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RESUMEN  

Los probióticos son microorganismos vivos, principalmente bacterias, no patógenas, 

utilizados en forma de suplemento alimenticio, que, tras ser ingeridos en cantidades 

suficientes, mejoran el equilibrio microbiano intestinal y provocan efectos benéficos 

sobre la salud de quienes los ingieren. Cómo la mayoría de las bacterias, los 

probióticos son susceptibles a condiciones extremas como altas temperaturas y 

cambios de pH. Una manera de proteger a los probióticos de estos factores 

ambientales es a través de la encapsulación. Existen muchos métodos y materiales 

para encapsular, de manera continua se prueba la combinación de ambos para 

obtener mejores resultados. En el caso de los materiales de pared se busca que 

sean económicos y altamente disponibles. El almidón es uno de los polisacáridos 

que cumple con estas características, además que su diversidad es amplia y sus 

propiedades funcionales dependen de la fuente botánica. El objetivo de este trabajo 

fue evaluar la liofilización y el secado por aspersión como métodos de 

encapsulación, sobre la viabilidad de Lactobacillus paracasei subsp. paracasei en 

condiciones de almacenamiento y condiciones gástricas utilizando como material 

de soporte almidón poroso de maíz. Para lo cual se realizó una hidrólisis enzimática 

del almidón de maíz para la generación de almidón poroso (AP), la cual fue en dos 

etapas utilizando diferentes enzimas amilolíticas en cada una ( -amilasa y 

amiloglucosidasa). Se probaron diferentes tiempos (2, 4 y 6 h) de hidrólisis en la 

primera etapa con -amilasa (A). En la segunda etapa sólo se hidrolizó el material 

obtenido durante 12 h con amiloglucosidasa (AM). El almidón poroso que se utilizó 

para la encapsulación fue obtenido a través de una hidrólisis de 2 h con -amilasa, 

seguida de 12 h con amiloglucosidasa (2A12AMG). El almidón obtenido tuvo un 

contenido de amilopectina similar (70.78 %) al almidón nativo (69.84 %), por lo que 

la hidrólisis enzimática bajo las condiciones empleadas no afectó a la mayoría de 

las propiedades funcionales del almidón nativo. Tuvo una mayor cristalinidad (23.3 

%) en comparación con el nativo (20.7 %) y un diámetro de poro de ~1.14 μm, una 

viscosidad máxima de 3398 cP, al mismo tiempo que una mayor viscosidad final 

(4406.5 cP), lo que aumenta la reorganización del almidón en la etapa de 

retrogradación. Además, las propiedades térmicas fueron mejoradas, obteniendo 
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una Tp más alta (71.26 °C) que la del nativo (66.9 °C) y una ∆H mayor (11.41 J/g) 

indicando una cristalinidad mayor y mejor organización de los cristales. Para la 

encapsulación se probaron dos métodos: secado por aspersión (SA) y liofilización 

(LF), utilizando el almidón poroso (2A12AMG) como material de soporte y dos 

diferentes materiales de recubrimiento: maltodextrina (MD) y almidón gelatinizado 

(AG) al 3 %. El método de encapsulación fue determinante en la eficiencia de 

encapsulación, con la liofilización las eficiencias obtenidas fueron mejores (~61 %), 

mientras que en secado por aspersión las eficiencias van desde 35.67 hasta 41.60 

%, dependiendo de los materiales de encapsulación utilizados. La liofilización 

generó partículas con un contenido de agua menor (0.23 - 0.73 %) al secado por 

aspersión (3.18 - 6.13 %), sin embargo, con ambos métodos se obtuvieron 

productos considerados secos. Las partículas obtenidas por liofilización presentaron 

mejores propiedades de flujo y tamaños de partícula mayores, en comparación con 

los obtenidos con el secado por aspersión, en donde, la mayoría de los tratamientos 

presentaron el tamaño correspondiente al gránulo de almidón utilizado. La 

supervivencia en condiciones gástricas fue mejor en los tratamientos obtenidos por 

secado por aspersión utilizando almidón poroso (AP-SA) y con almidón poroso en 

conjunto con maltodextrina (MD-AP-SA); y en todos los tratamientos liofilizados, 

obteniendo pérdidas de viabilidad menores del 13 % a los 120 min de exposición a 

estas condiciones, mientras que L. paracasei subsp. paracasei de forma libre, pierde 

su viabilidad a los 60 min. La viabilidad durante el almacenamiento a 4 °C durante 

2 meses, se mantuvo estable en los tratamientos obtenidos por secado por 

aspersión, mientras que para los liofilizados se registraron pérdidas no mayores al 

12 %.  
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ABSTRACT 

Probiotics are microorganisms, mainly bacteria, not pathogenic, used in the form of 

a dietary supplement, which, after ingesting in sufficient quantities improve the 

microbial balance of the intestinal and cause beneficial health effects for those who 

ingest them. As most bacteria, probiotics are susceptible to extreme conditions such 

as high temperatures and pH changes. One way to protect probiotics from these 

environmental factors is through encapsulation. There are many methods and 

materials to encapsulate and continuously the combination of both is tested for best 

results. Wall materials are sought to be economical and highly available. Starch is 

one of the polysaccharides that meets these characteristics, in addition to its 

diversity being wide and its functional properties depend on the botanical source. 

The aim of this work was to evaluate freeze-drying and spray drying as 

encapsulation methods on the viability of Lactobacillus paracasei subsp. paracasei 

in storage conditions and gastric conditions using corn porous starch as a support 

material. For which an enzymatic hydrolysis of corn starch was performed for the 

generation of porous starch (AP), which was in two stages using different amylolytic 

enzymes in each ( -amylase and amyloglucosidase). Different times (2, 4 and 6 h) 

of hydrolysis were tested in the first stage with -amylase (A). In the second stage 

only the material obtained for 12 h with amyloglucosidase (AM) was hydrolyzed. The 

porous starch that was used for encapsulation was obtained through a hydrolysis of 

2 h with -amylase, followed by 12 h with amylglucosidase (2A12AMG). The starch 

obtained had a similar amylopectin content (70.78 %) than native starch (69.84 %), 

so enzymatic hydrolysis under the conditions used did not affect most of the 

functional properties of native starch. Porous starch had a higher crystallinity (23.3 

%) compared to native (20.7 %) and a diameter pore of ~1.14 μm, a maximum 

viscosity of 3398 cP, at the same time as a higher final viscosity (4406.5 cP), which 

increases the reorganization of starch in the retrograde stage. In addition, the 

thermal properties were improved, obtaining a higher Tp (71.26 °C) than of the native 

(66.9 °C) and a higher ∆H (11.41 J/g) indicating greater crystallinity and better 

organization of the crystals. Two methods were tested for encapsulation: spray 

drying (SA) and freeze drying (LF), using porous starch (2A12AMG) as support 
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material and two different coating materials: maltodextrin (MD) and gelatinized 

starch (AG) (3 %). The encapsulation method was decisive in encapsulation 

efficiency, with the freeze-drying efficiencies obtained were better (~61 %), while in 

spray drying the efficiencies range from 35.67 to 41.60 %, depending on the 

materials of encapsulation used. Freeze drying generated particles with a lower 

water content (0.23 - 0.73 %) spray drying (3.18 - 6.13 %), however both methods 

obtained products considered dry. The particles obtained by freeze drying had better 

flow properties and larger particle sizes compared to those obtained with spray 

drying, where most treatments had the size corresponding to the granule starch 

used. Survival under gastric conditions was better in treatments obtained by spray 

drying using porous starch (AP-SA) and porous starch in conjunction with 

maltodextrin (MD-AP-SA); and in all freeze-dried treatments, obtaining viability 

losses of less than 13 % at 120 min of exposure to these conditions, while L. 

paracasei subsp. paracasei free-form lost its viability at 60 min. The viability during 

storage at 4 °C for 2 months remained stable in spray drying treatments, while 

freeze-dried treatments no more than 12 % were recorded for freeze-dried 

treatments. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

Los probióticos son microorganismos vivos, principalmente bacterias, no patógenas, 

utilizados en forma de suplemento alimenticio, que, tras ser ingeridos en cantidades 

suficientes, mejoran el equilibrio microbiano intestinal y provocan efectos benéficos 

sobre la salud de quienes los ingieren. Se ha comprobado que distintas cepas con 

efecto probiótico confieren un beneficio a la salud por distintos mecanismos (Patel 

y Dunpont, 2015). Para que sea posible obtener beneficios probióticos, los 

microorganismos deben ser capaces de sobrevivir durante su paso por el tracto 

digestivo y poder proliferar en algunas porciones específicas del intestino  (FAO, 

2006).  

La encapsulación de probióticos permite proteger a los microorganismos de 

condiciones ambientales y a su paso por el tracto gastrointestinal que son 

desfavorables para ellos, con la finalidad de que se liberen viables y 

metabólicamente activos en el intestino (Nazarro et al., 2012; Gbassi y Vandamme, 

2012; Rodríguez et al., 2016)  

Entre los métodos más actuales y comunes se encuentran la liofilización y el secado 

por aspersión. Ambos métodos permiten la obtención de polvos, con baja humedad, 

de modo que puedan conservarse durante más tiempo, además cada uno tiene 

condiciones de operación que son importantes monitorear para aumentar la 

eficiencia del proceso y obtener altos valores de viabilidad (Meng et al., 2008). Por 

ejemplo, la encapsulación por liofilización se debe llevar a cabo a bajas 

temperaturas, agitación controlada, concentraciones bajas de oxígeno y un pH 

moderado (Martín, et al., 2015). Por otro lado, en secado por aspersión, la etapa 

crítica del proceso se centra en la temperatura de salida del aire de secado (Huang 

et al., 2017). 

Otro aspecto importante en la encapsulación son los materiales utilizados los cuales 

son polímeros naturales o sintéticos que aportan protección a los microorganismos. 

Algunos de los más utilizados son el alginato y algunas gomas, sin embargo, debido 
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al costo y biodisponibilidad se buscan opciones más económicas como los 

almidones (Gbassi y Vandamme, 2012).  

Debido a las propiedades funcionales del almidón su uso como material de pared 

se ve restringido, por lo que es posible modificar el almidón para la obtención de 

nuevos materiales de encapsulación. Sin embargo, las fuentes de obtención de 

almidón son diversas, mismas que varían en sus características, algunas fuentes 

botánicas como el maíz, el sorgo y el mijo presentan de forma nativa diminutos 

canales, que conectan la superficie del gránulo con el centro, esta característica 

favorece la obtención de almidones con poros cuyo tamaño depende del tratamiento 

enzimático realizado. Debido a que el maíz es una fuente convencional de almidón 

y además a su alta disponibilidad, las modificaciones enzimáticas se realizan a partir 

de almidón de maíz como modelo de estudio (Fannon et al., 2003; Qi y Tester, 

2019).   

Por lo anterior, el objetivo de la presente investigación fue evaluar el método de 

encapsulación (secado por aspersión y liofilización) de Lactobacillus paracasei 

subsp. paracasei utilizando como material de pared almidón poroso de maíz (Zea 

mays). 
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2. ANTECEDENTES  

2.1. Probióticos 

La palabra probiótico de acuerdo con la etimología griega significa “en pro de la 

vida”. Este término tiene sus orígenes en el trabajo realizado por Eli Metchnikoff en 

1907, quien sugería la posibilidad de modificar la microbiota de nuestro organismo 

con el fin de reemplazar microorganismos patógenos con algunos benéficos; 

posteriormente en 1965, Lilly y Stillwell utilizaron el término para referirse a los 

factores que promovían el crecimiento de microorganismos. Sin embargo, el término 

se popularizó hasta 1989 cuando Fuller describe a los probióticos como “aquellos 

microorganismos vivos, principalmente bacterias y levaduras, que son agregados 

como suplemento en la dieta y que benefician al hospedero mejorando el balance 

microbiano en su microbiota intestinal” (Leahy et al., 2005; Mayorga-Reyes et al., 

2010). 

Actualmente, un probiótico está definido por la FAO (2006) como “aquel 

microorganismo vivo que cuando es administrado en cantidades adecuadas 

confieren un beneficio para la salud en el hospedero”, la dosis mínima de consumo 

que se ha recomendado por la FDA y la industria alimenticia es de 106 UFC/ mL 

(Tripathi y Giri, 2014).  

Los mecanismos de acción de los probióticos son cuatro (Patel y Dupont, 2015):  

a. Producción de sustancias inhibitorias del crecimiento de patógenos como 

bacteriocinas, peróxido de hidrógeno y ácidos grasos de cadena corta 

(láctico, propiónico, butírico, etcétera.)  

b. Competencia con microorganismos patógenos para la adhesión a la 

superficie epitelial.  

c. Competencia por nutrientes con los patógenos.  

d. Estimulación de la inmunidad de la mucosa debido a que se afectan 

diferentes tipos de células involucradas en la respuesta inmune local y 

sistémica, como lo son las células epiteliales, dendríticas, células T, 

células reguladoras, células B productoras de inmunoglobulina A, células 

asesinas naturales. 
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Por lo anterior, el uso de probióticos previene infecciones gastrointestinales, 

suprime alergias, controla los niveles de colesterol en sangre, modula el sistema 

inmune y previene varios tipos de cáncer (Mayorga-Reyes et al., 2010). También 

son capaces de actuar contra enfermedades autoinmunes e inflamatorias debido a 

que la población microbiana puede mantener un equilibrio inmunológico de la 

mucosa intestinal (Dominguez-Bello y Blaser, 2008).  

Las bacterias pertenecientes a los géneros Lactobacillus y Bifidobacterium han sido 

los más utilizados en la industria alimenticia debido a que se ha comprobado su 

seguridad y beneficios (Linares et al., 2016). 

2.1.1 Género Lactobacillus 

La clasificación clásica de las especies pertenecientes al género Lactobacillus está 

definida con base a sus características fermentativas, encontrando tres grupos: 

homofermentativas estrictas, heterofermentativas facultativas y heterofermentativas 

estrictas, siendo las de mayor interés en la industria de los alimentos las 

pertenecientes al último grupo (Stiles y Holzapfel, 1997).  

El género Lactobacillus comprende alrededor de 113 especies, pertenecientes a la 

familia Lactobacillacecae y al orden Lactobacillales. Los Lactobacillus son bacterias 

Gram positivas no esporuladas y su morfología es en forma de bacilo; sus 

características fisiológicas y bioquímicas se pueden identificar debido a que son 

bacterias inmóviles, catalasa y oxidasa negativa, además de ser anaerobios 

facultativos presentando un mejor crecimiento en atmósferas anaerobias o que 

contengan como mínimo el 10 % de CO2 (Martínez-Peña et al., 2012).  Se 

encuentran dentro de las bacterias ácido lácticas debido a su capacidad para 

producir ácido láctico, estas bacterias se han propuesto como opciones 

predominantes industrialmente para reemplazar el uso de los antibióticos (Ahn et 

al., 2002).  

Mediante estudios in vitro, se ha demostrado que bacterias del género Lactobacillus 

tiene beneficios, también se han probado in vivo en animales de consumo y se ha 

observado mejoras, algunos de estos resultados se resumen en la tabla 1.  
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Tabla 1. Beneficios de diferentes especies pertenecientes al género Lactobacillus. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Cepa Modelo Resultados Referencia 

L. casei ASCC 292 

y L. acidophilus 
In vitro 

Son capaces de asimilar el colesterol y 

resistir a ácidos y sales biliares en 

comparación con otras especies del mismo 

género. 

Liong y Shah, 

2005 

L. acidophilus HM1, 

L. fermentum HM3 

y L. buchneri  FD2 

In vitro 

Muestran actividad antioxidante e inhiben 

la actividad de células cancerígenas de 

colon, de mama y de hígado. 

Shokryazdan 

et al., 2017 

L. acidophilus, L. 

reuteri y L. 

salivarius 

In vitro  

Las bacterias alteran la expresión de 

citoquinas en células presentes en las 

amígdalas cecales de pollos de engorda.  

Brisbin et al. 

2012  

Género 

Lactobacillus y 

Bifidobacterium 

In vivo 

Estos géneros se encuentran en mayor 

proporción en personas sanas que en 

pacientes con urticaria crónica. 

Rezazadeh et 

al., 2018  

L. acidophilus 

NCFM y B. lactis 

Bi-07 

In vivo 

Mejoran y mantienen la integridad de las 

células epiteliales del intestino, mejora el 

sistema inmune y el metabolismo, además 

de reducir poblaciones bacterianas 

patógenas.   

Wang et al., 

2018  
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A pesar de proporcionar beneficios a la salud, se conoce que los géneros 

Lactobacillus y Bifidobacterium son de los más susceptibles a ácidos biliares, al ser 

bacterias Gram positivas (Ding y Shah, 2007). Debido a esto muchas cepas 

después de su administración oral tienen una pérdida considerable de su viabilidad 

por lo que les resulta difícil mantener su actividad metabólica (Linares et al., 2016) 

por lo que la microencapsulación se considera una buena opción para la protección 

contra las condiciones a las que se enfrentan (Cook et al., 2012). 

2.1.2 Lactobacillus paracasei subsp. paracasei   

L. paracasei subsp. paracasei ha demostrado ser segura para el consumo humano 

debido a que su consumo no provoca daños al organismo, además de ser sensible 

a antibióticos (Zhang et al., 2013). Esta es una de las justificaciones del por qué se 

ha estudiado en bioensayos in vitro e in vivo, mediante los cuales se ha demostrado 

su potencial probiótico.  

L. paracasei subsp. paracasei es capaz de inhibir el crecimiento de bacterias 

patógenas como Staphylococcus aureus afectando la membrana plasmática de este 

patógeno por medio de sus metabolitos producidos (Bendali et al., 2011). También, 

se ha propuesto como una terapia para la gastroenteritis o para el síndrome de 

intestino irritable (IBD) debido a que protege las células epiteliales, aumenta la 

mucosa intestinal, regula las distintas citoquinas (IL-2, INF-γ, IL-4, IL-13, IL-10 y IL-

17A) involucradas en procesos de inflamación y fortalecen la microbiota intestinal 

(especies de Bacteroidaceae y Enterobacteriaceae) (Bendali et al., 2011; Kim et al., 

2019).   

En el mismo sentido, reportes científicos han descrito que Lactobacillus paracasei 

subsp. paracasei tiene efectos en la reducción de los niveles de colesterol, la 

presión, prevención del desarrollo de lesiones gástricas, inmunomodulación, mejora 

en alergias, efecto anti osteoporosis y evita la acumulación de grasa en tejidos 

(Chiang y Pan, 2012). 
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En general, para que los microorganismos probióticos tengan un efecto sobre la 

salud, deben sobrevivir durante su paso por el tracto digestivo y proliferar en el 

intestino; esto significa que deben resistir a las condiciones gástricas y crecer en 

presencia de sales biliares, por lo que su viabilidad durante el paso por el tracto 

gastrointestinal puede ser protegida al incluirlos en alimentos vehículos o 

encapsularlos con materiales que les otorgue una protección adecuada (FAO, 

2006). 

2.2. Encapsulación  

La encapsulación está definida como la tecnología de recubrimiento de materiales 

sólidos, líquidos o gaseosos en cápsulas que liberan su contenido en periodos o 

condiciones controladas (Champagne y Fustier, 2007). La encapsulación de 

probióticos permite que las células sean protegidas para reducir sus daños o su 

muerte, de modo que se liberen eficazmente en el intestino (Martín et al., 2015). 

Esta tecnología permite proteger a los microorganismos de condiciones ambientales 

y en su paso por el tracto gastrointestinal que son desfavorables para ellos, como 

el pH, producción de peróxido de hidrógeno y temperaturas de almacenamiento; 

asegurando así que se liberen viables y metabólicamente activos en el intestino 

(Nazarro et al., 2012; Gbassi y Vandamme, 2012; Rodríguez et al., 2016).  

El término microcápsulas está determinado por el tamaño de las partículas 

obtenidas, se consideran microcápsulas las que tengan un tamaño de 1-1000 μm, 

a su vez el tamaño depende de la composición y propiedades fisicoquímicas del 

material pared, además de la técnica de encapsulación utilizada  (Sandoval-Peraz 

et al., 2016).  

2.2.1 Métodos de encapsulación  

Los métodos de encapsulación se pueden clasificar en físicos y físico-químicos. 

Dentro de los métodos físico-químicos se encuentra la coalescencia, inclusión 

molecular y la encapsulación por liposomas; en los físicos se encuentran el 

recubrimiento por lecho fluizado, extrusión, enfriamiento por liposomas, secado por 

aspersión y liofilización (Pérez-Leonard et al., 2013).  
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La mayoría de estas técnicas por lo general implican mezclas líquidas que deben 

ser secadas en el proceso de encapsulación, en este caso las probables 

aplicaciones de altas temperaturas están asociadas a una reducción de la viabilidad 

cuando se trabaja con microorganismos (Rodríguez-Barona et al., 2016).  

Para elegir el método más adecuado se debe de tomar en cuenta qué condiciones 

afectan la viabilidad del probiótico, cuáles serán las condiciones de almacenamiento 

de las microcápsulas, qué condiciones de liberación son las que se desean, cuál 

material encapsulante se utilizará y el costo de producción. La encapsulación de 

probióticos se debe llevar a cabo a bajas temperaturas, agitación controlada, 

concentraciones bajas de oxígeno y un pH moderado (Martín et al., 2015). Dentro 

de los métodos con los que se obtienen polvos se encuentran la liofilización y el 

secado por aspersión, sin embargo, existen otros métodos que se han utilizado para 

la encapsulación de probióticos, utilizando distintos materiales de pared como se 

resume en la tabla 2.  
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Tabla 2. Métodos utilizados para la encapsulación de probióticos. 

Método de encapsulación Bacteria Material pared Referencia 

Emulsificación 

Lactobacillus brevis  

Almidón resistente  Ashwar et al., 2018 Lactobacillus casei  

Lactobacillus plantarum  

Bifidobacterium longum  

Caseinato de sodio  

Dianawati et al., 2013b 

Proteína de suero  

Leche descremada  

Proteína de soya  

Caseinato de sodio: Proteína de suero  

*Combinando con manitol, glicerol o 

maltodextrina  

Lactobacillus paracasei  

Bifidobacterium lactis  

Caseinato de sodio y caseinato de 

sodio+ Almidón resistente  Heidebach et al., 2010 

Caseinato de sodio + almidón resistente  

Lactobacillus rhamnosus  

Alginato de sodio  Ding y Shah, 2007 

Bifidobacterium longum  

Lactobacillus salivarius  

Lactobacillus plantarum  

Lactobacillus acidophilus  

Lactobacillus paracasei  

Bifidobacterium lactis  

Gelificación iónica 

Lactobacillus acidophilus  

Manitol  

Xing et al., 2015 
Glicerol  

Almidón poroso  

Manitol + glicerol + almidón poroso 

Lactobacillus casei  Caseinato de sodio y goma gellan  Nag et al., 2011 

Lactobacillus acidophilus  
Alginato de calcio  Mokarram et al., 2009 

Lactobacillus rhamnosus  
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Método de encapsulación Bacteria Material pared Referencia 

Extrusión 
Bifidobacterium longum  

Alginato de sodio nativo 

Amine et al., 2014 
Alginato de sodio palmitolado 

Alginato de sodio nativo: Alginato 

palmitolado 

Lactobacillus acidophilus  Alginato de sodio y almidón resistente Mirzaei et al., 2012 

Absorción y liofilización 

Lactobacillus plantarum  

Almidón gelatinizado 

Benavent-Gil et al., 

2018 

Goma guar 

Goma Xantana 

*Se utilizó almidón de arroz poroso y nativo como material de soporte. 

Lactobacillus casei  

Lactobacillus rhamnosus  

Maltodextrina 
Rodríguez-Barona et 

al., 2016 
Inulina 

Fructooligosacáridos 

Lactobacillus plantarum  Almidón gelatinizado 
Li et al., 2016 

*Se utilizó almidón poroso de maíz como material de soporte. 

Lactobacillus plantarum  

Leche descremada reconstituida 

Zhang et al., 2018 
Goma arabiga 

Maltodextrina 

Leche descremada 
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Método de encapsulación Bacteria Material pared Referencia 

Secado por aspersión 

Lactobacillus casei LK-1 

Trehalosa  

Liao et al., 2017 Maltodextrina  

Leche descremada 

Bifidobacterium spp. lactis  

Maltodextrina + inulina  

Paim et al., 2016 
Maltodextrina + oligofructuosa 

Maltodextrina + inulina+ oligofructuosa 

Maltodextrina  

Lactobacillus plantarum  

Fructooligosacáridos  

Rajam y 

Anandharamakrishnan, 

2015 

Fructooligosacáridos + proteína de 

suero 

Fructooligosacáridos + proteína de 

suero desnaturalizado  
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2.2.1.1 Liofilización  

El uso de la liofilización como método de encapsulación es relativamente actual, el 

método está basado en la sublimación, la cual ocurre en tres fases: un 

congelamiento y dos fases de secado, la primaria y la secundaria (Martín et al., 

2015).  

La congelación debe realizarse a temperaturas muy bajas para asegurar el estado 

sólido de la muestra (Nireesha et al., 2013), por lo que es necesario el uso de 

crioprotectores para reducir los daños en las células, ya que estos son capaces de 

acumularse dentro de las células y reducir la diferencia osmótica entre el exterior y 

el interior (Martín et al., 2015).  

La solución debe precongelarse por lo que esta etapa afecta directamente en las 

cápsulas obtenidas ya que el tipo de cristal formado en esta etapa depende de la 

velocidad de congelación. Una congelación rápida conlleva a la formación de 

cristales más pequeños que permiten conservar la estructura, aunque el tiempo de 

secado se alarga; caso contrario con una congelación lenta en la que los cristales 

formados son grandes y se generan poros en la estructura del material al momento 

del secado (Nireesha et al., 2013) 

Posteriormente, el hielo es retirado en el secado primario mediante sublimación. En 

esta etapa las condiciones de presión y temperatura son importantes para que se 

efectué la sublimación correctamente, al mantener presiones (104 - 105 atmósferas) 

y temperaturas (-45 a -20 °C) por debajo del punto triple del agua (4.579 mm de Hg 

y 0.0099 °C) o del solvente utilizado (Nireesha et al., 2013; Martín et al., 2015).  

Finalmente, con el secado secundario, el agua ligada (7 - 8 %) aún existente en el 

material es retirada por desorción. Esta etapa se realiza a una temperatura por 

arriba del ambiente y por debajo de una temperatura que no afecte las propiedades 

del producto, la presión se reduce y el tiempo que tarda esta etapa es 

aproximadamente la mitad de la etapa de sublimación (Nireesha et al., 2013).  

La liofilización es utilizado como método de secado de materiales biológicos o 

sensibles, como antibióticos, bacterias, vacunas, suero, células y proteínas 
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(Nireesha et al., 2013), es por ello que la encapsulación de probióticos por 

liofilización ha mostrado una mejor supervivencia de los microorganismos después 

de agregarlos a los productos objetivos (Champagne y Fustier, 2007). Sin embargo, 

la desventaja de este método es el tiempo prolongado de procesamiento y el 

consumo elevado de energía (Sandoval-Peraza et al., 2016).  

2.2.1.2 Secado por aspersión  

El proceso de encapsulación por secado por aspersión involucra la disolución de un 

núcleo (material a encapsular) en una dispersión de un material matriz o pared; esta 

dispersión es atomizada a través de una boquilla con la que se producen pequeñas 

gotas (10 - 150 μm), las cuales, al estar en contacto con el aire caliente de secado 

(150 °C - 250 °C), perderán inmediatamente el agua contenida debido a la 

transferencia de energía, en un tiempo corto (5 - 15 s) (Meng et al., 2008; Augustin 

y Hemar, 2009). 

La principal ventaja del secado por aspersión sobre la liofilización radica en ser un 

método mucho más barato, al consumir de 6 a 10 veces menos energía en 

comparación con la liofilización (Martín et al., 2015). Otras ventajas del secado por 

aspersión es que es un proceso rápido, continuo y reproducible, además se pueden 

modificar las condiciones de operación dependiendo de las necesidades, por lo que 

resulta ser adecuado para encapsular una variedad de compuestos con distintos 

materiales (Ho et al., 2017).  

Las condiciones de operación y las características de la dispersión a alimentar, 

como la viscosidad, concentración, etc., son factores que tienen efectos sobre la 

eficiencia del proceso y principalmente sobre las características del producto final 

(Ho et al., 2017). 

El secado por aspersión se ha utilizado para la encapsulación de distintos 

ingredientes alimenticios como vitaminas, minerales, sabores, enzimas y 

probióticos. Se ha demostrado que se pueden encapsular ingredientes sensibles a 

la temperatura, debido a que el tiempo de exposición a altas temperaturas es muy 

corto y la evaporación rápida permite que el material núcleo no alcance 

temperaturas extremas (Augustin y Hemar, 2009).    
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Con respecto a la aplicación de esta metodología en bacterias, se ha demostrado 

que durante el proceso de secado las bacterias son sometidas a un estrés térmico, 

el cual puede causar daños sobre la membrana celular, provocando poros celulares 

que permiten la salida de sustancias intracelulares indispensables para la 

supervivencia de las bacterias (Meng et al., 2008). Sin embargo, la supervivencia 

bacteriana en este método, depende de diferentes factores, dentro de los principales 

se encuentran: a) la especie del probiótico utilizado, la cual puede tener una 

termoresistencia alta; b) la temperatura de salida, temperaturas mayores a 90 °C 

pueden llegar a ser letales para bacterias probióticas; y c) el material de pared a 

utilizar, el cual le otorga protección a la célula (Meng et al., 2008; Martín et al.,2015).  

2.2.2 Materiales de encapsulación  

El tipo de material tiene un papel principal en la microencapsulación ya que la 

protección que obtengan los probióticos contra factores adversos depende en gran 

medida de éste. Además, es preferible que las microcápsulas obtenidas sean 

insolubles en agua para asegurar su integridad en el ambiente y en el tracto 

gastrointestinal (Nazarro et al., 2012). Los materiales utilizados para la 

encapsulación de probióticos son polímeros naturales o sintéticos, los cuales están 

en contacto directo con las células bacterianas y posteriormente estarán en contacto 

con el sistema digestivo protegiendo a los probióticos de éste (Gbassi y Vandamme, 

2012).  

Los materiales utilizados comúnmente son proteínas como polipeptonas, proteínas 

de soya, proteína de trigo, derivados de leche y gelatinas; lípidos como liposomas, 

parafinas, ácido esteárilico y esteárico; y carbohidratos como diferentes fuentes de 

almidón nativos y modificados, goma arábiga, goma guar, goma acacia, 

maltodextrina, fosfooligosacáridos, inulina, alginato, carboximetilcelulosa, quitosano 

y acetato de celulosa (Gouin, 2004;  Gbassi y Vandamme, 2012; Tripathi y Giri, 

2014; Rodríguez et al., 2016). 

Dentro de las características para la selección de los materiales utilizados en la 

encapsulación se encuentran: habilidad de dispersarse con el material a encapsular, 

capacidad para mantener dentro de su estructura el material encapsulado, ser inerte 
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durante el proceso de encapsulación, características fisicoquímicas como una baja 

viscosidad a altas concentraciones, seguridad toxicológica y capacidad de liberar el 

material encapsulado en condiciones específicas, además, de ser de bajo costo 

(Gbassi y Vandamme, 2012; Sandoval-Peraza et al., 2016).  

La liberación de los probióticos de cápsulas en las que se utiliza algún polisacárido 

como material pared, depende de la hidrólisis de los enlaces glucosídicos, esta 

degradación es promovida por las bacterias de la microbiota principalmente las 

pertenecientes a los géneros Bacteroides y Bifidobacterium. Los polisacáridos 

utilizados en la encapsulación se modifican con la finalidad de mejorar la eficiencia 

de encapsulación o controlar la liberación (de Vos et al., 2010). 

Los polisacáridos no digeribles como los prebióticos pueden ser utilizados como 

material de pared, debido a la resistencia que presentan a las enzimas digestivas, 

benefician al hospedero al estimular selectivamente el crecimiento y/o actividad de 

las bacterias en el colon; además de aumentar los porcentajes de supervivencia al 

utilizar prebióticos como inulina y fructooligosacáridos (Rodríguez-Barona et al., 

2016).  

Se ha realizado microencapsulación de probióticos exitosamente puesto que se han 

logrado mantener en buen estado a pesar de los factores implicados en el proceso 

y el almacenamiento, han resistido valores bajos de pH, sales biliares, choques de 

temperatura, ataque de bacteriófagos, presencia de oxígeno molecular, en el caso 

de microorganismos anaerobios y agentes químicos antimicrobianos (Tripathi y Giri, 

2014). 

2.2.2.1 Uso de almidón como material pared y sus modificaciones  

El almidón ha sido empleado como material pared en la encapsulación 

principalmente porque es uno de los polisacáridos más abundantes en la naturaleza, 

es un polímero versátil, útil, considerado GRAS (Generally Recognized as Safe, por 

sus siglas en inglés), no es alérgeno y es económico (de Vos et al., 2010; Li et al., 

2016).  
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El almidón es el principal polisacárido de reserva energética en plantas, esta 

molécula se sintetiza en distintos órganos vegetales, encontrándose en mayor 

cantidad en tubérculos, semillas, bulbos, frutos y raíces (Martin y Smith, 1995). Se 

organiza en partículas llamadas gránulos, las cuales pueden variar en tamaño (1 

μm a 100 μm), forma (ovales, esféricas, poliédricas, redondas e irregulares), 

composición y en el porcentaje de sus componentes, de acuerdo a su origen 

botánico (Jane et al., 1994; Martin y Smith, 1995; Tester et al., 2004). 

El mayor porcentaje, aproximadamente del 98 - 99 %, del peso seco de estos 

gránulos está dado por la amilosa y la amilopectina. El resto lo pueden integrar 

algunos lípidos (~1 %) como triglicéridos y glucolípidos que se pueden adherir a la 

superficie de la amilosa; proteínas (~0.25 %) de almacenamiento o enzimas de 

biosíntesis o de degradación, y minerales (<0.4 %) como el calcio, potasio, 

magnesio y sodio; además en algunas fuentes botánicas el fósforo es un 

componente importante del almidón (~0.048 %) (Tester et al., 2004; Vandeputte y 

Delcour, 2004).  

La amilosa es un polímero conformado por unidades de D-Glucosa unidas por 

enlaces α-(1,4) lo que le da una estructura lineal y con pocas ramificaciones al tener 

enlaces α-(1,6), es el componente menor del almidón comprendiendo entre el 15 y 

el 35 % de su composición (Vamadevan y Bertoft, 2015). 

Por otro lado, la amilopectina es una molécula ramificada, debido a dichas 

ramificaciones que se pueden encontrar en la molécula, las cadenas de este 

polímero se han clasificado en cadenas tipo A, B y C. Las cadenas tipo A son 

aquellas que no sostienen a otras cadenas por medio de enlaces α-(1,6), las 

cadenas tipo B son aquellas que llevan otras cadenas por medio de las 

ramificaciones producidas por los enlaces -(1,6) y la cadena C es la única que 

contiene el azúcar reductor y de ésta derivan las ramificaciones (Tester et al., 2004; 

Vamadevan y Bertoft, 2015).  
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Debido a su composición química y a la organización, una fracción del almidón es 

resistente a la degradación por -amilasa pancreática, pudiendo ser únicamente 

degradada por enzimas de bacterias colónicas por lo que su interés como material 

de pared aumenta para la obtención de cápsulas dirigidas para ser liberadas a nivel 

del colon. Las modificaciones por métodos físicos, químicos o enzimáticos han 

permitido incrementar la fracción de almidón resistente a la digestión enzimática y 

obtener almidones con propiedades fisicoquímicas, morfológicas y reológicas 

deseables (de Vos et al., 2010; Lewicka et al., 2015).  

Las modificaciones químicas, como la oxidación, eterificación y esterificación son 

realizadas con la finalidad de mejorar la solubilidad, reducir la viscosidad, aumentar 

la hidrofobicidad, mejorar su termoplasticidad, etc. (Lewicka et al., 2015). Las 

modificaciones físicas, consisten en realizar alguna reorganización estructural de 

los gránulos, y con ello cambiar sus propiedades fisicoquímicas, estas son 

realizadas generalmente con tratamientos hidrotérmicos o micronización (Kaur et 

al., 2012). Las modificaciones genéticas se realizan desde la planta, dirigiendo 

cambios en las enzimas de la ruta biosintética del almidón mediante técnicas 

tradicionales o de biotecnología (Kaur et al., 2012); y por último las enzimáticas, en 

las que la los componentes del almidón se ven afectados estructuralmente por  

acción de enzimas amilolíticas.   

El almidón poroso es uno de los productos de las modificaciones que ha tenido un 

interés en los últimos años. Los poros obtenidos pueden tener diámetros de 1 µm y 

llegar a presentar la mitad del volumen total del gránulo; estos poros se producen 

de la superficie hasta el centro del gránulo. La principal propiedad de los almidones 

porosos es su gran capacidad de adsorción en comparación con el nativo (Zhang et 

al., 2012). 

Los almidones porosos se han utilizado como materiales de encapsulación, dentro 

de los cuales se pueden alojar aceites, compuestos bioactivos o probióticos que 

pueden llegar a interactuar con los componentes del almidón y de esta forma quedar 

alojados dentro de la estructura granular, protegiendo de las condiciones 

ambientales y gastrointestinales, logrando una mejor estabilidad haciendo uso de 
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algún método, principalmente físico, de encapsulación (Li et al., 2016; Lei et al., 

2018; Qi y Tester, 2019) 

La obtención de almidón poroso puede ser mediante modificaciones químicas, 

físicas o enzimáticas, siendo las últimas las más utilizadas (Lei et al., 2018). La 

fuente botánica de almidón más común para la obtención de almidón poroso es el 

maíz debido a que el gránulo presenta canales de forma nativa que se amplían con 

el tratamiento enzimático (Fannon et al., 2003).  

2.2.3 Modificación enzimática  

La modificación enzimática consiste en hidrolizar el almidón mediante la acción de 

enzimas, comúnmente amilasas y amiloglucosidasas para la obtención de dextrinas 

y glucosa (Robyt, 2009). Estas modificaciones provocan diferentes distribuciones 

del peso molecular de las moléculas de almidón y diferentes longitudes de cadena, 

con esto se ven afectadas propiedades, como la viscosidad y la textura (Hong et al., 

2016). En los últimos años, se han propuesto más enzimas para la modificación del 

almidón, como amilomaltasas para la formación de geles termorreversibles o 

ciclomaltodextrinasa para la obtención de almidones bajos en amilosa (Kaur et al., 

2012).  

2.2.3.1   Almidón poroso 

El almidón poroso se ha utilizado como un agente de recubrimiento, el cual es 

obtenido mediante la hidrólisis enzimática con glucoamilasa del almidón ceroso de 

maíz nativo, con lo que se genera un gránulo con alta porosidad sin afectar su 

estructura granular (Jin et al., 2017). 

El almidón poroso no es obtenido con cualquier fuente de almidón, comúnmente se 

utiliza almidón de maíz debido a que en su estado nativo contiene pequeños poros 

en la superficie del gránulo, los cuales es posible ampliar mediante hidrólisis 

enzimática (Jin et al., 2017). 

La alta capacidad de absorción es la principal característica de los almidones 

porosos. Las enzimas utilizadas tienen un efecto sobre la capacidad de adsorción 
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además del grado de hidrólisis, aunque las enzimas utilizadas sean amilolíticas, 

tienen mecanismos de acción diferentes (Zhang et al., 2012).  

Con el uso de enzimas hidrolíticas como -amilasa pancreática de cerdo y 

amiloglucosidasa, se obtienen gránulos de almidón con poros, cuyo tamaño puede 

aumentar dependiendo del tiempo de hidrólisis hasta llegar a fraccionar el gránulo. 

Las partes semicristalinas y amorfas del almidón son hidrolizadas simultáneamente, 

con esto las propiedades térmicas y estructurales pueden llegar a ser muy similares 

a las del nativo, sin embargo, los factores implicados en el proceso determinan las 

caracteristicas de los almidones obtenidos. Por otro lado, los contenidos de almidón 

resistente pueden disminuir, el de lenta digestión permanecer sin cambios, y 

aumentar el almidón de rápida digestión (Miao et al., 2011). Algunas de las 

condiciones ya utilizadas para la obtención de almidón poroso mediante 

modificación enzimática se resumen en la tabla 3.  
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Tabla 3. Tipo de enzima y tiempos de hidrólisis utilizados para la obtención de 
almidón poroso. 

Enzima utilizada 
Tiempo de 

hidrólisis 
Referencia 

-amilasa de Aspergillus kawachi  y 

glucoamilasa de Aspergillus niger 
24 h 

Uthumporn et al., 

2010 

-amilasa pancreática porcina tipo   VI-B y 

amiloglucosidasa de Aspergillus niger 

0.33, 0.66, 

1.33 y 2 h 
Miao et al., 2011 

-amilasa y glucoamilasa 12 h Zhang et al., 2012 

Amiloglucosidasa de Aspergillus niger. 
0.5, 1, 2, 4, 6, 

8 h, 

Chen y Zhang, 

2012 

-amilasa fúngica y amiloglucosidasa 24 h Dura et al., 2014 

Amiloglucosidasa de Aspergillus niger y -

amilasa de Bacillus subtilis 
4 h Wang et al., 2016 

Amiloglucosidasa, -amilasa fúngica, 

ciclodextrina-glicosiltransferasa y enzima 

ramificante.  **A diferentes concentraciones 

2 h 
Benavent-Gil y 

Rosell, 2017 

Glucoamilasa de Aspergillus niger, β-

amilasa de cebada y -amilasa de Bacillus 

lichemiformis 

2, 4 y 8 h Jung et al., 2017 

-amilasa y glucoamilasa 8,10, 12 y 14 h Lei et al., 2018 
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3. JUSTIFICACIÓN 

 

Los probióticos tienen múltiples beneficios a la salud del consumidor, sin embargo, 

la mayoría de estos son susceptibles a factores ambientales y a las condiciones 

gastrointestinales, en las que su viabilidad se ve altamente reducida. Es por ello que 

se busca protegerlos por medio de la encapsulación, además de controlar la 

liberación de dichos microorganismos a nivel colon, para lo cual, existen diversidad 

de materiales y técnicas de encapsulación, los cuales influyen en la calidad del 

producto final.  

Una de las desventajas de los materiales generalmente utilizados en la 

encapsulación es su costo, la mayoría de estos son caros debido a su baja 

disponibilidad en la naturaleza. El almidón debido a que es el principal polisacárido 

de reserva energética en plantas, presenta ciertas ventajas en relación con otros 

materiales al ser económico y altamente disponible; además, de que su estructura 

y propiedades funcionales que dependen de la fuente botánica pueden ser 

modificadas para mejorar sus características fisicoquímicas y estructurales. Uno de 

los productos de las modificaciones es el almidón poroso, cuya estructura promete 

otorgar una mejor protección a bacterias.  

Por otro lado, la mayoría de los métodos de encapsulación generan productos con 

un alto contenido de humedad, los cuales suelen ser inestables microbiológica y 

fisicoquímicamente. Los métodos de encapsulación con los que se obtienen polvos 

con una baja humedad, son la liofilización y el secado por aspersión. A pesar de 

que los polvos suelen ser altamente estables microbiológica y fisicoquímicamente, 

las condiciones de operación de estos métodos conllevan etapas críticas que 

pueden influir en la integridad física de las bacterias, llevando a la muerte celular.  

Por lo que se pretende evaluar el uso de liofilización y secado por aspersión como 

técnicas en la encapsulación de probióticos utilizando como material de pared 

almidón poroso obtenido mediante una modificación enzimática sobre la resistencia 

en condiciones gastrointestinales y su estabilidad fisicoquímica.  
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4. OBJETIVOS  

4.1. General 

Evaluar la liofilización y el secado por aspersión, como métodos de encapsulación 

de Lactobacillus paracasei subsp. paracasei utilizando como material de pared 

almidón poroso de maíz (Zea mays).  

4.2. Específicos  

 Evaluar diferentes condiciones de hidrólisis enzimática para la obtención de 

un almidón poroso.  

 Evaluar el uso de almidón poroso sobre la eficiencia de encapsulación en 

secado por aspersión.  

 Evaluar el efecto de la encapsulación por liofilización y secado por aspersión 

sobre las características morfológicas, fisicoquímicas y estabilidad de los 

encapsulados con almidón poroso.   

5. HIPÓTESIS  

El método de encapsulación influirá sobre la viabilidad y estabilidad de los 

probióticos encapsulados.   
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6. MATERIALES Y MÉTODOS  

Para lograr los objetivos planteados se siguió la siguiente estrategia experimental, 

en la que se inició con almidón de maíz comercial.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Almidón nativo de 

maíz 

Modificación 

enzimática 

-amilasa pancreática 

de cerdo A 

Amiloglucosidasa de 

Aspergillus niger AMG 

Almidón poroso 

 MEB  

 Porcentaje de amilosa 

aparente 

 DRX 

 CDB  

 ARV  

 Hinchamiento  

 Solubilidad    

 

Encapsulación  
Activación de 

bacteria 

 Eficiencia de encapsulación  

 MEB  

 DDTP  

 Actividad de agua  

 Porcentaje de humedad  

 Propiedades de flujo 

 Temperatura de transición vítrea  

 Resistencia a condiciones 

gastrointestinales 

 Estabilidad en almacenamiento    

 Identificación 

morfológica  

 
Esquema 1. Estrategia experimental. 
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6.1. Materiales  

Se utilizó un cultivo liofilizado de Lactobacillus paracasei subsp. paracasei LBC-81 

obtenido de Danisco (Kunshan, China). Ambas enzimas, -amilasa pancreática de 

cerdo (Sigma-Aldrich, A6255) y amiloglucosidasa de Aspergillus niger (Supelco, 

A9913), fueron adquiridas de Merck-KGaA (Darmstadt, Alemania). Las enzimas se 

utilizaron para la modificación de almidón de maíz (Reactivos Química Meyer; 

Ciudad de México, México).  

El citrato de sodio y el cloruro de sodio fueron adquiridos de Reactivos Química 

Meyer (Ciudad de México, México). El caldo y el agar Man Rogosa y Sharpe (MRS) 

utilizados para el cultivo de las bacterias se obtuvieron de DIBICO (Edo. Méx, 

México). El buffer de fosfato salino (Sigma-Aldrich, P5493) y el kit de tinción de Gram 

(HYCEL, 541, 301291) se adquirieron de Merck KGaA (Darmstadt, Alemania) y 

Reactivos Química Meyer (Jalisco, México), respectivamente. La pancreatina 

pancreática de cerdo (Sigma-Aldrich, P1750) y la pepsina de mucosa gástrica 

porcina (Sigma-Aldrich, P7000), fueron adquiridas de Merck-KGaA (Darmstadt, 

Alemania). El agua utilizada en todos los experimentos de secado fue agua ultrapura 

Milli-Q (Millipore, Billerica, USA), utilizando agua destilada en el resto de los 

experimentos.  

6.2. Modificación enzimática del almidón de maíz  

Se realizó una hidrólisis enzimática en dos etapas. La concentración de enzima 

utilizada se determinó de acuerdo con lo obtenido y realizado por Dura et al. (2014), 

Li et al. (2016) y Benavent Gil y Rosell (2017).   

Para la primera etapa se preparó una solución (25 % p/v) de almidón de maíz y 

buffer de fosfato de sodio (20 mM, pH 6) y -amilasa pancreática de cerdo (15 U/g 

de almidón) manteniéndose en agitación durante 2, 4, 6 y 8 h a 38 °C en baño maría; 

transcurrido los tiempos correspondientes, se añadieron 50 mL de etanol para 

detener la actividad enzimática y posteriormente se transfirió la solución a tubos de 

centrifuga de 50 mL para posteriormente centrifugarlos (Heraus Megafuge, 16R; 

Walthman, USA) durante 15 min a 1176 x g, se retiró el sobrenadante y se realizaron 

dos lavados con etanol 90 % y uno con agua destilada, se transfirió el pellet a 
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charolas de aluminio para secar durante 16 h a 50 °C en un horno de convección 

(BINDER, FD23, Alemania) y posteriormente se molió y se almacenó en recipientes 

completamente sellados manteniéndose a temperatura ambiente (25 °C) para su 

análisis y uso posterior.  

De acuerdo a las morfologías obtenidas de la primera etapa, se llevó a cabo una 

segunda hidrólisis enzimática con amiloglucosidasa de Aspergillus niger (19.95 U/g 

de almidón) en una dispersión (25 % p/v) del almidón de maíz previamente 

hidrolizado, por 2 y 8 h con -amilasa, y buffer de acetato de sodio (50 mM, pH 4.2) 

manteniéndose en agitación en baño maría a 50 °C, durante 8, 12 y 16 h, 

transcurrido el tiempo se detuvo la hidrólisis, se realizaron lavados y se secó como 

se especifica anteriormente.  

Debido a las morfologías obtenidas se optó por realizar una modificación evaluando 

el efecto sobre las propiedades funcionales del almidón de maíz con una hidrólisis 

previa con -amilasa durante 2, 4 y 6 h para posteriormente una hidrólisis con 

amiloglucosidasa durante 12 h. Las modificaciones se realizaron por duplicado.  

6.3. Caracterización morfológica, fisicoquímica y molecular del almidón 

nativo y modificado   

6.3.1 Visualización por Microscopía Electrónica de Barrido 

Con la finalidad de determinar la morfología del almidón nativo y de corroborar la 

formación de poros en los gránulos del almidón modificado enzimáticamente, se 

utilizó MEB, siguiendo la metodología descrita por Benavent-Gil y Rosell (2017). Las 

muestras se espolvorearon sobre un soporte de aluminio con cinta conductora de 

cobre de doble adhesión, posteriormente con la ayuda de un ionizador de metales 

(JEOL, Japón) se cubrieron con una capa de oro. Las muestras se observaron 

utilizando un microscopio electrónico de barrido (JEOL, JSM-5800LV, Japón) a un 

voltaje de 15 kV y una amplificación de 1000X, 2000X y 3500X. Las imágenes 

obtenidas se analizaron con la ayuda del software Image J1 (Versión 1.52a USA) 

realizando las medidas de diámetro de los poros generados en los almidones 

modificados y la frecuencia de estos para posteriormente analizarlos 

estadísticamente.  
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6.3.2 Contenido de amilosa aparente   

Dependiendo de la fuente botánica y de factores geográficos, los almidones pueden 

estar compuestos con diferentes porcentajes de amilosa, la cual puede variar 

después de un proceso de modificación dependiendo del método utilizado.   

La determinación se realizó de acuerdo al método descrito por Hoover y Ratnayake 

(2002). Se pesaron 20 mg de almidón en base seca y se disolvieron en 8 mL de 

dimetilsulfóxido (DMSO) (90 %) en tubos de ensayo con tapa rosca, se agitaron 

vigorosamente con ayuda de un vortex durante 20 min, posteriormente se colocaron 

en baño maría a 85 °C con agitación con vortex intermitente durante 15 min. La 

solución se transfirió a un matraz aforado de 25 mL y con agua destilada se ajustó 

el volumen. Se transfirió 1 mL de la dilución a un matraz aforado de 50 mL, se 

agregaron 40 mL de agua destilada y 5 mL de solución I2/KI (0.0025 M I2 y 0.0065 

M KI) para finalmente aforar con agua destilada. Se dejó reposar durante 15 min 

antes de leer la absorbancia a 600 nm en un espectrofotómetro (Thermo Scientific, 

Genesys 10S UV-VIS, USA).   

Para la curva estándar se prepararon soluciones de amilosa y amilopectina (1 

mg/mL) tratadas del mismo modo que la muestra. Se transfirió un 1 mL de estas 

soluciones en diferentes relaciones de amilosa-amilopectina (0 - 100 %) en 

matraces de 50 mL y se continuó del mismo modo que las muestras. El contenido 

de amilosa aparente de las muestras se obtuvo mediante interpolación.  

6.3.3 Difracción de Rayos X  

Para determinar el efecto de la hidrólisis enzimática sobre la estructura del almidón 

nativo de maíz, se realizó DRX, teniendo en cuenta que el almidón es un material 

semicristalino que puede presentar uno de los tres patrones de difracción 

dependiendo su naturaleza botánica (Biliaderis, 1991).  

Las muestras se analizaron con un difractómetro de rayos X (Bruker Axs, D8 

Advance, USA), la región de barrido fue desde 2θ = 5 º a 2θ = 60 º con un tamaño 

de paso de 0.008 ° con un tiempo de conteo de 5 s; el equipo se operó a 40 kV y 30 
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mA (Aparicio-Saguilan et al., 2006). El porcentaje de cristalinidad relativa se 

determinó de acuerdo a la fórmula (ec.1) empleada por  Hulleman et al. (1999). 

  

𝐶𝑟𝑖𝑠𝑡𝑎𝑙𝑖𝑛𝑖𝑑𝑎𝑑 (%) =  
á𝑟𝑒𝑎 𝑐𝑟𝑖𝑠𝑡𝑎𝑙𝑖𝑛𝑎 𝑑𝑖𝑠𝑝𝑒𝑟𝑠𝑎𝑑𝑎

á𝑟𝑒𝑎 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑖𝑠𝑝𝑒𝑟𝑠𝑎𝑑𝑎
 × 100 

Ec. 1  

 

6.3.4 Calorimetría diferencial de barrido 

Las propiedades térmicas dependen de la estructura molecular del almidón, por lo 

que un cambio en las propiedades térmicas después de la modificación enzimática 

corrobora un cambio en estructura de alguno de sus componentes (Bertoft et al., 

2016).  

Las propiedades térmicas se obtuvieron utilizando un calorímetro diferencial de 

barrido (TA Instruments, Discovery DSC250, USA) calibrado con indio. Se pesaron 

muestras de 2 mg en una charola de aluminio, se agregaron 7 μL de agua destilada 

y se sellaron herméticamente. Se dejó hidratar completamente durante 30 min. La 

muestra se sometió a un programa de calentamiento desde 30 °C hasta 120 °C con 

un aumento de 10 °C/ min. Se utilizó una charola vacía como referencia y se realizó 

por duplicado. La temperatura y entalpía de gelatinización se obtuvieron con la 

ayuda del software TA Universal Analysis (Paredes-López et al., 1994).    

6.3.5 Análisis Rápido de Viscosidad  

El perfil de viscosidad del almidón nativo y de los modificados se determinó con un 

analizador rápido de viscosidad (Perten, RVA 4800, Suecia). En el contenedor de 

aluminio para muestra se pesaron 2.93 g de almidón y 25.07 g de agua destilada. 

Se llevó a un ciclo de calentamiento-enfriamiento, empezando con un aumento de 

50 °C hasta 90 °C y posteriormente un enfriamiento hasta 50 °C con un aumento de 

temperatura de 8 °C/min y una velocidad de 160 rpm (Carlos-Amaya et al., 2011).   
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6.3.6 Poder de hinchamiento y solubilidad  

Para determinar el poder de hinchamiento y el porcentaje de solubilidad se siguió la 

metodología descrita por Hedayati y Niakousari (2018). Se preparó una dispersión 

al 1 % p/v, pesando 0.1 g de almidón en tubos de centrifuga de 50 mL y se añadieron 

10 mL de agua destilada. Los tubos se mantuvieron en baño maría durante 30 min 

a 30, 50, 70 y 90 °C con agitación constante con la ayuda de un agitador magnético; 

transcurrido el tiempo se retiró de la temperatura y se enfrió a temperatura ambiente 

a baño de hielo. Los tubos se centrifugaron durante 30 min a 1176 x g, el 

sobrenadante fue recolectado en charolas de aluminio previamente puestas a peso 

constante, se secaron a 120 °C durante 4 h y transcurrido el tiempo se pesó. El 

sedimento del tubo se pesó para posteriormente realizar los cálculos 

correspondientes (ec. 2 y 3) (Hedayati y Niakousari, 2018; Zeng et al., 2018). 

 

% de solubilidad =  
Peso del sobrenadante seco 

Peso inicial de la muestra 
 × 100 

Ec. 2 

Poder de hinchamiento =  
Peso del sedimento  

Peso de la muestra − Peso del sobrenadante seco 
  

Ec. 3 

 

6.4. Activación de la cepa bacteriana   

Se utilizó una cepa liofilizada de Lactobacillus paracasei subsp. paracasei. Se 

tomaron 2 asadas de la bacteria liofilizada y se transfirieron a caldo MRS, 

posteriormente se sembró en agar MRS, incubando durante 24 h a 37 °C para la 

caracterización macroscópica y microscópica de las colonias. 

Para la crioconservación de la cepa, se tomaron dos colonias de Lactobacillus 

paracasei subsp. paracasei obtenidas del crecimiento en agar y se inocularon en 10 

mL de caldo MRS estéril dejando incubar a 37 °C durante 24 h. Lo obtenido de este 
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cultivo se crioconservó en crio viales estériles en los que se añadieron 500 μL de 

glicerol y 500 μL del cultivo bacteriano para su uso en pruebas posteriores y 

producción de biomasa para la encapsulación.  

6.4.1 Tinción de Gram  

Para una caracterización microscópica y general de la cepa, se realizó una tinción 

de Gram de acuerdo a lo señalado por el kit de tinción. Se realizó un frotis de la 

bacteria a partir de las colonias en medio sólido, se añadió violeta de genciana y se 

dejó reposar durante 1 min, transcurrido el tiempo se enjuagó con agua destilada y 

se cubrió la muestra con lugol dejando 1 min y se enjuago con agua destilada. Se 

realizó un lavado con una solución etanol/acetona para retirar el colorante, se 

enjuagó con agua y finalmente se le colocó safranina durante 1 min y se enjuagó 

nuevamente con agua destilada, se dejó secar a temperatura ambiente y se observó 

al microscopio.  

6.4.2 Prueba de catalasa  

Las bacterias acido lácticas (BAL) se caracterizan por generar peróxido de 

hidrógeno, por lo que se consideran catalasa negativa (Ortiz-Balderas, 2006). La 

prueba se realizó en un portaobjetos en el cual se colocó una colonia bacteriana y 

se agregó una gota de peróxido de hidrógeno (H2O2). Las bacterias capaces de 

sintetizar catalasa hidrolizan el peróxido en forma de agua y de oxígeno, el cual se 

observa en forma de burbujas, por lo tanto, la prueba se considera positiva en 

presencia de éstas, por el contrario, se determina como catalasa negativa (Bou et 

al., 2011).  

6.5. Resistencia térmica de L. paracasei subsp. paracasei  

Para determinar la susceptibilidad de las bacterias a altas temperaturas, se realizó 

la metodología descrita por Nunes et al. (2018) con ligeras modificaciones como se 

describe a continuación.  

Se cultivó L. paracasei subsp. paracasei en caldo MRS hasta su etapa crecimiento 

exponencial, se realizó un lavado de las células con buffer PBS por medio de 

centrifugación a 2305 x g / 10 min y se resuspendieron en buffer PBS realizando el 
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ajuste en la concentración bacteriana con el patrón de McFarland (0.5). Se transfirió 

1 mL de cultivo bacteriano ajustado a viales estériles, posteriormente se sometieron 

durante 15 min a distintas temperaturas (36, 50, 60 y 70 °C) en baño maría, la 

temperatura se monitoreo teniendo un vial con buffer PBS. Transcurrido el tiempo 

de exposición al calor, los viales se enfriaron a temperatura ambiente con un baño 

de hielo, durante 3 min. Finalmente se realizó el conteo de UFC/mL en agar MRS, 

haciendo previamente las diluciones pertinentes con solución de NaCl (0.9 % p/v) 

para contabilizar de 15 a 300 UFC en placa, y se calculó la pérdida de viabilidad 

(ec. 4). 

𝑃é𝑟𝑑𝑖𝑑𝑎 𝑑𝑒 𝑣𝑖𝑎𝑏𝑖𝑙𝑖𝑑𝑎𝑑 (%) = 100 − (
𝑉𝑖𝑎𝑏𝑖𝑙𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 (𝐿𝑜𝑔 𝑈𝐹𝐶 𝑚𝐿⁄ ) 

𝑉𝑖𝑎𝑏𝑖𝑙𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙  (𝐿𝑜𝑔 𝑈𝐹𝐶 𝑚𝐿⁄ )
× 100) 

Ec. 4 

Donde la viabilidad inicial son las células viables sin someterse a altas temperaturas 

(38 °C) y la viabilidad final, las células viables una vez al realizar el tratamiento.  

6.6. Obtención de biomasa para la encapsulación  

Se tomaron 100 μL de los cultivos crioconservados y se inoculó en 10 mL de caldo 

MRS, se dejaron incubar durante 24 h a 37 °C con agitación lenta de 65 rpm, 

transcurrido el tiempo de incubación se tomaron 100 μL de este cultivo y se 

inocularon en 10 mL de caldo MRS dejando incubar a 37 °C durante 14 h para 

asegurar su máxima viabilidad (Alfaro-Galarza, 2019). 

La biomasa se recuperó por medio de centrifugación a 2305 g / 10 min y se lavaron 

con solución de NaCl (0.9 % p/v) estéril, finalmente se resuspendieron en 1 mL y se 

mantuvieron en refrigeración (4 - 8 °C) hasta su uso.  

6.7. Obtención de microcápsulas  

6.7.1 Preparación de la mezcla de alimentación  

Como materiales de soporte se utilizaron almidón nativo y almidón poroso obtenido 

de la modificación realizada. Además, se probó el uso de maltodextrina DE10 y 

almidón gelatinizado como materiales de recubrimiento, quedando los siguientes 

tratamientos:  
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AN ------- Almidón nativo de maíz. 

AP ------- Almidón poroso. 

MD-AP -- Maltodextrina + almidón poroso.   

AG-AP--- Almidón gelatinizado + almidón poroso. 

 

El cultivo probiótico obtenido conforme a lo descrito en la sección 6.4.4 se añadió 

directamente a la mezcla de almidón poroso (20 % p/v de sólidos totales de acuerdo 

a los tratamientos propuestos). La mezcla se mantuvo en agitación en una placa de 

calentamiento (Thermo Scientific, Cimarec SP88857100; Ohio, USA) durante 30 

min a 600 rpm a 30 °C. Para los tratamientos en los que se utilizaron materiales de 

recubrimiento, una vez que la mezcla con almidón poroso se homogenizó, se 

añadieron 0.25 g del material de recubrimiento (base seca) por cada g de almidón 

poroso utilizado. En el caso del almidón gelatinizado, este se preparó previamente 

calentando a 95 °C una suspensión de almidón al 3 % (p/v) durante 15 min 

manteniendo en agitación hasta la formación del gel, posteriormente se dejó enfriar 

a temperatura ambiente para poder ser adicionado a la suspensión de almidón 

poroso con el cultivo probiótico; mientras que la maltodextrina se añadió 

directamente a la suspensión, manteniendo un 20 % (p/v) de solidos totales en todas 

las mezclas de alimentación. Una vez adicionado el material de recubrimiento, la 

mezcla se homogenizó completamente (600 rpm, 30 °C, 15 min) para 

posteriormente realizar el secado por aspersión o la liofilización. Las mezclas de 

alimentación se realizaron el mismo día del proceso de encapsulación.  

6.7.2 Encapsulación mediante secado por aspersión  

Para el secado por aspersión se utilizó un secador por aspersión a escala 

laboratorio (Büchi B-290; Flawil, Switzerland). Se utilizaron una boquilla con 

diámetro estándar de 0.7 mm y un tapón de rosca con un diámetro de 1.5 mm. El 

secador Büchi B-290 trabajó con un deshumidificador (Büchi B-296; Flawil, 

Switzerland). El gas de secado utilizado fue aire (Humedad relativa 30 %). En todos 

los secados realizados el flujo de aire fue de 538 L/h (de acuerdo a las 
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especificaciones del fabricante, 35 mm sobre el rotámetro) y con una presión de 

atomización de 6x105 Pa. La tasa de aspiración se mantuvo a 100 % en su 

capacidad de operación (35 m3/h de acuerdo a las especificaciones del fabricante y 

considerando un filtro de aire limpio).  

Previamente al proceso de secado, cada elemento del secador por aspersión se 

limpió completamente con una solución de etanol (96 % v/v) y una vez armado el 

equipo se alimentó con agua ultrapura caliente para asegurar que todos los 

conductos estuviesen completamente limpios y así evitar contaminación de la 

suspensión de alimentación. Antes de alimentar el equipo con la suspensión para la 

encapsulación se estabilizaron las condiciones de operación del equipo. 

La temperatura de entrada (Tentrada) se mantuvo a 140 °C mientras que la 

temperatura de salida (Tsalida) se mantuvo a 70 °C controlando el flujo de 

alimentación. Posteriormente la mezcla se alimentó con la ayuda de una bomba 

peristáltica. Finalmente, los polvos obtenidos se recolectaron en bolsas de 

poliuretano selladas perfectamente y almacenadas a 4 °C para su uso posterior. El 

rendimiento fue calculado con de acuerdo con la ecuación 5. Este procedimiento se 

realizó por duplicado para todos los tratamientos establecidos.  

𝑅𝑒𝑛𝑑𝑖𝑚𝑖𝑒𝑛𝑡𝑜 (%) =
𝑃𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑜 𝑜𝑏𝑡𝑒𝑛𝑖𝑑𝑜 (𝑔)

𝑆ó𝑙𝑖𝑑𝑜𝑠 𝑎𝑙𝑖𝑚𝑒𝑛𝑡𝑎𝑑𝑜𝑠 (𝑔)
 

Ec. 5  

6.7.1 Obtención de cápsulas mediante liofilización 

Un método de encapsulación utilizado fue liofilización, para el cual se siguió la 

metodología descrita por Benavent-Gil et al. (2018) con una ligera modificación. 

Se utilizó una liofilizadora (LABCONCO, Freezone 2.5). Antes de utilizarla se limpió 

completamente con una solución de etanol (70 % v/v), una vez completamente 

limpia se llevó a la estabilidad necesaria para posteriormente colocar las mezclas 

de alimentación previamente congeladas a -72 °C durante 16 h.  
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Las mezclas se liofilizaron durante 30 h. Transcurrido el tiempo de operación, los 

polvos obtenidos se recolectaron en bolsas estériles y herméticas (Whirl-Pak, 

Deltalab, 200349) para su almacenamiento. Se mantuvieron a 4 °C para su 

almacenamiento.   

6.8. Eficiencia de encapsulación  

Para determinar la eficiencia de encapsulación se contabilizaron los Log UFC antes 

y después de los procesos de encapsulación.  

Para determinar los Log UFC antes de los procesos, se apartaron 300 μL de la 

solución descrita en el apartado 6.6 para realizar sembrado en placa. En tres viales 

estériles se colocaron 100 μL de la suspensión y se añadieron 900 μL de buffer 

PBS, se mezcló completamente con ayuda de vortex para posteriormente realizar 

diluciones decimales seriadas con buffer PBS, las diluciones se sembraron por 

duplicado y se dejaron incubar a 37 °C durante 48 h para finalmente realizar el 

conteo de las UFC, este procedimiento se realizó por duplicado.  

Para determinar los Log UFC después de los procesos de encapsulación se siguió 

la metodología reportada por Benavent-Gil et al. (2018). Se pesaron 100 mg de las 

microcápsulas en viales estériles añadiendo 1 mg de pancreatina y 900 μL de buffer 

PBS. Se mezclaron completamente durante 2 min en vortex y posteriormente se 

llevaron a incubar durante 15 min a 37 °C manteniendo en agitación a 210 rpm, 

posteriormente se realizaron diluciones seriadas siguiendo la metodología 

anteriormente mencionada. Las unidades formadoras de colonias (UFC) se 

enumeraron y registraron aquellas placas en las que se observaron de 15 a 300 

colonias (Ding y Shah, 2007).  

Para homogenizar las unidades de medida se tomaron en cuenta la cantidad de 

sólidos tanto en la solución de alimentación, como en las microcápsulas finales. 

Para obtener el porcentaje de la eficiencia de encapsulación (ec. 6) (Stefanello et 

al., 2019).  

 



MATERIALES Y MÉTODOS 

34 
 

𝐸𝑓𝑖𝑐𝑖𝑒𝑛𝑐𝑖𝑎 (%) =  
𝐶é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 𝑣𝑖𝑎𝑏𝑙𝑒𝑠 𝑒𝑛 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑐á𝑝𝑠𝑢𝑙𝑎𝑠

𝐶é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 𝑣𝑖𝑎𝑏𝑙𝑒𝑠 𝑒𝑛𝑡𝑒𝑠 𝑑𝑒 𝑒𝑛𝑐𝑎𝑝𝑠𝑢𝑙𝑎𝑐𝑖ó𝑛 
× 100 

Ec. 6 

6.9. Caracterización morfológica de microcápsulas  

6.9.1 Microscopía Electrónica de Barrido  

Para determinar la morfología de las microcápsulas obtenidas, las muestras se 

observaron siguiendo la metodología descrita en la sección 6.3.1.  

6.9.2 Distribución de tamaño de partícula  

Con la finalidad de conocer el tamaño de las microcápsulas obtenidas y verificar 

que se encuentren catalogadas como microcápsulas, se realizó distribución de 

tamaño de partícula en dispersión húmeda. Se utilizó un analizador de tamaño de 

partícula con una tecnología de difracción láser (Mastersizer 3000, Malvern) y un 

dispersador para líquidos (Hydro EV, Malvern), utilizando agua como solvente de 

medición. Las lecturas se realizaron en un intervalo de nivel de obscuración de 2-

20 % utilizando sonicación al 30 % para separar aquellas partículas que por el 

método de encapsulación se hayan agrupado.  

6.10. Caracterización fisicoquímica de microcápsulas  

6.10.1 Humedad  

El contenido de humedad, es decir, la cantidad de agua presente en la muestra, se 

determinó de acuerdo al método 925.25 de la AOAC. Se prepararon charolas de 

aluminio a peso constante para posteriormente pesar 0.5 g de muestra en estas. 

Las muestras colocaron en una estufa a 90 °C durante 3 h, una vez transcurrido el 

tiempo se dejaron enfriar en un desecador y se pesaron, para posteriormente 

calcular el contenido de humedad (ec. 7).  

% 𝐻𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑 =  
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝑔) − 𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝑔) 

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝑔)
 × 100 

Ec. 7 
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6.10.2 Actividad de agua 

La actividad de agua (aw) es una característica determinante en la estabilidad de las 

microcápsulas, para determinarla se utilizó un medidor de aw (Aqualab, 3TE, 

Decagon Devices). Se colocó la muestra en la charola con la cantidad suficiente 

para cubrir la superficie de la charola. El equipo fue previamente calibrado para 

posteriormente realizar la medición de la muestra y finalmente se registró el valor 

de aw a 25 °C. (Fritzen-Freire et al., 2012).  

6.10.3 Propiedades de flujo    

Para evaluar las propiedades de flujo se determinaron la densidad a granel, la 

densidad compactada, la relación de Hausner y en índice de Carr.  La densidad se 

determinó mediante un método de volumen aparente utilizando una probeta 

graduada, como lo describen Tze et al. (2012), con la que fuese posible registrar el 

volumen utilizado por las microcápsulas, posteriormente se registró el peso. La 

densidad a granel se calculó de acuerdo con la ecuación 8.  

 𝐷𝑒𝑛𝑠𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑎 𝑔𝑟𝑎𝑛𝑒𝑙 (𝜌𝐵) =
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 
 

Ec.8 

Para determinar la densidad compactada se realizó una compactación mecánica 

dejando caer la probeta a una superficie amortiguadora pero firme hasta encontrar 

un volumen constante el cual se registró como volumen final, para posteriormente 

utilizar la ecuación 9.  

 

𝐷𝑒𝑛𝑠𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑐𝑜𝑚𝑝𝑎𝑐𝑡𝑎𝑑𝑎 (𝜌𝜏) =
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 
 

Ec. 9 
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La relación de Hausner y el índice de Carr están relacionados con la fluidez y con 

la compresibilidad de los materiales, respectivamente. Estos se calcularon mediante 

las ecuaciones 10 y 11. 

 

𝑅𝑒𝑙𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝐻𝑎𝑢𝑠𝑛𝑒𝑟 (𝐻𝑅) =  
𝜌𝜏

𝜌𝐵
 

Ec. 10  

Í𝑛𝑑𝑖𝑐𝑒 𝑑𝑒 𝐶𝑎𝑟𝑟 (𝐶𝐼) =  100 ×
𝜌𝜏 − 𝜌𝐵

𝜌𝜏
  

Ec. 11 

Finalmente, las propiedades de flujo se describieron de acuerdo a los valores 

establecidos por FEUM (2016) (tabla 4). 

Tabla 4. Clasificación de propiedades de flujo de acuerdo al índice de Carr y al 
índice de Hausner.  

Índice de Carr Propiedades de flujo Índice de Hausner 

5 a 11 Excelentes 1.00 a 1.11 

12 a 17 Buenas 1.12 a 1.18 

18 a 22 Aceptables 1.19 a 1.34 

26 a 31 Pobres 1.35 a 1.45 

35 a 38 Muy pobres 1.46 a 1.59 

>38 Extremadamente malas > 1.60 

Obtenido de farmacopea.org (FEUM, 2016). 

6.10.4 Temperatura de transición vítrea  

La temperatura de transición vítrea (Tg) se determinó utilizando un calorímetro 

diferencial de barrido (TA Instruments, Discovery DSC250, USA), de acuerdo a la 

metodología descrita por Simperler et al. (2006) con ligeras modificaciones. Se 

pesaron 2 mg de cada uno de los tratamientos en una charola de aluminio y se selló. 

Las muestras se sometieron a un programa de calentamiento hasta llegar a 150 °C 

con un incremento de temperatura de 10 °C/min y luego se enfriaron a la misma 
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velocidad hasta -10 °C. Posterior a este programa se llevaron a un segundo 

calentamiento hasta 150 °C con un incremento de 10 °C/min. 

Se utilizó una charola de aluminio vacía como referencia. Los experimentos se 

realizaron bajo flujo de nitrógeno (50 mL/min). La temperatura de transición vítrea 

(Tg), se obtuvo por medio del análisis realizado con la ayuda del software TRIOS 

TA Instruments. Los experimentos se realizaron por duplicado. 

6.11. Resistencia a condiciones gástricas   

Los jugos gástricos simulados (JGS) se prepararon con una solución de NaCl (0.5 

% p/v) ajustada a un pH de 2.0 con HCl (0.1 M), se esterilizó y posteriormente se 

resuspendió pepsina con una concentración de 3 g/L. Una vez obtenida la solución 

se resuspendió 1 g de microcápsulas o 1 mL de bacterias libres, ajustadas al 0.5 de 

McFarland, en 9 mL de JGS, se mezclaron completamente con la ayuda de un 

vortex y se incubaron a 37 °C ± 1 °C durante 120 min con una agitación de 100 rpm.  

La viabilidad se monitoreó al tiempo 0, 30, 60 y 120 min, se tomaron alícuotas de 1 

mL a las que se les ajustó el pH a 7.0 con NaOH (0.1 M), se realizaron diluciones 

decimales seriadas y se sembraron en placa en agar MRS. La pérdida de viabilidad 

se determinó comparando la cantidad de UFC inicial con las UFC después de 30, 

60, 120 min (Brinques y Ayub, 2011). Determinando el porcentaje de pérdida de 

viabilidad de cada tiempo de monitoreado (tm) con la ecuación 12.  

 

𝑃é𝑟𝑑𝑖𝑑𝑎 𝑑𝑒 𝑣𝑖𝑎𝑏𝑖𝑙𝑖𝑑𝑎𝑑 (%) =  
𝐿𝑜𝑔 𝑈𝐹𝐶𝑡𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 0 −  𝐿𝑜𝑔 𝑈𝐹𝐶𝑡𝑚

𝐿𝑜𝑔 𝑈𝐹𝐶𝑡𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 0
× 100 

Ec. 12 

 

6.12. Resistencia a condiciones intestinales   

La simulación de jugos intestinales (JIS) se realizó a partir de una solución estéril 

de NaCl (0.5 % p/v) con 4.5 % de sales biliares ajustada a un pH de 8.0 con NaOH 

(0.1 M), se añadió pancreatina para obtener una concentración de 3 g/L. Una vez 

obtenida la solución, se resuspendió 1 g de microcápsulas o 1 mL de bacterias 
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libres, ajustadas al 0.5 de McFarland, en 9 mL de JIS, se mezclaron completamente 

con la ayuda de un vortex y se incubaron a 37 °C ± 1 °C durante 8 h con agitación 

constante de 100 rpm.  La viabilidad se monitoreó al tiempo 0, 2, 4 y 8 h, se tomaron 

alícuotas de 1 mL, se realizaron diluciones decimales seriadas y se sembraron en 

placa en agar MRS. La pérdida de viabilidad se determinó comparando la cantidad 

de UFC inicial con las UFC después de los tiempos establecidos utilizando la 

ecuación 12 (Brinques y Ayub, 2011).  

6.13. Pérdida de viabilidad durante el almacenamiento 

Una vez realizado el proceso de encapsulación, las microcápsulas obtenidas fueron 

recolectadas en bolsas de poliuretano y se sellaron perfectamente. Se almacenaron 

a 4 °C durante 2 meses. La viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei se determinó 

cada mes siguiendo la metodología descrita en la sección 6.8. La determinación de 

viabilidad se realizó por cuadruplicado.  

6.14. Análisis estadístico  

Para los experimentos de modificación del almidón se siguió un diseño factorial 

simple, posteriormente se realizó un análisis de varianza (ANOVA) y para 

determinar la diferencia entre tratamientos se compararon las medias por el ensayo 

de Tukey (p < 0.05). Los datos de crecimiento bacteriano fueron normalizados con 

el uso de Log10. Los resultados se analizaron con ayuda del software Minitab 

(Versión 2018).  

Para el análisis de datos del ensayo de estabilidad durante el almacenamiento a 4 

°C, la viabilidad (𝑦𝑖) se ajustó al siguiente modelo donde se incluyeron los términos 

lineales y los términos cuadráticos del tiempo:  

𝑦𝑖 = 𝛽𝑖𝑜𝑍𝑖1 + 𝛽𝑖𝑜𝑍𝑖2 +  𝛽𝑖𝑜𝑍𝑖3 +  𝛽𝑖𝑜𝑍𝑖4 +  𝛽𝑖𝑜𝑍𝑖5 + 𝛽𝑖𝑜𝑍𝑖6 + 𝛽𝑖1𝑋𝑖1𝑍𝑖1 + 𝛽𝑖2𝑋2
𝑖1𝑍𝑖1

+  𝛽𝑖1𝑋𝑖1𝑍𝑖2 + 𝛽𝑖2𝑋2
𝑖1𝑍𝑖2 +  𝛽𝑖1𝑋𝑖1𝑍𝑖3 + 𝛽𝑖2𝑋2

𝑖1𝑍𝑖3 + 𝛽𝑖1𝑋𝑖1𝑍𝑖4

+ 𝛽𝑖2𝑋2
𝑖1𝑍𝑖4 +  𝛽𝑖1𝑋𝑖1𝑍𝑖5 + 𝛽𝑖2𝑋2

𝑖1𝑍𝑖5 +  𝛽𝑖1𝑋𝑖1𝑍𝑖6 + 𝛽𝑖2𝑋2
𝑖1𝑍𝑖6 

Ec. 13 
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Donde 𝑦𝑖 es la viabilidad (Log UFC/g) como variable de respuesta; 𝛽𝑖𝑗 son los 

coeficientes de regresión; 𝑋𝑖 es la variable del tiempo, siendo 𝑋2
𝑖 el término 

cuadrático del tiempo; 𝑍1 … 𝑍6 son las variables Booleanas que definen los 

tratamientos evaluados: AN-SA (𝑍1), AP-SA (𝑍2), MD-AP-SA (𝑍3), AG-AP-SA (𝑍4), 

MD-AP-LF (𝑍5) y AG-AP-LF (𝑍6) (Ver términos de referencia de los códigos en 

sección 6.5.1.). Los 𝛽𝑖𝑗 se calcularon por regresión lineal y los términos significantes 

(p < 0.05) en el modelo se determinaron por análisis de varianza multivariado 

(MANOVA), se utilizó el software estadístico Minitab (versión 2018) para este 

análisis. 
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7. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

7.1. Caracterización del almidón de maíz nativo y modificado 

7.1.1  Morfología de los gránulos de almidón mediante Microscopía 

Electrónica de Barrido 

De acuerdo con lo observado mediante MEB los gránulos de almidón nativo (figura 

1b) presentaron una morfología poligonal, observándose pequeños huecos en la 

superficie del gránulo, los cuales corresponden a los poros o canales característicos 

del almidón nativo de maíz (Huber y BeMiller, 2000), mismos que se pueden 

observar en almidones nativos de otras fuentes botánicas como sorgo y mijo 

(Fannon et al., 2003).   

Con la hidrólisis con -amilasa durante dos horas no se logró ampliar el diámetro 

de los poros en la mayoría de los gránulos (figura 1c), la superficie de estos se volvió 

más rugosa en comparación con la del gránulo de almidón nativo, lo que nos indica 

que la hidrólisis se ha realizado en la superficie del gránulo. Conforme los tiempos 

de hidrólisis aumentaron, la enzima hidrolizó una mayor cantidad de gránulos, a 

partir de las ocho horas se observó una ampliación de los canales en algunos 

gránulos (figura 1f) sin observarse profundidad en las porosidades. No obstante, los 

tamaños de poro obtenidos (0.34 μm) (tabla 5) no fueron adecuados para la 

encapsulación de bacterias, debido a que de acuerdo a la literatura un bacilo 

comúnmente mide de 5 – 8 μm de ancho por 1.5 μm de largo, medidas que pueden 

ser distintas dependiendo de la especie utilizada (López y Torres, 2006). En el caso 

de Lactobacillus paracasei subsp. paracasei se realizó la medición a partir de las 

micrografías obtenidas por microscopía electrónica de barrido (figura 1a) 

encontrando un valor promedio de 0.49 μm de ancho por 1.36 μm de largo.     

Las imágenes de los almidones hidrolizados con -amilasa durante 2, 4 y 6 

muestran canales de tamaños muy similares, siendo la hidrólisis con 8 h en donde 

se observan los cambios más notorios sobre la superficie de los gránulos. Por lo 

que, para la segunda etapa se eligieron las muestras de 2 y 8 h.  En esta segunda 

etapa se llevó a cabo la hidrólisis con amiloglucosidasa de Aspergillus niger durante 
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8, 12 y 16 h, con la cual se obtuvieron almidones porosos con un diámetro de poro 

de 1.117 - 1.562 μm (tabla 6) y con una profundidad mayor (figura 2).  

Los tiempos utilizados en la segunda etapa de hidrólisis enzimática tuvieron un 

efecto sobre el diámetro de poro generado, observando que el diámetro aumento 

conforme los tiempos fueron mayores (tabla 6). Por otro lado, la frecuencia de poros 

por cada gránulo fue afectada por los tiempos de hidrólisis enzimática con -amilasa 

(tabla 6), sin embargo, con la segunda etapa estas tendieron a ser 

significativamente iguales; aunque indirectamente se le podría atribuir el efecto 

dependiendo de los tiempos de hidrólisis con -amilasa (p < 0.05) aumentando la 

frecuencia de los poros con un tiempo de hidrólisis mayor.  

Debido a que a las 16 h con amiloglucosidasa se observaron daños en la estructura 

granular del almidón se decidió trabajar con un tiempo de 12 h y determinar si los 

tiempos intermedios de hidrólisis con -amilasa (2, 4 y 6 h) tenían un efecto sobre 

la morfología y las propiedades funcionales del almidón. En la figura 3 se observan 

los almidones porosos obtenidos. Los poros obtenidos tuvieron un diámetro 

promedio de 1.17 μm, y una frecuencia de 17.8 poros/ gránulo sin existir diferencias 

entre los tiempos de hidrólisis con -amilasa como se resume en la tabla 7.  
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Figura  1. (a) Lactobacillus paracasei subsp. paracasei, (b) almidón de maíz nativo 

e hidrolizado con -amilasa pancreática porcina durante (b) 2, (c) 4, (d) 6 y (e) 8 h. 

 

 

 

 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

43 
 

 

Figura  2. Almidón poroso obtenido a partir de dos etapas de hidrólisis a diferentes 

tiempos. Primera etapa con -amilasa pancreática de cerdo (A) durante 2 y 8 h. 
Segunda etapa con amiloglucosidasa de Aspergillus niger (AM) durante 8, 12 y 16 

h. 
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Tabla 5. Características estructurales del almidón modificado con -amilasa 
pancreática de cerdo durante 2, 4, 6 y 8 horas. 

Tiempo (horas) Diámetro  (μm) Frecuencia  

2 0.085 ± 0.008c  4.0 ± 1.1ª 

4  0.144 ± 0.011bc 6.0 ± 2.1ª  

6 0.202 ± 0.038b  8.0 ± 2.1ª 

8 0.250 ± 0.027ª 7.0 ± 1.8ª   

Promedio ± error estándar n=10 (diámetro de poro) n=16 (frecuencia de poro). Letras diferentes 

en la misma columna indican diferencias estadísticas significativas (p < 0.05). 

 

Tabla 6. Características estructurales del almidón modificado en dos etapas con 
diferentes tiempos en cada una.  

Tratamiento Diámetro de poros (μm) Frecuencia de poros 

2A8AMG 1.137 ± 0.045c 13.1 ± 1.4b 

2A12AMG  1.202 ± 0.053bc 14.6 ± 1.3b 

2A16AMG 1.562 ± 0.052a 14.6 ± 1.1b 

8A8AMG 1.117 ± 0.048c  16.4 ± 1.1ab  

8A12AMG  1.252 ± 0.069bc  21.0 ± 1.5a 

8A16AMG  1.397 ± 0.062ab   17.7 ± 1.5ab 

A: -amilasa, AM: Amiloglucosidasa. Hidrólisis con tiempos de 2, 8, 12 o 16 horas 

Promedio ± error estándar n=10 (diámetro de poro) n=16 (frecuencia de poro) .Letras diferentes 
en la misma columna indican diferencias estadísticas significativas (p < 0.05). 

 

Tabla 7. Características morfológicas del almidón modificado con diferentes 

tiempos de hidrólisis con -amilasa. 

Tratamiento Diámetro de poros (μm) Frecuencia de poros 

2A12AMG 1.142 ± 0.043ª  18.9 ± 1.7ª   

4A12AMG 1.169 ± 0.051ª  17.8 ± 1.6ª  

6A12AMG 1.199 ± 0.055ª  16.6 ± 1.7ª 

A: -amilasa, AM: Amiloglucosidasa. Hidrólisis con tiempos de 2, 4, 6 o 12 horas 
Promedio ± error estándar n=10 (diámetro de poro) n=12 (frecuencia de poro). No  existieron 
diferencias estadísticas significativas (p < 0.05). 
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Figura  3. Almidones de maíz porosos obtenidos por una etapa de hidrólisis con -amilasa 
pancreática de cerdo (A) durante 2, 4 o 6 h con una segunda hidrólisis con amiloglucosidasa 
de Aspergillus niger (AMG) durante 12 h. 
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De acuerdo con la literatura se sabe que la cantidad de enzima utilizada y el tiempo 

de hidrólisis son factores importantes en el tamaño de poro obtenido, así como el 

tipo de enzima utilizada (Dura et al., 2014; Chen y Zhang, 2012; Benavent-Gil y 

Rosell, 2017). 

El uso de complejos enzimáticos ha sido evaluado con la finalidad de obtener 

mejores resultados en la generación de poros, los resultados obtenidos muestran 

una mejora en el diámetro del poro generado, sin embargo, la frecuencia obtenida 

no es alta (Zhang et al., 2012; Uthumporn et al., 2010). El uso de diferentes tipos de 

enzima de manera simultánea no parece ser lo más favorable debido a que cada 

enzima tiene valores de temperatura y pH óptimos para su acción, por lo que si el 

pH es diferente la eficiencia de la enzima se verá afectada (Jung et al., 2017; Dura 

et al., 2014) generando tiempos de hidrólisis enzimáticas más prolongadas.  

Esto se puede ejemplificar con lo obtenido por Leyva-López et al. (2019) al utilizar 

-amilasa pancreática de cerdo en combinación con amiloglucosidasa de 

Aspergillus niger, en donde los tiempos de hidrólisis fueron prolongados (16- 20 h), 

para la generación de poros, observaron que, a mayor tiempo de hidrólisis el 

diámetro de poro y la frecuencia de estos aumentaba, correspondiendo con los 

resultados obtenidos en la presente investigación. En el mismo sentido Sánchez-

Rivera (2018) extendió los tiempos de hidrólisis enzimática a 14 h con condiciones 

que pudieron ser óptimas para la acción enzimática, sin embargo, a pesar de que 

no se especifica un tamaño promedio de poro generado, el diámetro de estos parece 

ser menor a lo obtenido en el presente trabajo.  

Se observó que algunos poros tienen una mayor profundidad mientras que otros 

parecen partir de la superficie del gránulo, esto puede deberse a los mecanismos 

de acción de las enzimas, por un lado, la -amilasa pancreática de cerdo se ha 

comprobado que hidroliza principalmente zonas amorfas y zonas con doble hélice 

de una longitud de cadena de 10 nm (Robyt, 2009). Por otro lado, la enzima 

amiloglucosidasa comienza a actuar sobre la superficie del gránulo que es más 

susceptible y posteriormente los canales se hacen profundos, llegando al interior 

del gránulo por endo corrosión (Chen y Zhang, 2012) esta enzima hidroliza en 
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extremos no reductores en ambos tipos de enlaces presentes en el almidón, 

hidrolizando 600 veces más rápido los enlaces -(1,4) que -(1-6); es por ello que 

los resultados dependen del tipo de enzima utilizada.  

Por consiguiente, la hidrólisis enzimática puede afectar en mayor proporción a la 

fracción de amilosa o de amilopectina, modificando la relación de estos 

componentes, lo que conlleva a que no solamente se afecte el tamaño y la 

frecuencia de poros obtenidos, sino que también se modifiquen las propiedades 

funcionales del almidón, como por ejemplo la capacidad de absorción (Zhang et al., 

2012).  

En vista de que en las micrografías las diferencias en los tratamientos son 

visualmente más notorias, se sugiere que la metodología empleada puede no ser la 

más indicada para determinar y aseverar la relación que existe entre el tiempo de 

hidrolisis y el tipo de enzima utilizada, con el diámetro de poro generado y la 

frecuencia de estos. Existen metodologías más precisas como la determinación del 

área superficial específica por BET (Brunauer, Emmett y Teller) con las que su 

pueden analizar los efectos sobre el tamaño de poro generado con el tratamiento 

de hidrólisis enzimática empleado.  

7.1.1 Contenido de amilosa  

La relación de amilosa/ amilopectina de un almidón determina en su mayoría las 

propiedades funcionales de este, por lo que fue importante conocer la variación de 

esta relación como consecuencia de la modificación enzimática.  

El almidón nativo de maíz utilizado contenía un 30.16 % de amilosa y 69.84 % de 

amilopectina, porcentajes que catalogan a este almidón como un almidón normal. 

Los contenidos de amilosa reportados en almidón de maíz dependen de la variedad 

de maíz utilizado y van desde un 22 % hasta un 29.5 % de amilosa (Aparicio-

Saguilán et al.,2006), valores muy cercanos al contenido de amilosa determinado 

en el almidón utilizado.     

 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

48 
 

La hidrólisis enzimática mostró tener un efecto sobre el contenido de amilosa, el 

cual disminuye a las 2 h de hidrólisis con -amilasa para posteriormente aumentar 

conforme aumenta el tiempo de hidrólisis enzimática (tabla 8), hasta las 6 h en 

donde el contenido de amilosa es mayor que la del nativo.  

Tabla 8. Contenido de amilosa y amilopectina en almidón nativo y modificado de 
maíz sometido a diferentes tiempos de hidrólisis.  

Tratamiento % Amilosa % Amilopectina 

Nativo 30.16 ± 0.23b 69.84 ± 0.23b 

2A12AMG 29.22 ± 0.22c 70.78 ± 0.22ª  

4A12AMG 29.85 ± 0.28bc 70.15 ± 0.28ab 

6A12AMG 31.14 ± 0.16a 68.86 ± 0.16c 

A: -amilasa, AM: Amiloglucosidasa. Hidrólisis con tiempos de 2, 4, 6 o 12 horas. Promedio ± error 
estándar n=6. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias estadísticas significativas 

(p < 0.05).  

 

De acuerdo con lo reportado por Benavent-Gil y Rosell (2017), al utilizar -amilasa 

durante 2 h de hidrólisis, el contenido de amilosa disminuyó, mientras que al utilizar 

amiloglucosidasa el contenido de amilosa aumenta sin ser significativo respecto al 

almidón nativo (25.76 % de amilosa). Por el contrario, Dura et al. (2014) no encontró 

diferencias en el contenido de amilosa después de hidrólisis con -amilasa o con 

amiloglucosidasa, después de 24 horas de hidrólisis.  

Por otro lado, Uthumporn et al. (2010) obtuvieron almidones porosos de maíz 

hidrolizados con una mezcla comercial de -amilasa de Aspergillus kawachi y 

glucoamilasa de Aspergillus niger durante 24 h, con un contenido de amilosa de 

17.2 % a partir de un almidón nativo con 23.1 %.  

Cabe mencionar que un aumento del contenido de amilosa no está dado por la 

generación de nuevas moléculas, sino por la acción enzimática que hidroliza 

cadenas largas de amilosa o cadenas lineales de amilopectina que se traducen en 

un aumento en la cuantificación de amilosa.  
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El almidón está catalogado como un polisacárido con una estructura semicristalina, 

dentro del cual, el contenido de amilosa representa la zona amorfa del almidón y la 

amilopectina la zona semicristalina, por lo que los cambios en alguna de estas 

moléculas o de la proporción de estas, modificará la estructura del almidón 

aumentando o disminuyendo su cristalinidad.  

7.1.2 Difracción de Rayos X 

En el análisis de DRX se observó que tanto los tratamientos, como el almidón nativo 

presentaron el mismo patrón de difracción tipo A (figura 4), característico de los 

cereales (Tester et al., 2004). En todos los difractogramas existe interferencia 

constructiva en los ángulos 2θ= 13°, 17° y 23° (Zhang et al., 2012) característicos 

del patrón de difracción tipo A, presentando ligeras diferencias en las intensidades 

de los picos generados.  

Como se muestra en la tabla 9 los porcentajes de cristalinidad relativa obtenidos no 

fueron estadísticamente diferentes (p > 0.05). Sin embargo, los valores de 

cristalinidad variaron, estas pequeñas variaciones son atribuidas a los tiempos de 

hidrólisis con -amilasa pancreática porcina. Como se puede observar en la tabla 

9, el porcentaje de cristalinidad aumentó a las 2 h de hidrólisis en comparación al 

nativo y posteriormente al aumentar el tiempo, la cristalinidad se redujo. Por lo que 

es probable que la -amilasa tenga un mayor efecto sobre la zona cristalina ya que 

a mayor tiempo de hidrólisis, la cristalinidad se reduce, esto coincide con los 

porcentajes del contenido de amilosa aparente, la cual aumenta como producto de 

la hidrólisis de la amilopectina.  

Las diferencias en el patrón de difracción o en la cristalinidad (la cual también puede 

determinarse con calorimetría diferencial de barrido), depende del tamaño de los 

cristales, la cantidad de regiones cristalinas y la orientación de las cadenas de doble 

hélice (Miao et al., 2011).  

Los resultados obtenidos coinciden con los obtenido con diferentes autores como 

Miao et al. (2011), quienes al utilizar ambas enzimas simultáneamente obtuvieron 

el mismo patrón de difracción sin encontrar diferencias significativas, sin embargo, 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

50 
 

los porcentajes de cristalinidad mostraron una ligera reducción en la cristalinidad 

conforme aumentada el tiempo de hidrólisis. Del mismo modo, autores como Zhang 

et al. (2012) no encuentran cambios significativos en los patrones de difracción, no 

obstante, reportan ligeros incrementos en la cristalinidad, lo que indica que la 

mezcla de enzimas que utilizaron, afectaron principalmente zonas amorfas del 

almidón, cabe resaltar que las condiciones de pH y temperatura utilizadas en este 

estudio fueron iguales a las utilizadas en el presente trabajo.  

En una modificación enzimática no es común encontrar diferencias en el porcentaje 

de cristalinidad debido a que los mecanismos de acción tienden a atacar ambos 

componentes del almidón, por lo que la proporción entre zona amorfa y zona 

cristalina, tienden a mantenerse o tener poca variación. Los cambios en la 

composición del almidón se pueden corroborar mediante calorimetría diferencial de 

barrido y un análisis de formación de pasta.  
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Figura  4. Difractogramas obtenidos mediante DRX. (a) Almidón nativo de maíz y 

almidones modificados durante (b) 2, (c) 4 y (d) 6 h con -amilasa, con una segunda 
hidrólisis con amiloglucosidasa durante 12 h.  

 

Tabla 9. Porcentaje de cristalinidad en almidón nativo y almidones modificados 
sometidos a diferentes tiempos de hidrólisis. 

Tratamiento % de Cristalinidad 

Nativo 20.70 ± 0.58ª  

2A12AMG 23.35 ± 1.10ª 

4A12AMG 20.88 ± 0.87ª 

6A12AMG 19.74 ± 0.40ª 

A: -amilasa, AM: Amiloglucosidasa. Hidrólisis con tiempos de 2, 4, 6 o 12 horas. Promedio ± error 
estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias estadísticas significativas 

(p < 0.05). 
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7.1.3 Perfil de formación de pasta   

El perfil de formación de pasta determina dos valores de viscosidad importantes, los 

cuales están relacionados con la proporción de amilosa y amilopectina presentes 

en la muestra: la viscosidad máxima, la cual está determinada por la cantidad de 

amilopectina; y una viscosidad final, determinada por la cantidad de amilosa. 

Concretamente, en un perfil de formación de pasta se observa el cambio de 

viscosidad en una pasta formada a partir de un calentamiento a 90 °C en la que la 

amilopectina llega a su mayor capacidad de hinchamiento, seguido de un proceso 

de cocción y finalmente una retrogradación provocada por la reorganización de las 

cadenas de amilosa. Los perfiles de formación de pasta del almidón nativo y los 

modificados se muestran en la figura 5.  

Como se resume en la tabla 10, los almidones modificados con 2 y 4 h de hidrólisis 

previa con -amilasa alcanzaron valores más altos en la viscosidad máxima, lo cual 

coincide con el contenido de amilopectina y con los valores de cristalinidad relativa, 

los cuales indican que, con estos tratamientos, las estructuras obtenidas son más 

cristalinas, del mismo modo, presentan una viscosidad final mayor, lo que indica 

una mayor retrogradación de estos almidones. Estos resultados sugieren que las 

cadenas A de la amilopectina fueron hidrolizadas y no se destruyeron las regiones 

cristalinas, por lo tanto, estas cadenas removidas pudieron ser cuantificadas como 

amilosa.  

El tratamiento a las 6 h de hidrolisis a pesar de presentar un contenido de 

amilopectina menor comparado con el nativo, tuvo una viscosidad máxima mayor, 

además de presentar una mejor reorganización (retrogradación), reflejada en la 

viscosidad final. 

La estabilidad de las pastas formadas por los almidones se puede medir, a partir del 

breakdown, el cual se obtiene restando el valor de la viscosidad de rompimiento del 

de la viscosidad máxima. Los almidones modificados tienen un valor más alto en el 

breakdown en comparación con la del nativo, esto debido a las estructuras porosas 

generadas, ya que, a pesar de ser capaces de retener un mayor contenido de agua, 

las pastas son menos estables.  
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En todos los almidones poroso durante la fase de enfriamiento se presentó un 

incremento en la viscosidad debido a la reorganización de las cadenas solubilizadas 

durante la fase de calentamiento y fase de sostenimiento, produciendo una red que 

retiene una mayor cantidad de moléculas de agua (Mali et al., 2003) y dan las 

características de una pasta. Por otro lado el setback indica la capacidad de los 

almidones para retrogradar, comúnmente esta propiedad se asocia con el contenido 

de amilosa, sin embargo, los resultados obtenidos no se relacionan, por lo que se 

podría sugerir que durante la hidrólisis se forman moléculas de amilopectina con un 

menor grado de polimerización (GP), con una mejor propiedad para retener agua 

en estas condiciones y de retrogradar o reorganizarse a una velocidad similar a una 

molécula de amilosa (Thitripraphunkul et al., 2003; Vamadevan y Bertoft, 2015). 

El tipo de enzima utilizada es determinante en las variaciones de viscosidad en cada 

etapa del perfil de formación de pasta, de acuerdo con lo reportado por Dura et al. 

(2014) la hidrólisis con glucoamilasa reduce tanto la viscosidad máxima como la 

final, en cambio con -amilasa la viscosidad final aumenta, lo cual concuerda con 

lo obtenido en este trabajo, ya que se presentaron variaciones evidentes en la 

viscosidad final conforme aumentaba la hidrólisis con -amilasa. Se ha reportado 

que la combinación de enzimas en una hidrólisis de una etapa tiene un efecto 

contrario ya que, de acuerdo con lo reportado por Uthumporn et al. (2010) se genera 

un aumento en la viscosidad final mientras que, la viscosidad máxima se reduce, 

efecto contrario a lo encontrado con la hidrólisis realizada en dos etapas.  

De acuerdo con los resultados obtenidos por Uthumporn et al. (2010), la hidrólisis 

enzimática da como resultado estructuras más frágiles, los cuales pueden colapsar 

más rápido en presencia de abundante agua y temperatura, lo que se traduce en 

una menor capacidad de absorción de agua. Sin embargo, en lo realizado en el 

presente trabajo, la viscosidad máxima obtenida fue mayor, con lo que se puede 

inferir que las estructuras obtenidas serán más resistentes y tardarán más tiempo 

en colapsar o necesitarán una mayor cantidad de energía para hacerlo.  
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Figura  5. Perfiles de formación de pasta de (a) almidón nativo y almidones 

modificados durante (b) 2, (c) 4 y (d) 6 h con -amilasa, con una segunda hidrólisis 
con amiloglucosidasa durante 12 h.  

 

Tabla 10. Propiedades de formación de pasta del almidón nativo y almidones 
modificados sometidos a diferentes tiempos de hidrólisis. 

Tratamiento 
Viscosidad 

máxima (cP) 

Viscosidad de 

rompimiento (cP) 

Viscosidad final 

(cP) 

Nativo 2703.0 ± 07.0c 1222.0 ± 05.0b 3025.5 ± 03.5c 

2A12AMG 3398.0 ± 33.0a 1686.5 ± 06.5a 4406.5 ± 46.5a 

4A12AMG 3422.0 ± 03.0a 1694.5 ± 30.5a 4368.5 ± 01.5a 

6A12AMG 3217.0 ± 14.0b 1632.5 ± 02.5a 4204.5 ± 25.5b 

A: -amilasa, AM: Amiloglucosidasa. Hidrólisis con tiempos de 2, 4, 6 o 12 horas. Promedio ± error 

estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias estadísticas significativas  

(p < 0.05). 

 

0 200 400 600 800

-500

0

500

1000

1500

2000

2500

3000

3500

4000

4500

5000

b
c
d

 

 Nativo

 2A12AMG

 4A12AMG

 6A12AMG

 Temperatura

Tiempo (s)

V
is

c
o

s
id

a
d

 (
c

P
)

a

40

50

60

70

80

90

100

T
e

m
p

e
ra

tu
ra

 (°C
)



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

55 
 

7.1.4 Calorimetría diferencial de barrido  

Las propiedades térmicas pertenecientes al almidón nativo y a los modificados se 

presentan en la tabla 11. Las transiciones endotérmicas pertenecientes al proceso 

de gelatinización se pueden observar en los termogramas (figura 6). 

La temperatura de inicio de gelatinización incrementó ligeramente con la 

modificación enzimática, presentando diferencias significativas (p= 0.030) 

únicamente entre el almidón nativo y el almidón hidrolizado 4 h con -amilasa. 

Mismo patrón al observado en el perfil de formación de pasta. El valor de 

temperatura de gelatinización (Tp) de los almidones modificados fue más alta en 

comparación al almidón nativo, sin encontrar diferencias entre los tiempos de 

hidrólisis utilizados. 

La gelatinización representa la pérdida de la estructura granular del almidón, 

perdiendo su cristalinidad y su birrefringencia. La gelatinización está controlada en 

parte por la estructura molecular de la amilopectina (perfección y orden de los 

cristales; longitud de las cadenas A, grado de ramificación, peso molecular y 

polidispersidad) y la estructura del gránulo (relación región amorfa: región cristalina). 

En este caso el incremento obtenido en la Tp no es proporcional con porcentaje de 

cristalinidad relativa determinado. Sin embargo, el cambio en la Tp sugiere cambios 

en la distribución de cadenas cortas de la amilopectina, como se observó en el perfil 

de formación de pasta (Noda et al., 1998; Korstee et al., 1998). La determinación de 

la temperatura pico de gelatinización se relaciona con la determinación de la 

perfección de la cristalinidad; comúnmente almidones con un alto orden molecular 

y cristales estables presentan Tp más altas (Vamadevan y Bertoft, 2015). La Tp del 

almidón nativo se encuentra cercana, pero por debajo de las ya reportadas por otros 

autores para el almidón de maíz, cuyas temperaturas oscilan entre 74.62 – 75.66 

°C dependiendo de la variedad de maíz utilizado (Aparicio-Saguilán et al., 2006; 

Palma-Rodríguez et al., 2012; Rangel-Cortez, 2018). 

El intervalo de gelatinización (IG) indica la heterogeneidad de la estructura cristalina 

dentro del gránulo de almidón, en este parámetro se presentaron diferencias entre 

los almidones, aunque no fueron estadísticamente significativas (p > 0.05). Se pudo 
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observar que en el almidón hidrolizado a las 2 h por -amilasa, el IG fue mayor en 

comparación al nativo, lo que no está influenciado por una T0 diferente, sino por un 

aumento en Tf de gelatinización. Lo que indica que se generaron estructuras 

cristalinas que se gelatinizan a mayor temperatura. Mientras que, al aumentar los 

tiempos de hidrólisis, el IG disminuye, indicando una mayor homogeneidad de la 

zona cristalina. Se ha descrito que la estructura de la amilopectina es importante en 

las propiedades térmicas, comúnmente estructuras con cadenas cortas se funden 

a temperaturas más bajas, mientras que las cadenas largas, se desorganizan a altas 

temperaturas (Vamadevan y Bertoft, 2015). 

 La entalpía de gelatinización (∆H) tuvo un aumento a las 2 h de hidrólisis 

enzimáticas para posteriormente tomar valores iguales al del almidón nativo. La ∆H 

proporciona una medida general de la cristalinidad (calidad y cantidad de los 

cristales) y es un indicador de la pérdida de orden molecular en el gránulo. En un 

material cristalino, la ∆H será mayor (Genkina et al., 2007; Li et al., 2013), lo que 

corrobora que el tratamiento 2A12AMG es el material más cristalino como se 

determinó en el porcentaje de cristalinidad (tabla 9, sección 7.1.2).  

De acuerdo con lo reportado por Jung et al. (2017), existe un aumento en la 

temperatura de gelatinización después de una hidrólisis enzimática, cuyos 

resultados varían de acuerdo con el tipo de enzima utilizada. Una endoenzima, 

como la a-amilasa, puede hidrolizar tanto zonas amorfas como regiones de la zona 

cristalina por tal motivo, ∆H disminuye. Por otro lado, las exoenzimas, como la 

glucoamilasa, hidrolizan zonas amorfas con lo que se aumenta la proporción de la 

zona cristalina, aumentando la ∆H (Jung et al., 2017).  

Por lo tanto, la determinación de las propiedades térmicas, es otra manera de medir 

el cambio en la cristalinidad del material, debido a que será necesario una mayor 

cantidad de energía para gelatinizar el almidón cuando las zonas cristalinas son 

más abundantes (Uthumporn et al., 2013). Esto se puede ver en los resultados de 

almidón modificado 2A12AMG ya que, aunque este presenta un incremento del 2.65 

% de cristalinidad, el valor de la entalpía de gelatinización aumenta ligeramente.  
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Figura  6. Termogramas obtenidos por CDB de (a) almidón nativo y almidones 

modificados durante (b) 2, (c) 4 y (d) 6 h con -amilasa con una segunda hidrólisis 
con amiloglucosidasa durante 12 h.  
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Tabla 11. Propiedades térmicas del almidón nativo y almidones modificados sometidos a diferentes tiempos de hidrólisis. 

Tratamiento T0 (°C) Tp (°C) Tf (°C) ∆H (J/g) Tf -T0 

Nativo 66.90 ± 0.13b 70.26 ± 0.08b  75.46 ± 0.10ª   9.87 ± 0.59ab  8.57 ± 0.02ª 

2A12AMG 67.93 ± 0.13ab 71.26 ± 0.05ª 77.55 ± 0.88ª 11.41 ± 0.18ª 9.63 ± 0.75ª 

4A12AMG 68.32 ± 0.20ª 71.55 ± 0.29ª 76.60 ± 0.34ª 8.28 ± 0.19b 8.28 ± 0.14ª 

6A12AMG 67.83 ± 0.30ab 71.66 ± 0.01ª  76.95 ± 0.12ª 8.77 ± 0.00b 9.13 ± 0.18ª 

A: -amilasa, AM: Amiloglucosidasa. Hidrólisis con tiempos de 2, 4, 6 o 12 horas 

Promedio ± error estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias estadísticas significativas (p < 0.05) 
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7.1.5 Solubilidad e hinchamiento  

El poder de hinchamiento es la capacidad del almidón de retener agua bajo distintas 

condiciones de temperatura y en un medio con exceso de agua (Lawal et al., 2011), 

esta capacidad es mucho más alta que la solubilidad, ya que, debido a su estructura 

molecular, el almidón es prácticamente insoluble en agua. Sin embargo, por efecto 

de la temperatura esta capacidad aumenta debido a la disociación de la amilosa en 

medio acuoso. El poder de hinchamiento y el índice de solubilidad pueden ser 

distintos dependiendo del contenido de amilosa y del grado de polimerización de las 

cadenas de la molécula de amilopectina, además del grado de cristalinidad 

(Uthumporn et al., 2010). 

Debido a que las cadenas de amilosa son las primeras en formar interacciones con 

el agua y disolverse, un almidón con un mayor contenido de amilosa será más 

soluble, por otro lado, la capacidad de hinchamiento está determinada por la 

longitud de las cadenas de amilopectina (Hedayati y Niakosauri, 2018).  

El índice de solubilidad del almidón aumentó debido a la modificación enzimática 

como se puede observar en la figura 7, sin embargo, entre los tiempos de hidrólisis 

no existió diferencias significativas. A partir de una temperatura que se puede 

considerar ambiente (30 °C), los almidones modificados presentaron un mayor 

índice de solubilidad en comparación al almidón nativo, a pesar de no existir 

diferencias estadísticas entre los almidones modificados, se observó la tendencia 

que, al aumentar los tiempos de hidrólisis, el índice de solubilidad se veía reducido 

nuevamente. Por otro lado, el poder de hinchamiento no se vio afectado a bajas 

temperaturas, como la solubilidad, sin embargo, a altas temperaturas, los almidones 

modificados tuvieron ligeramente un aumento en el poder de hinchamiento (figura 

8), lo cual nos indica el efecto de la hidrólisis enzimática, ya que cadenas más cortas 

de amilopectina promueven el hinchamiento del gránulo (Vamadevan y Bertoft, 

2015).  

Los perfiles de solubilidad e hinchamiento obtenidos corresponden a los reportados 

por Rangel-Cortez (2018), con una solubilidad de 14 % y un poder de hinchamiento 

de 16.81 g H2O/ g muestra a los 90 °C, valores ligeramente menores a los obtenidos en 
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el presente trabajo, en el que el almidón nativo tuvo un poder de hinchamiento de 

hinchamiento de 18.5 g/g y un porcentaje de solubilidad de 15.3 %. Las ligeras 

diferencias probablemente son debido a la relación amilosa/amilopectina presentes 

en las muestras; Rangel-Cortez (2018) reporta un menor contenido de amilosa 

(26.64 %) comparado con el del almidón utilizado en el presente trabajo (30.16 %) 

lo que se traduce a un porcentaje menor de solubilidad.  

Los almidones modificados presentaron un aumento en el porcentaje de solubilidad, 

del mismo modo en que lo reportan Uthumporn et al. (2010) con un porcentaje de 

solubilidad de 10.6 % en nativo y un 15.7 % en el poroso (hidrolizado). Mientras que 

el poder de hinchamiento se reduce de un 13.9 a 11.1 g/g en hidrolizados, estas 

diferencias son debido a las características de los poros que obtuvieron dando 

gránulos más cristalinos y con una menor cantidad de amilosa.   

Dura et al. (2014) determinaron que el índice de hinchamiento y el porcentaje de 

solubilidad están afectado por el tipo de enzima utilizada para la hidrólisis de 

almidón. Para el porcentaje de solubilidad, ambas enzimas aumentan esta 

característica, sin embargo, la hidrólisis con AMG la aumenta considerablemente 

(18.95 %), mientras que con AM el aumento es menor (3.03 %). Para el índice de 

hinchamiento, el efecto es diferente, el uso de AMG no tiene un efecto sobre esta 

propiedad mientras que la AM aumenta de 1.27 a 2.68 g/g. A partir de esto podemos 

decir que los resultados obtenidos se debieron al uso de ambas enzimas, aunque 

fuera en dos etapas.  

La fuerza de las estructuras de doble hélice de las cadenas de la amilopectina, 

afectan el poder de hinchamiento, cuando los enlaces entre estas cadenas son 

demasiado fuertes, complicado que el agua pueda interactuar con estas por lo que 

el hinchamiento se reduce (Hedayati y Niakosauri, 2018). 

El contenido de amilosa, al constituir el componente amorfo, es la zona en donde 

el agua puede penetrar al gránulo, por lo que se dice que el aumento de contenido 

de amilosa aumenta el poder de hinchamiento y la solubilidad (Lawal et al., 2011).  
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Figura  7. Porcentaje de solubilidad de (▬) almidón nativo de maíz y almidones 

modificados durante (▬) 2, (▬) 4 y (▬) 6 h con -amilasa, con una segunda 
hidrólisis con amiloglucosidasa durante 12 h.  

Figura  8. Índice de hinchamiento de (▬) almidón nativo y almidones modificados 

durante (▬) 2, (▬)4 y (▬) 6 h con -amilasa, con una segunda hidrólisis con 
amiloglucosidasa durante 12 h. 
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7.2. Activación de cepa bacteriana  

Se realizó la caracterización fenotípica de la cepa comercial de Lactobacillus 

paracasei subsp. paracesei para corroborar su autenticidad. La bacteria en medio 

líquido presentó un crecimiento en forma de sedimento, debido a que es una 

bacteria anaerobia facultativa, es decir, puede desarrollarse en presencia o en 

ausencia de oxígeno, por lo que en presencia de oxígeno tienden a crecer en el 

fondo del medio.  

En medio sólido, las colonias bacterianas presentaron una coloración crema 

opacas, de forma circular, con un borde liso y con una elevación convexa y lisa 

(figura 9, A). Microscópicamente se observaron bacterias Gram positivas, con 

morfología de bacilos cortos con extremos redondeados y organizados como 

estreptobacilos y sin presencia de esporas (figura 9, B), coincidiendo con la 

descripción de Lactobacillus paracasei subsp. paracasei (Stiles y Holzapfel, 1997). 

 

 

Figura  9. Lactobacillus paracasei subsp. paracasei. (A) Observación macroscópica 
y (B) observación microscópica. 
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Las bacterias del género Lactobacillus son utilizados como cultivos iniciadores en la 

producción de quesos, cárnicos fermentados, producción de vinos o cerveza y pan, 

situación que las coloca como excelentes modelos para el estudio de viabilidad con 

respecto a temperatura, pH y condiciones gastrointestinales (Stiles y Holzapfel, 

1997).  

7.3. Resistencia térmica de L. paracasei subsp. paracasei 

Con la finalidad de conocer las temperaturas posibles a utilizar en el proceso de 

secado por aspersión, la bacteria se sometió a tres diferentes temperaturas: 50, 60 

y 70 °C durante 15 min, encontrando una relación entre la viabilidad y la temperatura 

(figura 10), mientras la temperatura aumenta la viabilidad disminuye (R2 = 0.973) 

(tabla 12).   

Estos resultados son similares a lo reportado por Paéz et al. (2012) quienes 

obtuvieron una pérdida de viabilidad de 2.42 – 3.26 Log UFC/mL para especies de 

L. paracasei al someterlas a una temperatura de 60 °C durante 5 min. Reportando 

que existen diferencias en la termosensibilidad entre diferentes cepas de L. 

paracasei.  

Como se observó, la temperatura es un factor importante en la pérdida de viabilidad, 

tal como se describe en la literatura, a partir de 55 °C existe una muerte celular, sin 

embargo, esta puede ser más alta si la temperatura aumenta y el tiempo de 

exposición se prolonga (Gardiner et al., 2000). Sin embargo, cada cepa tiene una 

resistencia al calor muy distinta y comúnmente se diferencian entre géneros y 

especies, por lo que es un factor importante a considerar (Gardiner et al., 2000; 

Paéz et al., 2012). En las bacterias, las temperaturas por arriba de 90 °C pueden 

ser letales al 100 % (Martín et al., 2015). 

Debido a que el uso de los materiales de encapsulación tiene la finalidad de ser 

materiales protectores, se optó por probar el efecto del almidón poroso al utilizar la 

temperatura de 70 °C como temperatura de salida.  
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Tabla 12. Pérdida de viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei por exposición a 
altas temperaturas durante 15 min. 

Temperatura (°C) Pérdida de viabilidad (%) 

50 37.09 ± 0.82a 

60 55.74 ± 0.30b 

70 100.00 ± 0.00c 

Promedio ± error estándar. n=4 Letras distintas en la misma columna indican diferencias 

estadísticas significativas (p < 0.05)  

 

 

 

Figura  10. Viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei sometida a diferentes 
temperaturas durante 15 min. 
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7.4. Microcápsulas  

Debido a que no se observaron diferencias estadísticas entre los diámetros de poro 

generados en los diferentes tratamientos de hidrólisis enzimática, pero si se 

encontraron diferencias en las propiedades funcionales de los almidones porosos 

obtenidos, se utilizó el almidón poroso 2A12AMG para los tratamientos de 

encapsulación de L. paracasei subsp. paracasei, cuya cristalinidad fue semejante al 

nativo y se obtuvo con el menor tiempo de hidrólisis enzimática.  

7.4.1 Eficiencia de encapsulación  

Para determinar la eficiencia del proceso, se tomó en cuenta el número de UFC 

viables en el producto final. La eficiencia siempre puede ser mejorada con la 

modificación de las variables del proceso. En la presente investigación las 

eficiencias fueron bajas (tabla 13), sin embargo, debido a que la alimentación para 

el proceso contó con una concentración de bacterias por encima de la dosis 

probiótica, los productos finales cumplen con la concentración mínima bacteriana (6 

Log UFC/g) de un probiótico.  

La viabilidad fue afectada por el método de encapsulación empleado (tabla 13); la 

liofilización aumenta la eficiencia obtenida mientras que el secado por aspersión la 

reduce. Esto concuerda con lo mencionado en la literatura en donde se menciona 

que por liofilización se logran eficiencias 70- 91 % (Benavent-Gil et al., 2018) y para 

el secado por aspersión se han llega eficiencias del 60- 89 % (Huang et al., 2017; 

Arepally y Goswami, 2019) influyendo en ambos métodos, el material de pared y la 

cepa utilizada, principalmente. En este caso las temperaturas utilizadas en secado 

por aspersión fueron determinantes para las bajas eficiencias obtenidas, a 

diferencia de la liofilizacion, en la que la inactivación celular sucede por 

deshidratación; en el secado por aspersión sucede por deshidratación y por 

inactivación térmica, por lo que la membrana citoplasmática de la bacteria es la más 

susceptible a daños debido a la perdida de agua de la superficie (Huang et al., 2017; 

Fu y Chen, 2011).  

Ambos procesos de encapsulación tienen etapas críticas en las que la viabilidad se 

ve amenazada; en liofilización, la congelación puede dañar la membrana o ADN de 
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la célula bacteriana (Stefanello et al., 2019); en el secado por aspersión, la 

temperatura de salida es determinante debido a que el producto se expone más 

tiempo a esta temperatura (Meng et al., 2008) de acuerdo con las eficiencias 

obtenidas, se sugiere que en ambos métodos se produjo un daño en la membrana 

celular. 

El secado por aspersión tiene como ventaja ser un método más económico en la 

industria comparado con la liofilización, debido a que implica tiempos cortos de 

operación y un menor consumo de energía (Huang et al., 2017). La temperatura de 

salida es importante sobre la supervivencia bacteriana (Nale et al., 2018), se ha 

logrado aumentar las eficiencias cuando se utilizan temperaturas de salida por 

debajo de los 70 °C (Gul y Atalar, 2019; Arepally y Goswami., 2019), esto puede 

variar dependiendo de la termosensibilidad de las cepas utilizadas como reporta 

Gardiner et al. (2000); las especies de Lactobacillus tienen diferente resistencia al 

calor, además una variación de 3 °C puede hacer una diferencia entre mantener 

una viabilidad del 100 % o reducirla por debajo del 50 %. Debido a que L. paracasei 

subsp. paracasei presento un 100 % de muerte al exponerse a 70 °C/ 15 min (tabla 

12), se puede decir que la temperatura fue un factor determinante en la eficiencia, 

mientras que los materiales de pared utilizados tuvieron un efecto termoprotector al 

mantener viables un porcentaje de células (35.67 – 41.60 %). 

Con la finalidad de obtener altas eficiencias de encapsulación, diversos autores han 

modificado la temperatura y la mezcla de distintos materiales que brinden una 

adecuada termoprotección. Arepally y Goswami (2019) modificaron temperaturas 

de entrada entre 130 y 150 °C con una temperatura de salida de 55 °C; la 

concentración de goma arabiga (0, 2.5, 5, 7.5 y 10 % p/v) y manteniendo un 20 % 

p/v de maltodextrina, como materiales de pared, obteniendo eficiencias de 65- 89.15 

%, este resultado se relaciona con el aumento en la concentración de goma arábiga 

y la reducción de temperatura, brindando la goma arabiga una mayor protección 

durante el proceso de secado. Del mismo modo, eficiencias cercanas (82.93 ± 2.52 

%) son reportadas por Gul, (2017) utilizando temperaturas de salida de 64- 68 °C. 

Por otro lado, Alfaro-Galarza (2019) encapsuló L. paracasei subsp. paracasei con 
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almidón nativo de arroz y malanga, obteniendo eficiencias del 12 y 22 %, utilizando 

temperaturas de aire de secado de 70°C de entrada y 39 °C de salida, lo que sugiere 

que un material poroso puede brindar mayor protección a la bacteria en 

comparación con el uso almidones nativos, lo cual tiene que ver con las 

características fisicoquímicas de las microcápsulas obtenidas.  

Durante el secado por aspersión la pérdida de viabilidad es debido a daños en las 

células bacterianas por desnaturalización del ADN y ARN, deshidratación de la 

membrana citoplasmática, ruptura y/o colapso de la membrana celular debido al 

retiro de agua, generando un daño físico de lípidos de la membrana y afectando del 

mismo modo a proteínas estructurales (Dianawati y Shah, 2011; Peighambardoust 

et al., 2011; Arepally y Goswami, 2019). 

La crioprotección necesaria durante el proceso de liofilización brindada por el 

almidón ya ha sido reportada por autores como De Araújo-Etchepare et al. (2016) y 

ha sido utilizado como material de pared en la encapsulación de probióticos 

obteniendo eficiencias hasta del 91 %, presentando mejores eficiencias con 

almidones de gránulo pequeño como el arroz (Benavent-Gil et al., 2018). 

En los últimos años se ha comparado el uso de almidón nativo con el almidón poroso 

de una misma fuente (maíz) obteniendo diversos resultados. Por su parte, 

Benavent-Gil et al. (2018) reportaron que no existe diferencia alguna entre 

encapsular con almidón nativo o con almidón poroso, mientras que Li et al. (2016) 

reportan mejores eficiencias al utilizar almidones porosos observando que estos 

tienen una mayor área de contacto para el anclaje del microorganismo al gránulo de 

almidón. Sin embargo; estas diferencias pueden ser debido a la cepa utilizada, como 

lo describen Salem et al. (2013) la capacidad de adhesión al gránulo está 

determinado por las proteínas que realizan enlaces con los sacáridos, por lo que, la 

capacidad de adhesión es diferente entre cada cepa bacteriana, encontrándose 

más estudiado el género Bifidobacterium. Además, el tamaño de la bacteria también 

puede ser un factor determinante en la supervivencia, mientras menor sea, resistirá 

mejor el estrés (Meng et al., 2008).  
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Ahora bien, el uso de otros materiales en conjunto con el uso de almidón puede 

mejorar las eficiencias, esto dependerá del material utilizado, caso semejante a lo 

obtenido en el presente trabajo, Benavent-Gil et al. (2018) reportaron una mejora en 

las eficiencias de encapsulación con el uso de goma xantana y almidón gelatinizado 

como materiales de recubrimiento. Los materiales de recubrimiento propuestos en 

el presente trabajo (maltodextrina y almidón gelatinizado), mejoran la eficiencia de 

encapsulación (60.71 – 61.69 %) en comparación con lo obtenido con almidón 

poroso. Sin embargo, el comportamiento fue diferente dependiendo del método de 

encapsulación empleado, en la liofilización no existió diferencia en las eficiencias de 

encapsulación entre la maltodextrina y el almidón gelatinizado esto es debido al 

comportamiento de los materiales en las diferentes condiciones de operación de 

ambos métodos.  

 

Tabla 13. Eficiencia de encapsulación de L. paracasei subsp. paracasei con almidón 
nativo y poroso utilizando como técnicas de encapsulación secado por aspersión o 
liofilización. 

Tratamiento Log UFC/g (Inicial) Log UFC/g (Final) Eficiencia (%) 

AN-SA 17.76 ± 0.07 7.34 ± 0.29 41.34 ± 1.83bc 

AP-SA 17.71 ± 0.08  6.32 ± 0.13  35.67 ± 0.79c  

MD-AP-SA 18.03 ± 0.44 7.52 ± 0.42 41.60 ± 1.59b 

AG-AP-SA 17.13 ± 0.25  6.27 ± 0.32 36.53 ± 1.64bc 

MD-AP-LF 14.53 ± 0.33 8.95 ± 0.01 60.71 ± 1.76a 

AG-AP-LF  13.91 ± 0.25 8.43 ± 0.03 61.69 ± 1.57a 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado; SA: 

Secado por aspersión; LF: Liofilización.  

Promedio ± error estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias 

estadísticas significativas (p < 0.05). 
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7.4.2 Rendimientos   

Los rendimientos del proceso, se vieron afectados del mismo modo que la eficiencia, 

por el método de secado y por los materiales de pared utilizados, como se observa 

en la tabla 14. Los rendimientos más altos se obtuvieron con la liofilización como 

método de encapsulación debido a sus características de operación, las pérdidas 

obtenidas se deben al manejo de las mezclas de alimentación durante el proceso, 

mientras que los diferentes materiales para la encapsulación tuvieron un efecto 

sobre los rendimientos como se puede apreciar en los tratamientos de secado por 

aspersión. El uso de almidón poroso disminuyó el rendimiento en comparación con 

el almidón nativo, sin embargo, al añadir el material de recubrimiento estos 

porcentajes variaron, mejorando el rendimiento con el uso de maltodextrina como 

material de recubrimiento, mientras que con el gelatinizado los rendimientos quedan 

igual que utilizar únicamente almidón poroso.   

Dentro de los factores que tienen efecto sobre el rendimiento del proceso de secado 

por aspersión se encuentran los relacionados a las características de la mezcla de 

alimentación, como la viscosidad, concentración, componentes, temperatura, 

tensión superficial, etc. (Ho et al., 2017). La viscosidad de las mezclas de 

alimentación fue distinta dependiendo del material utilizado (figura 11), la viscosidad 

más alta fue la de la mezcla de alimentación AG-AP, debido a que, al estar 

gelatinizado los polímeros tienen un mayor número de puntos de unión con el agua, 

aumentando así su viscosidad. Del mismo modo, la diferencia entre las mezclas 

restantes se debe a la disponibilidad de grupos hidroxilo para interactuar con el 

agua, de modo que con la hidrólisis enzimática se generó una mayor cantidad de 

puntos de interacción con el agua, como se reflejó en el perfil de formación de pasta 

y en las demás propiedades funcionales del almidón. La mezcla del tratamiento AG-

AP tuvo un valor mucho más levado de viscosidad, en comparación con las demás 

mezclas de alimentación, es por ello que el rendimiento disminuyo, sin embargo, es 

estadísticamente igual al almidón poroso AP-SA esto es debido a que, al ser una 

estructura poroso, el proceso de secado fue mucho más eficaz que con la mezcla 

AN-SA y MD-AP.  
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En este sentido los tratamientos AN-SA y MD-AP-SA tuvieron rendimientos 

estadísticamente iguales a los obtenidos por liofilización debido a que su estructura 

generó un mayor número de enlaces con el agua, lo cual se vio reflejado en sus 

propiedades fisicoquímicas.    

Tabla 14. Rendimientos de encapsulación con almidón nativo o poroso utilizando 
secado por aspersión y liofilización como métodos de encapsulación. 

Tratamiento Flujo de alimentación (g/min) Rendimiento (%) 

AN-SA 9.7 70.2 ± 0.4a 

AP-SA 11.3 45.6 ± 2.2b 

MD-AP-SA 10.1 67.9 ± 3.5a 

AG-AP-SA 8.8 45.8 ± 2.0b  

MD-AP-LF - 83.5 ± 6.0a 

MD-AP-LF - 80.9 ± 3.6a 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado; SA: 

Secado por aspersión; LF: Liofilización.  

Promedio ± desviación estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias 

estadísticas significativas (p < 0.05).  

 

 

Figura  11. Viscosidad de mezclas de alimentación utilizadas en secado por 
aspersión. (AG-AP) almidón gelatinizado con almidón poroso, (AP) almidón poroso, 
(MD-AP) maltodextrina con almidón poroso y (AN) almidón nativo.  
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7.5. Caracterización morfológica de microcápsulas  

7.5.1 Microscopía Electrónica de Barrido 

Como parte de la caracterización morfológica de las partículas obtenidas se realizó 

Microscopía Electrónica de Barrido (MEB), en donde se observó que después de 

los procesos de encapsulación la estructura granular del almidón se mantuvo y 

funciona como una matriz para la encapsulación de L. paracasei subsp. paracasei. 

En las micrografías se observa que el método de encapsulación fue un factor 

importante en la formación de aglomerados (figura 12), los cuales variaron de 

tamaño de acuerdo con el método de encapsulación empleado, corroborando la 

información mediante distribución de tamaño de partícula. La liofilización favoreció 

la formación de aglomerados de un tamaño mayor en comparación con los 

obtenidos en secado por aspersión. Los tratamientos realizados mediante secado 

por aspersión presentan aglomeraciones de un tamaño menor, esto por efecto de 

la atomización en el proceso (Amine et al.,2014), mientras que en liofilización la 

poca movilidad de las moléculas generó agrupaciones más grandes. Este mismo 

comportamiento fue reportado por Amine et al. (2014) al encapsular con alginato 

por medió de extrusión o atomización para posteriormente una liofilización de lo 

obtenido, observando que el uso de atomización genera partículas más pequeñas.  

Por otro lado, los materiales utilizados como recubrimiento (maltodextrina y almidón 

gelatinizado), tuvieron un comportamiento diferente en función del método de 

encapsulación empleado, obteniendo diferentes morfologías en los aglomerados 

generados y sobre la superficie de los gránulos de almidón. En ambos métodos los 

materiales de recubrimiento parecen unir a los gránulos, generando los agregados 

descritos. Sin embargo, la mayoría de los poros no fueron cubiertos por los 

materiales de recubrimiento utilizados, lo cual pudo ser debido a la concentración 

del material. 

Como se observa en la figura 13 en el secado por aspersión la maltodextrina generó 

pequeñas esferas que se adhieren a la superficie de los gránulos, mientras que el 

almidón gelatinizado forma estructuras amorfas que se unen en algunos gránulos 

de almidón poroso. En el caso de la liofilización el comportamiento de los materiales 
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de recubrimiento fue diferente ya que estos no formaron estructuras definidas; la 

maltodextrina es casi imperceptible, mientras que el almidón gelatinizado genera 

algunas placas que unen a diferentes gránulos.  

Las morfologías encontradas coinciden con las obtenidas por Xing et al. (2014), 

quienes al utilizar un método de emulsificación y utilizar alginato de sodio para la 

encapsulación de probióticos con la finalidad de recubrir los gránulos de almidón; y 

posteriormente obtener un producto seco mediante de liofilización, no lograron el 

recubrimiento de los poros del gránulo. Del mismo modo, la combinación de otros 

materiales como manitol, no logran el sellado de estos, obteniendo estructuras con 

una mayor aglomeración (Xing et al., 2015).  

Es importante mencionar que factores como las características de la bacteria y la 

concentración de bacterias utilizada son importantes para la encapsulación, debido 

a que la disponibilidad de volumen dentro del gránulo o de la superficie del gránulo 

puede afectar la eficiencia de encapsulación. De acuerdo con Xing et al. (2014) la 

relación de bacterias y almidón es importante para aprovechar la capacidad del 

material para albergar a los microorganismos, esto se debe considerar al realizar 

MEB ya que mientras exista una mayor concentración bacteriana existen mayores 

posibilidades de observarlas.  

En las micrografías obtenidas no se observó la presencia de probióticos sobre la 

superficie de los almidones, de acuerdo a su tamaño (sección 7.1.1) se sugiere que 

estas se encuentran alojadas en el interior de los poros del almidón, ya que su 

presencia en el producto final se corroboró por conteo en placa. Este 

comportamiento es diferente es diferente al descrito por Benavent-Gil et al. (2018) 

en donde las bacterias de Lactobacillus plantarum se encuentran expuestas en la 

superficie del gránulo, algunas con anclaje en los poros del almidón, aunque esta 

capacidad de adhesión al gránulo de almidón es diferente dependiendo de la cepa 

bacteriana utilizada (Salem et al., 2013).  
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Figura  12. Microcápsulas generadas mediante (SA) secado por aspersión y (LF) 
liofilización utilizando como material de pared (AN) almidón nativo, (AP) almidón 
poroso, (MD)  maltodextrina y (AG) almidón gelatinizado. Micrografías obtenidas 
con una amplificación de 100X  
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Figura  13. Partículas generadas mediante (SA) secado por aspersión y (LF) 
liofilización utilizando como material de pared (AN) almidón nativo, (AP) almidón 
poroso, (MD) maltodextrina y (AG) almidón gelatinizado. Micrografías obtenidas con 
una amplificación de 3500X.  
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7.5.2 Distribución de tamaño de partícula  

Continuando con la caracterización morfológica se determinó el tamaño de las 

partículas. Tal como se observó en MEB, las partículas obtenidas mediante secado 

por aspersión presentaron tamaños menores, además el tratamiento AG-AP-SA 

tuvo una distribución unimodal, lo que da como resultado partículas más 

homogéneas, mientras que MD-AP-SA presenta una distribución bimodal, siendo la 

población más pequeña las partículas de mayor tamaño (figura 14). El tratamiento 

AG-AP-LF fue el único con una distribución multimodal, lo que indica que el almidón 

gelatinizado forma aglomerados con los gránulos de almidón de diferente tamaño 

en comparación con los demás tratamientos.  

Cabe mencionar que como se observó en MEB, todos los tratamientos tienen como 

población predominante aquella que tiene un tamaño de partícula entre 14 y 17 μm, 

mismos que corresponden al promedio del tamaño del gránulo de almidón de maíz 

(Rangel-Cortez, 2018), debido a que no existió una modificación estructural del 

gránulo después de los procesos. Además, la masa molecular de los materiales 

utilizados para encapsular tiene una influencia en el tamaño de partícula obtenido, 

es por ello que los tamaños obtenidos son muy similares, ya que, al trabajar con 

materiales de la misma naturaleza, su masa molecular es similar (Fritzen-Freire et 

al., 2012). Tal como lo describe Alfaro-Galarza (2019) el tamaño de las partículas 

generadas está en función del tamaño de gránulo de almidón utilizado, obteniendo 

partículas más pequeñas al utilizar almidón de malanga que con almidón de arroz 

en la encapsulación de L. paracasei subsp. paracasei.   

En los tratamientos AN-SA, AP-SA y MD-AP-SA se presentan poblaciones de mayor 

tamaño en menor proporción. El tratamiento MD-AP-SA presenta una población con 

mayor abundancia en comparación con las demás, con un tamaño mayor de 1000 

μm, el tratamiento AP-SA presenta una población de mismo tamaño, pero en menor, 

mientras que los tamaños generados en el tratamiento AN-SA alcanzan tamaños de 

700 μm. 

 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

76 
 

Las diferencias entre los tamaños generados, por efecto del método de 

encapsulación utilizado (figura 15), son debido a que el comportamiento en la 

reorganización molecular es distinto en presencia de temperaturas altas que en 

temperaturas bajas. Además, la atomización es fundamental para el tamaño de 

partícula generado, por lo que el método de encapsulación es determinante en el 

tamaño de partícula. Por ejemplo, cuando se utiliza almidón resistente en el método 

de emulsificación se producen encapsulados de tamaño promedio de partícula de 

45 – 49 μm (Ashwar et al., 2018).    

Los tamaños más pequeños de partícula podrían afectar la capacidad de 

rehidratación, puesto que partículas de mayor tamaño tienen una menor área de 

exposición con el agua, mientras que una partícula más pequeña tiene una mayor 

área de contacto con el solvente, permitiendo así una rehidratación más rápida 

(Fritzen-Freire et al., 2012). Sin embargo, mientras más simétricas sean estas 

pueden inhibir la penetración de agua debido a la acumulación de partículas (Davies 

et al., 2005); también el tamaño es una característica que repercute en otras 

propiedades fisicoquímicas como la densidad. 
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Figura  14. Distribución de tamaño de partícula de microcápsulas obtenidas por 
secado por aspersión. (ꟷ) AN (−−−) AP (····) MD-AP (−··−··) AG-AP. 

 
Figura  15. Distribución de tamaño de partícula de microcápsulas con materiales de 
recubrimiento obtenidas por diferente método de encapsulación. (ꟷ) MD-AP-SA 
(−−−) MD-AP-LF (ꟷ) AG-AP-SA (−−−) AG-AP-LF. 

10 100 1000

0

2

4

6

8

10

12

V
o

lu
m

e
n

 (
%

)

Tamaño (m)

 ANSA

 MPSA

 MDMPSA

 AGMPSA

10 100 1000

0

2

4

6

8

10

12

V
o

lu
m

e
n

 (
%

)

Tamaño (m)

 MDMPSA

 AGMPSA

 MDMPLF

 AGMPLF



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

78 
 

7.6. Caracterización fisicoquímica  

7.6.1 Contenido de humedad y actividad de agua 

El contenido de humedad y la actividad de agua son factores críticos para la vida 

del producto o de la bacteria, se sabe que altos contenidos de agua provocan una 

pérdida gradual de viabilidad conforme el tiempo de almacenamiento (Meng et al., 

2008). Los porcentajes de humedad altos, así como valores de actividad de agua 

elevados, le otorgan una menor estabilidad al producto final, debido a que durante 

su almacenamiento se podrán llevar a cabo reacciones bioquímicas que modifiquen 

sus características (Heidebach et al., 2010). 

De acuerdo con lo obtenido, el método de encapsulación empleado tuvo un efecto 

sobre la aw, mientras que el material de pared tuvo influyó sobre el porcentaje de 

humedad (tabla 15), esto influenciado principalmente por las características 

moleculares de los materiales.   

El contenido de agua residual recomendado para conservar la viabilidad por más 

tiempo es de 4 % o menos (Heidebach et al., 2010), lo que nos dice que los 

tratamientos evaluados serán capaces de mantener su viabilidad, siendo menos 

probable los tratamientos AN-SA y AG-AP-SA, además de tener el riesgo de ser 

más fácilmente colonizadas por otro microorganismo del ambiente. 

En secado por aspersión, los porcentajes de humedad principalmente se ven 

afectados por el tipo de material y por las temperaturas de operación utilizadas, lo 

que asegura un secado eficiente (Liao et al., 2017; Liu et al., 2016; Rajam y 

Anandharamakrishnan, 2015); a mayores temperaturas se obtienen productos con 

un menor contenido de agua, como lo obtienen Paéz et al. (2012) logrando una 

humedad de 3.69 % con una temperatura de salida de 85 °C en la generación de 

sus microcápsulas.  

Ahora bien, el concepto de actividad de agua está relacionada con el agua libre 

(agua no enlazada a moléculas del alimento) en el producto, la cual es aprovechada 

para fines metabólicos por microorganismos (Vesterlund et al., 2012). En alimentos 

secos este atributo tiene un valor por lo menos de 0.2, sin embargo, para que un 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

79 
 

producto sea considerado microbiológica y bioquímicamente estable, valores 

menores o iguales a 0.6 con suficientes. (Arepally y Goswami, 2019). Para 

productos probióticos una aw ≤ 0.25 es lo recomendado debido a que, a este valor 

de aw se asegura su viabilidad e integridad ya que, con una menor actividad de 

agua, la célula puede presentar una mayor cantidad de daños estructurales, por 

ejemplo, una aw menor a 0.1 puede llevar a una oxidación de lípidos, y por lo tanto 

reducir su viabilidad (Heidebach et al., 2010; Vesterlund et al., 2012). 

El método de encapsulación influye en la aw, de acuerdo a lo obtenido en el presente 

trabajo y por otros autores; Ashwar et al. (2018) reportó que el uso de una emulsión 

con una posterior liofilización generó partículas con una aw de 0.34-0.42 con lo que 

aseguran su estabilidad, mientras que Huang et al. (2017) reportó que mediante 

secado por aspersión al encapsular Lactobacillus casei, obtuvieron microcápsulas 

con un porcentaje promedio de humedad de 5.2 % y una aw de 0.27, corroborando 

que las temperaturas de secado son un factor importante en el contenido de agua 

presente en la muestra. El bajo contenido de agua alarga la vida útil del producto, 

sin embargo, es importante que el almacenamiento sea adecuado, manteniendo 

valores de aw bajos para mejorar una estabilidad enzimática (Vesterlund et al., 

2012).  

 

Tabla 15. Porcentaje de humedad y actividad de agua de microcápsulas obtenidas 
por secado por aspersión y liofilización con almidón nativo y poroso. 

Tratamiento aw % Humedad 

AN-SA 0.258 ± 0.018ª 5.15 ± 0.13ab  

MP-SA 0.307 ± 0.004ª 3.18 ± 0.30c 

MD-AP-SA 0.303 ± 0.025ª 4.42 ± 0.18bc  

AG-AP-SA 0.331 ± 0.010ª 6.13 ± 0.42a  

MD-AP-LF 0.034 ± 0.002b  0.73 ± 0.05d 

AG-AP-LF  0.081 ± 0.030b 0.23 ± 0.11d 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado; SA: 
Secado por aspersión; LF: Liofilización.  
Promedio ± error estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias 
estadísticas significativas (p < 0.05)  
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7.6.2 Propiedades de flujo  

La densidad de un polvo es considerada para determinar las características de 

almacenamiento y empaquetado de un producto o se toma en cuenta para la 

formulación de nuevos productos (Knowlton et al., 1994). Además, a partir de la 

densidad a granel y compactada se puede determinar la interacción entre partículas 

con el índice de Hausner y el de Carr, los cuales reflejan la capacidad de 

asentamiento de un polvo, traduciéndose en su capacidad para fluir (FEUM, 2016).  

En la tabla 16 se observa que el tipo de material utilizado en la encapsulación tuvo 

un efecto sobre la densidad del producto obtenido, mejorando las propiedades de 

flujo después del secado por aspersión en comparación con los valores de cada 

material (tabla 17). Dentro de las principales características que tienen influencia 

sobre la densidad de las micropartículas se pueden encontrar principalmente el 

tamaño de partícula, mientras menor sea el tamaño de las partículas pueden existir 

mayor interacción entre ellas y una dificultad para fluir; la morfología de estas, en la 

que partículas con superficie lisa tendrán mejores propiedades de flujo; y el 

porcentaje de humedad, en el que partículas más secas tendrán menor interacción 

entre ellas (Tze et al., 2012; Karaaslan y Dalgic, 2014). 

Los polvos con mejores propiedades de flujo fueron los obtenidos por liofilización 

(tabla 16), clasificándose con propiedades buenas, de acuerdo con el índice de Carr 

(sección 6.10.3, tabla 4), esto debido a las características anteriormente descritas, 

ya que fueron partículas con un tamaño mayor, superficies con estructuras más 

uniformes y valores de humedad y aw muy bajos. Mientras que las partículas 

obtenidas mediante secado por aspersión presentaron un comportamiento diferente 

dependiendo de los materiales utilizados.  

El tratamiento MD-AP-SA fue el único que presento una propiedad de flujo pobre, 

este comportamiento influenciado principalmente por la morfología obtenida (figura 

13), la formación de pequeñas esferas de maltodextrina genera una mayor fuerza 

de cohesión entre los gránulos con superficies poco uniformes en las agrupaciones 

formadas, sin embargo, su contenido alto de humedad tuvo un efecto lubricante 

(Tze et al., 2012).  
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Las partículas con una menor densidad y por lo tanto con mejores propiedades de 

flujo  fueron las del tratamiento AP-SA, estas presentaron un menor contenido de 

humedad (3.18 %) en comparación con los demás tratamientos, además de 

encontrarse partículas con un tamaño de 110 μm, siendo el contenido de humedad 

el factor más importante en los valores de densidad obtenidos, mientras que la 

densidad baja obtenida en el tratamiento AG-AP-SA se debe a la presencia de 

almidón gelatinizado, lo que da como resultado superficies más lisas en el gránulo 

de almidón poroso.  

Cabe mencionar que la baja fluidez también está relacionada con las fuerzas de 

Van der Waals y con las fuerzas electroestáticas, mismas que se ven afectadas por 

el contenido de humedad (Tze et al., 2012).  
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Tabla 16. Densidad de las microcápsulas obtenidas por secado por aspersión y 
liofilización con almidón nativo y poroso.  

 
Densidad a 

granel 
(g/cm3) 

Densidad 
compactada 

(g/cm3) 

Índice de 
Hausner 

Índice de 
Carr 

Propiedad 
de flujo 

AN-SA 0.52 ± 0.02ª  0.69 ± 0.02ª 1.34 ± 0.09 25.00 ± 5.00  Aceptable  

AP-SA 0.21 ± 0.02cd 0.26 ± 0.01c 1.25 ± 0.00  20.00 ± 0.00 Aceptable  

MD-AP-SA 0.33 ± 0.04bc  0.45 ± 0.03b 1.37 ± 0.06 27.00 ± 3.00 Pobre  

AG-AP-SA 0.17 ± 0.01d 0.22 ± 0.02c 1.28 ± 0.03  21.67 ± 1.67  Aceptable  

MD-AP-LF 0.43 ± 0.02ab 0.52 ± 0.02b 1.21 ± 0.00 17.14 ± 0.00 
Aceptable-

Buena 

AG-AP-LF 0.31 ± 0.04bcd 0.37 ± 0.05bc 1.20 ± 0.01 16.43 ± 0.71 
Aceptable-

Buena 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado; SA: Secado 
por aspersión; LF: Liofilización.  
Promedio ± desviación estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias 
estadísticas significativas (p < 0.05). 

 

 

 

Tabla 17. Densidad de los materiales utilizados para la encapsulación de L. 
paracasei subsp. paracasei con almidón nativo y poroso utilizando secado por 
aspersión o liofilización como métodos de encapsulación. 

 
Densidad a 

granel 
(g/cm3) 

Densidad 
compactada 

(g/cm3) 

Índice de 
Hausner 

Índice de 
Carr 

Propiedad de 
flujo 

AN 0.51 ± 0.01ª 0.65 ± 0.00b 1.28 ± 0.03  22.00 ± 2.00 Aceptables  

AP 0.36 ± 0.00c 0.50 ± 0.00c 1.39 ± 0.00 28.00 ± 0.00 Pobres  

MD 0.44 ± 0.00b  0.70 ± 0.00a 1.61 ± 0.00 38.00 ± 0.00  
Extremadamente 

malas  

AG  0.20 ± 0.00d 0.31 ± 0.01d 1.57 ± 0.01 36.27 ± 0.27 Muy pobres  

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado.  
Promedio ± desviación estándar n=2. Letras diferentes en la misma columna indican diferencias 
estadísticas significativas (p < 0.05). 
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7.6.3 Temperatura de transición vítrea 

Del mismo modo en que la densidad es un factor importante para las características 

de almacenamiento y transporte de un producto, la temperatura de transición vítrea 

(Tg) también debe ser tomada en cuenta. Si la temperatura de almacenamiento se 

encuentra por arriba de la Tg del alimento, probablemente existan cambios en el 

alimento como la pérdida de funcionalidad, cristalización, colapso estructural, 

oxidación de lípidos, pérdida de compuestos volátiles, pegajosidad etc. (Bhandari y 

Roos, 2017). 

Los procesos en la industria alimenticia como el secado por aspersión y la 

liofilización pueden afectar la estructura de los materiales, modificando la Tg. Sin 

embargo, de acuerdo con el análisis realizado (tabla 18) las partículas obtenidas no 

presentan diferencias estadísticas (p > 0.05) en su Tg a pesar de los diferentes 

métodos de secado utilizados, esto debido a que el componente mayoritario en 

todos los tratamientos es el mismo: almidón de maíz.  

Mismo comportamiento se reportó por Sánchez-Rivera (2018) al encapsular ácido 

gálico con almidón de maíz nativo y almidones modificados enzimática y 

químicamente, presentaron los mismos valores de Tg (~ 61.1 °C) cercanos a los 

obtenidos, sin embargo, las condiciones de secado utilizadas fueron distintas por lo 

que las diferencias pueden ser debido al agua presente en las microcápsulas 

obtenidas debido a que los valores de aw reportados fueron mayores, lo que influye 

en la Tg. 

A pesar de que la Tg comúnmente se ve influenciada por la presencia de agua, de 

modo que, a mayor contenido de agua la Tg se ve disminuida (Forseell et al., 1998), 

el contenido de agua de las partículas obtenidas no fue determinante en la Tg, 

observando que las Tg menores fueron las de las partículas obtenidas mediante 

liofilización, las cuales tienen un menor contenido de agua. Del mismo modo lo 

describe Shi et al. (2016) en la encapsulación de compuestos activos, en el que 

observan una diferencia numérica entre secar las nanopartículas generadas 

mediante emulsión y posteriormente secadas por liofilización y secado por 

aspersión, las partículas secadas por liofilización presentaron una menor Tg.  
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Comparado con lo obtenido por Behboudi-Jobbehdar et al. (2013) las partículas 

obtenidas en el presente trabajo tienden a ser más estables y es posible 

almacenarlas a temperaturas más altas que las obtenidas por ellos, en las cuales 

se utilizó como material de pared un complejo carbohidrato-proteína y con las 

condiciones óptimas en secado por aspersión para este sistema y cuya Tg fue de 

59 °C.   

La mejora de los valores obtenidos en comparación con lo reportado por Shi et al 

(2016) y Behboudi-Jobbehdar et al., (2013) es el uso de otros materiales en la 

obtención de las cápsulas mientras que, en el presente trabajo, el material principal 

es el almidón de maíz cuya Tg determinada fue de 66.67 °C (tabla 19), la cual es 

baja en comparación con lo reportado en la literatura, en la que se reportan valores 

desde 64 °C hasta ~78.5 °C dependiendo del contenido de humedad y de la relación 

amilosa/amilopectina del almidón (Louaer et al., 2008; Liu et al., 2010).  

La consecuencia de que las temperaturas de almacenamiento sean cercanas a la 

Tg conllevan a que exista una movilidad molecular del agua presente y por lo tanto 

exista una actividad metabólica de las células bacterianas (Behboudi-Jobbehdar et 

al. (2013), lo que afecta la estabilidad de la viabilidad bacteriana en el 

almacenamiento. Por lo que, si la Tg es alta es menos probable que con las 

condiciones ambientales exista una numerosa muerte celular. 
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Tabla 18. Temperaturas de transición vítrea de las partículas obtenidas por 
liofilización y secado por aspersión. 

Tratamiento Tg 

AN-SA 67.78 ± 0.06ª 

AP-SA 68.17 ± 1.02ª 

MD-AP-SA 68.23 ± 0.39ª 

AG-AP-SA 67.03 ± 0.10ª 

MD-AP-LF 67.49 ± 0.14ª 

AG-AP-LF 67.98 ± 0.11ª 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado; SA: 

Secado por aspersión; LF: Liofilización. Promedio ± error estándar n=2. No existen diferencias 

estadísticas significativas (p < 0.05). 

 

 

Tabla 19. Temperatura de transición vítrea de diferentes materiales utilizados para 
la encapsulación. 

Material  Tg 

AN 66.67 ± 0.50ª 

AP 67.19 ± 0.86ª 

MD 68.12 ± 0.17ª 

AG 67.63 ± 0.23ª 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado. Promedio 

± error estándar n=2. No existen diferencias estadísticas significativas (p < 0.05).  
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7.7. Resistencia a condiciones gástricas 

El proceso de digestión se compone de distintas etapas en el sistema 

gastrointestinal, a través de las cuales, los alimentos consumidos se convierten 

moléculas más pequeñas que se traducen en nutrimentos y energía. El proceso 

comienza en la boca y termina en el intestino delgado en el que sucede la absorción 

de nutrientes. Este proceso se da gracias a los movimientos peristálticos que 

suceden a través de todo el sistema digestivo, además por la secreción de 

sustancias y enzimas para la degradación de los alimentos. Algunas condiciones 

son extremas para que los alimentos puedan ser degradados. 

La primera condición extrema sucede en el estómago en donde la presencia de 

jugos gástricos, producen un pH de 2.0 y la presencia de pepsina ayuda a hidrolizar 

los compuestos de los alimentos, es por ello que las partículas obtenidas se 

sometieron a estas condiciones, determinando su viabilidad, transcurridas 2 h. 

Como se observa en la figura 16, L. paracasei subsp. paracasei sin algún 

tratamiento presenta una pérdida del 100 % de la viabilidad a los 60 min de 

exposición a condiciones gástricas, mientras que el tiempo mínimo de permanencia 

de los alimentos y líquidos en el estómago es de 2 h. Ahora bien, las partículas 

obtenidas con la bacteria encapsulada resisten el tiempo de exposición, con una 

variación en la viabilidad final y con un comportamiento diferente a lo largo del 

tiempo.  

El método de encapsulación fue importante en el comportamiento de la viabilidad 

en condiciones gástricas. Las partículas obtenidas por liofilización presentan la 

menor pérdida de viabilidad final (5.61 y 11.35 %), además de mantener una pérdida 

de viabilidad constante desde los 30 min de exposición sin encontrar diferencias 

estadísticas entre los materiales utilizados, mientras que los obtenidos mediante 

secado por aspersión tuvieron una pérdida gradual de viabilidad conforme se 

aumentaba el tiempo de exposición (tabla 20). Además, existe una diferencia en la 

supervivencia al finalizar el tiempo determinado, lo cual se encuentra relacionado 

con las características anteriormente descritas.  
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El uso de almidón poroso a pesar de disminuir las eficiencias de encapsulación, 

tiene una menor pérdida de viabilidad en condiciones gástricas en comparación con 

el almidón nativo, en el que las bacterias quedan más expuestas al ambiente, 

provocando una mayor muerte celular, lo que coincide con lo obtenido por Xing et 

al. (2014), quienes observan cierto grado de protección a la bacteria al utilizar 

almidón poroso el cual puede ser mejorado dependiendo la proporción de almidón 

utilizada.  

Por lo contrario, Li et al. (2016) no encuentran diferencia entre almidón nativo y 

almidón poroso teniendo pérdidas de viabilidad cercanos al 20 % en condiciones 

gástricas, sin embargo, esta aseveración se debe a la cepa probiótica que utilizaron 

(Lactobacillus plantarum), tiene una mayor resistencia a ácidos en comparación con 

L. paracasei ya que presentó una reducción del 50 % de su viabilidad en condiciones 

ácidas. Además, es importante mencionar que las pruebas las realizaron sin utilizar 

enzimas implicadas en el proceso de digestión; por otro lado, los poros que logran 

generar en el almidón presentaron un tamaño menor en comparación con los 

generados en la presente investigación, lo que pudo provocar una menor protección, 

la mayor parte de las bacterias pudieron quedar expuestas en la superficie de 

acuerdo a lo reportado por Benavent-Gil et al (2018), aunque reportan la presencia 

de bacterias dentro del gránulo de almidón.  

El tratamiento con mayor susceptibilidad a ácidos fue AG-AP-SA, teniendo en 

cuenta que el tamaño de las partículas obtenidas fue menor, lo que incrementa el 

área de contacto con la solución ácida. En comparación con el tratamiento MD-AP-

SA en el que el tamaño de las partículas generadas fue mayor, lo que favoreció en 

la protección de los microorganismos a las condiciones gástricas.  

En los tratamientos realizados con materiales de recubrimiento, la viabilidad de las 

bacterias cuantificadas fue menor, esto pudo ser debido a que, durante el proceso 

de encapsulación un porcentaje de bacterias hayan sido atrapadas en las 

estructuras que se formaron, o que se localicen en la superficie como parte del 

recubrimiento del gránulo, siendo una matriz mucho más sensible a condiciones 

gástricas. O bien, la protección haya sido mejor, y las bacterias vivas no se 
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cuantificaron debido a que se mantuvieron protegidas y debido a la metodología 

empleada no se lograron contabilizar, lo cual se podría corroborar mediante 

microscopía confocal.  

Xing et al. (2014) encapsularon L. acidophilus en diferentes concentraciones de 

almidón poroso, describen una protección a las condiciones ácidas utilizando un 10 

% de almidón poroso, ya que al utilizar una menor concentración la protección 

disminuye debido a que hay menor cantidad de poros disponibles para el 

alojamiento de bacterias, mismo comportamiento obtenido en lo realizado, en el que 

la cantidad de bacterias utilizadas fue similar para lograr esta protección a ácidos.  

Los tratamientos liofilizados, además de ser más resistentes a condiciones 

gástricas, también son más estables entre los tiempos de exposición en el medio, 

mientras que los tratamientos obtenidos mediante secado por aspersión tienen una 

pérdida de viabilidad gradual (tabla 20), puesto que los aglomerados obtenidos en 

liofilización alcanzaron tamaños mayores en comparación con secado por aspersión 

(sección 7.5.2).  

Alfaro-Galarza (2019) menciona que la protección de los microorganismos se 

mejora al utilizar almidones de gránulo pequeño, al obtener una pérdida del 15.23 

% en condiciones ácidas, a pesar de esto, la supervivencia en estas condiciones 

con el almidón poroso, y con materiales de recubrimiento, presentaron mejor 

supervivencia.  

Cabe resaltar que se comparó la supervivencia con un producto comercial 

obteniendo tratamientos con una mejor conservación de viabilidad a condiciones 

gástricas, es necesario mencionar que el producto comercial es obtenido por 

liofilización y contiene inulina, maltodextrina y es un conjunto de distintas especies 

bacterianas cuya resistencia a ácidos en forma libre podrían ser distintas a la 

resistencia de L. paracasei.  
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Figura  16. Pérdida de viabilidad en condiciones gástricas.  

**P.Comercial: Producto comercial  
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Tabla 20. Porcentaje de pérdida de viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei en 
condiciones gástricas con distintos tiempos de exposición. 

Tratamiento 

Tiempo (min) 

30 60 120 

L. paracasei 10.54 ± 0.82ABa 100.00 ± 0.00Cb - 

AN-SA 10.44 ± 1.81ABa 23.83 ± 3.71Bab 34.74 ± 0.30Cb 

AP-SA 5.69 ± 1.38Aa 10.33 ± 2.14ABa 13.00 ± 0.64Aa 

MD-AP-SA 6.87 ± 0.23Aa 10.64 ± 0.41ABb 15.23 ± 0.43ABc 

AG-AP-SA 8.76 ± 2.14ABa 15.70 ± 6.44ABa 51.75 ± 4.70Db 

MD-AP-LF 2.49 ± 1.68Aa 5.14 ± 1.03Aa 5.61 ± 1.74Aa 

AG-AP-LF 8.54 ± 1.95ABa 9.92 ± 1.84ABa 11.35 ± 2.06Aa 

P. Comercial  15.73 ± 0.01Ba 20.23 ± 0.03ABb 24.30 ± 0.15Cc 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado; SA: 
Secado por aspersión; LF: Liofilización; P. Comercial: Producto comercial. Promedio ± error 
estándar n=4. Letras mayúsculas diferentes en la misma columna indican diferencias estadísticas. 
Letras minúsculas diferentes en la misma fila indican diferencias estadísticas significativas (p < 
0.05). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

91 
 

7.8. Resistencia a condiciones intestinales  

Otro de los ambientes gastrointestinales que es crítico para la viabilidad de los 

probióticos es la exposición a sales biliares. Como se observa en la figura 17, la 

especie de L. paracasei es resistente a la presencia de sales biliares en conjunto 

con pancreatina, la viabilidad se mantiene durante las ocho horas de exposición a 

esta condición, llegando a una pérdida de viabilidad del 2.97 % (tabla 21). 

De acuerdo con la caracterización realizada por Ljungh et al. (2002) de la cepa de 

L. paracasei subsp. paracasei F19, esta es capaz de sobrevivir a una exposición de 

sales biliares del 20 % durante 2 h, del mismo modo, en un estudio realizado por 

Fernández de Palencia et al. (2008) demuestran que, en condiciones ácidas, L. 

paracasei tiene una pérdida alta de viabilidad, mientras que en exposición a sales 

biliares y medios alcalinos tienen una alta supervivencia.   

Debido a estos resultados con la cepa bacteria sin encapsular, se decidió no realizar 

la simulación con las partículas obtenidas de los tratamientos realizados, ya que se 

puede decir que no representa una condición en la que se pueda ver afectada la 

viabilidad bacteriana.  
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Tabla 21. Pérdida de viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei en presencia de 
jugos intestinales in vitro. 

Tiempo (h) Pérdida de viabilidad (%) 

2 1.25 ± 1.06a 

4 2.14 ± 1.22a 

8 2.97 ± 1.09ª 

Promedio ± error estándar (n=3). No existen diferencias estadísticas significativas (p > 0.05). 

 

 

Figura  17. Viabilidad de Lactobacillus paracasei subsp. paracasei en jugos 
intestinales. 
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7.9. Pérdida de viabilidad durante el almacenamiento  

Además de una estabilidad fisicoquímica de las partículas obtenidas y de su 

estabilidad en condiciones gastrointestinales, es importante que la viabilidad del 

producto obtenido se mantenga a lo largo del tiempo, manteniendo la dosis 

probiótica. Por ello se determinó la viabilidad al tiempo 0, 1 y 2 meses a partir de la 

obtención de éstas.  

El efecto del tiempo sobre la viabilidad de las partículas obtenidas con los diferentes 

tratamientos se discutió a partir de las gráficas en dos dimensiones obtenidas (figura 

18) y el análisis estadístico realizado. En la tabla 22 se reportan los coeficientes de 

regresión (βij) del modelo propuesto (ec. 13).  

Tabla 22. Coeficientes de regresión para la viabilidad de L. paracasei subsp. 
paracasei durante el almacenamiento a 4 °C. 

Tratamiento Tiempo Valor de CR Valor de p 

AN-SA 

βi0 7.371 0.133 

βi1 0.089 0.495 

βi2 0.061 0.787 

AP-SA 

βi0 6.791 0.000 

βi1 -0.240 0.069 

βi2 -0.714 0.002 

MD-AP-SA 

βi0 7.566 0.442 

βi1 0.020 0.881 

βi2 -0.027 0.904 

AG-AP-SA 

βi0 6.516 0.000 

βi1 -0.239 0.071 

βi2 -0.489 0.034 

MD-AP-LF 

βi0 8.101 0.202 

βi1 -0.416 0.002 

βi2 0.435 0.058 

AG-AP-LF 

βi0 7.767 0.000 

βi1 -0.291 0.029 

βi2 0.374 0.102 

AN: Almidón nativo; AP: Almidón poroso; MD: Maltodextrina; AG: Almidón gelatinizado; SA: 
Secado por aspersión; LF: Liofilización; CR: Coeficiente de regresión del modelo propuesto (ec. 

X). βij: es el CR que relaciona el factor tiempo con la viabilidad. Los términos se consideraron 
estadísticamente significativos con valores de p < 0.05.  



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

94 
 

 

 

Figura  18. Viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei durante el almacenamiento 
a 4 °C. Líneas continúas generadas a partir del modelo de regresión empleado, 
mientras que los marcadores indican la media de los resultados experimentales. 

 

Como se observa en la figura 18, la viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei a 

través del tiempo se mantuvo estable con los tratamientos AN-SA y MD-AP-SA y de 

acuerdo con el análisis estadístico no existen diferencias en los términos analizados, 

manteniéndose prácticamente la misma viabilidad desde la obtención de las 

partículas hasta después de dos meses de almacenamiento.  

Mientras que los tratamientos AP-SA y AG-AP-SA presentan un comportamiento 

distinto a través del tiempo, presentando un incremento en la viabilidad en el primer 

mes y posteriormente una disminución, sin embargo, existe suficiente evidencia 

estadística para asegurar que la viabilidad se mantiene a través del tiempo de 

almacenamiento, al menos bajo las condiciones evaluadas.  
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Es importante mencionar que para los tratamientos obtenidos a partir de liofilizacion 

(MD-AP-LF y AG-AP-LF), el tiempo de almacenamiento es determinante sobre la 

viabilidad, obteniendo CR negativos de acuerdo con el modelo propuesto (tabla 22), 

indicando una relación inversa entre la viabilidad y el tiempo, lo cual corresponde a 

una pérdida de viabilidad siendo más evidente en MD-AP-LF (figura 18). Sin 

embargo, en el término cuadrático del tiempo, existe una relación positiva (tabla 22), 

lo cual sugiere un aumento en la viabilidad o una estabilidad microbiológica después 

de un tiempo de adaptación.  

La conservación de la viabilidad durante el almacenamiento depende de diferentes 

factores como pueden ser el método de encapsulación y el material encapsulante 

empleado, la cantidad de células dañadas durante el proceso, las condiciones de 

almacenamiento como la temperatura, humedad relativa, oxígeno, exposición a la 

luz y de características del producto final como la humedad y la Tg (Gul et al., 2017) 

De acuerdo con los resultados, se observó una mejor estabilidad durante el 

almacenamiento de las partículas obtenidas mediante secado por aspersión, esto 

pudo ser debido a que las condiciones de operación utilizadas fueron muy cercanas 

a la Tg de los materiales utilizados en los que el mayor componente eran almidón 

nativo y almidón poroso de maíz. Debido a que el gránulo de almidón es un polímero 

vítreo, protege mejor a los probioticos por lo que la estabilidad durante el 

almacenamiento se ve favorecida (Heidebach et al., 2010).  

La Tg de los productos finales es una característica importante para determinar la 

temperatura de almacenamiento, debido a que el almacenamiento en temperaturas 

mayores a la Tg de los productos finales, lo llevan a un estado gomoso en donde 

son más susceptibles a reacciones químicas que afectan la viabilidad. Perdana et 

al. (2014) mencionan que la temperatura de almacenamiento más recomendable 

para sus productos obtenidos fue por debajo de 40 °C, siendo mucho más estables 

conforme la temperatura disminuía, esto fue determinado por la Tg de los productos 

finales, ya que aquellos con una Tg mayor a 40 °C mantenían su viabilidad mientras 

que en los productos con una Tg por debajo de los 40 °C, la disminuían. Con lo que 

podemos sugerir que las partículas obtenidas en el presente trabajo, pueden ser 
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almacenadas a temperatura ambiente, debido a que las Tg obtenidas se encuentran 

en 67.7 °C en promedio.  

Además de que la temperatura de secado influye en la eficiencia de encapsulación, 

también su efecto se puede reflejar en la viabilidad a través del tiempo de 

almacenamiento, ya que mayor temperatura los daños estructurales a la célula son 

más severos quedando la bacteria susceptible a las condiciones ambientales que la 

puedan dañar (Desmond et al., 2002). Sin embargo, nuestros resultados 

comparados con los obtenidos por Alfaro-Galarza (2019) en el que se emplea 

secado por aspersión utilizando como materiales encapsulantes, almidón nativo de 

malanga y de arroz, fueron mejores al mantener la viabilidad durante el primer mes 

de almacenamiento a 4 °C, mientras que Alfaro-Galarza reporta una pérdida de 0.45 

y 0.55 Log UFC/g respectivamente, esto pudo estar influenciado con las 

temperaturas de secado utilizadas, ya que las utilizadas por Alfaro-Galarza (2019) 

fueron menores, lo que pudo generar polvos con un mayor contenido de agua, 

dando menor estabilidad fisicoquímica y microbiológica.   

La temperatura de almacenamiento es uno de los factores determinantes en la 

conservación de la viabilidad, las temperaturas cercanas a 0 °C propician una mejor 

estabilidad en la viabilidad debido a que reducen la presencia de reacciones 

químicas perjudiciales como la oxidación de ácidos grasos (Heidebach et al., 2010). 

Desmond et al. (2002) al estudiar 4, 15 y 30 °C como temperaturas de 

almacenamiento, consideran 4 °C mejor para la estabilidad, mejorando de acuerdo 

al material empleado. Misma conclusión de Alfaro-Galarza (2019) al comparar 4 y 

25 °C como temperaturas de almacenamiento y de Tao et al. (2019) al comparar 

con 20 °C.  

La protección que brindó el almidón durante el proceso de secado por aspersión y 

durante el almacenamiento puede ser debido a que, al ser un carbohidrato de alto 

peso molecular, le brinda protección a la bacteria mediante la fijación de las 

bacterias en las cavidades porosas de la matriz, lo que dificulta la movilidad de la 

bicapa lipídica de la membrana celular de las bacterias (Perdana et al., 2014). 

Perdana et al., (2014) sugieren que los carbohidratos interactúan con los 
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fosfolípidos de la membrana celular, y en consecuencia brindan una mejor 

estabilidad durante el proceso de secado y el almacenamiento del producto 

obtenido. 

Del mismo modo Xing et al. (2015) al encapsular L. acidophilus con gelificación 

iónica- liofilización y probando el uso de diferentes materiales como manitol, glicerol, 

almidón poroso y una mezcla de estos, mejora la estabilidad el uso con almidón 

poroso y la mezcla de materiales, lo que confirma la efectiva protección de la 

bacteria con el uso de almidón. La protección se ve reflejada en su viabilidad a 

través del tiempo, partiendo de una concentración inicial de bacterias de 

aproximadamente 9.3 Log UFC/g y a las 8 semanas de almacenamiento (4 °C) se 

encontraron concentraciones de 4.12, 6.3, 7.0 y 7.12 Log UFC/g para manitol, 

glicerol, almidón poroso y mezcla de estos materiales, respectivamente (Xing et al., 

2015). 

Tao et al. (2019) encapsularon L. paracasei con leche descremada, utilizando como 

materiales coencapsulantes diferentes carbohidratos y encontraron que el alginato 

de sodio y la carboximetilcelulosa mejoran la estabilidad; sin embargo, los 

resultados del ensayo de estabilidad son muy similares a lo obtenido en el presente 

trabajo bajo condiciones de refrigeración: la pérdida de viabilidad a los dos meses 

es mínima. 

A pesar de que en la literatura la liofilización se describe como una técnica adecuada 

para la conservación de materiales biológicos, en el presente trabajo se encontró 

que después de dos meses de almacenamiento existe una mayor pérdida de 

viabilidad en comparación con el secado por aspersión. Caso contrario con lo 

obtenido por Moayyedi et al., (2018) en el que la liofilización garantiza mayor 

supervivencia bacteriana en comparación con secado por aspersión y 

electropulverización; sin embargo, estos resultados pueden ser influenciados por 

otras características como el contenido de agua en la muestra, el cual, al ser mucho 

menor puede provocar daños en la célula, como la oxidación de lípidos afectando 

la estructura celular.  
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Se ha comprobado que a una aw menor en el almacenamiento (0.07- 0.1), la 

viabilidad es más estable (Dianawati et al., 2013a), sin embargo, valores aw muy 

bajas después del secado lleva a bajas supervivencia, debido a un daño progresivo 

debido a la deshidratación, aumentando el daño celular por la eliminación de agua 

estructural de la célula (Heidebach et al., 2010) lo que pudo ser la razón por la cual 

los tratamientos liofilizados tuvieron una mayor pérdida de viabilidad.   

Por otro lado, un valor elevado de humedad relativa (HR) propicia la oxidación de 

lípidos lo que conduce a una reducción en la viabilidad, se debe tener en 

consideración que la muestra siempre buscará un equilibrio con el ambiente, por lo 

que, si el contenido de agua del producto es bajo, pero la HR de las condiciones de 

almacenamiento es alta, habrá un incremento en el contenido de agua de la 

muestra. Heidebach et al. (2010) consideran que HR entre el 7- 11 % son 

adecuadas para mantener la viabilidad bacteriana.  
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8. CONCLUSIÓN 

La liofilización y el secado por aspersión, utilizados como métodos de encapsulación 

de L. paracasei subsp. paracesei, permitieron mejorar la estabilidad de las bacterias 

usando como material encapsulante almidón poroso de maíz.  

El almidón poroso de maíz obtenido mediante hidrólisis enzimática mantuvo la 

mayoría de las propiedades funcionales de un almidón nativo y presentó diámetros 

de poros adecuados para la encapsulación de bacterias, de acuerdo con los 

resultados obtenidos las bacterias alojadas en los poros generados tienen una 

mayor protección al mantener una viabilidad más estable en condiciones gástricas. 

No obstante, las eficiencias en comparación con el almidón nativo se ven reducidas 

al emplear secado por aspersión, mismas que pueden ser mejoradas con el uso de 

otros materiales como se observó con la maltodextrina. Además, otros materiales 

pueden mejorar la estabilidad y caracteristicas fisicoquímicas y morfológicas del 

producto final, dependiendo la naturaleza y concentración de estos.   

Los métodos de encapsulación fueron determinantes en parámetros como la 

eficiencia, resistencia a condiciones gástricas y la estabilidad durante el 

almacenamiento.  La eficiencia de encapsulación mejoró con la liofilización, además 

las partículas obtenidas fueron más resistentes a condiciones gástricas junto con 

los tratamientos AP-SA y MD-SA; por otro lado, las microcápsulas obtenidas 

mediante secado por aspersión presentaron una mejor estabilidad durante el 

almacenamiento, manteniendo la viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei 

durante los dos meses de almacenamiento a 4 °C, lo cual se relacionó con las 

características fisicoquímicas de los productos obtenidos.  
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9. PERSPECTIVAS DEL TRABAJO 

 

 Realizar cinéticas de hidrolisis y un seguimiento morfológico y estructural a 

los productos obtenidos.  

 Evaluar las mejores condiciones de hidrólisis enzimática en fuentes no 

convencionales de almidón.  

 Realizar el estudio de la obtención de almidones porosos mediante 

modificaciones genéticas.  

 Comparar los beneficios de L. paracasei subsp. paracasei con otros 

probióticos.  

 Estudiar el efecto de la temperatura de salida en secado por aspersión, sobre 

la viabilidad de L. paracasei subsp. paracasei utilizando almidón como 

material de encapsulación.  

 Evaluar el uso de diferentes materiales de recubrimiento en porcentajes 

mayores a los utilizados.  

 Estudiar el uso de almidón gelatinizado de otras fuentes botánicas para ser 

utilizado como material de recubrimiento, aprovechando las diferentes 

propiedades funcionales.  
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