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I 

RESUMEN 

 

En este trabajo se realizó la encapsulación celular de Beauveria bassiana, 

adicionando chapulín molido como sustrato, para adaptar el metabolismo 

enzimático del microorganismo a degradar la quitina del insecto específicamente 

con la finalidad de mantener la densidad conidial del hongo durante un mayor 

tiempo y proteger la integridad del mismo ante diversas condiciones ambientales. 

Se evaluaron dos métodos de encapsulación celular: gelificación inotrópica (GI) 

con quitosano a dos valores de pH (1.5 y 4.0) y formación de complejos 

polielectrólitos (CPE) con alginato y quitosano. El material para encapsular fue 

caracterizado mediante FTIR, peso molecular, y el grado de desacetilación para el 

quitosano. Las cápsulas formadas se caracterizaron mediante porosidad, FTIR, 

morfología, hinchamiento, absorción de vapor de agua y se les realizó pruebas de 

viabilidad, conteo de conidios y pruebas enzimáticas relacionadas con la 

patogenicidad de los hongos entomopatogenos. En todos los casos se obtuvieron 

cápsulas estables durante la manipulación. Los resultados muestran que a pH 1.5 

la formación de las cápsulas afecta la viabilidad del conidio, como consecuencia, 

las cápsulas de GI pH 4.0 y CPE fueron las únicas que mostraron viabilidad y 

propiedades higroscópicas, capaces de absorber el vapor de agua del ambiente, 

dando la posibilidad de mantener la interacción con el ambiente y propiciar el buen 

crecimiento de B. bassiana. La viabilidad del hongo disminuyó con el tiempo, 

mientras que la concentración de conidios y la germinación de los mismos 

aumentó significativamente. Reforzando la hipótesis de que el sustrato de chapulín 

mantiene activo el metabolismo del hongo, siendo este un factor relacionado con 

la calidad y virulencia de los conidios. En cuanto a la producción enzimática se 

observó que el hongo tiene la capacidad de producir quitosanasas para degradar 

la cubierta de la cápsula hecha de quitosano. Estos resultados muestran que la 

encapsulación de B. bassiana con biopolimeros, permite mantener la viabilidad del 

conidio, aumentar la concentración de conidios después de dos meses de 

almacenamiento. 



  

II 

ABSTRACT 

 

In this work the cellular encapsulation of Beauveria bassiana was performed, 

adding ground grasshopper as substrate, to adapt the enzymatic metabolism of the 

microorganism to degrade the chitin of the insect specifically in order to maintain 

the conidial density of the fungus for a longer time and protect the integrity of the 

same before diverse environmental conditions. Two methods of cell encapsulation 

were evaluated: inotropic gelation (IG) with chitosan at two pH values (1.5 and 4.0) 

and formation of polyelectrolyte complexes (PEC) with alginate and chitosan. The 

material to be encapsulated was characterized by FTIR, molecular weight, and the 

degree of deacetylation for chitosan. The capsules formed were characterized by 

porosity, FTIR, morphology, swelling, absorption of water vapor and were carried 

out viability tests, conidia count and enzymatic tests related to the pathogenicity of 

the entomopathogenic fungi. In all cases, stable capsules were obtained during 

handling. The results show that at pH 1.5 the formation of the capsules affects the 

viability of the conidium, as a consequence, the capsules of IG pH 4.0 and PEC 

were the only ones that showed viability and hygroscopic properties, capable of 

absorbing water vapor from the environment, giving the possibility of maintaining 

the interaction with the environment and promoting the good growth of B. bassiana. 

The viability of the fungus decreased with time, while the concentration of conidia 

and their germination increased significantly. Reinforcing the hypothesis that the 

substratum of grasshopper maintains active the metabolism of the fungus, being 

this a factor related to the quality and virulence of the conidia. Regarding 

enzymatic production, it was observed that the fungus has the ability to produce 

chitosanases to degrade the capsule shell made of chitosan. These results show 

that the encapsulation of B. bassiana with biopolymers, allows to maintain the 

viability of the conidium, increasing the concentration of conidia after two months of 

storage. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

Los hongos entomopatógenos (HEP) son parte de los formulados biológicos de 

mayor importancia en el control microbiano de insectos plaga (Ahmad et al., 2011). 

Un formulado biológico se compone de un agente de control (conidios de HEP), 

junto con una serie de compuestos inertes que pueden ser líquidos o en polvo y 

que ayudan al agente controlador a sobrevivir. Idealmente debe ser estable, de 

fácil aplicación y de bajo costo (Alean et al., 2004). 

 

Una de las especies más importantes en los HEP es Beauveria bassiana, debido 

al alto potencial para infectar diversas plagas, fácilmente puede ser cultivada en 

grandes cantidades y su aislamiento no es difícil  (Echeverría-Beirute, 2006). En 

los últimos años las investigaciones se han enfocado principalmente en la 

selección de cepas, la producción en masa y la experimentación en campo, sin 

embargo, la investigación enfocada a formulados biológicos más eficientes es 

mínima (Echeverría-Beirute, 2006; Lewis & Papavizas, 1987). Dentro de las 

propuestas más novedosas para el mejoramiento de las formulaciones biológicas 

se encuentra el proceso de encapsulación o inmovilización celular. Consiste en 

contener a un microorganismo dentro de una matriz para protegerlo de las duras 

condiciones ambientales como la variación de pH en el suelo, los cambios de 

temperatura, sustancias químicas que puedan inhibir su crecimiento del 

microorganismo, etc. (Galazzo & Bailey, 1990; Gerding-González et al., 2007a; 

Knudsen et al., 1990; Park & Chang, 2000; R. M. Pereira & Roberts, 1991) 

 

El objetivo de este trabajo fue encapsular Beauveria bassiana, a base de 

biopolímeros de quitosano y alginato, y al mismo tiempo introducir un sustrato 

quitinoso asimilable que le sirva para mantener activo su metabolismo para 

conservar de esta forma su viabilidad. 
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2. GENERALIDADES Y ANTECEDENTES 

 

2.1. MANEJO INTEGRADO DE PLAGAS Y CONTROL BIOLÓGICO 

 

Las plagas pueden ser controladas eficazmente aplicando la estrategia del manejo 

integrado de plagas (MIP), que evalúa a la plaga como sistema (sistema 

ecológico) y como poblaciones. Mediante el MIP se controlan y disminuyen las 

poblaciones de plagas. Con la utilización de diferentes métodos que buscan 

reducir los daños, gestionando e integrando estrategias como la realización de 

seguimientos periódicos de las plagas y sus enemigos naturales (Pretty & 

Bharucha, 2015). 

 

Dentro de los métodos de apoyo del MIP se encuentra el Control Biológico (CB). 

Este método consiste en la regulación del número de plantas y animales por 

medio de la aplicación de controladores vivos como insectos que son enemigos 

naturales de las plagas como: escarabajo colorado de la papa (Leptinotarsa 

decemlineata Say), mosca común (Musca domestica Linnaeus), picudos 

(Anthonomus sp. Germar, Cosmopolites sp. Chevrolat, Metamasius sp. Linnaeus, 

Rhynchophorus sp.), saltamontes verde (Turpilia opaca Brunn), los trips del melón 

(Thrips palmi karny), gusano soldado o cortador (Mythimna unipunctata Haworth), 

gusano cogollero (Spodoptera frugiperda Smith), entre otros (Alves et al., 2002; 

Coates et al., 2002). Estos controladores pueden ser avispas parásitas, moscas, 

agentes patógenos: bacterias, virus, nematodos y hongos (Khachatourians, 1986; 

Pretty & Bharucha, 2015; Shah & Pell, 2003), así como toxinas y enzimas que 

participan en el proceso infeccioso (Xiao et al., 2012). Todos estos métodos de 

control generan una reducción en el uso de pesticidas sintéticos, mejorando la 

sostenibilidad del cultivo y ayudando a reducir los costes para el agricultor.  

 

Los hongos entomopatógenos coexisten en la naturaleza, en la parte baja de los 

cultivos, en el estiércol, en el suelo, en las plantas, etc., creciendo mejor en 

lugares frescos, húmedos y con poca exposición al sol. Los HEP son de 
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importancia en el control biológico de insectos plagas debido a que a muchos de 

ellos pueden causar enfermedades e infecciones letales, cualidades que permiten 

regular las poblaciones de insectos en la naturaleza mediante epizootias. Se 

conocen aproximadamente 1000 especies de HEP, cuyo proceso infectivo consta 

de tres pasos: adhesión y germinación, diferenciación y penetración. Cada paso 

está influenciado por una serie de factores internos y externos, que en última 

instancia determinan la virulencia. Entre las características que contribuyen a la 

virulencia, se encuentra la capacidad de producir toxinas y enzimas para luchar 

contra las defensas del huésped. Por ende los HEP son específicos, 

permitiéndoles disminuir una plaga sin dañar otras especies, incluyendo insectos 

benéficos (Shah et al. 2007). 

 

Entre las causas de las grandes pérdidas de las cosechas mundiales se 

encuentran los patógenos, malas hierbas, e invertebrados. Las plagas causan 

incidencias en la seguridad alimentaria mundial; lo que con lleva a la disminución 

del alimento provocando a su vez la alza de los precios y el aumento de la 

pobreza. La magnitud de las pérdidas varía según el contexto y el alcance. El 

principal método para el control de plagas han sido los insecticidas químicos; los 

cuales han causado daños al suelo, a los cultivos y a las personas. Por lo que se 

han buscado métodos alternativos que reduzcan el daño de plagas, evitando al 

mismo tiempo los altos costos y resultados negativos asociados con los pesticidas 

sintéticos. 

 

2.2. HONGOS ENTOMOPATÓGENOS (HEP) 

 

Los hongos entomopatógenos se encuentran en las divisiones Zygomycota, 

Ascomycota y Deuteromycota, Chytridiomycota y Oomycota (Samson et al., 2013). 

Las infecciones fúngicas se producen en artrópodos. Entre los géneros de hongos 

más usados para el control biológico se encuentran: Aschersonia, Entomophthora, 

Zoophthora, Erynia, Eryniopsis, Akanthomyces, Fusarium, Hirsutella, 
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Hymenostilbe, Paecelomyces, Verticillium, Metarhizium y Beauveria (Shah & Pell, 

2003), los últimos dos son los más usados para el control biológico de plagas. 

 

2.2.1 Mecanismo de infección de los HEP 

 

Para poder proliferar, los HEP sincronizan sus ciclos de vida con las etapas del 

insecto huésped y las condiciones ambientales. Dependiendo la especie y la cepa 

puede variar la gama de insectos huéspedes, los niveles de infección, las tasas de 

germinación y los óptimos de temperatura para su crecimiento. Otros HEP son 

oportunistas e infectan órdenes de insectos mediante la producción de toxinas y 

enzimas que producen en respuesta a la defensa del insecto (Samson et al., 

2013). 

 

Las esporas o conidios fúngicos son generalmente responsables de la infección y 

se dispersan en todo el entorno en el que los anfitriones de insectos están 

presentes. A la muerte del insecto huésped, el hongo emerge desde el hospedero 

muerto y la esporulación o conidiogénesis se produce en el exterior del cadáver. 

También se puede producir internamente cuando la humedad del ambiente no es 

la propicia para la esporulación externa (Shah & Pell, 2003). 

 

Los HEP infectan por contacto, penetrando directamente la cutícula del insecto, a 

diferencia de otros agentes, como bacterias o virus que requieren ser ingeridos por 

el huésped (Montesinos-Matías, 2009). Actualmente se sabe que la patogénesis 

en los insectos ocurre de manera progresiva, generalmente las fases en que se 

desarrolla son: adhesión, germinación de conidios, formación de apresorios, 

formación de estructuras de penetración, multiplicación del hongo (García et al., 

2008), producción de toxinas, muerte del insecto, colonización, producción de 

micelio hacia el exterior, esporulación y diseminación del hongo (Monzón, 2001).  

 

El desarrollo del proceso de infección en el insecto esta dividido en tres grandes 

fases: (1) adhesión y germinación de la espora en la cutícula del insecto, (2) 



 

5 

penetración en el hemocele y (3) desarrollo del hongo, que generalmente resulta 

en la muerte del insecto, que involucran 12 pasos (Figura 1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Esquema del desarrollo de un hongo entomopatógeno. 1. Adhesión de la 
espora a la cutícula del insecto, 2. Germinación y formación del apresorio, 3. Penetración 
de la cutícula, 4. Crecimiento lateral y penetración en la epidermis, 5. Agregación de los 
hemocitos en el lugar de penetración fúngica, 6. Fagocitosis de cuerpos hifales por células 
fagócitas del insecto, 7. Transformación a cuerpos levaduriformes, 8. Evasión del sistema 
inmune, 9. Propagación en el hemocelele, 10. Transformación a cuerpo hifal, 11. 
Esporulación y germinación atravesando la cutícula del insecto, 12. Diseminación de las 
esporas (Téllez–Jurado et al., 2009). 

 

El proceso infectivo inicia cuando la espora o conidio se adhiere a la cutícula del 

insecto a través de fuerzas hidrófobas debido a la presencia de proteínas ricas en 

cisteínas y de bajo peso molecular (10 kDa) llamadas hidrofobinas (Rodríguez & 

Arreondo, 2007). Posteriormente, bajo condiciones favorables de temperatura, 

nutrientes y humedad se produce un tubo germinativo y un apresorio que le sirve 

para fijarse a la cutícula, mientras que el tubo germinativo o haustorio (también 

denominado hifa de penetración) comienza la penetración al interior del insecto 
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(Gaxiola-Castro, 2014). En dicha penetración se ven involucrados 2 mecanismos, 

uno físico que consiste en la presión ejercida por la hifa que se encarga de romper 

las áreas esclerosadas y membranosas de la cutícula; y uno químico, que consiste 

en la acción enzimática, principalmente dada por proteasas, esterasas, lipasas y 

quitinasas secretadas por las hifas, estas enzimas se encargan de hidrolizar el 

tejido en la zona de penetración (Monzón, 2001). La penetración es favorecida por 

efecto de la presión hidrostática y la formación de clavijas que penetran la cutícula 

del huésped (Rodríguez & Arredondo, 2007). El caso contrario, el fracaso del 

hongo para invadir la cutícula del insecto se ha atribuido a la presencia de 

compuestos inhibitorios, tales como ácidos grasos de cadena corta, ésteres, 

aldehídos, fenoles, quinonas y lípidos presentes sobre la superficie de la cutícula.  

 

Hay evidencias que indican que algunos de estos compuestos están involucrados 

en la resistencia a la enfermedad (Montesinos-Matías, 2009). Una vez dentro del 

hemocele, la colonización del huésped se realiza por medio de blastosporas y 

micelio (Monzón, 2001; García et al., 2008). El hongo invade la hemolinfa, en cuyo 

caso la muerte del insecto es el resultado de una combinación de daños 

mecánicos producidos por el crecimiento del hongo, desnutrición y por la acción 

de metabolitos secundarios o toxinas. Bajo condiciones de humedad elevada, en 

un periodo de 24 a 48 h después de la muerte del insecto el hongo emerge, 

esporula y produce una capa de conidios en la superficie del insecto para 

continuar con el ciclo infectivo (Montesinos-Matías, 2012; Jaronski, 2013; Gaxiola-

Castro, 2014). Es en esta fase que el insecto muerto adquiere una coloración 

característica de acuerdo a las esporas del hongo, por ejemplo, verde si es 

Metarhizium y blanco si es Beauveria (Monzón, 2001).  

 

2.2.2 Enzimas producidas por los HEP 

 

Los HEP producen un gran número de enzimas las que son de utilidad relevante 

para su acción sobre el hospedero, pues le permiten convertir los tejidos de los 

insectos en nutrientes para su crecimiento. Las enzimas son las que determinan la 
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virulencia, porque permiten al patógeno coexistir con los procesos metabólicos 

cambiantes, asociados con los estados de enfermedades del hospedero.  La 

acción enzimática en los HEP es compleja, sin embargo, se ha logrado 

relacionarla con su capacidad infectiva y patogenicidad sobre los insectos 

(Rodríguez-Gómez, 2009). La cutícula del insecto es la primera barrera que debe 

enfrentar un HEP, constituida principalmente por quitina, proteínas, lípidos y 

compuestos fenólicos (Hegedus & Khachatourians, 1995; Monzón, 2001); debido a 

esto el hongo debe combinar el mecanismo de penetración física con su 

maquinaria enzimática. Diversos estudios han demostrado la presencia de 

quitinasas (Nhasas) y proteasas (Pr1 y Pr2), verificándose que éstas están 

altamente relacionadas con la virulencia en los HEP (Ballesteros-Torres, 2013). 

 

2.2.2.1 Proteasas 

 

Son enzimas que hidrolizan las proteínas por sus enlaces peptídicos, de acuerdo a 

su mecanismo de acción se dividen en exopeptidasas y endopeptidasas 

(Rodríguez-Gómez, 2009). Las proteasas Pr1 (quimoelastasas o proteasas 

semejantes a subtilisina) y Pr2 (proteasas similares a tripsina) han sido descritas y 

caracterizadas en M. anisoplie, donde Pr1 es la responsable del procesos de 

hidrólisis de la cutícula, especialmente porque esta última está constituida en un 

61-70% por proteínas (Bidochka, 1988), y Pr2, una enzima cooperadora de la 

misma. En Beauveria bassiana se ha visto que poseen funciones muy similares 

(Donatti et al.., 2008). La secreción de la carboxipeptidasa de B. bassiana sobre la 

cutícula del huésped indica que provee los aminoácidos indispensables para el 

hongo, probablemente después de que la proteasa Pr1 solubiliza las proteínas de 

la cutícula. Dada la especificidad de acción de esta proteína, se cree que sirve 

como mecanismo de adaptación a las estructuras del huésped. Las 

metaloproteasas podrían actuar como un respaldo del sistema, complementando 

la acción de Pr1 (Rodríguez-Gómez, 2009). Varéa-Pereira et al., (2007) realizaron 

un estudio en el que la producción de proteína extracelular de B. bassiana se vio 

incrementada, hasta en un 80% en las primeras 48 h, al reactivar la cepa primero 
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en Hypothenemus hampei usando un medio de glucosa como fuente de carbono y 

extracto de levadura como fuente de nitrógeno. La inducción de las proteasas por 

el efecto de la presencia de la cutícula de los insectos en el medio de cultivo ha 

sido comprobada en B. bassiana tanto para medios de cultivo líquidos (Qazi & 

Khachatourians, 2007; Donatti, 2008; Dias, 2008) como para medios de cultivo 

sólidos (Barranco-Florido et al., 2002). 

 

2.2.2.2 Quitinasas 

 

Las quitinasas de diferentes pesos moleculares y las quitosanasas tienen una 

participación en el proceso de penetración, pues son las encargadas de 

reblandecer el exosqueleto del insecto (Kim et al., 2010). Las quitinasas tienen la 

capacidad de hidrolizar los enlaces β 1-4 de N-acetilglucosamina presentes en la 

quitina de insectos (Arakane & Muthukrishnan, 2009). La hidrólisis de la quitina se 

realiza por un sistema quitinolítico sinérgico y consecutivo, una primera hidrólisis, 

en la que se rompen moléculas complejas a oligómeros (endoquitinasas), y una 

segunda hidrólisis para la formación de monómeros de N-acetilglucosamina 

(exoquitinasas). Este proceso es utilizado por los hongos para el crecimiento y 

germinación de conidios, formación de apresorios y elongación de hifas 

(Ballesteros-Torres, 2011). Existen niveles basales de quitinasas para liberar 

inductores de las mismas. Las proteasas proveen los aminoácidos necesarios 

para el crecimiento, pero reprimen la síntesis de quitinasas (Rodríguez-Gómez, 

2009). Al exponerse las fibras de quitina, y por acción de las hexosaminidasas se 

liberan fracciones de NAG, que inducen completamente la síntesis de quitinasas, 

lo que al final, redunda en la represión de la síntesis de proteasas hasta que los 

niveles excesivos de NAG disminuyen (Bidochka & Khachatourians, 1988). Se ha 

observado que usualmente la glucosa reprime la síntesis de las enzimas que 

depolimerizan la cutícula de los insectos, entre ellas las quitinasas (Leger et al.. 

1986; Montesinos-Matías, 2012). Para los HEP, las quitinasas son herramientas 

de vital importancia durante el proceso de infección. B. bassiana tiene la 

capacidad de secretar al medio estas enzimas, estas se encuentran presentes en 
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mayor cantidad que las proteasas (Ballesteros-Torres, 2011). Las quitinasas 

representan un factor importante de virulencia y sólo se requieren durante un corto 

periodo de tiempo en la penetración a la cutícula del huésped, su mayor 

producción se observa 40 h después de la inoculación del hongo, es decir, durante 

la fase saprobia, después de la muerte del insecto (Havukkala, 1993). 

 

2.2.2.3 Lipasas 

 

Las lipasas pertenecen a la familia de las carboxil éster hidrolasas que presentan 

actividad contra los enlaces éster carboxílicos en triglicéridos y actúa en la fase 

orgánica-acuosa liberando ácidos grasos y glicerol. Las lipasas desempeñan un 

papel importante en el proceso de infección a insectos, hidrolizando enlaces éster 

en las lipoproteínas, grasas y ceras que se encuentran abundantemente en los 

exoesqueletos (Cruz & Da Silva, 2014; Vici et al., 2015). Las lipasas penetran la 

cutícula y comienzan la liberación de nutrientes una vez que logran romper el 

integumento, la degradación de la cutícula es seguida inmediatamente por la 

producción de proteasas Pr1 que se encargan de degradar todos los componentes 

proteicos presentes en la procutícula. Se ha identificado un mecanismo de 

defensa por parte de los insectos, éste está asociado con la secreción de β-

lactona que es responsable de la inhibición de la actividad lipolítica impidiendo 

subsecuentemente la infección (Mondal et al., 2016).  

 

2.2.3 Producción de hongos entomopatógenos 

 

Se basa en la multiplicación masiva del hongo y sus estructuras reproductivas 

(blastosporas y conidios) en un medio de cultivo. Se han evaluado diferentes tipos 

de sustratos naturales: arroz, trigo, maíz, frijol y soya; siendo el arroz y el trigo los 

más utilizados. Los métodos de producción van desde la multiplicación artesanal 

realizada por los mismos productores, la producción semi-industrial a mediana 

escala, hasta la producción a gran escala. La diferencia entre estos métodos no se 

manifiesta en la calidad del producto obtenido, sino en los procesos empleados y 
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en los volúmenes de producción; ya que de realizarse un buen control de calidad 

con cualquiera de los métodos se obtiene un producto de alta calidad (Monzón, 

2001). 

 

En general el proceso de producción está constituido por 2 etapas; obtención  y 

producción del agente entomopatógeno. La primera consiste en el aislamiento y 

purificación del microorganismo y la producción implica la preparación de los 

sustratos, inoculación e incubación, proceso de secado y cosecha del hongo. 

 

En todo proceso de producción de hongos, la obtención del cultivo puro es el paso 

determinante, debido a que constituye la fuente de inóculo requerido para iniciar el 

proceso. Al obtener un cultivo puro, se debe asegurar que el aislamiento es 

reciente y que tiene todas las características de la cepa, relacionadas 

principalmente a su viabilidad y patogenicidad (Monzon, 2001). 

 

La mayoría de los sistemas de producción de HEP utilizan un sistema bifásico 

(Mondal et al., 2016. Villalba et al., 2009, Mata, 2008): primero el micelio o cuerpos 

hifales son producidos en un medio líquido con agitación; para posteriormente, ser 

transferidos a un sustrato sólido para la producción de conidios aéreos. 

 

2.2.3.1 Fermentación bifásica 

 

Inicialmente el hongo crece en un medio líquido hasta el final de la fase 

exponencial, para después transferir la biomasa a un sustrato sólido (Aponte y 

Carmona, 2000). El medio líquido empleado en la primera etapa de producción 

contiene una concentración adecuada de carbono y nitrógeno (Jaronski, 2013). En 

la fermentación sólida, el sustrato además de proveer una gran área superficial 

para la aireación, sirve también como soporte físico para la producción de 

estructuras germinativas (conidios aéreos) y puede ser usado como fuente de 

nutrientes por el hongo.  
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El sistema de la fermentación bifásica ofrece múltiples ventajas. Por ejemplo, el 

medio líquido puede servir como una barrera contra contaminantes que pudieran 

estar presentes en el stock. El sistema promueve una mayor competitividad de los 

hongos, reduciendo así el riesgo de que el sustrato sólido sea colonizado por 

microorganismos contaminantes. Además, este proceso asegura una colonización 

uniforme del sustrato. Finalmente, la colonización y producción de conidios 

ocurren a mayor velocidad, reduciendo los tiempos del proceso (Machado et al., 

2010).  

 

Una amplia variedad de sustratos han sido evaluados para la producción de 

Ascomycetos, siendo el arroz y la cebada los más utilizados en los trópicos y el 

hemisferio norte, respectivamente, existe un considerable esfuerzo para identificar 

y emplear materiales agrícolas económicos, especialmente subproductos o 

residuos agroindustriales como sustratos (Jaronski, 2013).  

 

2.3 Beauveria bassiana 

 

En 1912 Vuillemin describió formalmente el género Beauveria, designando a 

Botrytis bassiana como la especie; posteriormente se le nombró Beauveria 

bassiana en reconocimiento a J. Beauverie, quien la estudió en la enfermedad de 

la muscardina blanca (Vega & Blackwell, 2005), así como a Agostino Bassi quien 

la describió por primera vez.  

 

B. bassiana, es un hongo de micelio blanco o ligeramente amarillento 

(dependiendo de las condiciones del cultivo), su reproducción por conidios la ha 

clasificado de manera tradicional dentro de los hongos hifomicetes asexuales 

(Deuteromycetes). Presenta hifas septadas de las cuales se ramifican los 

conidióforos (estructuras reproductivas), sobre los que se desarrollan los conidios 

unicelulares y transparentes. Dándole la capacidad de vivir de manera parásita o 

saprofita, lo que le permite subsistir con o sin huésped. En el suelo, su forma de 

crecimiento es micelial, junto con la materia orgánica. Sin embargo, durante la 
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infección, el conidio germina produciendo micelio y estructuras semejantes a 

levaduras conocidas como blastosporas (Rehner et al., 2011; Rehner & Buckley, 

2005). 

 

B. bassiana es considerada un HEP con un rango amplio de huéspedes, 

aproximadamente 200 especies de insectos. Con una variación extensa en la 

virulencia hacia los huéspedes, volviéndolo un candidato muy versátil como 

agente de control biológico (ACB). Este hongo ataca plagas agrícolas de 

importancia económica para México, como el picudo del algodonero 

(Anthonomusgrandis Boh), la mosca mexicana de la fruta (Anastrephaludens 

Loew), el perforador europeo del maíz (Ostrinianubilalis Hübner), la broca del café 

(Hypothenemushampei) entre otros. B. bassiana, es un organismo cosmopolita, 

que se aísla fácilmente de cadáveres de insectos o de muestras de suelo, 

utilizando medios simples con antibióticos y agentes selectivos. Esto permite que 

pueda ser cultivado en el laboratorio en sustratos sencillos, y conservarse 

utilizando métodos convencionales como solución de glicerol o liofilización. Es por 

esto que es uno de los HEP más importantes en las colecciones a nivel mundial 

(Vega & Blackwell, 2005). 

 

2.3.1. Metabolitos secundarios de Beauveria bassiana 

 

Beauveria es conocida por producir una gran variedad de metabolitos secundarios 

biológicamente activos. Dentro de estos metabolitos se incluyen los pigmentos no 

peptídicos y policétidos (por ejemplo, oosporeina, bassianina y tenelin), péptidos 

no ribosomales (por ejemplo, beauvericina, bassianolides y beauveriolides), y 

metabolitos secretados implicados en la patogénesis y la virulencia (por ejemplo, 

ácido oxálico).Todos estos metabolitos tienen potencial para uso agrícola, 

industrial y farmacéutico (Rohlfs & Churchill, 2011). 
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2.3.2. Producción de conidios (fermentación bifásica) y enzimas en 

Beauveria bassiana. 

 

La producción de conidios aéreos de entomopatógenos fúngicos cultivados en 

sustratos sólidos varía entre especies y cepas. El arroz se usa con mayor 

frecuencia en la fermentación en estado sólido (Li et al., 2010), ya que se ha 

observado que puede  producir mayores rendimientos debido a sus mejores 

propiedades nutricionales y físicas. Varios estudios muestran que las enzimas y la 

hidrofobicidad se correlacionan con la virulencia fúngica (Shah et al., 2005, 2007), 

sin embargo, otros estudios no encontraron correlación positiva o negativa 

significativa con los factores de virulencia de B. bassiana (Mascarin et al., 2013), 

esto podría sugerir que existen otros factores de virulencia involucrados en el 

proceso de infección, no obstante, no se descarta el hecho de que las enzimas y 

algunas toxinas generadas por el mismo hongo están relacionadas con el proceso 

de virulencia (Dhawanet al. 2017; Gupta et al. 1992b; Gillespie & Claydon 1989; 

Machado et al. 1991b).  

 

Algunos estudios han evaluado la producción de blastosporas en medios de 

cultivo sumergido, como un indicativo de virulencia y crecimiento en menor tiempo, 

y cultivos sólidos de conidios, como resistencia al ambiente; también se ha 

evaluado la combinación de ambos en un cultivo bifásico, con la intención de 

obtener biomasa y metabolitos secundarios en menor tiempo junto con células de 

mayor resistencia. Se han utilizado diferentes medios de cultivos líquidos y 

enriquecidos, obteniendo concentraciones de blastosporas de 5.25x107 a 2.20x108 

blastosporas/mL. Reportes de germinaciones del 56 % en tierra de diatomeas, 

mientras que en  matrices de arroz a los 14 días de incubación se han producido 

de 2.35x108 a 1.82x109 conidios/g, con una viabilidad superior a 90% para todos 

los hongos durante 4 semanas de almacenamiento a 4 °C ( Jenkins et al., 1998; 

Shah, Wang & Butt, 2005; Li et al., 2010; Fan et al., 2010, 2012; Lizeth, 2013; Qiu 

et al., 2013; Mascarin et al., 2013; Gouli, Gouli & Kim, 2014). 
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Dentro de los estudios realizados específicamente para la inducción enzimática en 

B. bassiana se encuentra el trabajo de (Montesinos-Matías, 2012), quien utilizó T. 

molitor como inductor, sin realizar ningún tratamiento previo al sustrato, utilizando 

diferentes concentraciones de glucosa (0, 1.25, 2.5, 5 g/L). Para la inducción de 

enzimas, probó medios con quitina suplementada con glucosa (QG) y cutícula 

suplementado con glucosa (CG). Los resultados mostraron una actividad 

específica de proteasas de 0.379 ± 0.036 U/μg proteína, quitinasas de 0.033 ± 

0.004 U/μg proteína y actividad de N-acetilglucosaminidasas de 0.088 ± 0.019 

U/μg proteína. Donde al utilizar la quitina como inductor y la glucosa como medio 

de represion, la respuesta enzimática fue de mayor producción de actividad 

volumétrica de proteasas (10 mU/mL). Los medios con quitina mostraron una 

disminución de la actividad volumétrica de proteasas. Las quitinasas no mostraron 

disminución de la actividad volumétrica en el medio con quitina, ni en aquellos que 

contienen quitina y glucosa, en ambos tratamientos la concentración de quitinasas 

se mantuvo constante en 0.15mU/mL, sin embargo, la inclusión de glucosa en los 

medios influyó negativamente en la producción de β-N-Acetilglucosaminidasa 

pasando de 0.18 U/mL en medio con quitina a valores por debajo de 0.05 U/mL en 

los medios con glucosa. 

 

Jiménez-Alejandro (2015), observó que la máxima concentración volumétrica de 

NHasas fue de 3.39 mU/mL en medio Czapeck a pH 5 y 25 °C, utilizando en el 

medio una concentración de 10 g/L de cutícula de chapulín sin desproteinizar. Por 

otra parte,  Azamar-Jiménez (2016), evaluó en medio Sabouraud el crecimiento y 

la producción enzimática de B. bassiana a diferentes concentraciones de chapulín 

sin desproteinizar como inductor, agregando glucosa a una elevada concentración 

(40g/L) se observó una inhibición de la producción de biomasa y de concentración 

enzimatica. Esta observación puede deberse a la alta complejidad del medio; pero 

principalmente a la alta concentración de glucosa, que es de fácil asimilación,  en 

comparación con el inductor que es más complejo por no tener un tratamiento de 

purificación previo; los resultados se resumen y visualizan en la Tabla 1. 
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Tabla 1. Máxima producción enzimática en Beauveria bassiana con diferentes 

concentraciones de chapulín como inductor. Con una concentración de glucosa de 40 g/L 

para todos los tratamientos. 

 

Concentración de inductor 

[g/L] 
Enzima Día 

Actividad volumétrica 

[mU/mL]  

0 

(Blanco) 

Quitinasas 7 0.458 

Proteasas 7 31.555 

Lipasas 6 0.296 

5 

Quitinasas 5 1.383 

Proteasas 4 1.179 

Lipasas 2 0.853 

10 

Quitinasas 0 0.381 

Proteasas 6 1.035 

Lipasas 7 0.843 

15 

Quitinasas 3 1.503 

Proteasas 5 0.652 

Lipasas 4 0.478 

Tomado de Azamar-Jiménez, (2016) 

 

2.3 FORMULADOS BIOLÓGICOS 

 

La formulación es el proceso en el cual el ingrediente activo (conidios) se mezcla 

con materiales inertes (antiespumantes, sales, adherentes, aditivos como 

colorantes, repulsivos, irritantes, sustancias coadyuvantes, entre otros). Estos 

materiales no deben tener actividad biológica, ni afectar la actividad del hongo. 

Además, deben ser inocuos al ambiente, presentar características físicas que 

permitan el mezclado, ser de fácil aplicación y económicamente rentables (Motta-

Delgado & Murcia-Ordoñez, 2011). 

 

La estabilidad, viabilidad y persistencia que los conidios tengan en campo se 

determina generalmente por el tipo de formulación (Cortez-Madrigal, 2006). El 

éxito de un formulado biológico, bioplaguicida o micoinsecticida, radicará en una 

buena formulación, la cual dependerá de las características del microorganismo, 

su relación con los componentes de la formulación y el ambiente de 

almacenamiento. En algunos casos las formulaciones pueden incrementar la 
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virulencia cuando se facilita la adhesión de los conidios sobre la cutícula del 

insecto y se estimula la germinación. Sin embargo, el progreso para realizar 

formulaciones adecuadas es lento, convirtiéndolo en una de las mayores barreras 

para la producción de bioplaguicidas (Motta-Delgado & Murcia-Ordoñez, 2011). 

 

Algunos de los sistemas de producción industrial para hongos entomopatógenos 

utilizan un método bifásico. Donde el micelio,  hifa o blastosporas se produce en 

cultivo líquido, que luego es transferido a sustratos sólidos, para disminuir el 

tiempo de colonización, y aumentar la producción de conidios. Las ventajas del 

sistema bifásico es que el cultivo líquido puede actuar como una barrera contra los 

contaminantes que podrían estar presentes en el stock del cultivo original. Este 

sistema también promueve una mayor competitividad del hongo, reduciendo así el 

riesgo de que el sustrato sólido sea colonizado por microorganismos 

contaminantes. Además, este proceso asegura una colonización uniforme del 

sustrato sólido, dando como resultado un crecimiento fúngico homogéneo. La 

colonización y producción de conidios es más rápida, reduciéndose el tiempo de 

incubación (Rinaudo, 2006). 

 

2.3.1 Control de calidad de formulados biológicos con HEP 

 

La comercialización de un formulado biológico (FB) a base de HEP, requiere un 

control de las propiedades biológicas, físicas y químicas. Para esto se realizan 

pruebas microbiológicas como concentración de esporas, germinación (viabilidad), 

y virulencia sobre el insecto blanco (de Albuquerque Maranhão & de Albuquerque 

Maranhão, 2013). En el proceso de formulación se mejoran las propiedades de 

almacenamiento, manipulación, efectividad y seguridad de los hongos 

entomopatógenos. Todos ellos son parámetros que ayudan a determinar la calidad 

del formulado. 
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2.4 INMOVILIZACIÓN O ENCAPSULAMIENTO CELULAR 

 

La sensibilidad de los organismos utilizados en control biológico los hace 

susceptibles a diversos factores; estos inconvenientes se superan cuando se 

utiliza un sistema de encapsulación adecuado, el cual puede mejorar o aumentar 

tanto las cualidades del agente de control, como la viabilidad que prolonga o 

mantiene la vida útil del microorganismo, la disminución de la dosis recomendada 

y el número de aplicaciones, por el alto contenido de microorganismos por cápsula 

(Vemmer & Patel, 2013). 

 

2.4.1 Materiales para encapsulación 

 

Actualmente, los materiales más utilizados para la preparación de cápsulas son 

polímeros naturales, debido a su capacidad biodegradable. Por ejemplo, 

polisacáridos como lignina, alginato, carrageninas, agar /agarosa, goma gellan, 

goma guar, goma de acacia, almidón, celulosa, pectina, quitosano y sus 

derivados, polipéptidos como poli-L-lisina, o proteínas como gelatina o suero de 

leche, lípidos como ceras (Park & Chang, 2000; Vemmer & Patel, 2013). 

 

Cada material usado para encapsular tiene diferentes características en sus 

propiedades, como el peso y distribución molecular, su grado de sustitución, los 

mecanismos de gelificación, sus propiedades viscoelásticas, sus estructuras 

primarias, secundarias y terciarias, etc. Sin embargo, se deben considerar otros 

factores no propios del material, como los económicos, de seguridad y calidad 

dentro de este último se considera su toxicidad, degradabilidad, y la fuente de la 

cual provienen, todos estos factores en conjunto influyen en los costos del 

producto y de ellos dependen la utilidad que se le dará al material obtenido 

(Vemmer & Patel, 2013). 
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2.4.1.1 Quitosano 

 

El quitosano es un polisacárido obtenido a partir de la quitina, está formada por 

unidades de N acetil-D-glucosamina y D-glucosamina unidos mediante enlaces 

β(1→4), (Figura 2). Es soluble en soluciones acuosas ácidas diluidas gracias a la 

presencia de grupos amino en su estructura, los cuales se protonan y permiten la 

solubilidad (Rinaudo, 2006). 

 

 

Figura 2. Estructura química del quitosano, formada por unidades N-acetil-D-glucosamina 

y D-glucosamina unidas mediante enlaces β(1→4) (Rinaudo, 2006). 

 

El quitosano es obtenido por medio de un proceso de desacetilación y consiste en 

la eliminación de los grupos acetilo presentes en la quitina, puede lograrse 

mediante métodos termo-alcalinos o enzimáticos (Sannan et al., 1975; Shigemasa 

et al., 1994). 

 

Las principales variables que pueden afectar las propiedades del quitosano son: el 

grado de acetilación, peso molecular y patrón cristalino. Propiedades como la 

capacidad de retención de agua, hinchamiento y comportamiento polielectrolítico 

se ven afectadas directamente por el grado de acetilación, el peso molecular y la 

rigidez de cadena (Rinaudo, 2006). El quitosano es una poliamina, por lo que en 

medio ácido es un polielectrólito catiónico, esta es una propiedad poco común 

entre los polímeros naturales. La presencia de grupos alcohol y amino en sus 

unidades constitutivas le confiere la capacidad de actuar como donador y aceptor 
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de protones, lo que le permite interactuar con una gran cantidad de moléculas y 

hace factible su modificación química. Esto se ha aprovechado para generar un 

número creciente de derivados con funcionalidad y aplicaciones muy diversas 

(Benesch & Tengvall, 2002). 

 

Además, el quitosano, es un biopolímero de creciente interés en diversas 

aplicaciones debido a su biodegradabilidad, ya que se puede degradar y 

reabsorber in vivo. Esto se debe a la susceptibilidad de ser hidrolizada 

enzimáticamente por lisozimas, además de existir evidencia de actividad hidrolítica 

de otras enzimas como pepsina, papaína o pancreatina y quitinasas. A pesar de 

que el mecanismo de degradación no está completamente elucidado, el 

empaquetamiento cristalino del quitosano y su influencia sobre la accesibilidad de 

la enzima también parecen ser importantes. En cualquier caso, polímeros 

altamente desacetilados se degradan vía lisozima más lentamente que aquellos 

con bajos grados de desacetilación. Otros parámetros como el peso molecular, el 

pH o, incluso, el método de obtención influyen en la biodegradación. La 

biodegradación mediante la acción de la lisozima produce oligosacáridos no 

tóxicos que pueden ser posteriormente degradados por otras enzimas; estos 

productos son eliminados o reabsorbidos fácilmente por el organismo (Shigemasa 

et al., 1994; Shin-ya et al., 2001). 

 

Los biopolímeros pueden ser biocompatible dependiendo su fuente, método de 

obtención, peso molecular, grado de desacetilación, etc.(Ishihara et al., 2006), Su 

facilidad de bioadhesión, bacteriostático y su permeabilidad al oxígeno son 

propiedades muy atractivas para aplicación biomédica, agrícola, alimentaria, 

tratamiento de líquidos, cosmética y biotecnológica (Rinaudo, 2006; Wang et al., 

2004). 
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2.4.1.2 Alginato 

 

El alginato es un biopolímero presente en la composición de las algas marrones 

(40% de la materia seca). Su función biológica principal es estructural, ya que 

otorga fuerza y flexibilidad al tejido del alga. El alginato es un copolímero lineal, y 

consiste en unidades de los ácidos β-D-manurónico (M) y α-L-gulurónico (G), 

unidos por enlaces glicosídicos 1→4 y dispuestos de manera homo- y hetero 

polimérica (Figura 3). Así, el alginato no tiene sus unidades dispuestas en 

secuencias regulares, por lo cual no basta conocer la composición monomérica 

para describir su estructura química. Como se observa en la Figura 3, existen 

diversas formas del enlace glicosídico según cómo sea la secuencia de unión 

entre monómeros, esto genera 3 formas estructurales: GG, MM, MG (Miller, 1996; 

Schürks et al., 2002). 

 

 

Figura 3. Estructura química del alginato, monómeros constituyentes  y formas 

estructurales dependiendo de su secuencia (Miller, 1996). 
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Las propiedades biológicas y físicas de los alginatos en medios acuosos 

dependen no sólo de la relación M/G, sino también de la distribución de estas 

unidades a lo largo de la cadena (Miller, 1996). 

 

Los alginatos purificados tienen una gran variedad de usos industriales, debido a 

su capacidad para formar hidrogeles, perlas, fibras o películas, principalmente en 

presencia de calcio (Rinaudo, 2014). Eso hace su empleo ampliamente extendido 

en el área de alimentos y biomedicina, seguida de aplicaciones experimentales en 

embalaje, papel, textiles y vendajes de heridas. 

 

2.4.2 Morfología de las cápsulas 

 

Dependiendo del método de encapsulación, las cápsulas pueden asumir 

diferentes morfologías (Figura 4). La forma más común es la esférica, este diseño 

se puede subdividir en diferentes tipos de estructuras que son: cápsulas sólidas y 

cápsulas con un núcleo líquido. En el sistema de cápsulas, cuando algo es 

retenido dentro de una membrana semipermeable se define como “cápsula”. Las 

cápsulas también se pueden extruir en una superficie plana produciendo cápsulas 

en forma de lente llamada forma lenticular. Las esferas recubiertas se forman con 

cápsulas, llenas o huecas. Las esferas multi compartimentos son cápsulas 

diseñadas con compartimientos múltiples, con múltiples núcleos y/o 

revestimientos, de tamaños micrométricos. En todos estos sistemas de cápsulas, 

se pueden incluir en su interior uno o varios agentes de control biológico 

microbianos (Vemmer & Patel, 2013). 
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Figura 4.  Morfología de los diferentes tipos de cápsulas que se han elaborado. Tomado 

de (Vemmer & Patel, 2013). 

 

 

2.4.3 Métodos de inmovilización de células 

 

Los métodos más utilizados para la inmovilización de células son: difusión hacia 

las esferas (Bead entrapment) y encapsulación directa (Park & Chang, 2000; 

Peniche et al., 2003). 

 

2.4.3.1 Difusión de esferas (Bead entrapment) 

 

Consta de atrapar células viables en un gel previamente formado, se consigue 

mediante la difusión de sustratos y productos hacia o desde el material. La matriz 

del gel puede estar formada por polímeros naturales como: agar, agarosa, kappa-

carragenina, colágeno, alginato, quitosano o celulosa, o sintéticos como la 

poliacrilamida. Este procedimiento posee la desventaja tecnológica de que las 

células atrapadas por lo general escapan de la matriz del gel y crecen en el medio, 

beneficiando el crecimiento de las células sobre la superficie, y en los poros de la 

matriz, donde el sustrato disponible es limitado; además los polímeros inorgánicos 

y algunos entrecruzantes pueden resultar tóxicos (poliacrilamida y poliuretano) 

para las células inmovilizadas (Buchholz & Klein, 1987; Park & Chang, 2000). 
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2.4.3.2 Encapsulación directa 

 

En este procedimiento las células se encapsulan en un solo paso y se cultivan en 

un medio de crecimiento. Las técnicas convencionales usadas para la 

encapsulación son: separación de fases, secado por aspersión, gelificación 

ionotrópica, coacervación, emulsión, etc. Algunas de estas técnicas se describen a 

continuación. 

 

2.4.3.2.1 Separación de fases 

 

Esta técnica consiste en la formación de una emulsión de agua-en-aceite (w/o) 

con el uso de un tensoactivo. Las gotas de la fracción acuosa, donde se encuentra 

disuelto el polímero, estarán suspendidas dentro de la fase oleosa. La superficie, a 

lo largo de las cadenas del polímero en donde se encuentren los grupos 

funcionales disponibles para reaccionar con el entrecruzante; las cápsulas pueden 

ser entrecruzadas para estabilizarlas a través de diferentes métodos: a) adición de 

una solución con entrecruzante, por ejemplo glutaraldehído, b) por evaporación del 

disolvente, y c) por la adición de aniones polivalentes, tales como TPP o citrato, en 

el caso de la  reticulación del quitosano con un ácido dicarboxílico o tricarboxílico 

(Lim et al., 2000; Shu & Zhu, 2001; Peniche et al., 2003). 

 

2.4.3.2.2 Secado por aspersión. 

 

Este método utiliza una solución homogenizada que contiene dispersas las células 

bacterianas y el material de soporte que se atomiza, el cual pasa a través de una 

cámara con flujo de aire caliente que provoca la evaporación del disolvente y en 

consecuencia la formación de microcápsulas; por último, el material seco es 

pulverizado para disminuir el tamaño de la partícula. Las principales ventajas del 

proceso son: la administración de manera continua de la solución, bajo costo de 

operación, alta calidad de las cápsulas, buen rendimiento, así como la rápida 

solubilidad de las cápsulas y la alta estabilidad. Dentro de sus inconvenientes, las 
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altas temperaturas utilizadas en el proceso pueden afectar las células, por lo que 

esta técnica no es adecuada para inmovilizar cultivos de células; además, la falta 

de uniformidad en las microcápsulas producidas o la limitación en la elección del 

material de la pared (Watanabe et al., 2002; Schoebitz, López & Roldán, 2013). 

 

2.5.3.2.3  Gelificación  ionotrópica 
 

Consiste en la reticulación iónica, que es la formación de una red tridimensional 

creada por la unión de las diferentes cadenas poliméricas homogéneas, por 

ejemplo quitosano con contra iones multivalentes: Fe(CN)6
-4, Fe(CN)6

-3 y citrato. El 

tripolifosfato de sodio se emplea comúnmente para producir la gelificación 

ionotrópica del quitosano en un medio ácido. Las micropartículas formadas se 

obtienen a partir de la adición de una disolución de quitosano a una solución de 

TPP o viceversa, con agitación constante. El tamaño de las partículas depende de 

la concentración de las soluciones y de la velocidad de agitación (Peniche et al., 

2003). 

 

2.5.3.2.4 Coacervación. 

 

La coacervación en polímeros incluye la separación de una solución diluida de 

polímero en dos fases coexistentes: un polímero de fase rica y una fase muy 

diluida, donde la fase líquida del componente se separa de una solución 

polimérica para envolver el núcleo líquido con una capa uniforme, esta gotita de 

núcleo líquido se llama coacervado; para eliminar el disolvente que haya quedado 

dentro de la cápsula se usan técnicas de eliminación del disolvente por calor o 

reticulación. La coacervación en sistemas acuosos se subdivide en coacervación 

simple y compleja. La coacervación simple se produce al adicionar sustancias 

fuertemente hidrófilas que disminuyen la solubilidad provocando una separación 

de fases. La coacervación compleja se produce cuando reaccionan entre sí dos 

sustancias originando un complejo de menor solubilidad (Park & Chang, 2000; 

Peniche et al., 2003). 
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2.5.3.2.5 Formación de complejos polielectrólitos (FCPE) 

 

Son complejos de asociación formados entre las partículas con carga opuesta, 

debido a la interacción electrostática entre poliiones de carga opuesta. Esto evita 

el uso de agentes químicos de unión, reduciendo de este modo la posible 

toxicidad y otros efectos indeseables de los reactivos. Los complejos de 

polielectrólitos están afectados por la variación del pH del medio de disolución. La 

calidad de las perlas preparadas por el método de gelificación ionotrópica puede 

mejorar  mediante los complejos de polielectrólitos. La resistencia mecánica y la 

barrera de permeabilidad se pueden mejorar mediante la adición de otro 

polielectrólito cargado de manera opuesta a las perlas de hidrogel inotrópicamente 

gelificadas (Lankalapalli & Kolapalli, 2009). 

 

El comportamiento de hinchamiento y la estabilidad de complejos de 

polielectrólitos dependen del pH, la temperatura, la densidad de carga, la fuerza 

iónica entre otras condiciones ambientales (Recillas et al., 2011). 

 

2.6 Estudios de inmovilización y encapsulación de Beauveria bassiana 

 

Se han reportado varios estudios de inmovilización y encapsulación celular de B. 

bassiana; por ejemplo Gerding-González et al., (2007) realizaron ensayos para 

evaluar las concentraciones óptimas de quitina en las formulaciones de 

inmovilización de conidios en pellets de alginato de sodio. Los autores probaron 

diferentes concentraciones de quitina para la elaboraion de cápsulas: 0 a 4% 

(w/v), con y sin salvado de trigo al 2%, (w/v). Prepararon las diferentes 

combinaciones de pellets de salvado de trigo-quitina con B. bassiana Qu-B306 con 

una concentración inicial de 1x108 conidios/mL, y se evaluó la producción de 

conidios, dentro de la cápsula, después de 21 días de incubación en una cámara 

húmeda a 28 °C. Los resultados mostraron mejoras de hasta tres veces el número 

de conidios inicial, usando 2% de quitina y 2% de salvado de trigo. También 

observaron que al usar concentraciones por arriba del 4 % de quitina se disminuyó 
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el número de conidios por pellet. Para todas las concentraciones de quitina, el 

número de conidios se incrementó con la adición de salvado de trigo. Es 

importante hacer notar que la contaminación por hongos saprofitos se redujo al 

incorporar quitina en la formulación de pellets. 

 

Otro método probado por Santiago & Orlando (2015), ha sido el de secado por 

aspersión, donde se han obtenido productos viables hasta del 85%, cuando probó 

el formulado en M. spinolae se observó que la mayor mortalidad ocurrió a los ocho 

días después de la incubación, mientras que el que contenía a los conidios sin 

microencapsular fue a los seis días. La virulencia y patogenicidad no se vieron 

afectadas y la esporulación sobre M. spinolae fue mayor cuando se trató con 

conidios inmovilizados que con aquellos sin encapsular; el autor también evaluó la 

estabilidad durante tres meses de almacenamiento a 4°C, observando que no se 

perdia viabilidad ni virulencia. 

 

Por otro lado, la microencapsulación de  conidios de B. brongniarti y B. bassiana 

mediante secado de aspersión mostraron buenos resultados para 

microorganismos susceptibles a temperaturas elevadas, ya que después del 

proceso ambas especies presentan viabilidad óptima para su uso como agentes 

de control microbiano (Horaczek & Viernstein 2004; Liu & Liu 2009). Sin emabrgo 

no se reportaron datos de virulencia del producto obtenido, ni de su efectividad en 

condiciones de campo. La contaminación por hongos saprofitos se redujo por la 

incorporación de la quitina en la formulación de las cápsulas. 

 

La Tabla 2 muestra de manera resumida los diferentes tipos de materiales 

utilizados para la encapsulación de células de hongos y levaduras. Se observa 

que se utilizan materiales como alginato y kapa-carragina principalmente. 
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Tabla 2. Células inmovilizadas en matrices poliméricas 

Material de soporte Célula Reactante/Producto 

Alginato de calcio 

Saccharomyces 

carlabergensis 
Glucosa/ Etanol 

Saccharomyces cerevisiae melaza / etanol 

Saccharomycescerevisiae 
Benzaldehído/ 

L-PAC 

Aspergillus awamori/ 

Saccharomyces cerevisiae 
Almidón / etanol 

Aspergillus niger Ácido cítrico 

Escherichia coli Formiato 

Poliacrilamida hidrazina/ 

alginato de calcio 
Levadura melaza / etanol 

Kapa-carragina 
Penicillium chrysogenum 

 

Penicilina 

 

Modificada de Park & Chang (2000) 

 

En cuanto a la calidad del formulado, Daoust et al., (1982) resalta la necesidad de 

monitorear la virulencia de una formulación, debido a que en algunos 

encapsulados en polvo almacenados a 4 °C hasta por 8 meses, no se afecta la 

viabilidad pero sí la virulencia de los conidios. En el estudio se determinó que una 

formulación comercial debe tener una germinación superior al 85% a las 24 horas 

de incubación para que el hongo tenga un rápido efecto sobre la población del 

insecto que está atacando y un corto periodo de exposición a condiciones 

ambientales adversas. 
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3.  JUSTIFICACIÓN 

 

En los últimos años la mayoría de las investigaciones sobre control biológico se 

han enfocado en la selección y mejoramiento de cepas; a la producción en masa y 

a la experimentación en campo; restando importancia a la investigación enfocada 

al mejoramiento de la formulación, estandarización y calidad; disminuyendo la 

búsqueda de formulaciones estables, rentables y de fácil aplicación. 

 

Dentro de los inconvenientes que presentan los formulados biológicos se 

encuentra su tiempo de acción prolongado en comparación con los formulados 

químicos, principalmente el efecto de las condiciones climáticas en su efectividad. 

Una alternativa para la formulación de HEP puede ser el encapsulamiento micelial 

y de conidios en matrices de materiales biodegradables, que además pueden 

servir como sustrato para el hongo, lo cual mantendría su viabilidad y contribuiría a 

su crecimiento.  

 

Beauveria bassiana es uno de los HEP más usados para el control biológico, y se 

ha elegido para el desarrollo de la presente investigación debido a su fácil 

aislamiento, y a algunas de sus características propias, ya que es cosmopolita,  

tolerante a una gran variedad de condiciones ambientales, produce una diversidad 

de enzimas para asimilar una amplia gama de sustratos, y no causa daño a las 

plantas, ganado, ni a los seres humanos; en las concentraciones que se usan para 

los formulados biológicos. Con este trabajo se pretende obtener un producto de 

mayor resistencia, fácil manejo y amigable con el ambiente. A partir de 

biopolímeros como lo son: el alginato de sodio y el quitosano que tienen la 

propiedad de ser biodegradables, biocompatibles, fácil de solubilizar en medios 

acuosos, son ampliamente utilizados para el desarrollo de encapsulados, y que 

además se pueden obtener de desechos agroindustriales, de fácil acceso en la 

región debido a la cercanía de zonas de producción.  
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3. HIPÓTESIS 

 

La microencapsulación de Beauveria bassiana 885.2 con biopolímeros (alginato 

de sodio o quitosano) permitirá conservar la densidad de conidios y viabilidad del 

hongo y aquellas cápsulas que además incluyan la adición chapulín molido como 

sustrato mejorarán la viabilidad, la densidad de conidios y la producción 

enzimática de B. bassiana. 
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4. OBJETIVOS 

 

4.1  OBJETIVO GENERAL 

 

Generar un encápsulado de conidios de Beauveria bassiana 885.2 a base de 

biopolímeros (alginato y quitosano), que con la adición de un sustrato quitinoso 

(chapulín), mantenga la densidad conidial y la viabilidad durante el 

almacenamiento.  

 

4.2  OBJETIVOS PARTICULARES 

 

-Comparar dos métodos de encapsulación: gelificación ionotrópica y 

encapsulación por formación de complejos polielectrólitos. 

 

-Caracterizar las cápsulas a través de análisis fisicoquímicos y estructurales. 

 

- Determinar la viabilidad del hongo inmovilizado después del almacenamiento a 

4°C y temperatura ambiente en condiciones in vitro.  
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5. MATERIALES Y METÓDOS 

 

5.1  ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 

 

La experimentación constó de 2 fases, en la primera fase se llevó a cabo una 

fermentación bifásica para la obtención de conidios aéreos, forma más resistente 

del hongo, que fue utilizado para la encapsulación. En la segunda fase, se realizó 

el encapsulamiento de los conidios producidos, utilizando biopolímeros como 

material de inmovilización. La estrategia metodológica se desglosa en el diagrama 

de la Figura 5. 

 

 

Figura 5. Estrategia metodológica general. 
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5.2  MATERIAL BIOLÓGICO 

 

Se empleó Beauveria bassiana 885.2, perteneciente al cepario de la Universidad 

del Papaloapan. Para su conservación y mantenimiento, se utilizó siempre medio 

Sabouraud glucosa (SGA) al 4%, enriquecido con extracto de levadura (5 g/L) a 25 

°C a 180 rpm durante 8 días.  

 

La conservación de la cepa se realizó, cada mes, en medio sólido agregando agar 

(15 g/L), al final del cultivo los conidios se extraían con agua destilada estéril. El 

mantenimiento o activación de la cepa, que generabá el inóculo usado en la 

fermentación bifásica, se producía en caldo de Sabouraud-glucosa al 4% (p/v) 

enriquecido con extracto de levadura (5 g/L), previamente esterilizado (121 °C, 1 

atm, durante 20 min), con una concentración de inóculo de 1x108 conidios/mL, 

fermentando durante 8 días a 25 °C y 180 rpm; con la finalidad de activar las 

funciones metabólicas de la cepa y disminuir el tiempo de latencia de la cepa 

conservada.  

 

Para cuantificar el número de conidios por mililitro, se tomó una alícuota, que fue 

diluído y montado en una cámara de Neubauer, con la finalidad de facilitar el 

conteo de conidios en el microscopio óptico (40x). El polvo de conidios usado para 

la encapsulacion se conservó mediante liofilización y almacenamiento a 4°C. 

 

 5.3 FERMENTACIÓN BIFÁSICA PARA LA PRODUCCIÓN DE CONIDIOS 

AÉREOS 

 

5.3.1. Fermentación líquida 

 

Una vez obtenido el inóculo se realizó una fermentación líquida en medio 

Sabouraud-glucosa al 4% (p/v) enriquecido con extracto de levadura (5 g/L), los 

medios de cultivo fueron inoculados con una concentración de 1x108 conidios/mL, 
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e incubados a 25 °C, 180 rpm durante 8 días; con la finalidad de obtener biomasa 

que fue utilizada como inóculo para la producción en sólido. 

 

5.3.2. Fermentación sólida 

 

Finalizada la fermentación líquida, se prosiguió a realizar la fermentación sólida en 

una matriz de arroz. Se utilizó la biomasa producida en la fermentación líquida 

como inóculo para la producción en sólido, con la finalidad de acelerar el proceso 

de invasión por parte del hongo en la matriz de arroz. La fermentación sólida duró 

hasta que se observó producción de condensado, producción de gotas de agua en 

el cultivo, en la matriz de arroz (15 días). El condensado es indicativo de que los 

conidios se encuentran maduros, ya en su forma más resistente, y listos para la 

cosecha. 

 

5.3.2.1 Preparación de los contenedores para la fermentación sólida 

 

Se colocaron 200 g. de arroz entero en bolsas de polipropileno. Posteriormente, se 

agregaron 200 mL de agua destilada por bolsa, doblando la bolsa para que no se 

regara el agua. El arroz se semi-esterilizó y precoció en autoclave a 121°C a una 

atmósfera de presión por 15 minutos. Después las bolsas se agitaron, para evitar 

aglomeraciones y se enfriaron a temperatura ambiente. 

 

5.3.2.2 Inoculación de los contenedores 

 

Se inoculó cada bolsa, de manera acéptica, con 50 mL del cultivo líquido. Una vez 

inoculadas las bolsas, se colocaron en una incubadora a 25 °C durante 6 días, se 

revisaron  cada 2 días, rompiendo el micelio, aplicando presión en la bolsa 

cuidando de no romperla, para promover el crecimiento y producción enzimática 

del hongo. Pasados los seis días, el arroz fue sacado de la bolsa y pasado a 

bandejas plásticas, previamente desinfectadas con una solución concentrada de 
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hipoclorito de sodio y UV (15 min); con la finalidad de que el hongo continuara con 

la producción de conidios durante los días restantes de fermentación. 

 

5.3.2.3 Cosecha 

 

La cosecha se realizó cuando el hongo invadió completamente el arroz y formó 

condensados (aproximadamente 15 días), que son el indicativo de la presencia de 

conidios maduros. Finalmente el arroz con el hongo se liofilizó y se tamizó, con 

orificios de 100 µm de diámetro, esto con el fin de separar los conidios del 

sustrato. Se cuantificó la concentración celular por gramo de material y se evaluó 

la viabilidad como prueba de la calidad del material biológico inicial. Así mismo a 

los conidios obtenidos se les cuantificó la actividad enzimática de proteasas 

alcalinas, de N-acetilhexosaminidasa (NHasas) y lipasas, azúcares reductores y 

proteínas solubles. Todos estos parámetros evaluados, sirvieron como referencia 

de partida y de comparación una vez que los conidios fueron sometidos a los 

diferentes tratamientos que se manejaron en este proyecto. Finalmente, los 

conidios fueron empacados en bolsas y almacenados a -20 °C, todo en 

condiciones acépticas. 

 

5.3.2.4 Viabilidad 

 

Se sembró por césped una cantidad conocida de conidios en cajas Petri con SGA 

al 4% (p/v) más extracto de levadura 5 g/L; las cajas se incubaron a 25 º C hasta 

alcanzar el número de colonias sembradas o con un máximo de 10 días, las cajas 

se monitorearon diariamente para contar el número de colonias presentes en cada 

una (Nuñez-Gaona et al., 2010). La viabilidad se calculó dividiendo el número de 

colonias presentes por caja entre el número inicial de conidios, considerando que 

cada conidio tiene la capacidad de generar una UFC, reportándose como % de 

viabilidad. La ecuación es la siguiente: 
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 Ecuación 1 

Donde: 

V = % de viabilidad conidial. 

N=Número de células sembradas. 

n = Número de colonias obtenidas. 

 

5.4  PURIFICACIÓN DE POLÍMEROS 

 

Los polímeros utilizados para la inmovilización fueron adquiridos de la empresa 

Sigma Aldrich Co. Quitosano de bajo peso molecular y alginato de baja densidad, 

fueron purificados y caracterizados previamente a su utilización, con el fin de 

eliminar cualquier material insoluble. A continuación se describe el procedimiento 

específico para cada polímero. 

 

5.4.1 Quitosano 

 

El quitosano (10 g) fue disuelto en acido acético (0.2 M). La solución viscosa se 

filtró con un prefiltro de fibra de vidrio de 47 mm de diámetro (), posteriormente 

se pasó por membranas de celulosa de tamaño de poro fue 3 µm, 1.2 µm, 0.8 µm 

de  para retener las partículas no solubles. Después de filtrar, la solución se 

precipitó con NaOH 1M para después centrifugarla (4000 rpm, 40 minutos, 27 °C). 

El exceso de sales fue retirado con lavados continuos de agua destilada hasta 

alcanzar una conductividad de 13.8 mS. Finalmente se realizaron lavados 

sucesivos con mezclas etanol-agua (50:50, 75:25, 90:10), solo etanol y uno final 

de acetona; con las condiciones de centrifugación ya descritas. El quitosano se 

secó a temperatura de 40 °C, hasta alcanzar un peso constante.  
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5.4.2 Alginato 

 

Se realizó una solución de alginato de baja densidad con una concentración de 4 

g/L, la cual se mantuvo en agitación hasta disolver completamente. Después la 

solución se puso en contacto con un intercambiador catiónico (amberlita activada 

en HCl) que se mantuvo en agitación constante por 5 min, posteriormente se retiró 

y se dejó en reposo por unos 20 min, después se filtró a través de membranas 

Millipore de tamaño de poro de 3 µm, 1.2 µm y 0.8 µm de . 

 

Después de filtrar se agregó NaCl 1M, con el fin de precipitar la solución, la 

solución se mantuvo en agitación hasta disolver por completo el NaCl, 

posteriormente se dejó reposar hasta observar aglomerados en la solución; para 

aumentar la precipitación se le agregó etanol (~1 L). Posteriormente se centrifugó 

(4000 rpm, 40 minutos, 27 °C) toda la solución con el fin de recuperar el alginato 

precipitado, el exceso de sales (NaCl) fue retirado con lavados de etanol-agua en 

diferentes proporciones (50:50, 75:25, 90:10), y un lavado final con etanol. Por 

último se secó en vacío hasta alcanzar un peso constante. 

 

5.5   CARACTERIZACIÓN FÍSICO QUÍMICA DE LOS POLÍMEROS 

 

A los polímeros purificados, quitosano y alginato, y a las cápsulas obtenidas se les 

realizaron diferentes pruebas con el fin de caracterizarlos parcialmente.  

 

5.5.1 Quitosano 

 

5.5.1.1 Grado de acetilación (valoración potenciométrica) 

 

El grado de desacetilación representa la proporción de unidades de N-acetil-D-

glucosamina con respecto al número total de unidades en el biopolímero y se 

puede considerar como una medida de la pureza del biomateria. La cantidad de 

grupos amino presentes en la cadena del polímero ayuda a entender y cuantificar 
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las interacciones con otros materiales en sus diversas aplicaciones (Barragán, 

2016). Para esta técnica se realizó una solución de 40 mg de quitosano purificado 

en 30 mL de HCl 0.01 N, fue titulada con NaOH 0.1 N. Se utilizó quitosano de bajo 

peso molecular (7.6x104 g/mol), marca Sigma. La solución se mantuvo a 25°C y 

en agitación constante durante todo el análisis. Para tomar la lectura, se esperó 3 

minutos entre cada adición de 0.1 mL de solución valorante. Esta prueba se 

realizó por triplicado (Argüelles-Monal, et al., 2004). 

 

Las ecuaciones 2, 3 y 4 fueron utilizadas en los cálculos para el grado de 

acetilación y desacetilación: 

 

Ecuación 2 

Ecuación 3 

Ecuación 4 

 

Donde 203 es la constante que representa el peso molecular de la fracción de 2-

acetilamina-2-desoxi-β-D-(+)-glucopiranosa y 42.04 es la diferencia entre los 

pesos moleculares de ambas fracciones; meq son los miliequivalentes de la 

muestra, DD es el grado de desacetilación y DA es el grado de acetilación de la 

muestra, V[NaOH] y [NaOH] es el volumen y la concentración de NaOH utilizados. 

 

5.5.1.2  Grado de acetilación (valoración conductimétrica) 

 

Se realizó una solución que contenía 40 mg de quitosano purificado en 30 mL HCl 

0.01N  más 15 mL de agua destilada, la solución fue valorada con NaOH 0.1 N. La 

solución se mantuvo a 25°C y en agitación constante durante todo el análisis. Para 
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tomar la lectura, se esperó 3 minutos entre cada adición de 0.1 mL de solución 

valorante. Los valores de conductancia (mScm-1) con los volúmenes de la solución 

titulante se trazaron en un gráfico para encontrar la variación lineal antes y 

después del punto de equivalencia. La intercepción de las pendientes con ángulo 

agudo proyectado en el eje de las abscisas, proporciona el volumen 

correspondiente del punto de equivalencia. Esta prueba se realizó por triplicado 

(Argüelles-Monal, et al., 2004). 

 

5.5.1.3  Peso molecular viscosimétrico promedio 

 

Se utilizó la técnica descrita por Rinaudo et al., (1993), preparando 12 mL de 

solución polimérica, con quitosano purificado (0.001 g/mL) disuelto en solución de 

Rinaudo (0.3 M AcOH + 0.2 M AcONa), ambas soluciones se filtraron en 

membranas de 0.2 μm antes de los experimentos. Posteriormente se procedió a 

determinar el tiempo de caída del disolvente, solución de Rinaudo, y de la 

disolución polimérica, también se determinó el tiempo de caída de la solución 

polimérica al ir añadiendo disolvente (1,1.5, 2 y 2.5 mL). 

 

Se calculó el peso molecular promedio a partir de la ecuación de Mark-Houwink- 

Sakurad, la cual relaciona al peso molecular promedio de una muestra polimérica 

con la viscosidad intrínseca:  

  

Ecuación 5 

Donde: 

 Es el peso molecular promedio viscosimétrico 

K y a son constantes que dependen de la naturaleza del polímero, del solvente 

utilizado y de la temperatura. 

Ƞ Se refiere a la viscosidad intrínseca 
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A partir de la ecuación de Mark-Houwink-Sakurada, se calculó el peso molecular 

del polímero. 

Despejando  de la ecuación 6: 

Ecuación 6  

 

Los valores de a y K, son constantes determinadas para cada biopolímero 

dependiendo del grado de acetilación, en el caso del quitosano, los valores 

utilizados fueron a=0.76 y k=0.076 mL/g. El procedimiento se realizó por triplicado. 

5.5.2  Alginato  

 

5.5.2.1 Relación grupos β-D-manurónico y α-L-gulurónico (M/G) 

(espectroscopia infrarroja) 

 

La estructuración del ácido algínico y la proporción de los bloques ácidos β-D-

manurónico (M) y α-L-gulurónico (G), le confiere diferentes propiedades físicas a 

los alginatos, las cuales se ven reflejadas en la viscosidad y fuerza del material; lo 

que determina el uso que puede dársele a los alginatos. Es por eso que se analizó 

el alginato purificado, mediante espectroscopia infrarroja con transformada de 

Fourier. Los espectros infrarrojos fueron obtenidos con un equipo Thermo 

Scientific modelo Nicolet iS50 FT-IR. Se empleó el método descrito por (Filippov 

and Kohn, 1974), para estimar la relación M/G del alginato: 

Ecuación 7 
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5.5.2.2 Peso molecular viscosimétrico promedio 

 

El peso molecular de la misma manera le confiere diferentes propiedades físicas a 

los alginatos, que se reflejan en las propiedades del material; por esta razón 

necesitan ser conocidas. Para esta medición se prepararon 15 mL de solución de 

alginato purificado (0.001 g/mL) disuelto en NaCl 0.1 M; todas las soluciones se 

filtraron en membranas de 0.2 μm antes de los experimentos. Posteriormente se 

determinó el tiempo de caída del disolvente (NaCl 0.1 M), de la disolución 

polimérica, así como de las diluciones sucesivas al agregar disolvente NaCl 0.1 M 

(1, 1.5, 2 y 2.5 mL) (Martinsen et al., 1991). Del mismo modo se utilizó la ecuación 

de Mark-Houwink-Sakurada para calcular el peso molecular promedio del alginato, 

se utilizan los valores de a=0.92 y K=0.073mL/g. 

 

5.6 INMOVILIZACIÓN DE CONIDIOS 

 

Se probaron dos técnicas de encapsulación (GI, FCPE), con dos diferentes 

concentraciones de conidios (7x105  y 7x107) y con dos diferentes temperaturas de 

almacenamiento (4 °C, 25 °C).  

 

Inmovilización por GI: Se evaluó la formación de las cápsulas a dos valores de pH 

de la solución de quitosano, el primero a pH 1.5, que garantiza la completa 

protonación de los grupos amino, y el segundo a pH 4, que es un valor 

recomendado por la literatura para el crecimiento del hongo. 

  

Inmovilización por formación de CPE: Se realizó en dos etapas. La primera fue 

una gelificación ionotrópica del alginato en una solución de cloruro de calcio. El pH 

de la solución fue de 5.6. La segunda fue recubrir las esferas con una solución de 

quitosano, para la formación del CPE. 

 

Las cápsulas se realizaron con una bomba peristáltica MINIPULS3 marca Gilson, 

velocidad 1.85 (7.4×10-3mL/s), acoplada a una aguja de jeringa hipodérmica 

calibre 21G (0.8 mm de diámetro) para mantener el goteo contínuo de la solución 
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polimérica. Las gotas del polímero se dejaron caer en una solución de la sal 

entrecruzante (TPP para quitosano y CaCl2 para alginato); las cápsulas formadas 

se mantuvieron en el medio de entrecruzamiento durante una hora manteniendo 

una agitación suave y continua.  

 

Los materiales producidos fueron lavados varias veces con agua desionizada, 

hasta disminuir la conductividad del agua de lavado a un valor ≤ 3 µS, para 

eliminar los compuestos que no reaccionaron en el proceso de encapsulación. 

Solo las esferas de alginato se incorporaron a una solución de quitosano justo 

después de los lavados, donde se mantuvieron durante una hora para formar de 

esta manera una doble capa en la cápsula. Finalmente,  las muestras fueron 

congeladas en nitrógeno líquido y liofilizadas durante 24 horas. 

 

Tabla 3. Condiciones de encapsulación utilizadas para la elaboración de cápsulas de 

Quitosano-TPP (GI). 

Tratamiento 
Quitosano 

(%) 

TPP 

(%) 

Agente Controlador 

(%) 

Sustrato 

(%) 

Qv 2 1.5 - - 

Q+C 2 1.5 10 - 

Q+C+Ch 2 1.5 10 0.25 

Q: quitosano, v, indica cápsulas sin carga, C: al agente controlador (Beauveria bassiana 

885.2), y Ch: sustrato (chapulín seco, molido y tamizado). 

 

Tabla 4. Condiciones de encapsulación utilizadas para la elaboración de cápsulas de 

complejos polielectrólitos (CPE). 

 

Tratamiento 
Alginato 

(%) 

CaCl2 

(%) 

Quitosano 

(%) 

Agente 

Controlador 

(%) 

Sustrato 

(%) 

Av 2 1 0.2 - - 

A+C 2 1 0.2 10 - 

A+C+Ch 2 1 0.2 10 0.25 

A: alginato, v: cápsulas vacías, C: al agente controlador (Beauveria bassiana 885.2), y Ch: 

al sustrato (chapulín seco, molido y tamizado). 
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5.7 CARACTERIZACIÓN FISICOQUÍMICA DE LAS CÁPSULAS 

 

5.7.1 Evaluación del tamaño y morfología de las microcápsulas 

 

La observación de las cápsulas húmedas, después del proceso de lavado, y 

secas, después del proceso de liofilización, se realizó con ayuda de un 

microscopio óptico invertido con cámara acoplada, la medición de las cápsulas fue 

realizada con ayuda del software ToupView. 

 

5.7.2 Hinchamiento por gravimetría (W) 

 

Se evaluó la capacidad de las cápsulas, obtenidas de todos los tratamientos, para 

absorber agua, cuando se encuentran completamente sumergidas. Se analizó la 

ganancia en peso, de las cápsulas al estar a una humedad conocida, con respecto 

al tiempo (W), mediante gravimetría. De esta manera se conocería con más 

exactitud el tiempo mínimo de espera, a una humedad determinada (80 %), para 

que las cápsulas alcancen la absorción máxima. Se colocaron aproximadamente 

20±1 mg de cápsulas liofilizadas de cada tratamiento, en charolas de 41x41x8 

mm. Posteriormente fueron sumergidas en agua destilada a 25 °C. La ganancia en 

peso, debido a la absorción de solvente, fue registrada a diferentes tiempos hasta 

alcanzar el equilibrio. Cada tratamiento fue evaluado por triplicado. Como solvente 

se utilizó agua bidestilada. 

 

5.7.3 Absorción de vapor 

 

Se pesó 20±1.0 mg de muestra de cada tratamiento. Se secó en la estufa a 60 °C 

por 12 horas. Las muestras fueron pesadas para tomar el dato como el tiempo 

inicial o tiempo cero (t=0). Posteriormente las muestras fueron colocadas en un 

ambiente saturado de humedad (~80 a 85 % de humedad) a 25°C. La absorción 

de vapor se registró siguiendo el cambio en el peso de las muestras en períodos 

establecidos. Todos lo tratamientos se realizaron por triplicado.  
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5.7.4 Medición de la porosidad de las cápsulas. 

 

Se evaluó la porosidad de todas las cápsulas utilizando un porosímetro (NOVA® 

2200e Quantachrome® surface area & pore size analyzer), para obtener el área 

superficial, el volumen de poro y tamaño de poro; mediante el método de sorción 

de N2 utilizando el modelo BET (Brunauer-Emmett-Teller). 

 

5.8 CARACTERIZACIÓN MICROBIOLÓGICA DE LAS CÁPSULAS  

 

Estas pruebas consistieron en observar el comportamiento de las cápsulas y la 

reacción del microorganismo, con el fin de encontrar una mejora en los 

tratamientos con respecto a los conidios sin encapsular.  

 

5.8.1 Comportamiento y biodegradación de las cápsulas in vitro 

 

Se colocó una cápsula de cada tratamiento en una caja Petri con medio de cultivo 

SBG 4%.  El crecimiento del hongo fue monitoreado por observación visual hasta 

la germinación del micelio en un ambiente húmedo (~ 80 % humedad). Cada 

tratamiento se evaluó por triplicado. 

 

5.8.2 Estudios de estabilidad  

 

Las cápsulas se almacenaron en refrigeración (4°C) y a temperatura ambiente. Se 

evaluaron durante un período de 2 meses, y se observó su viabilidad, con la 

metodología del apartado 7.2.3.6. Se utilizó un peso conocido de cápsulas, y la 

concentración de conidios inoculados en cada medio de cultivo.  

 

Durante el conteo de conidios, aquellos que mostraron un tubo germinativo de 

longitud mayor al diámetro del conidio fueron clasificados como germinados. 
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5.8.3 Análisis químicos de los extractos enzimáticos conidios y 

encapsulados 

 

5.8.3.1 Obtención de los extractos  

 

Los extractos crudos a partir de las blastosporas se obtuvieron mediante la 

filtración del medio de cultivo con la ayuda de una bomba de vacío a través de un  

filtro Whatman N°41 para recuperar la biomasa y obtener la fracción líquida a la 

cual se le cuantificó la concentración volumetrica de las enzimas de mayor 

importancia en la patogenicidad de los HEP. 

 

Los extractos enzimáticos de los conidios (blanco o control) y de los encapsulados 

se obtuvieron mediante la resuspensión de las cápsulas (10 mg) en agua destilada 

estéril (3-5 mL). Los conidios del blanco fueron resuspendidos en agua destilada 

estéril. A las cápsulas se les realizó adicionalmente un daño mecánico con una 

varilla de vidrio estéril para causar la ruptura y liberar el contenido de las cápsulas, 

los conidios y las enzimas.  

 

5.8.3.1.1 Determinación de proteasas alcalinas 

 

Se determinó utilizando como sustrato una solución de caseína al 1 % (p/v) en 

amortiguador de fosfatos (50 mM, pH 7). Un volumen de 500 μL del sustrato se 

incubó con 75 μL de los extractos enzimáticos, a 25 °C por 1 h y 180 rpm. 

Finalizado el tiempo, la reacción se detuvó agregando ácido tricloroacético al 5 % 

(p/v) y se centrifugó a 11500 rpm durante 10 min. Se midió la absorbancia del 

sobrenadante a 280 nm. Una unidad de actividad enzimática se definió como la 

cantidad de enzima que produce un incremento de 0.001 unidades de absorbancia 

por minuto, bajo las condiciones descritas(Kunitz, 1947). 

 

 

 



 

45 

5.8.3.1.2 Determinación de actividad N-acetilhexosaminidasa (NHasas) 

 

A 200 µL de extracto enzimático crudo se le adicionaron 200 µL de amortiguador 

de citratos-fosfatos (0.2 M, pH 5.6) y posteriormente, 200 µL de solución de p-

nitrofenil-N-acetil-β-D-glucosaminida (pNAG) a 1.0 mg/mL. La mezcla de reacción 

se incubó a 37 °C y 180 rpm durante una hora, la reacción se detuvo con la 

adición de 1 mL de NaOH 0.02 M. Después de agitar, se midió la absorbancia a 

405 nm. La cuantificación de p-nitrofenol liberado se determinó mediante una 

curva patrón. La actividad N-acetilhexosaminidasa (NHasa) se definió como la 

cantidad de enzima que libera 1 µmol de p-nitrofenol por mL de enzima por minuto 

bajo las condiciones de reacción (Tronsmo & Harman, 1993). 

 

5.8.3.1.3 Determinación de actividad lipasa 

 

Se midió el aumento en la absorbancia a 348 nm la cual se produce por la 

liberación de p-nitrofenol en la hidrólisis de 4-nitrofenil-butirato 0.4 mM en 

amortiguador de fosfato de sodio (25 mM, pH 7) a 25 °C. La reacción se inició 

añadiendo 0.05 mL de solución del extracto enzimático a 2.5 mL de solución de 

sustrato. Una unidad de actividad p-nitrofenil butirato (pNPB) se definió como la 

cantidad de enzima necesaria para hidrolizar 1 µMol de pNPB por minuto (UI) bajo 

las condiciones descritas (Palomo et al., 2002). 

 

5.8.3.1.4 Determinación de proteína soluble extracelular 

 

La concentración de proteína soluble en el extracto enzimático se determinó 

mediante el método de micro ensayo de Bradford, empleando una curva patrón de 

seroalbúmina bovina como estándar. La concentración se reportó como μg de 

proteína/mL (Bradford, 1976). 
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5.8.3.1.5 Determinación de azúcares reductores 

 

La cuantificación de azúcares reductores se realizó como una determinación 

indirecta de la actividad NHasa mediante la modificación del método del ácido 3,5-

dinitrosalicílico (DNS) empleando una curva patrón de N-acetilglucosamina. (Miller, 

1959). 

5.9 ANÁLISIS ESTADÍSTICO. 

Se realizó para los datos experimentales una prueba ANOVA simple con una 

comparación de medias de Tukey y una confiabilidad de α=0.05 (p≤0.05). Se 

utilizó el programa MINITAB en la versión 16.1. 
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6. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

6.1 AGENTE CONTROLADOR 

Los conidios usados para la encapsulación tenían una concentración inicial de 

5.16x1016±0.16 conidios/mg con un porcentaje de viabilidad del 80%. Por medio 

de microscopía óptica se observó que la morfología de los conidios es esférica 

(Figura 6), con un diámetro de ~3.9-4.9 µm.  

 

Figura 6. Microscopía de Beauveria bassiana. a,b) Conidios visto con campo claro a  10X. 

c) Conidios vistos en campo oscuro a  10X, los conidios suelen presentar un ligero brillo. 

 

Diversos autores (Park, 1998; Shah, Wang & Butt, 2005; Li et al., 2010; Fan et al., 

2010, 2012; Lizeth, 2013; Qiu et al., 2013; Mascarin et al., 2013; Gouli, Gouli & 

Kim, 2014) han reportado en trabajos similares de encapsulación una 

concentración inicial de conidios de 2.35x105 a 18.2x105 conidios/mg ó 

1x108 conidios/mL (González et al., 2007), con una viabilidad del 85 al 90%. Esto 

sirvió como base para tomar la concentración de partida y la viabilidad aproximada 

de inicio. 

 

6.2 CARACTERISTICAS DE LOS POLÍMEROS DE PARTIDA 

 

6.2.1 Quitosano. 

 

Tanto el nivel intrínseco (grado de desacetilación, peso molecular, pureza y 

humedad) y extrínseco (condiciones de almacenamiento ambiental, procesamiento 

térmico, esterilización y procesamiento que implica disolución ácida) son 

parámetros cruciales que afectan la estabilidad de las formulaciones basadas en 

a) b) c) 
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quitosano. Como no existen aún principios universales para preservar los 

productos basados en quitosano durante el almacenamiento. Los estudios de pre 

formulación y condiciones de almacenamiento son esenciales para proporcionar 

una máxima estabilidad (Szymańska & Winnicka, 2015). 

 

A continuación se presentan las características iniciales de las muestra de 

quitosano usado para la formación de las cápsulas (Tabla 5). Estos valores se 

determinaron por valoraciones potenciométricas, conductimétricas, y FTIR, para 

conocer el valor inicial del material de partida y tener un punto de comparación. Un 

ejemplo de ello es el peso molecular (PM), responsable de varias propiedades 

fisicoquímicas y biológicas, como la hidrofilicidad, la viscosidad, la capacidad de 

absorción de agua, la biodegradabilidad y la adhesión. 

 

Tabla 5. Parámetros de caracterización incial del quitosano, material usado para la 

encapsulacion mediante GI. 

Muestra 

Grado de 

acetilación 

(%DA) 

Grado de 

desacetilación 

(%DD) 

Peso 

molecular 

g/mol 
Pot Cond Pot Cond 

Quitosano de bajo peso 

molecular de cáscara de 

camarón (Sigma) 

15.3 

±1.2 

15.5 

±3.2 

84.7 ± 

1.2 

84.4± 

3.2 
7.6 x 104 

 

Promedio 15.4 84.5 

pot.=potenciometría; cond.=conductimetría; meq= miliequivalentes 

 

La presencia de grupos altamente reactivos en la estructura del quitosano, como 

son los grupos amino, se mide mediante el grado de acetilación, que corresponde 

al porcentaje de grupos amino. En la Figura 7 se muestran las curvas obtenidas en 

el análisis potenciométrico (azul) y conductimétrico (negro). El análisis 

potenciométrico presenta una curva de titulación con dos puntos de inflexión; en el 

primero se lleva a cabo la neutralización del exceso de ácido, mientras que la 

neutralización de los grupos amino protonados de la muestra aparece con el 

segundo punto. Siendo estos dos puntos de inflexión el comportamiento típico 
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durante la titulación potenciométrica del quitosano para obtener el grado DD según 

Zhang et al. (2011). El grado de desacetilación (DD) se define como la fracción 

molar de unidades desacetiladas en la cadena del polímero. Este valor está 

estrechamente relacionado con la calidad y las propiedades químicas del 

quitosano. Por ejemplo, los productos con diferentes valores de DD tienen 

diferente solubilidad, viscosidad, capacidad de intercambio de iones, capacidad de 

floculación y reacción con el grupo amino (Liu et al., 2003). 

  

 

Figura 7. Curvas de titulación típicas para el quitosano mediante  conductimetría (■--■--■-

-■) y potenciometría (■--■--■--■).  Líneas que muestran el cambio en la pendiente de la 

gráfica de conductimetría (······) y 1ra derivada para la gráfica de potenciometría (······).  

 

El analisis conductimétrico, se basa en la alta conductancia de los iones hidrógeno 

(H+) e hidroxilo (OH-), por ser los iones más conductivos (dos Santos et al., 2009; 

de Alvarenga, Pereira de Oliveira & Roberto Bellato, 2010). En esta técnica se 

calculan los cambios mediante la intersección de líneas rectas en esos puntos que 

representan el volumen de NaOH necesario para neutralizar los grupos amino 

presentes en la molécula. En la Figura 7 (color negro) el primer punto de 

equivalencia corresponde a la neutralización del ácido (en exceso) y el segundo 

punto corresponde a la neutralización del grupo amino.  
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6.2.2 Alginato 

 

Las características iníciales de las muestra de alginato usado para la formación de 

las cápsulas son mostradas en la Tabla 6. 

 

Tabla 6. Párametros de caracterización inicial del alginato, material usado para la 

encapsulacion mediante FCPE. 

 

Muestra 
G M M/G 

 

Peso molecular 

[g/mol] % % 

Alginato de baja densidad 

(Sigma) 
46% 54 1.17 1.2×105 ± 0.007 

M: β-D-manurónico; G: α-L-gulurónico;  
FCPE: Formación de complejos polielectrolitos 

 

El cálculo de los valores de la Tabla 6 se realizó empleando la relación M/G, del 

método de Filippov & Kohn, (1974), el cual emplea preferentemente la relación 

entre las absorbancias de las bandas a 1320 y 1290 cm-1 (A1320/A1290).  

 

El peso molecular tiene un impacto significativo en algunas de las propiedades del 

encapsulado de alginato, incluyendo la estabilidad, la resistencia mecánica, la 

permeabilidad, la biodegradabilidad y lo más importante la formación de la cápsula 

(Mazzitelli et al., 2013). 

6.3  CARACTERIZACIÓN FISICOQUÍMICA DE LAS CÁPSULAS  

 

6.3.1 Morfología de las cápsulas 

 

Por medio de microscopía óptica se observó la morfología y el tamaño de las 

cápsulas obtenidas en húmedo y después de ser sometidas a un proceso de 

liofilización; para los dos métodos de obtención utilizados, GI y CPE. 

 

De manera general para ambos procesos de encapsulación se puede establecer 

que las cápsulas húmedas, (Figura 8 a, b y c; Figura 10 a, b y c), muestran una 
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apariencia preferentemente esférica, excepto aquellas muestras que sólo 

contenían conidios (Figura 8b) donde se apreció una ligera forma ovoidea. En 

todos los tratamientos los bordes de las cápsulas podían verse bien delimitados, 

tambien se podía apreciar la transparencia de la cápsula, permitiendo observar 

claramente hacia el interior. En todos los tratamientos donde se inmovilizó 

conidios o conidios más sustrato, se aprecia que la distribución del material 

inmovilizado es uniforme, debido a la presencia de manchas o puntos negros 

dispersos dentro de toda la cápsula (Figura 8 b-c y 10 c).  

 

 

Figura 8. Morfología de cápsulas de quitosano-TPP, observadas mediante microscopía 

óptica, a 4X. Esferas húmedas: a) Qv, b) Q+C, c) Q+C+Ch; esferas secas mediante 

liofilización: d) Qv, e) Q+C, f) Q+C+Ch.  

 

Las esferas húmedas fueron congeladas en nitrógeno líquido, y colocadas en el 

liofilizador para su secado. Después del proceso de secado, todas las partículas 

muestran un cambio significativo en la morfología, donde la mayoría presenta una 

forma de elipse. Los tratamientos de GI a pH 1.5, de acuerdo a las imágenes 

(Figura 9), podemos dilucidar que las muestras vacías (Qv) son 

predominantemente esféricas, mientras que las muestras Q+C y Q+C+Ch, 

muestran una forma elíptica, esto pudo deberse al aumento de viscosidad debido 

a la inclusión del agente controlador y el sustrato en la solución inicial de 

a) b) c) 

d) e) f) 
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quitosano. Como ya se menciono anteriormente, se observa una distribución 

uniforme del material inmovilizado, en cuanto a la presencia de partículas de 

mayor tamaño, estas pueden corresponder a partículas del medio de fermentación 

sólido (arroz) y al chapulín; sin embargo, no se considera como un factor que 

pueda interferir en la viabilidad del hongo debido a que sigue siendo un sustrato 

que el microorganismo puede degradar.  

 

Por otro lado, las muestras secas presentan una apariencia lisa, sin poros visibles. 

Sin embargo algunas cápsulas se notan colapsadas (Figura 8 d, e y f) esto 

muestra una fuerte influencia del proceso de secado sobre la morfología de las 

muestras secas. Lo que nos indica que no en todos los casos el proceso de 

liofilización  fue eficiente. Esto puede deberse a un fallo en la etapa de 

congelación que tendría efecto sobre la nucleación de los cristales de hielo, 

previos a la liofilización (Franks, 1998). Sin embargo, es importante hacer notar 

que las muestras tienen la capacidad de recuperan su morfología esférica inicial 

durante el proceso el hinchamiento. 

 

La Figura 9 muestra la comparación entre la morfología a dos valores de pH´s con 

mediante GI. En los tratamientos de GI a pH 4, se observó que el aumento en el 

pH de la solución de quitosano tiene como consecuencia cambios significativos de 

los tamaños de muestra de las cápsulas obtenidas (Figura 9). Del mismo modo, 

podemos observar que la morfología de las cápsulas formadas a pH 4 presenta 

una apariencia lisa y cristalina ligeramente colapsada en la morfología.  
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Figura 9. Morfología de cápsulas de GI microscopia óptica, 4X. Esferas liofilizadas a) Qv; 

pH 1.5, b) Qv; pH 4. 

 

Las esferas húmedas hechas mediante FCPE (Figura 10 a, b y c) presentan un 

patrón similar a las cápsulas de GI, sin embargo, la principal diferencia es la 

presencia de una segunda capa, que se hace mucho más evidente en Av (Figura 

10 a), que aparece cuando las esferas de alginato entran en contacto con la 

solución de quitosano. Cuando las muestras están secas (Figura 10 d, e y f), se 

aprecian diferencias en la superficie en comparación con las cápsulas GI. En este 

caso las irregularidades son más marcadas en la superficie de las cápsulas, 

podemos observar presenta una apariencia áspera y arrugada. Lo que nos hace 

pensar que del mismo modo que en algunas muestras de GI, el proceso de 

congelamiento pudo afectar morfológicamente a las cápsulas (Franks, 1998). 

b) a) 
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Figura 10. Morfología de cápsulas de alginato mediante microscopia óptica, 4X. Esferas 

húmedas: a) Av, b) A+C, c) A+C+Ch; esferas secas mediante liofilización: d) Av, e) A+C, 

f) A+C+Ch. 

 

6.3.2  Tamaño de las cápsulas 

 

Se realizó el análisis de tamaño de las muestras secas, tomando en cuenta una 

muestra de 100 cápsulas. Para aquellas micropartículas que presentarón forma 

elíptica, el análisis de tamaños se realizó de acuerdo a la longitud del eje más 

largo de la cápsula. Cada clase se organizó, considerando una diferencia de 50 

unidades, es decir, la longitud menor más 50 micras. 

 

En el histograma de frecuencia para las cápsulas de GI, se observa que el tamaño 

general se encontraba en un rango de distribución que va desde 300 a 900 μm 

(Figura 11).  

 

a) b) c) 

d) e) f) 



 

55 

500

600

700

800

900

0 5 10 15 20 25

Q+C

Q+C+Ch

Count

Q+V

300

400

500

600

700

800

900

0 5 10 15 20 25


m

Count


m

450

500

550

600

650

700

750

800

850

900

950

0 5 10 15 20 25

Frecuencia


m

 

Figura 11. Dispersión del tamaño de las cápsulas de GI. Tratamientos: ■Qv, ■Q+C, 

■Q+C+Ch.  

 

Las cápsulas de quitosano-TPP, no presentan diferencias significativas, sin 

embargo, Q+C+Ch muestran el menor rango de dispersión de tamaño, de 500 μm 

a 850 μm (Figura 11). Debido a la variedad de tamaños observados, se muestra 

que este proceso de formación de cápsulas da como resultado partículas 

micrométricas con una distribución de tamaños poli dispersa. 

 

Las cápsulas de alginato oscilan, en cuanto a tamaño, en un rango de 300 a 900 

μm (Figura 12). Entre los tamaños de las cápsulas de Av y A+C, no existe 

diferencia significativa en cuanto al tamaño promedio, mientras que A+C+Ch es 

estadísticamente más pequeño, entre 350 a 550 μm (Figura 12).  
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En la literatura se reporta gran variedad de tamaño para la encapsulación de HEP. 

Entre ellos se encuentra Gerding-González et al. (2007) quien obtuvo cápsulas 

entre 2 y 3 mm de diámetro, Batista et al. (2014 ) con cápsulas de 650 y 1150 µm 

y (Wu et al., 2012) con encapsulados de 980-1300 µm; encapsulando B. bassiana; 

en este trabajo se lograron obtener tamaños de muestra menor. 
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Figura 12. Dispersión del tamaño de las cápsulas de CPE. ■Qv, ■Q+C, ■Q+C+Ch. 

 

De acuerdo a los valores obtenidos en la Tabla 7 se observan tamaños promedio 

inferior a 1mm, es decir, en el rango micrométrico. De acuerdo a la medición en 

todos los casos se produjeron materiales de tamaño micrométrico en promedio, 

cuyos valores oscilan en un rango de 453-971 μm; también se observa que existe 

diferencia significativa entre los tamaños de las cápsulas en casi todos los 

tratamientos (superíndice a, b, c, d), es decir, el tamaño si cambia en esos 

tratamientos. Lo que no sucede con los superíndices e y f, donde estadisticamente 

el tamaño no difiere a pesar de la dispersión de tamaño. 
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Tabla 7. Tamaño de cápsulas secas por liofilización de las cápsulas hechas mediante 

gelificación ionotrópica (GI) y formación de complejos polielectrólitos (FCPE) en función 

del valor de pH. 

 

Cápsulas 

Quitosano-TPP,  

pH 1.5 

Quitosano-TPP,  

pH 4 

Alginato-CaCl,  

pH 4 

Tamaño Tamaño Tamaño 

(v) 692.30±10.48 e 809.85±26.57 f 900.50±10.48 a 

(+C) 531.65±11.02 e 970.87±12.21 f 844.32±12.8 b 

(+C+Ch) 658.20±8.13 d 940.78 ±45.70 f 455.62±6.53 c 

Cápsulas: (v) vacías; (+C) con agente controlador; (+C+Ch) con agente controlador y 

chapulín. 

 

6.3.3 Identificación química de los compuestos mediante FTIR 

 

Para confirmar el entrecruzamiento de los materiales, se obtuvieron espectros  

FTIR  de los materiales vacíos obtenidos. Los datos arrojados de las cápsulas 

vacías se compararon con espectros de los polímeros empleados en su 

elaboración.  

 

La Figura 13 presenta los espectros FTIR del quitosano y de las cápsulas vacías 

de GI, Qv. En el espectro de quitosano se pueden apreciar las bandas 

características del polímero, a 3363 cm-1 una banda que corresponde a los grupos 

OH, a 3286 cm-1 del grupo N-H, a 1651 cm-1 la presencia la banda de amida I, a 

1580 cm-1 se aprecia la señal asociada al doblaje del grupo –NH2, a 1317 cm-1 la 

banda que corresponde a la amida III. Por otro lado el espectro de las cápsulas 

formadas por gelificación ionotrópica, Qv, se observa un desplazamiento de las 

bandas de los grupos OH y N-H hacia 3199 cm-1, lo cual se asocia a un 

incremento en puentes de hidrógeno debidos al entrecruzamiento, además en las 

microcápsulas la banda del amida I se desplaza a 1631cm-1 y la de 1580 cm-1 

desaparece y aparece una nueva banda a los 1530 cm-1 esto se atribuye a la 

unión entre los grupos fosfato y los iones amina (Hu et al., 2008), lo que refleja 

que los grupos NH2 se entrecruzan con los grupos fosfato del TT (Bhumkar & 

Pokharkar, 2006; Dimzon& Knepper, 2015). 
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Figura 13. Espectro FT-IR de los polímeros, Quit -) quitosano, así como de las cápsulas 

vacías, Qv -). 

 

Por su parte, en la Figura 14, podemos observar en el espectro del alginato, 

quitosano y las cápsulas vacías de CPE, en el  espectro de quitosano la presencia 

de una banda amplia a los 3254 cm-1 que corresponde a los grupos hidroxilo, y los 

picos característicos a 1593 cm-1 y 1404 cm-1, debidos a las vibraciones simétricas 

y asimétricas (streching) de los grupos COO-, respectivamente, mientras que en 

Av, después de la formación del CPE, estas mismas bandas se desplazan a 1589 

cm-1 y 1411 cm-1 y reducen su intensidad, lo cual se puede deberse principalmente 

a la formación de enlaces entre el alginato y el cloruro de calcio o bien a la 

formación del CPE con el quitosano. 
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Figura 14. Espectro FT-IR de los polímeros, espectro del alginato (Alg -), quitosano (Quit -

) y las cápsulas vacías (Av -) de CPE. 

 

Esto nos puede indicar que los grupos carboxilo de alginato cargados 

negativamente podrían estar interactuando con los cationes (Ca++ y grupos amino 

del quitosano). Por lo tanto, esos enlaces de hidrógeno intermolecular causan 

numerosos puntos de contacto para la creación de la red y demuestran la 

formación de matrices poliméricas similar a lo reportado por Batista et al. (2014). 

Por otro lado podemos observar la ausencia de bandas propias del quitosano en 

Av, lo que puede indicar un agotamiento de los grupos amino durante la formación 

del complejo, o bien que, la concentración de quitosano en la formulación de las 

microcápsulas es tan baja, que las señales del alginato se sobreponen a las de 

quitosano. 

 

6.3.4 Porosidad 

 

El área superficial específica de las cápsulas secas (CI y CPE) se midió por el 

método de sorción de N2 utilizando el modelo BET (Brunauer-Emmett-Teller). La 

Figura 15 muestra las isotermas de adsorción de N2 para los diferentes 

tratamientos realizados. De acuerdo a la forma obtenida durante el análisis de 

adsorción-desorción de N2, para los tratamientos GI, el comportamiento puede 
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clasificarse del tipo IV con un bucle de histéresis, éste comportamiento se asocia a 

un proceso de condensación capilar por lo cual podemos suponer que se trata de 

materiales mesoporosos de múltiples capas según lo reportado por (Sing, 1985). 

Sin embargo, se observan claras diferencias en el comportamiento del proceso de 

adsorción-desorción en función del polímero utilizado para encapsular.  
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Figura 15. Isotermas de adsorción de N2 de las cápsulas a) Qv, b) Av, c) Q+C, d) A+C, e) 

Q+C+Ch y f) A+C+Ch.  

 

a) b) 

c) d) 

e) f) 
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Para el caso de las cápsulas preparadas con quitosano-TPP a pH 1.5 (GI), a) Qv, 

c) Q+C, y e) Q+C+Ch, podemos observar un comportamiento muy similar en los 

tres casos, lo cual nos hace suponer que la incorporación de las partículas 

suspendidas en el proceso (conidios y sustrato) produjo cápsulas con una 

estructura similar. Además, podemos observar que la histéresis obtenida puede 

clasificarse como H3 indicativa de poros estrechos. Constatando el incremento en 

el volumen de la gráfica i) respecto a la iii), que fue del doble de la i), y comparado 

con la gráfica v) fue 1.4 veces mayor,  y entre iii) y v) fue apenas de 1.25 veces el 

incremento de volumen. Además es importante recalcar que para la misma 

presión relativa en los tres encapsulados, se observa la desorción, lo que confirma 

la similitud estructural en este tipo de cápsulas. 

 

Por otro lado, las cápsulas preparadas con alginato (CPE) pH 4, Figura 15  b) Av, 

d) A+C, y f) A+C+Ch, muestran un comportamiento que se ajusta al tipo II, y está 

asociado a materiales macroporosos, la curva también presenta un bucle de 

histéresis, el cual podemos clasificar como H4, que están asociados a materiales 

complejos que contienen macroporos y microporos (Sing, 1985). Se observa que 

tanto la forma como la presencia de histéresis se mantienen en los tratamientos, 

por lo que podemos asumir que la estructura es similar en los tres casos. Lo que 

nos permite observar una reducción de volumen conforme se incorporaba un 

nuevo componente en la cápsula   

 

A través de un análisis BET, se obtuvieron los valores de área superficial 

específica (SBET) y tamaño de poro (Tp) de las cápsulas, resumidos en la Tabla 8. 
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Tabla 8. Área superficial específica (SBET) y tamaño de poro de la GI (pH 1.5 y 4) y FCPE 

(pH 4). 

Tratamiento 

Quitosano-TPP, 

pH 1.5 

Quitosano-TPP, 

pH 4 

Alginato-CaCl, 

pH 4 

S (BET) 

(m2/g) 

Tamaño 

de poro 

(nm) 

S (BET) 

(m2/g) 

Tamaño 

de poro 

(nm) 

S (BET) 

(m2/g) 

Tamaño 

de poro 

(nm) 

(v) 14.9±1.3 7.64a 6.098±0.5 6.13* 1.25±0.05 0.69a* 

(+C) 17.8±1.1 9.36a 14.79±0.001 16.4 0.87±0.02 1.25a* 

(+C+Ch) 30.2±5.8 8.7a 19.05±1.41 16.07 0.672±0.21 1.24a* 

Cápsulas: (v) vacías; (+C) con agente controlador; (+C+Ch) con agente controlador y 

chapulín. 

 

El área superficial específica es el valor obtenido al medir el grado en el que un 

sólido interactúa con los alrededores, especialmente líquidos o gases, y puede 

representar el potencial de energía superficial para la unión con otra superficie 

(Thommes, 2010). Los resultados muestran claras diferencias entre el área 

superficial de los materiales GI, en comparación con aquellos formados por CPE. 

Se puede apreciar que los valores de área superficial de GI son mayores a los 

observados para CPE, lo que nos hace suponer que el proceso de gelificación 

ionotrópica produce materiales con superficies muy compactas que contienen 

poros de tamaño nanométrico, mientras que las cápsulas CPE resultan en 

materiales menos compactos, con áreas superficiales más pequeñas, así que 

podríamos suponer que se trata de materiales con tamaño de poro mayor 

(macroporos), sin embargo, los valores resultantes muestran tamaños menores 

<10 µm, posiblemente debido a que las cápsulas CPE tienen superficies 

complejas y cuentan con nanoporos dispersos sobre las paredes de los 

macroporos, y el valor obtenido corresponde a los primeros. 

 

Por otro lado, a pesar de que entre tratamientos con el mismo polímero, se 

producen partículas con estructura superficial similar, se observa claramente que 

la incorporación del inóculo y el sustrato afecta el comportamiento de los 

materiales. Podemos observar en el grupo de GI, el valor va aumentando, lo que 

hace suponer que la presencia de un compuesto orgánico presente en el sustrato 
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interacciona con la matriz y modifica la superficie, es por ello que al agregar el 

sustrato, que contiene un sin número de compuestos, incrementa en mayor 

medida el área superficial. Por el contrario, en los tratamientos CPE, el 

comportamiento es a la inversa. 

 

El incremento del pH a 4 en la GI (Tabla 8) tiene un efecto sobre la superficie que 

denota un descenso del área superficial, esto nos indica las existencia de poros 

más grandes gracias a la neutralización de los grupos amino funcionales, lo cual 

pudo  no favorecer el entrecruzamiento dando como resultado redes más abiertas 

(Mi et al., 1999), esto beneficia al microorganismo puesto que al tener poros más 

grandes incrementa la interacción de la cápsula con el medio, lo cual puede llevar 

a mayor absorción de vapor, y agua que incrementa la humedad dentro de la 

cápsula, sin embargo también tiene sus riesgos, como que se filtre algún 

microorganismo extraño y cause contaminación dentro de la cápsula. 

 

6.3.5 Hinchamiento 

 

En la Tabla 9 se enlistan los valores de W a t=240 minutos, tiempo en el que se 

logra el equilibrio,  donde se puede observar la tendencia de hinchamiento para 

ambos tratamientos (GI y CPE). Por otro lado, las cápsulas GI (Figura 16a) 

muestran la tendencia de W al llegar al equilibrio, la tendencia observada fue la 

siguiente QvQ+C+ChQ+C, lo que se puede interpretar como una consecuencia 

de interacción entre la matriz y los componentes que forman a los inmovilizados. 

Los valores de W240 para los tratamientos de CPE muestran la siguiente tendencia 

AvA+C+ChA+C. Al igual que GI, los tratamientos son altamente afines al 

solvente, todos los materiales muestran una ganancia de peso significativa en los 

primeros minutos del hinchamiento, además podemos hacer notar un discreto 

cambio en la pendiente alrededor de t= 30 min W aumenta, lo cual podría ser 

indicativo que la difusión se puede estar llevando a cabo en dos etapas, la primera 

cuando el solvente atraviesa la capa del CPE formado por Quitosano-Alginato y 



 

64 

por último el solvente llega al núcleo, donde el proceso se lleva a cabo más rápido 

esta teoría se sustenta con lo reportado por (Lee et al. 1997). 

 

Tabla 9. Valores de W240, Medición a 25 °C en agua destilada. 

Tratamiento 

Quitosano (GI) 

pH 1.5  

Alginato (CPE) 

pH 4 

W240(W/Wo) [mg] 

V 16.60±0.4 12.04±2.8 

+C 6.79±1.5 10.36±1.9 

+C+Ch 9.44±0.8 11.2±0.9 

 

Los resultados experimentales se muestran en las Figuras 16 y 17. El 

comportamiento experimental en ambos tratamientos muestra que el tiempo que 

se requiere para alcanzar la mitad del hinchamiento al equilibrio es de 

aproximadamente 10 minutos, lo cual nos hace suponer que las cápsulas 

formadas resultaron tener gran afinidad al solvente, es decir son altamente 

higroscópicas.  

 

Se observó que la presencia del conido influyo en la matriz de inmovilización, 

influye sobre el proceso de hinchamiento, esto hace pensar que existe alguna 

interacción de la matriz con el organismo y compromete los grupos funcionales 

hidrófilos en la matriz de inmovilización. 
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Figura 16. Valores experimentales de hinchamiento W de muestras de cápsulas 

preparadas  por a) GI pH 1.5 y b) CPE pH 4, en agua destilada a 25 °C. V (-■-), +C (-■-), 

+C+Ch (-■-). 
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Es evidente la influencia del pH de formación de las cápsulas sobre el proceso de 

hinchamiento. Las Figuras 16 y 17 muestran que al aumentar el pH, el 

comportamiento del hinchamiento es independiente de la inmovilización, esto 

puede ser debido a que los grupos amino de las muestras preparadas a pH 4 se 

neutralizan y ya no contribuyen al proceso de hinchamiento.  
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Figura 17. Valores experimentales de hinchamiento W de muestras de cápsulas 

preparadas por a) GI y b) CPE a pH 4, en ambiente saturado en vapor de agua a 25 °C. V 

(-■-), +C (-■-), +C+Ch (-■-). 

 

La Tabla 10 muestra los valores de W a los 240 minutos solo para el proceso de 

GI. En el proceso de elaboración de las cápsulas se ajustó el pH de la reacción 

añadiendo NaOH, esto supone la neutralización parcial de los grupos amino del 

quitosano, disminuyendo el grado de ionización de la matriz resultante, y restando 

el efecto electrostático que tiene la presencia de los grupos protonados de la 

matriz (Peppas & Khare, 1993).  
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Tabla 10.  Valores de W240, para GI, pH 1.5 y 4. Medición a 25 °C en agua MilliQ.  

Tratamiento 

Quitosano (GI) 

W240(W/Wo)  

pH 1.5 [mg] 

W240(W/Wo)  

pH 4 [mg] 

V 16.60±0.4 8.1±0.5 

+C 6.79±1.5 8.7±0.5 

+C+Ch 9.44±0.8 8.89±0.76 

 

La Figura 18 muestra la capacidad de las cápsulas para regresar a su forma 

original aún despues de haber sido liofilizadas. Se muestran las cápsulas al inicio 

de la prueba de hichamiento para GI y FCPE (Figura 18 a, c) y al finalizar la 

prueba (Figura 18 b, d). 

 

Figura 18. Morfología de cápsulas de quitosano y alginato mediante microscopia óptica, 

4X. Esferas antes de iniciar la prueba de humedad: a) GI, c) FCPE; esferas al termino del 

tiempo de hinchamiento (180 min.): b) GI, d) FCPE. 

 

6.3.6 Absorción de vapor 

 

Se evaluó la absorción de vapor, para determinar la capacidad de absorber 

humedad del medio, a temperatura y presión constante. La interacción de los 

grupos -NH2 con las moléculas de agua se observó en el proceso de sorción en 

las cápsulas de GI, donde se obtuvó mayor contenido de agua por gramo de 

polímero Qv. Esto coincide con los grupos funcionales presentes en quitosano. El 

a) 

c) 

b) 

d) 



 

67 

tratamiento que contiene tanto al agente controlador (+C) como al sustrato 

(Q+C+Ch) puede absorber mayor cantidad de agua, en compararacion con los 

tratamientos que solo contienen al agente controlador (+C). La Figura 19 y la 

Figura 20 muestran la ganancia en peso debida a la adsorción en función del 

tiempo. 

 

De forma similar que el hinchamiento Qv es el tratamiento que más adsorbe 

humedad. Podemos observar que para todos los tratamientos preparados por GI, 

el máximo se alcanza aproximadamente a los 180 min y se mantiene hasta el final 

del experimento, esto indica que las cápsulas han absorbido la máxima cantidad 

de agua y el sistema se encuentra en equilibrio (Figura 19).  

 

A pesar que los valores de adsorción final de las cápsulas preparadas por CPE 

son mayores no existe diferencia significativa entre ellos. Sin embargo, pueden 

notarse diferencias en el comportamiento en la adsorción. Podemos observar por 

la forma de la curva que GI tiene un patrón de adsorción muy semejante al 

hinchamiento, la adsorción de agua es rápida. Mientras que el valor de adsorción 

máximo de CPE se alcanza a tiempos mayores en el orden de los 1000 min. Por 

otro lado, podemos ver que la adsorción comienza muy rápido hasta los primero 

30 min, pasado ese tiempo la adsorción se vuelve gradual, lo que nos hace 

suponer que, al igual que el hinchamiento, la capa de quitosano adsorbe 

rápidamente pero una vez que se superó este frente la absorción se vuelve más 

lenta (Hyunah et al., 2011).  
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Figura 19. Valores experimentales adsorción de vapor W de muestras de cápsulas 

preparadas  por a) GI, pH 1.5 y b) CPE, pH 4 en ambiente saturado de humedad a 25 °C. 

V (-■-), +C (-■-), +C+Ch (-■-). 

 

Por otro lado, notamos diferencias en los materiales formados con pH mayores. 

En la Figura 20 la adsorción es mayor en estas cápsulas, y a los mismos tiempos 

(1300 min), las cápsulas de CPE pH 4 aún no alcanzan el equilibrio. 
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Figura 20. Absorción de vapor de esferas W cápsulas preparadas por a) GI, pH 4 y b) 

CPE, pH 4 en ambiente saturado en vapor de agua a 25 °C. V (-■-), +C (-■-), +C+Ch (-■-). 

 

La presencia y distribución de humedad en el material de quitosano depende en 

gran medida de la humedad relativa ambiente (HR). La literatura indica que en 

condiciones de alta humedad (HR> 60%), las moléculas de agua penetran más 

intensamente a través de las cadenas de quitosano, por lo que el contenido de 

humedad de quitosano aumenta significativamente (Despond, Espuche & Domard, 

2001; No & Prinyawiwatkul, 2009). El análisis de sorción de agua con quitosano 

llevado a cabo bajo condiciones ambientales (25 °C, 60% HR) demostró que el 
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quitosano absorbió 14% -16% (p/p) de agua (en 100 min) y la velocidad del 

proceso dependía del polímero.  

 

Kurek et al., (2014) reportó que el aumento de la humedad ambiental de 0% a 

75% presentaba mayor hinchazón en las películas de quitosano, que lo hace 

responsable de una liberación mayor y más rápida del compuesto activo. Los 

quitosanos poseen una muy alta afinidad agua/humedad (Zhang et al., 2011; 

Szymańska & Winnicka, 2015), lo cual, se vio reflejado en el aumento de peso de 

las cápsulas con respecto al tiempo, en todos los tratamientos evaluados. Tanto 

las pruebas de hinchamiento como las de absorcion de vapor reflejan la afinidad 

del quitosano por el agua y la humedad, ya que en ambas el cambio de peso, 

debido a la exposicion de agua y al vapor de agua, se ve reflejado en la tendencia 

de los tratamientos que se encuentran en las Figura 18 y 19. 

6.4 CARACTERIZACIÓN MICROBIOLÓGICA DE LAS CÁPSULAS  

 

6.4.1  Comportamiento y biodegradación de las cápsulas in vitro 

 

La importancia del comportamiento y degradación de las cápsulas en medio sólido 

radica en que es una simulación in vitro que semeja las condiciones ideales en un 

medio sólido, que en la práctica seria lo parecido al suelo;  medio con el que 

estará en contacto el hongo en la naturaleza. 

 

En la Figura 21, se muestran las cápsulas vacías de ambos procesos de 

encapsulación a lo largo de un mes de observación, las imágenes muestran los 

días donde se observó un cambio físico en las cápsulas; siendo las cápsulas de 

alginato (CPE) las que mayor daño presentaron en el menor tiempo; debido que a 

apartir del séptimo día (Figura 21 e) se observaron grietas sobre la superficie de la 

cápsula, para el día 31 se obsevaba un ligero hundimiento. A pesar de que las 

cápsulas comienzan a mostrar daños, ninguna de ellas presenta ruptura. Las 

cápsulas de quitosano hechas mediante GI son las que menor daño presentan a lo 

largo de todo el mes, tardando 23 días (Figura 21 b) para mostrar al menos un 
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cambio en su forma que se mantiene hasta los 31 días (Figura 21 c); a pesar del 

cambio, no se logra apreciar una ruptura o fragmentación en la estructura del 

material. 

 

Figura 21. Comportamiento y biodegradación de las cápsulas in vitro. Parte superior: Qv 

t=0 días (a), 23 días (b)  y 31 días (c). Parte inferior se muestran las cápsulas hechas 

mediante CPE al inicio de la observación t=0 días (d), a los 7 días (e)  y a los 31 días (f). 

 

En el tratamiento Q+C se observa presencia de conidios fuera de la cápsula a 

partir del día cuatro (Figura 22 b), también se logra observar a partir del día 13 un 

ligero crecimiento de hifas en el exterior de la cápsula (Figura 22 c), dando inicio al 

crecimiento del hongo, sin embargo, este crecimiento se ve interrumpido, porque 

las hifas que parecían ya germinadas no alcanzaron a formar una colonia y a 

multiplicar el hongo en el medio sólido (Figura 22 c). Al llegar al día 15 (Figura 22 

d), la cápsula presento fracturas más notorias, que no siguieron incrementando en 

los días restantes, esto puede indicar resistencia de la matriz de quitosano a la 

degradación del medio. Al finalizar el mes de observación, no se presentó 

crecimiento de Beuaveria bassiana en el medio, y no se observaron más señales 

de fractura o deformación en la cápsula. 

 

a) b) c) 

d) e) f) 
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Figura 22. Comportamiento y biodegradación de las cápsulas in vitro. Cápsulas Q+C, t=0 

(a), a los 4 días (b), 13 días (c),  y 15 días (d).Flechas negras y circulo amarillo: conidios 

expulsados, flechas verdes: conidios germinando; flechas rojas: cuarteadura en cápsula. 

 

El tratamiento Q+C+Ch presenta hasta el cuarto día (Figura 23 b) la expulsión de 

conidios al medio, similar al tratamiento Q+C. Al día 13 se comienzan a observar 

fracturas en la estructura de la cápsula (Figura 23 c), que se vuelven más 

pronunciadas en el día 19 (Figura 23 d), para el día 31 la cantidad de conidios en 

el exterior del medio aumenta (Figura 23 e), a pesar de que la cápsula no mostró 

signos visibles de rumpura, indicativo de la existencia de poros. Se puede suponer 

que la liberación del contenido de la cápsula se da a través de las fracturas de la 

matriz, las cuales aumentan con el tiempo. Del mismo modo en el tratamiento 

Q+C, las cápsulas no generaron crecimiento, esto puede ser debido a que el 

organismo perdió viabilidad en algún momento de la manipulación o proceso de 

preparación. 

. 

. 

a) b) c) d) 
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Figura 23. Comportamiento y biodegradación de las cápsulas in vitro. Cápsulas Q+C+Ch 

hechas mediante GI. Al inicio de la observación al t=0 días (a), 4 días (b),13 días (c), 19 

días (d), y 31 días (e). 

 

Del mismo modo en los tratamientos de CPE, se observa la liberación progresiva 

de conidios al medio a partir del 4to día de cultivo, contrario a los resultados del 

tratamiento anteriormente descrito. El tratamiento A+C (Figura 24 b), mostró 

crecimiento micelial que comenzó a salir de la cápsula; diferente a lo que se 

esperaba, con un rompimiento previo de la cápsula o liberación de los conidios al 

exterior para que el hongo pudiera crecer. Sin embargo, el hecho de que los 

conidios puedan salir de la cápsula sin romperla (Figura 24 c), refuerza el hecho 

de que se obtuvo una cápsula porosa, que permite la interacción e intercambio 

con el medio, lo que favorece el crecimiento de conidios. Las hifas crecieron en los 

días posteriores hasta completar el mes de observación, sin embargo en ese 

tiempo el hongo o agente de control biológico no colonizó la caja completamente. 

Indicativo de cierta pérdida en las funciones biológicas del hongo, estrés o falta de 

adaptacion al medio, debido a que su periodo reproductivo se vio detenido. 

 

c) 
a) 

b) d)  e) 



 

73 

 

Figura 24. Comportamiento y biodegradación de las cápsulas in vitro. Cápsulas A+C 

hechas mediante FCPE. Al inicio de la observación, (a), día 3 (b), día 5 (c). 

 

Las cápsulas del tratamiento A+C+Ch comienzan la liberación de conidios a partir 

del cuarto día (Figura 25 b), y los cambios en la estructura de la cápsula 

comienzan a verse a partir del día 13 (Figura 25 c). Manifestándose mayormente 

el día 15 (Figura 25 d); a partir del día 23 el daño en la cápsula se hace más 

visible (Figura 25 e y 25 f). Cabe hace notar que este tratamiento tarda más 

tiempo en sufrir daños, 13 días, en comparación con las cápsulas vacías (Av), 7 

días. Una posible explicacion a la resistencia al daño podria deberse a la adicion 

del sustrato, el chapulin, el cual al estar formado en su mayor parte por proteína y 

al fusionarse con la matriz de alginato, le puede adicionar fuerza y resistencia a la 

estructura. 

 

Figura 25. Comportamiento y biodegradación de las cápsulas in vitro. Cápsulas A+C+Ch 

hechas mediante FCPE. Parte superior izquierda, tiempo cero, al inicio de la observación, 

(a),  día 4 (b),13días (c) ,15 días ( d),  y 23 días de observación (e y f). 

 

En resumen, las cápsulas comienzan con la liberación del material a partir del 

cuarto día en las dos formas de encapsulación GI y FCPE esto nos da pauta para 

f) 

a) 

b) 

d) b) c) 

a) b) c) 

d) e) 
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ir conociendo el comportamiento de la cápsula despues de su fabricación y 

aspersión en un medio húmedo. De todos los tratamientos, las cápsulas de 

alginato recibierón mayor daño en menor tiempo en comparación con las cápsulas 

de quitosano, que tardaron más en sufrir cambios; pero las cápsulas de A+C 

fueron las únicas capaces de mantener conidios aún viables con crecimiento de B. 

bassiana, puesto que los demás tratamientos sólo mostraron liberación de material 

biológico pero no crecimiento. 

 

Para  los tratamientos con pH 4 de GI, se presentó crecimiento del ACB en un 

periodo de 3 días, al sexto día ya había invadido la cápsula completamente, hasta 

el octavo día la caja de cultivo fue invadida completamente; lo mismo sucedió para 

los tratamientos de CPE. Todas las cápsulas que contenían +C y +C+Ch 

coincidieron con el mismo tiempo de crecimiento (Figura 26 a, b, c). El hecho de 

que ambos tratamientos GI y CPE tuvieran un crecimiento de Beauveria similar, 

puede estar indicando que la matriz polimerica, cápsula, no es un impedimento 

directo para el crecimiento biologico cuando las condiciones de encapsulación se 

alinean minimante con las requeridas por el microorganismo, más que las 

requeridas por el material. Un ejemplo de ello, el cambio de pH de la solucion del 

quitosano; porque aunque la literatura indique que para una matriz polimerica de 

quitosano es mejor con un pH ácido ~1, la realidad experimental muestra que para 

el organismo biologico, es un impedimento; es necesario buscar el punto en donde 

ambos puedan estar presentes. El rápido crecimiento también puede ser indicativo 

de que no hay presente, por lo menos los primeros dos meses, una perdida de la 

actividad metabolica del hongo dentro de la cápsula. Muestra de ello es el 

incremento de conidios observados, y la existencia de concentración enzimática.  

 

La Figura 26 muestra de manera general como se observaron los tratamientos, a 

partir de que el hongo comenzó a mostrar señales de crecimiento, hasta la 

formacion de la colonia, cabe mencionar que en todos los tratamientos de GI y 

CPE la manera de crecimiento fue la misma.  
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Figura 26. Comportamiento y crecimiento del hongo, para todos los tratamientos de GI y 

CPE, al someterlo a un medio de cultivo sólido. (a) 3 días, (b) 6 días, (c) 8 días.  

 

6.4.2 Estudios de estabilidad (Viabilidad) 

 

La prueba de viabilidad de las cápsulas para el tratamiento a pH 1.5 con tres 

meses de almacenamiento mostró nulo crecimiento del ACB en todos los 

tratamientos hechos mediante GI. La baja viabilidad pudó deberse a diferentes 

causas, como  la antigüedad del inóculo, debido a que antes de ser encapsulado 

ya contaba con un periodo de 4 meses de almacenamiento, el bajo pH de la 

solución de quitosano, alrededor de 1.5. Para encontrar la causa de la pérdida de 

viabilidad del ACB, se evaluaron distintos tratamientos (Tabla 11). Para la 

evaluacion del porcentaje de viabilidad, en las cápsulas a pH 4, se tomó en cuenta 

un inóculo reciente, y con una mayor concentración conidial. En los experimentos 

se observó que la cepa que contaba con un período de almacenamiento de 1 año 

tenía una viabilidad por debajo de la cepa recien activada. 

 

Tabla 11. Viabilidad de conidios en diferentes medios. El inóculo con almacenamiento de 

1 año (viabilidad terminada a los 8 días) y el inóculo reactivado (viabilidad terminada a los 

2 días).  

 

Tratamientos 
Inóculo viejo 

[% Viabilidad] 

Inóculo nuevo 

[% Viabilidad] 

Agua 30 ± 0.06 80±0.085 

Ácido acético 1M 0 80±0.97 

HCl 1M 0 80±0.87 

Quitosano pH 1.5 0 0 

Quitosano con  A. acético pH 4 10±0.99 80±1.24 

Quitosano con HCl pH 4 10±1.00 80±1.00 

a) 
A
L. 

b) 
A
L. 

c) 
A
L. 
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Se observó en los experimentos de la Tabla 11 que los tratamientos con ácido 

acético eran más propicios a la contaminación que aquellos que contenían HCl a 

pH 4, por esta razón los tratamientos se realizaron con HCl, evaluando la 

viabilidad después de encapsular y después del proceso de secado. 

 

La viabilidad de las cápsulas después del proceso de inmovilización del nuevo 

inóculo se presenta en la Tabla 12. Se observó que los tratamientos hechos 

mediante GI tenían una viabilidad menor (65% en promedio) a los tratamientos 

hechos por CPE (75% en promedio), los cuales mantuvieron la viabilidad cercana 

a la del inóculo (85%); indicando que el proceso de encapsulación podría estar 

afectando a la célula. Después de encapsular, el producto se liofiliza para poder 

almacenar y conservar los conidios, las pruebas de viabilidad realizadas después 

de este proceso presentaron una disminución en la viabilidad para todos los 

tratamientos y además un retraso de 4 días en el crecimiento de Bb 885.2, en 

comparación a las viabilidades realizadas al inóculo inicial y a las cápsulas recién 

elaboradas, que presentaban crecimiento a las 48 horas. La disminución de la 

viabilidad y el retraso del crecimiento del hongo pueden deberse al proceso de 

secado, ya que la obtención de los conidios antes de encapsular es mediante 

liofilización, y durante el secado de las cápsulas, estas se vuelven a liofilizar. Este 

doble proceso de extracción de agua de la célula, podría afectar su 

funcionamiento; otra razón podría deberse al congelamiento con nitrógeno líquido 

(-195.8 °C) al que son sometidas las cápsulas antes de ser liofilizadas, ya que con 

este proceso en la etapa de desorción, los productos alcanzan una humedad final 

alrededor del 2%, la cual no fuera suficiente para que el hongo reactivara su 

crecimiento, por esta razón el método puede ser agresivo para la célula y provocar 

daños en su funcionamiento por la baja temperatura. La viabilidad realizada 

después de la liofilización, refuerza esta hipotesis, mostrando una notable 

disminución en la viabilidad para todos los tratamientos (Tabla 12); además el 

crecimiento se registró al cuarto día (96 horas), el doble de tiempo que tardaron 

las viabilidades realizadas al inóculo y a las cápsulas recién elaboradas.  
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 Sin embargo se conoce que la congelación mediante nitrogeno líquido es 

inmediata, provocando la formación de diminutos cristales de agua que no dañan 

a la celula; una congelación a una temperatura mayor propicia la formación de 

cristales de mayor tamaño que al ser amorfos pueden causar el rompimiento de 

paredes celulares (Mazur, 1977). 

 

Tabla 12.  Porcentaje de viabilidad de Beauveria bassiana como inóculo (Mes 0, viabilidad 

t=2días) y dentro de las cápsulas recién preparadas sin liofilizar y liofilizadas a t=0 (recién 

preparadas) y 1 y 2 meses con pH 4. 

Muestra 

Viabilidad 

[%] 

Mes 0 

Antes de 

liofilizar 

Mes 0 

Después 

de liofilizar 

Mes 1 

25°C 

Mes 1 

4°C 

Mes 2 

25°C 

Mes 2 

4°C 

Q+C 70.84±2.43a 61.36±2.43a 79.66±2.35a 80.00±2.30a 54.50±7.613a 
44.70±1.54 

A 

Q+C+Ch 63.80±0.74a 50.36±0.74a 68.5±2.48a 69.00±2.44a 51.00±4.036a 78.20±2.79a 

A+C 82.08±2.91a 60.84±2.81a 82.8±2.75a 83.50±2.68a 20.00±4.865a 51.70±1.82a 

A+C+Ch 70.29±3.11a 58.53±3.11a 77.78±2.63a 77.00±5.5a 71.50±7.028a 53.00±1.85a 

Inóculo 85.00±1.35a 85.22±1.889a 81.94±5.373a 

*Misma letra significa que no son significativamente diferentes según la prueba de Tukey (P 

<0.05). 

Datos experimentales: t de tiempo de crecimiento de conidios. Frescas = 2 días y t de tiempo 

de crecimiento de conidios liofilizadas = 4 días, se consideran sólo los tratamientos donde se 

realizó inmovilización. 

 

Durante el primer mes de almacenamiento, se observó un aumento en la viabilidad 

en todo los tratamientos, en especial en los tratamientos A+C y Q+ C, esto puede 

deberse a que el ACB se recupera después del proceso de inmovilización; pero el 

tiempo que tarda en alcanzar una viabilidad del 80% no disminuye, son necesarios 

4 días, mientras que el inóculo alcanza una viabilidad del 85% en un período de 2 

días.  

 

En el segundo mes, el tratamiento Q+C+Ch a temperatura 4°C mostró un aumento 

en su viabilidad, seguido del tratamiento A+C+Ch quien a pesar de no aumentar 

su viabilidad fue el segundo mejor tratamiento, mientras que los restantes 

mostraron una general pérdida de viabilidad. Estos resultados pueden sugerir que 

el chapulín como inductor podría estar mostrando el efecto esperado, servir como 
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fuente de sustrato para el hongo. En apariencia los tratamientos +C+Ch muestran 

mejores resultados para esta variable y el buen funcionamiento del agente 

controlador se mantiene durante el primer. Sin embargo, estadísticamente no hay 

diferencia significativa, (P>0.005) entre los tratamientos usados en la 

encapsulación, el tiempo de almacenamiento y la temperatura de almacenamiento. 

Estadísticamente tanto el método de CPE y el de GI, pH 4-, son apropiados y 

eficientes para preservar la viabilidad, conservar y proteger al ACB, lo cual se 

sustenta aún más con el análisis realizado por chi-cuadrada, la cual muestra 

dependencia entre estos mismos factores (tratamiento, temperatura, tiempo) 

(P>0.005). 

 

Estudios realizados con biopolímeros han demostrado que la temperatura de 

almacenamiento tiene un efecto sobre la cantidad de conidios que se producen a 

lo largo del almacenamiento, estos autores (Fravel, 1985; Gerding-González et al., 

2007b; Marques et al., 1999a; Pereira & Roberts, 1991) han observadó un 

aumento de conidios en las cápsulas a lo largo del tiempo, donde la temperatura 

ambiental (22°C hasta 35°C) no tuvo influencia significativa en el crecimiento del 

los conidios, pudiendo aguantar hasta 17 semanas. Esto fundamenta el hecho de 

que la encapsulación ayuda al microorganismo a protegerse del ambiente y de la 

temperatura, lo cual contribuiría al ahorro de energía para su almacenamiento y 

además disminuirá el efecto que causa el mal almacenamiento de estos productos 

cuando se comercializan. Pereira & Roberts, 1991 observaron un aumento de 

conidios en las cápsulas a lo largo del tiempo, donde la temperatura ambiental 

(22°C) no tuvo una influencia significativa en el crecimiento de los conidios. 

Marques, Alves, & Marques, (1999) reportaron cápsulas con B. bassiana con la 

capacidad de mantener conidios viables a diferentes temperaturas (25, 30,35 °C) 

hasta por 90 días y 120 días. Con el método propuesto se logró mantener la 

viabilidad de los conidios de B. bassiana a temperatura ambiente 

 

Liu & Liu (2009) investigaron formulaciones y la estabilidad de estas formulaciones 

evaluadas durante 6 meses a una temperatura de 4 °C. Los conidios 
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encapsulados permanecieron viables hasta el 6º mes, con un 80% de viabilidad en 

este período. Mientras que, los conidios del control, presentaban un descenso 

significativo en las tasas de germinación a lo largo de los meses, alcanzando el 

50% en el 6º mes. Después de siete meses de almacenamiento, todos los 

liofilizados permanecieron en un estado amorfo, también observaron que las 

cápsulas se redispersaron fácilmente sin agregación de partículas después de la 

reconstitución. Sin embargo, la liofilización puede imponer estrés a los materiales 

lábiles. Esto se debe a que el quitosano experimenta fuertes enlaces de hidrógeno 

intra e intermoleculares e interacciones hidrofóbicas que pueden afectar 

negativamente a las propiedades fisicoquímicas, como la viscosidad y la 

capacidad de absorción de agua. Además, una eliminación demasiado dura del 

agua residual del material de quitosano podría dar como resultado la 

desestabilización de la estructura del polímero. Las formulaciones almacenadas 

presentan mayor viscosidad y resistencia (Mazzitelli et al., 2013; Szymańska & 

Winnicka, 2015). 

 

Finalmente, se formuló un producto que permaneció viable durante las 

condiciones evaluadas. Este es un avance importante, particularmente porque las 

formulaciones actualmente disponibles duran hasta 90 días en condiciones no 

refrigeradas, y este producto mantuvo la viabilidad. Una vida útil adecuada para un 

formulado biológico a temperatura ambiente es un requisito esencial para la 

aceptación y comercialización. Otra ventaja es la reducción en el volumen de 

transporte; la presentación en polvo ocupa menos volumen, que cuando se usa el 

tradicional arroz con el hongo. Todas estas ventajas harán que este producto sea 

rentable, atractivo y viable para el consumidor, además de cuidar aspectos 

ambientales como el ser biodegradable, y sin ningun tipo de contaminancion por 

parte del material biológico y la matriz en la que viene envuelta dicho material. 
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6.5 CRECIMIENTO DE Beauveria bassiana DENTRO DE LAS CÁPSULAS. 

 

6.5.1 Conteo conidial 

 

La concentración de conidios presente por miligramo de cápsula para los 

tratamientos de CPE y GI se resume en las Figuras 27 y 28. En esta gráfica se 

observa un descenso en la concentración de conidios en los primeros tres meses 

de almacenamiento y otro descenso a los 6 meses, lo cual nos indica que los 

conidios no se duplicarón, como se esperaba, esto se confirma con la ausencia de 

viabilidad en los mismos meses. En las tablas de la sección 9.2 (Sección de 

Anexos) se presenta el valor numérico de cada tratamiento. 

 

 

 

Figura 27. Concentración de conidios por miligramo de cápsula durante el 

almacenamiento, con variaciones de tiempo (0,3 y 6 meses) y temperatura: TA 

(temperatura ambiente 25°C) y TF (temperatura fría, 4°C). ■ Mes 0 (TA), ■ Mes 3 (TA),  ■ 

Mes 3 (TF), ■ Mes 6 (TA),  ■ Mes 6 (TF). 

 

La disminución de los conidios puede deberse al proceso de encapsulación, que 

podría estar afectando la integridad de los conidios. Pues a pesar de ser la forma 

de supervivencia más resistente, no dejan de ser células sensibles, que pueden 

N° conidios 

[1x107 

conidios/mg 

cápsula] 
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ser afectadas por cambios abruptos de temperatura; como el enfriamiento de las 

cápsulas con nitrógeno líquido, o la liofilización que conlleva el proceso de 

producción. Se podría considerar que las cápsulas brindan mayor protección a las 

células y que la liofilización no causaría inconveniente, sin embargo, debido a la 

porosidad se cree que la liofilización tiene un efecto de deshidratación sobre los 

conidios, debido a que en este proceso no solo el agua de la matriz se elimina, 

sino también se extrae agua de la celula (conidios) que previamente fueron 

liofilizados, esta idea se fundamenta más al ver los resultados de viabilidad, donde 

la viabilidad de los conidios antes de ser liofilizados es mayor en todos los 

tratamientos antes del secado y disminuye después de este proceso.  

 

Otro factor del que se podría sospechar es de una inhibición o estrés causado por 

el sustrato, chapulín, sin embargo, los tratamientos que no contienen chapulín 

(Q+C y A+C) también sufren una disminución de conidios. Al ver el nulo 

incremento en los conidios, y que además el pH de la solución de quitosano para 

la GI es ≤1, mientras que el pH recomendado para su crecimiento son superiores 

a 4 (Mishra & Malik, 2012; Padmavathi et al., 2003; Pham et al., 2009) se infiere 

fuertemente que el proceso de producción de las cápsulas y la solución del 

polímero afecta la integridad de los conidios. 

 

Las cápsulas obtenidas con un nuevo inóculo, mostraron un incremento en la 

concentración de conidios por miligramo de cápsula durante el primer mes, de 

3000-4000 veces más en comparación con el mes cero o inicial, durante el 

segundo mes de almacenamiento aumentó 1000 veces más en comparación al 

primer mes de almacenamiento, esto puede deberse a que la cepa estaba activa, 

es decir, son células nuevas en proceso de crecimiento y reproducción. Prueba de 

ello fue el comienzo de la germinación que presentaron los conidios al segundo 

mes de almacenamiento, con un 60% de conidios germinados en los tratamientos 

+C+Ch y un 50% para los tratamientos +C para ambos procesos de encapsulación 

(Figura 28). Observar una alta tasa de germinación en los conidios dentro de las 

cápsulas nos indica que las células están activas y en proceso reproductivo, lo 
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cual complementa los resultados de viabilidad y las observación en sólido, donde 

los conidios se están expresando al formar UFC y mostrar crecimiento en el medio 

(Figura 26 b y c). El hecho de que los conidios aumentaran cada mes, refleja una 

posible adaptación de la cepa a la matriz polimérica y al sustrato. Además es 

importante mencionar que estos tratamientos además se mantienen a temperatura 

ambiente, lo cual es benéfico para el usuario final, productor, debido a que se 

generó un producto que mantiene activo su metabolismo, germina, y además tiene 

el plus de que puede o no estar refrigerado. Esto ataca directamente uno de los 

problemas que presentan los formulados biológicos, y es el hecho de que muchas 

veces durante la manipulación y el transporte no se mantiene el producto en las 

condiciones de temperatura requeridas por el fabricante, causando que el 

microorganismo pierda efectividad al momento de ser aplicado. 

  

Estudios realizados de encapsulación con alginato han demostrado que la 

temperatura de almacenamiento tiene un efecto sobre la cantidad de conidios que 

se producen a lo largo del almacenamiento. Se ha observado un aumento de 

conidios en las cápsulas a lo largo del tiempo, (Fravel et al., 1985; Pereira & 

Roberts, 1991b; Marques, Alves & Marques, 1999b; Gerding-González et al., 

2007a) donde la temperatura ambiental (22°C hasta 35°C) no tuvo influencia 

significativa en el crecimiento de los conidios, permaneciendo viables hasta 17 

semanas. Las concentraciones conidiales obtenidas fueron mayores a los 

reportados por trabajos similares de encapsulación de Beauveria bassiana 

(Pereira & Roberts, 1991b; Marques, Alves & Marques, 1999b; Gerding-González 

et al., 2007a), donde las concentraciones alcanzadas se mantenían en órdenes de 

1x108 con/mL mientras que las de este trabajo tenia concentraciones de 1x1014 

por miligramo de cápsula. 
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Figura 28. Concentración de conidios por miligramo de cápsula durante el 

almacenamiento, con variaciones de tiempo (0, y  1 mes) y temperatura: TA (temperatura 

ambiente 25°C) y TF (temperatura fría, 4°C). ■ Mes 0 (TA), ■ Mes 1 (TA),  ■ Mes 1 (TF), ■ 

Mes 2 (TA),  ■ Mes 2 (TF). 

 

Sin embargo, las pruebas estadísticas demuestran que no hay diferencia 

significativa (P>0.05) entre tratamientos y temperatura, pero si hay significancia en 

cuanto al tiempo de almacenamiento (P<0.05), es decir, en la concentración 

conidial el proceso de encapsulación o las temperaturas de almacenamiento 

probadas no tienen efecto significativo, pero el tiempo de almacenamiento sí. 

Específicamente en el segundo mes, entre los efectos principales, el método de 

encapsulación de FCPE es el que tiene mayor efecto; en cuanto a tratamientos 

A+C+Ch, Q+C+Ch, A+C, Q+C, la temperatura de mayor efecto es la temperatura 

ambiente (25°C). Pero al comparar contra el inóculo todos los tratamientos 

evaluados, el tiempo de almacenamiento también deja de influir en los resultados 

del análisis, volviendo a la concentración del inóculo el factor de mayor 

significancia. 

 

N° conidios 

[1x107 

conidios/mg 

cápsula] 
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6.6 ACTIVIDADES ENZIMÁTICAS DE B. bassiana DENTRO DE LAS 

CÁPSULAS 

 

En el seguimiento de la actividad volumétrica enzimática que actúa como 

mecanismo de defensa contra plagas o de adaptación a nuevos hábitat, se 

observó que las actividades enzimaticas fueron decayendo con el tiempo. Los 

resultados obtenidos para GI, pH 1.5, y CPE, pH 4, pueden indicar nula actividad 

biológica del ACB dentro de la cápsula (Figura 29). Sin embargo, en el sexto mes 

aún existía presencia de actividad enzimática en las cápsulas almacenadas a 

temperatura ambiente, lo que puede indicar que la matriz polimérica tiene 

potencial para la encapsulación enzimática, ya que mantuvó la actividad 

enzimática aún sin enfriamiento, que es requerido en las enzimas para mantener 

su actividad y eficacia. Sin embargo, se debe considerar el hecho de que la 

actividad enzimática disinuye con el almacenamiento. Otro mecanismo sugerido, 

aparte de la temperatura, que causa la pérdida de actividad es el envejecimiento 

de la enzima, que se produce debido a la oxidación de las proteínas que modifican 

los residuos de histidina y lisina afectando su función enzimática o biológica 

(Machado et al., 1991). 
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Figura 29. Actividades enzimáticas por miligramo de cápsula en los diferentes métodos de encapsulación (GI, pH 1.5 y FCPE) y en 

diferentes periodos de almacenamiento (0 y 6 meses) con diferentes temperaturas (TA y TF). ■ Mes 0, (TA), ■ Mes 6 (TA),  ■ Mes 6 

(TF). 
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Al comparar el cambio de pH en la encapsulación de GI contra la FCPE se 

observó que la tendencia en la actividad enzimática es muy similar, pues cuanto 

más pasa el tiempo, la concentración tiende a disminuir (Figura 30). Sin embargo, 

entre los tratamientos las cápsulas hechas con alginato, A+C y A+C+Ch, son las 

que presentaron una actividad enzimática mayor; sumado a esto la actividad 

quitinolítica también aumentó en comparación con el inóculo, indicándonos que el 

hongo posiblemente está consumiendo la cápsula, es decir, probablemente se 

está convirtiendo en sustrato. El hecho de que la actividad enzimática sea mayor, 

puede ser indicativo de que el hongo se está adaptando al nuevo sustrato. Los 

tratamientos de GI contienen la mayor concentración de esta enzima, debido a 

que  los tratamientos de Q+C y Q+C+Ch son aquellos donde el quitosano está en 

contacto directo con el ACB.  

 

Algunos reportes sugieren que los metabolitos secundarios producidos por B. 

bassiana desactivan varios mecanismos inmunitarios del hospedero, que ayuda al 

hongo a superar y matar a su huésped (Gillespie & Claydon 1989; Zibaee et al. 

2009). Sin embargo, los insectos hospederos también tienden a producir enzimas 

que juegan un papel importante en la eliminación de compuestos extraños y en el 

mantenimiento de las funciones fisiológicas normales, estas enzimas incluyen 

esterasas, fosfatasa ácida y alcalina, monooxigenasas de citocromo P450 y GST 

(Gordon, 1961), las cuales protegen a los insectos del ataque de las esporas y 

metabolitos de los hongos entomopatógenos e incluso de algunos insecticidas, sin 

embargo, los HEP tiene la capacidad de producir enzimas hidrolíticas que juegan 

un papel importante en la escisión de los ésteres que comprenden ácidos 

orgánicos, minerales, alcoholes o fenoles (Flores et al., 2006; Sukhirun et al., 

2011). 
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Figura 30. Actividades enzimáticas por miligramo de cápsula en los diferentes métodos de encapsulación (GI pH 4 y FCPE) y en 

diferentes periodos de almacenamiento (0 y 1 mes) con diferentes temperaturas (TA y TF). ♦ Mes 0 (TA) ■ Mes 1 (TA)  ▲Mes 1 

(TF), x Mes 2 (TA), x Mes 2 (TF). 
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Li et al., (2014) reportó actividades de quitinasa de 4.3-18.7 U/mL, sin embargo, en 

este proyecto la actividad quitinolítica por miligramo de cápsula se encuentran >1 

mU/mL, pero no descarta el hecho de que la cepa sigue siendo viable y además 

presenta germinación al final de la observación, lo que podría mantener la 

integridad y la maquinaria enzimática del microorganismo. Algunos autores 

argumentan que las tasas de crecimiento de colonias, las tasas de germinación de 

conidios y la cantidad de producción de esporas son necesarias para producir 

esporas con mayor eficiencia y virulencia durante la producción industrial de 

pesticidas fúngicos; debido que al llegar a un entorno natural, las cepas tendrán la 

capacidad de producir más esporas para la próxima infección, y para completar el 

ciclo de difusión después de terminar de infectar al insecto huésped.  

 

Lo mismo sucede al comparar los resultados de Dhawan et al., (2017) quienes 

obtuvieron la media máxima de quitinasa (0.51 U/mL), proteasa (1.12 U/mL) y 

actividad lipasa (1.36 U/mL) por arriba de los valores obtenidos en este trabajo. 

Sin embargo, en cuanto a la concentración de conidios, este trabajo obtuvó una 

mayor densidad conidial, mientras se reportan concentraciones de 1x107 y 1x109 

conidios/mL; los valores mínimos obtenidos fueron de 5.6x1014 y máximos de 1-

1.52 x1015. Sugiriendo que las posibles funciones de las enzimas extracelulares en 

la patogenicidad de B. bassiana son efectivas contra algún insecto hospedero. 

Mientras que otros autores han demostrado que la quitinasa secretada por B. 

bassiana está estrechamente relacionada con la virulencia de la cepa (Gupta et 

al., 1992; Havukkala et al., 1993). También se ha demostrado que las quitinasas 

altamente expresadas en B. bassiana podrían incrementar significativamente la 

virulencia (Fang et al., 2005), mientras que (Toledo et al., 2010) observaron que 

durante el proceso de conidios que germinan y penetran en la epidermis, la 

quitinasa secretada, la esterasa y la proteasa extracelular destruyen la superficie 

corporal de los insectos y promueven la invasión exitosa de las hifas, contrastando 

con la idea de que sólo la quitinasa participa en la degradación de la pared 

corporal del insecto por si sola; además (Petlamul and Prasertsan, 2012) 

argumentaron que las cepas con mayor tasa de germinación tenían una virulencia 
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más fuerte, lo que compensa la baja actividad enzimática obtenida al observarse 

germinación en el segundo mes de observación; aunque aún no se encuentra una 

correlación obvia entre la tasa de germinación y la virulencia de los aislados (Lie et 

al., 2003). No se debe descartar que el amplio rango de hospederos de hongos 

entomopatógenos pueda tener una ventaja comercial para la industria de control 

biológico, así como también la combinación de diferentes enzimas para penetrar 

en sus huéspedes, debido a que juegan un papel importante en el rango de 

hospederos de hongos aislados. 
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7. CONCLUSIONES 

 

El proceso de encapsulación mediante GI y CPE permitió la formación de cápsulas 

con un microorganismo y un sustrato dentro de ellas, las cuales se mostraron 

estables. Formando cápsulas altamente higroscópicas, con la capacidad de 

recuperar su forma original incluso después del proceso de secado (liofilizado).  

 

El porcentaje de desacetilación (DD) y peso molecular (PM) de los polímeros 

utilizados, así como el pH de las reacciones de entrecruzamiento generó cápsulas 

porosas, permitiendo la facilidad de hinchamiento y permeabilidad de las cápsulas. 

Todo lo anterior en conjunto, contribuyó a mantener la viabilidad y las condiciones 

adecuadas para el crecimiento del hongo, estos resultados se vieron reflejados en 

el aumento conidial, en la estabilidad de las cápsulas, la germinación y el pronto 

crecimiento (3 días) de micelio fúngico, después de los diferentes periodos de 

almacenamiento. El aumento de la concentración conidial mejoró la viabilidad 

frente a las temperaturas evaluadas, el método de encapsulación y la adición del 

sustrato. 

 

A pesar de que ambos tratamientos de encapsulación resultaron eficaces, el más 

recomendado es la formación de complejos polielectrólitos, por los mejores 

resultados presentados en la viabilidad, conteo de conidios y germinación. Sin 

embargo, la GI no deja de ser una técnica que da valor al desecho de la cáscara 

de camarón; desperdicio que a la larga, se convertirá en un problema ambiental, 

para la flora y fauna marina, asi como para el ser humano. 

 

La encapsulacion biológica ayudó a que el producto pueda almacenarse a 

temperatura ambiente, manteniendo vivo al ACB, aún cuando no se tenga las 

condiciones adecuadas de refrigeración o almacenamiento.  
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9. ANEXOS 

9.1 CURVAS DE CALIBRACIÓN 

 
Figura 31. Curva estándar de proteína empleando seroalbúmina bovina (BSA) por el 

método de micro ensayo de Bradford. 

 

 

 
 

 

Figura 32. Curva estándar de reductores por el método de Miller (1959) empleando N-

acetilglucosamina (NAG) como estándar. 



 

104 

 

 

 
Figura 33. Curva estándar de N-acetilhexosaminidasa, empleando una solución madre de 

p-nitrofenol a una concentración de 100μg/mL. 

 

9.2 CONTEO CONIDIAL 

 

Tabla 13. Conidios por miligramo de inóculo [Con/mg], utilizado para hacer las cápsulas 

en diferentes periodos de almacenamiento. 

 

Tiempo Inóculo   [1x1016 conidios/mg]  

Mes 0 5.158 ±.016 

Mes 1 5.260±0.15 

Mes 2 5.000±.008 

 

Tabla 14. Conidios por miligramo de cápsula [conidios/mg], contenidos en los diferentes 

tratamientos con un periodo de almacenamiento de 3 y 6 meses. 

 

Muestra pH 

MES 0 

[1x105 conidios/mg] 

MES 3 

[1x105 conidios/mg] 

MES 6 

[1x105 conidios/mg] 

T = 25°C T = 25°C T = 4°C T = 25°C T = 4°C 

Qv 

1.5 

0.000 0.000 0.000 0.000 0.000 

Q+C 7.30±0.0003 5.00±0.0003 7.60±0.0003 4.00±0.00002 5.00±0.0004 

Q+C+Ch 7.30±0.0007 13.90±0007 17.20±0.001 10.90±0.0002 11.20±0.00008 

Av 

4 

0.000 0.000 0.000 0.000 0.000 

A+C 5.33±0.0001 6.03±0001 8.08±0.0002 4.50±0.0002 7.15±0.00007 

A+C+Ch 16.0.±0.0001 13.50±0.0001 4.6±0.0001 10.00±0.0001 2.92±0.0007 
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Tabla 15. Conidios por miligramo de cápsula [conidios/mg], contenidos en los diferentes 

tratamientos con un periodo de almacenamiento de 1 y 2 meses.  

Muestra pH 

MES 0 

[1x107 

conidios/mg] 

MES 1  

[1x107 conidios/mg] 

MES 2 

[1x107 conidios/mg] 

T = 25°C T = 25°C T = 4°C T = 25°C T = 4°C 

Qv 

4 

0.0 ± 0.0 0.00 ± 0.0 0.00 ± 0.0 0.00 ± 0.0 0.00 ± 0.0 

Q+C 7.4 ± 0.53 
28150.0 ± 

35.6 

28260.0 ± 

35.6 
56342000 ± 28.3 

104780000 ± 

88.8 

Q+C+Ch 1.4 ± 0.50 5667.0 ± 5.5 5816.0 ± 5.5 52534000 ± 19.8 90830000 ± 8.1 

Av 0.0 ± 0.0 0.00 ± 0.0 0.00 ± 0.0 0.00 ± 0.0 0.00 ± 0.0 

A+C 17.9 ± 0.71 
75254.0 ± 

19.7 

75660.0 ± 

19.7 
7147600 0 ± 11.5 

88572000 ± 

21.6 

A+C+Ch 11.3 ± 0.87 
50247.0 ± 

41.9 

50360.0 ± 

41.9 
85128000 ± 38.0 

152420000 ± 

21.5 

 

9.3 ENZIMÁTICOS DE CÁPSULAS 

 

Tabla 16. Proteína soluble [µg/mL] por miligramo de cápsula con tres y seis meses de 

almacenamiento.  

Tratamiento pH 

Proteína soluble [µg/mL] 

Mes 0 Mes 3 Mes 6 

T = 25°C T= 25°C T = 4°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

1.5 

0.00 0.00 0.00 0.00 0.000 

Q+C 2.570±0.012 0.629±0.034 0.746±0.008 1.122±0.039 0.138±0.023 

Q+C+Ch 2.579±0.004 1.250±0.026 0.965±0.006 1.649±0.03 0.341±0.009 

Av 

4 

0.00 0.00 0.00 0.00 0.000 

A+C 0.919±0.010 0.231±0.003 0.410±0.001 0.937±0.026 0.168±0.026 

A+C+Ch 2.676±0.005 0.458±0.005 0.371±0.024 0.915±0.036 0.114±0.019 

 

Tabla 17. Actividad quitinolítica [mU/mL] por miligramo de cápsula con tres y seis meses 

de almacenamiento.  

Tratamiento pH 

Actividad Quitinolítica [mU/mL] 

Mes 0 Mes 3 Mes 6 

T= 25°C T= 25°C T = 4°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

1.5 

0.000 0.000 0.000 0.000 0.000 

Q+C 0.506±0.006 0.021±0.006 0.026±0.003 0.036±0.047 0.007±0.002 

Q+C+Ch 0.040±0.005 0.037±0.003 0.057±0.014 0.022±0.017 0.024±0.008 

Av 
4 

0.000 0.000 0.000 0.000 0.000 

A+C 0.080±0.032 0.013±0.001 0.009±0.001 0.006±0.000 0.008±0.006 
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A+C+Ch 0.114±0.011 0.200±0.060 0.023±0.003 0.007±0.002 0.008±0.005 

 

Tabla 18. Actividad lipídica [mU/mL] por miligramo de cápsula con seis meses de 

almacenamiento.  

Tratamiento pH 

Actividad Lipídica [mU/mL] 

Mes 0 Mes 6 

T= 25°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

1.5 

0.000 0.000 0.000 

Q+C 0.060±0.001 0.021±0.012 0.005±0.001 

Q+C+Ch 0.059±0.003 0.022±0.011 0.029±0.036 

Av 

4 

0.000 0.000 0.000 

A+C 0.028±0.002 0.017±0.001 0.013±0.002 

A+C+Ch 0.109±0.004 0.016±0.010 0.010±0.005 

 

Tabla 19. Actividad proteolítica [mU/mL] por miligramo de cápsula con seis meses de 

almacenamiento.  

Tratamiento pH 

Actividad proteolítica [mU/mL] 

Mes 0 Mes 6 

T= 25°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

1.5 

0.000 0.000 0.000 

Q+C 1414.141±0.003 1220.591±0.025 11.934±0.004 

Q+C+Ch 538.721±0.003 1008.418±0.004 37.808±0.013 

Av 

4 

0.000 0.000 0.000 

A+C 1234.568±0.004 561.151±0.004 57.130±0.016 

A+C+Ch 3407.407±0.005 921.178±0.015 212.833±0.002 

 

 

Tabla 20. Azúcares reductores [µg/mL] por miligramo de cápsula con seis meses de 

almacenamiento. 

Tratamiento 

pH Azúcares reductores [µg/mL] 

 Mes 0 Mes 6 

 T= 25°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 1.5 0.000 0.000 0.000 

Q+C  3.333±0.002 1.325±0.016 1.146±0.004 

Q+C+Ch  8.163±0.003 0.859±0.006 1.756±0.026 

Av 

4 

0.000 0.000 0.000 

A+C 5.431±0.004 1.395±0.007 0.635±0.012 

A+C+Ch 10.667±0.005 0.789±0.007 0.622±0.001 
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Tabla 21. Proteína soluble [µg/mL] por miligramo de cápsula contenida en las esferas 

durante dos meses de almacenamiento.  

Tratamiento pH 

Proteína soluble [µg/mL] 

Mes 0 Mes 1 Mes 2 

T= 25°C T= 25°C T = 4°C T= 25°C. T = 4°C 

Qv 

4 

--- --- --- --- --- 

Q+C 1.498 ±0.07 0.304±0.07 0.304±0.07 0.459±0.03 0.751±0.02 

Q+C+Ch 1.692±0.05 0.247±0.04 0.247± 0.03 0.440±0.01 0.706±0.02 

Av 

4 

--- --- --- --- --- 

A+C 1.339±0.05 0.319±0.05 0.288±0.01 0.293±0.02 0.549±0.01 

A+C+Ch 1.321±0.09 0.394±0.02 0.397±0.02 0.569±0.12 0.702±0.18 

Inóculo  0.3087±0.05 0.3187±0.03 0.5942±0.04 

 

Tabla 22. Actividad  quitinolítica [mU/mL] por miligramo de cápsula contenida en las 

cápsulas durante dos meses de almacenamiento.  

Tratamiento pH 

Actividad  quitinolítica [mU/mL] 

Mes 0 Mes 1 Mes 2 

T= 25°C T= 25°C T = 4°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

4 

--- --- --- --- --- 

Q+C 0.462±0.07 0.096±0.087 0.096±0.09 0.071± 0.06 0.073±0.013 

Q+C+Ch 0.421±0.16 0.093±0.08 0.093±0.08 0.062±0.015 0.052±0.039 

Av 

4 

--- --- --- --- --- 

A+C 0.066±0.05 0.102±0.06 0.102±0.06 0.040±0.02 0.817±.034 

A+C+Ch 0.328±0.207 0.196±0.29 0.196±0.29 0.144±0.126 0.257±0.185 

Inóculo  0.3125±0.022 0.3125±0.02 0.272±0.013 

 

 

Tabla 23. Actividad lipídica [mU/mL] por miligramo de cápsula contenida en las esferas 

durante dos meses de almacenamiento.  

Tratamiento 

pH Actividad lipídica [mU/mL] 

 Mes 0 Mes 1 Mes 2 

 T= 25°C T= 25°C T = 4°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

4 

0.000 0.000 0.000 --- --- 

Q+C 0.060±0.011 0.009±0.001 0.009±0.001 0.007±0.006 0.020±0.02 

Q+C+Ch 0.165±0.103 0.014±0.013 0.014±0.013 0.009±0.007 0.004±0.001 

Av 

4 

0.000 0.000 0.000 --- --- 

A+C 0.021±0.011 0.020±0.011 0.020±0.011 0.003±0.002 0.010±0.001 

A+C+Ch 0.278±0.025 0.033±0.032 0.033±0.032 0.024±0.02 0.021±0.035 

Inóculo -------- 0.0237±0.009 0.0237±0.0092 0.036±0.039 
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Tabla 24. Actividad proteolítica [mU/mL] por miligramo de cápsula contenida en las 

esferas durante dos meses de almacenamiento.  

Tratamiento pH 

Actividad proteolítica [mU/mL] 

Mes 0 Mes 1 Mes 2 

T= 25°C T= 25°C T = 4°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

4 

0.000 0.000 0.000 --- --- 

Q+C 2.114±0.049 0.093±0.020 0.090±0.018 0.029±0.005 0.019±0.005 

Q+C+Ch 1.530±0.026 0.107±0.001 0.105±0.006 0.225±0.020 0.0631±0.005 

Av 

4 

0.000 0.000 0.000 --- --- 

A+C 1.341±0.003 0.093±0.008 0.097±0.007 0.226±0.011 0.019±0.008 

A+C+Ch 0.121±0.014 0.304±0.039 0.216±0.015 0.166±0.010 0.577±0.028 

Inóculo -------- 0.0244±0.008 0.0244±0.008 0.331±0.006 

 

 

Tabla 25. Azúcares reductores [µg/mL] por miligramo de cápsula contenida en las esferas 

durante dos meses de almacenamiento. 

Tratamiento pH 

Azúcares reductores [µg/mL] 

Mes 0 Mes 1 Mes 2 

T= 25°C T= 25°C T = 4°C T= 25°C T = 4°C 

Qv 

4 

0.000 0.000 0.000 --- --- 

Q+C 5.428±0.018 1.448±0.018 1.448±0.018 
2.044± 

0.011 
2.169±0.024 

Q+C+Ch 4.561±0.018 1.086±0.018 1.086±0.018 2.297±0.021 1.793±0.029 

Av 

4 

0.000 0.000 0.000 --- --- 

A+C 1.902±0.007 1.041±0.007 1.041±0.007 1.164±0.045 0.733±0.004 

A+C+Ch 4.152±0.020 2.693±0.020 2.693±0.020 3.381±0.050 3.806±0.063 

Inóculo --------------- 4.638±0.163 4.6381±0.163 6.335±0.223 

 

 


