés y 

español para el desarrollo de esta revisión de literatura. 

 

• Se estableció que el quitosano es un biopolímero muy utilizado en la industria alimentaria para 

la producción de micro y nanopartículas para encapsular compuestos bioactivos usados en la 

industria alimenticia. 

 

• Se determinó que existen diversas técnicas usadas para la fabricación de micro y nanopartículas 

de quitosano que, según sus características, nos pueden ayudar a formar encapsulados con 

diversas propiedades físicas y químicas; siendo los métodos más utilizados nanoprecipitación, 

coacervación y secado por aspersión. 

 

• Considerando que las micro y nanopartículas se usan para encapsular compuestos bioactivos, 

aceites esenciales, probióticos, vitaminas, pigmentos o colorantes naturales, antioxidantes y 

sabores; esto abre las posibilidades de desarrollar una línea de investigación en Zamorano para 

el uso de los compuestos bioactivos presentes en algunos residuos orgánicos de algunas plantas 

de proceso en el campus universitario. 
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5. RECOMENDACIONES 
 

 

• Usar los desechos orgánicos de la planta hortofrutícola para extraer sus compuestos, 

encapsularlos y luego usarlos como ingrediente bioactivo en productos terminados como 

lácteos, cárnicos y panadería. 

 

• Investigar sobre otros biopolímeros además del quitosano, para la producción de capsulas. Por 

ejemplo, proteínas, gomas, y otros compuestos de grado alimenticio. 
 

• Identificar áreas de zamorano aptas para la producción de partículas a pequeña y gran escala.
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