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Resumen 

 

La producción masiva de materiales plásticos y la mala gestión de sus residuos han 

provocado un grave problema medioambiental, debido a que no son biodegradables 

y cuando se liberan de forma accidental por una gestión ineficaz de separación y 

reciclado se acumulan en el medioambiente. Los bioplásticos han surgido como una 

alternativa interesante debido a las múltiples ventajas que ofrecen, como el bajo 

impacto ambiental, el bajo consumo de energía en su producción, el estatus de 

recursos renovables, el potencial para agregar valor a los subproductos y residuos 

procedentes de la industria y su biodegradabilidad.  

En el presente trabajo se utilizó quitosano, alginato de sodio y celulosa a las mismas 

concentraciones (1%) para la elaboración de biopelículas, agregando glicerol (1%) 

como plastificante. El objetivo principal fue evaluar la influencia de los distintos 

grupos funcionales de cada material en sus propiedades fisicoquímicas, mecánicas 

y estructurales. 

Las propiedades fisicoquímicas estudiadas fueron color, opacidad, espesor, 

solubilidad y permeabilidad al vapor de agua; donde se encontraron diferencias 

significativas entre cada tipo de biopelícula, presuntamente influenciado por la 

interacción de los grupos funcionales con el plastificante y su entorno. 

A continuación, se evaluaron las propiedades mecánicas de las películas obtenidas, 

donde se observó que, de igual manera, cada película presenta propiedades de 

elongación, resistencia a la rotura y tensión máxima completamente distintas debido 

a su estructura química y la capacidad de los grupos funcionales para formar 

distintos tipos de enlaces que les confieren características únicas. 

Finalmente, se evaluaron las propiedades estructurales de las películas mediante 

Espectroscopia de infrarrojo con transformada de Fourier (FTIR) y Microscopía 

electrónica de barrido (SEM) con la finalidad de comprender la interacción entre el 

plastificante y el biopolímero. 

Se comprobó que los grupos funcionales juegan un papel importante al momento 

de formar enlaces moleculares entre el polímero y sus correspondientes 
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disolventes, pero es necesario realizar estudios más profundos sobre estas 

interacciones moleculares. 
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1.- Introducción 

 

Desde mediados del siglo veinte, con la invención de los plásticos, estos se han 

convertido en una parte integral de la vida moderna del ser humano. Sin embargo, 

los residuos generados por estos han generado preocupación debido a su 

abundancia y persistencia en el medio ambiente (Sarria & Gallo, 2016). La 

producción mundial de plásticos ha aumentado rápidamente desde el final de la 

Segunda Guerra Mundial (Pazienza & Lucia, 2020), pasando de 1.5 millones de 

toneladas en 1950 a 367 millones de toneladas en 2020 (Plastic Europe, 2019).  

Es tal la acumulación de residuos plásticos en los océanos, que, en el centro del 

océano pacífico, entre Japón y California, existe una zona denominada “la isla de la 

basura” o “el parche de basura del norte” (Van Sebille, 2015). Esta zona del océano 

está cubierta por una gran cantidad de desechos con un alto porcentaje de plástico 

(Leal et. al. 2019). 

La degradación de los plásticos sintéticos es muy lenta. Como ejemplo, la 

descomposición de productos orgánicos tarda de 3 a 4 semanas, la de telas de 

algodón aproximadamente 5 meses, mientras que la del plástico puede tardar hasta 

500 años (Cristán-Frías et. al. 2003). Además, en buena medida la degradación de 

estos plásticos genera partículas de plástico más pequeñas que, a pesar de ya no 

ser evidentes, se acumulan en los ecosistemas (Andrady, 2017). Al respecto, 

estudios recientes sobre la presencia de microplásticos o fragmentos de plástico de 

tamaño inferior a 5 milímetros, muchos de ellos de origen desconocido pero que 

probablemente provienen de la fragmentación de objetos de plástico más grandes, 

han demostrado que éstos se están acumulando de forma considerable en los 

mares (Hale et al., 2020). 

La problemática generada por el uso indiscriminado de plásticos sintéticos y su 

persistencia en el ambiente ha estimulado la investigación para el desarrollo de 

nuevos materiales y métodos de producción que permitan generar plásticos que 

presenten las mismas propiedades pero que tengan un periodo de degradación más 

corto (Pluas et. al. 2020).  
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Los bioplásticos han surgido como una alternativa interesante debido a las múltiples 

ventajas que ofrecen, como el bajo impacto ambiental, el bajo consumo de energía 

en su producción, el estatus de recursos renovables, el potencial para agregar valor 

a los subproductos y residuos procedentes de la industria y su biodegradabilidad.  

Además, sus aplicaciones son diversas: encontrándose como parte de envoltorios, 

material médico, plásticos reforzados, películas comestibles, entre otros 

(Finkenstadt, 2005). Los polihidroxialcanoatos (PHA), el ácido poliláctico, poli-3- 

hidroxibutirato, polihidroxiuretanos, así como biopolímeros a base de celulosa, 

almidón, proteínas y lípidos, son algunos de los biopolímeros más prometedores 

utilizados en la industria de los bioplásticos (Nanda et. al. 2022). Se ha reportado el 

uso de diversos polisacáridos para la elaboración de biopelículas como el alginato 

de sodio (Rozo et. al. 2016), la celulosa (Moya, 2023) y quitosano (Matos, 2020). 

Estos biopolímeros se componen por la unión de monómeros derivados del D-

gliceraldehído con seis átomos de carbono. Sin embargo, poseen diferentes grupos 

funcionales, carboxilo, carbonilo y acetilo, respetivamente (Mencías, 2022). Por otro 

lado, cuando se emplean como materia prima de biopelículas estas presentan 

características mecánicas y físicas diferentes (Díaz, 2022). Hasta ahora, no se ha 

estudiado la influencia de estos grupos funcionales sobre dichas características. Por 

tal motivo, el presente trabajo de investigación se enfoca en la elaboración y 

caracterización de biopelículas elaboradas con quitosano, alginato de sodio y 

celulosa para comprender como influye el grupo funcional de cada biopolímero en 

las propiedades fisicoquímicas, mecánicas y estructurales de las biopelículas. 
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2.- Marco teórico 

 

2.1 Plásticos 

Se considera un plástico a un conjunto de varios compuestos orgánicos complejos 

producidos por polimerización, capaz de ser modelado, extruido o vaciado en 

diversas formas, películas o estirados en filamentos y utilizados como fibras textiles 

(Pathak et al., 2014). 

El primer polímero artificial creado no era totalmente sintético, fue creado en la 

década de 1850, cuando el metalúrgico e inventor inglés Alexander Parkes trató la 

celulosa con ácido nítrico y creó así el termoplástico nitrocelulosa (Geyer, 2020). 

Los termoplásticos son una familia de plásticos que se funden cuando se calientan 

y se endurecen cuando se enfrían (Romero, 2014). Parkes patentó el material como 

Parkesine y lo presentó en la Gran Exposición Internacional de Londres de 1862, 

donde ganó una medalla de bronce. Sin embargo, Parkesine no tuvo éxito comercial 

(Morawetz, 2002).  

Posteriormente, el inventor estadounidense John Wesley Hyatt experimentó con 

Parkesine mientras buscaba sustitutos de marfil para las bolas de billar y encontró 

una forma viable de producir nitrocelulosa sólida y estable que patentó en Estados 

Unidos en 1869 con el nombre de Celluloid, que se convirtió así en el primer 

polímero artificial de éxito comercial (Geyer, 2020). 

A continuación, se creó el primer polímero verdaderamente sintético, que fue 

inventado por el químico belga-estadounidense Leo Baekeland, que combinó fenol 

y formaldehído para formar el primer polímero sintético termoestable (Geyer, 2020). 

Los plásticos termoestables son diferentes de los termoplásticos. Los primeros 

sufren un cambio químico cuando se calientan formando una red tridimensional que 

es irreversible. A diferencia de los termoplásticos, los termoestables no pueden 

volver a fundirse y reformarse (Romero, 2014). 

Después llegó la invención del primer plástico moderno, que fue el policloruro de 

vinilo (PVC), descubierto accidentalmente por el químico alemán Eugen Baumann 

en 1872, y que todavía se produce y utiliza en grandes cantidades (Lieberzeit et. al. 
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2022). El PVC puro es demasiado rígido y quebradizo para ser útil, pero en la 

década de 1920 se añadieron plastificantes, que hicieron que el material resultante 

fuera más blando y flexible que el polímero puro (Mulder & Knot, 2001). Añadiendo 

un aditivo a un polímero puro poco atractivo se creó el primer plástico moderno. Los 

plastificantes más utilizados para el PVC son los ftalatos o ésteres de ftalato (Braun, 

2004). Prácticamente todos los plásticos contienen cantidades significativas de 

aditivos químicos para modificar y mejorar sus propiedades. 

Los avances en la industria del plástico se hicieron más presentes tras el final de la 

Segunda Guerra Mundial. Los plásticos se estaban utilizando en lugar de metal en 

productos como maquinaria y cascos de seguridad. Karl Ziegler, químico alemán, 

creó el polietileno en 1953 y, al año siguiente, Giulio Natta, químico alemán, creó el 

polipropileno. Estos son dos de los plásticos más utilizados en la actualidad (Busico, 

2013). 

Estos avances en el campo de los polímeros sintéticos los han convertido en 

sustitutos del vidrio, madera e incluso de metales en muchas aplicaciones 

industriales, domésticas y medioambientales. Estas aplicaciones no sólo se deben 

a sus buenas propiedades mecánicas y térmicas, sino sobre todo a su estabilidad y 

durabilidad (Ojumu et. al. 2004). 

Por otro lado, los plásticos también desempeñan un papel importante en muchas 

aplicaciones a corto plazo, como los envases y envoltorios, que representan la 

mayor parte de los residuos plásticos generados a nivel mundial (Coba & Cucalón, 

2021). Debido a su perseverancia en nuestro entorno, se ha generado más 

conciencia respecto al impacto del plástico desechado en el medio ambiente, 

incluidos efectos perjudiciales para la fauna, la vida marina y las cualidades 

estéticas de las ciudades y los bosques (Pérez, 2014). El aumento del coste de la 

eliminación de residuos sólidos, así como las posibles amenazas de la incineración 

de residuos, o la emanación de dioxinas del PVC convierten al plástico sintético en 

un problema para el manejo de residuos (Geyer et. al. 2017). Por ello, en las dos 

últimas décadas ha aumentado el interés público y científico por el uso y desarrollo 

de biopolímeros (polímeros biodegradables) como una alternativa ecológica valiosa 



 
11 

para combatir la contaminación por plásticos, se busca que estos biopolímeros 

mantengan las propiedades físicas y químicas deseadas de los plásticos sintéticos 

convencionales; proponiendo así una solución para el grave problema de los 

residuos plásticos (Rodríguez & Orrego, 2016). 

 

2.2 Bioplásticos 

La organización European Bioplastics define a los bioplásticos como plásticos que 

son biobasados, biodegradables, o que reúnen ambas características (European 

Bioplastics, 2020). Contrario a lo que generalmente se cree, los bioplásticos no son 

algo nuevo; fueron usados por Henry Ford en la fabricación del automóvil modelo T 

(SPI Bioplastics Council, 2013) y se han empleado en diversas aplicaciones 

médicas. Lo novedoso es el interés que han despertado como una opción de 

mitigación del impacto ambiental provocado por los plásticos convencionales 

(Reddy et. al., 2013). Actualmente el 65% de los bioplásticos se utilizan en envases 

y productos de vida corta, aunque ha aumentado su empleo en medicina, 

agricultura, fabricación de juguetes, electrónicos, herramientas y autopartes 

(Zakowska, 2015). 

Por lo general, los bioplásticos se fabrican a partir de recursos renovables, como 

vegetales, azúcares, etc. (Labeaga, 2018) y son producidos por una serie de 

microorganismos (Valero-Valdivieso et. al., 2013). Diversos autores establecen una 

clasificación de cuatro tipos de plásticos degradables: 

1.- Los bioplásticos fotodegradables tienen un grupo fotosensible incorporado 

directamente en la estructura del polímero como un aditivo. La radiación ultravioleta 

intensa (de varias semanas a meses) puede desintegrar su estructura polimérica, 

haciéndolo susceptible a la degradación bacteriana (Rimac, 2019). 

2.- Los plásticos biobasados son aquellos que se fabrican a partir de la biomasa de 

recursos naturales renovables, generalmente plantas, algas y microorganismos. En 

algunos casos es posible producirlos incluso a partir de residuos (Jiang et. al. 2012). 

A diferencia de los biopolímeros que se generan directamente en la naturaleza, 
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como el almidón, las proteínas, la lignina y el quitosano, los plásticos biobasados 

requieren de etapas de procesamiento químico antes de su utilización (Leceta et. 

al. 2014). 

3.- Los bioplásticos compostables se descomponen durante un proceso de 

compostaje a una velocidad similar a la de otros materiales compostables sin dejar 

residuos tóxicos visibles. Para definir a un plástico como biocompostable, su 

biodegradabilidad total, su grado de desintegración y la posible ecotoxicidad del 

material degradado deben determinarse mediante pruebas estandarizadas 

(Álvarez, 2014). 

4.- Los bioplásticos biodegradables son totalmente degradados por 

microorganismos sin dejar residuos tóxicos visibles. El término biodegradable se 

refiere a materiales que pueden desintegrarse o descomponerse de forma natural 

en biogases y biomasa (principalmente dióxido de carbono y agua) como resultado 

de su exposición a un entorno microbiano y a la humedad, reduciendo así los 

residuos plásticos (Rimac, 2019). 

El futuro de los plásticos biodegradables muestra un gran potencial. En los últimos 

años, se ha incrementado la investigación en el campo de los bioplásticos 

biodegradables, donde se han extraído polihidroxialcanoatos extraídos de diversas 

fuentes vegetales (Sanabria & Sarmiento, 2017) como la caña de azúcar (Cabrera 

& Novoa, 2016), maíz, arroz, celulosa (Guancha et. al. 2022), aceite vegetal 

(Mumtaz et. al. 2010) o incluso algunas fuentes genéticamente modificadas 

(Somleva et. al. 2013). 

 

2.3 Biopelículas 

Las biopelículas son definidas como una capa continua y delgada de un material 

polimérico que puede incrementar la vida útil y mejorar los atributos sensoriales de 

un producto (González et. al. 2015). De acuerdo con la clasificación de los 

bioplásticos mencionada previamente, las biopelículas pertenecen al grupo de los 

bioplásticos biodegradables (Palma et. al. 2017). 
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Las biopelículas pueden actuar positivamente sobre la calidad y el tiempo de vida 

del producto mediante la formación de barreras al oxígeno, aromas o humedad, 

incorporando aditivos como antioxidantes, agentes antimicrobianos o mejorando la 

apariencia, estructura o facilidad para la manipulación vinculada a la logística de 

distribución comercial (Peralta, 2022); el desarrollo de aplicaciones y estudios 

documentados en los últimos 20 años, permiten contar con una extensa variedad 

de biopelículas con buenas propiedades mecánicas y de barrera (Narancic et. al. 

2020). 

Estas pueden ser elaboradas a partir de una gran variedad de polisacáridos, 

proteínas y lípidos, solos o en combinaciones que logren aprovechar las ventajas 

de cada grupo, dichas formulaciones pueden incluir, conjuntamente plastificantes y 

emulsificantes de diversa naturaleza química con la finalidad de ayudar a mejorar 

las propiedades finales de la película o recubrimiento (González et. al. 2015). 

Los polisacáridos son los más utilizados para la elaboración de biopelículas en la 

industria alimenticia, ya que forman parte de la mayoría de las formulaciones que 

actualmente existen en el mercado (González, 2023). Sin embargo; una desventaja 

que presentan es que son hidronímicos y, por lo tanto, constituyen una pobre barrera 

a la pérdida de humedad (Narváez, 2016). Los más utilizados en la formación de 

recubrimientos comestibles son: las pectinas (Cortés-Limón, 2023), la celulosa y sus 

derivados, el alginato, el quitosano (Mencías, 2022), la dextrina, el carragenato y la 

goma arábiga (Vyshniauskas, 2022). 

 

2.3.1 Elaboración de biopelículas 

 

2.3.2 Métodos de elaboración de biopelículas 

Para la elaboración de biopelículas se han descrito cuatro técnicas que tienen un 

amplio uso en alimentos, las cuales se describen a continuación (Wang et al. 2018): 

Fundición o Casting: Es la técnica más usada para la elaboración de biopelículas, 

esta consiste en disolver el polímero en una solución ácida como, por ejemplo, una 
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solución de ácido acético. Después se adicionan materiales funcionales que 

mejoran sus propiedades. Seguidamente, se agita para la obtención de una solución 

homogénea; para la eliminación de partículas insolubles y burbujas, se filtra o 

centrifuga la mezcla y, se vierte en un fondo nivelado. Finalmente, se seca la mezcla 

a temperatura ambiente o en un horno y no queda más que despegar la biopelícula.  

Recubrimiento: Usada frecuentemente con ayuda de otras herramientas, como un 

pincel o espátula. Existen dos tipos de recubrimiento: el recubrimiento directo, en la 

superficie de los alimentos, donde se limita el crecimiento de microorganismos y el 

recubrimiento indirecto, en la superficie de empaques, reduciendo la permeabilidad 

al vapor de agua del empaque, en este caso se crea una doble capa. Una ventaja 

de los revestimientos sobre la fundición es que reduce más la oxidación lipídica de 

los alimentos al disminuir en mayor medida el intercambio de oxígeno.  

Inmersión: Dicha técnica crea películas uniformes sobre los alimentos, ya que 

consiste en sumergir los alimentos en la solución del biopolímero. Posterior a la 

extracción de los alimentos de la solución se forma una capa uniforme sobre estos, 

la cual los protegerá del ambiente externo a través de un aislamiento. Estas 

películas son capaces de aliviar el daño por frío, disminuir la variación de color, 

mantener buena calidad y retrasar la descomposición, lo que ayuda a prolongar 

significativamente la vida útil. Una de las ventajas de esta técnica es que no se 

necesitan grandes equipos para llevarla a cabo, siendo de alta eficacia para la 

conservación de los alimentos.  

Extrusión: Provee características importantes, debido a que da como resultado una 

película con buenas propiedades mecánicas y actividad antimicrobiana. Esta, se 

realiza mediante la extrusión de gránulos del polímero, si están disponibles, o 

mayormente con mezcla de otros materiales, como el almidón, los cuales se hacen 

pasar a través de un doble tornillo, formando una matriz plana. Cuando se aumenta 

el polímero en esta técnica, disminuye la resistencia a la ruptura y el alargamiento, 

pero se mejora la permeabilidad de agua. 
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2.3.3 Principales materiales utilizados en la elaboración de biopelículas 

Es importante tomar en cuenta que las características funcionales de las 

biopelículas son consecuencia de la materia prima utilizada para su fabricación, la 

cual debe ser obtenida a partir de fuentes naturales para asegurar su 

biodegradabilidad (Rimac, 2019). 

 

2.3.3.1 Proteínas 

Los polímeros naturales como las proteínas ofrecen una gran oportunidad para ser 

utilizados como materia prima en la elaboración de películas comestibles debido a 

su biodegradabilidad y a que pueden suplementar el valor nutritivo de los alimentos. 

Por otro lado, le confieren al polímero un amplio rango de propiedades debido al 

potencial que tienen para formar enlaces intermoleculares (Bourtoom, 2009). 

Las proteínas pueden adquirir diversas conformaciones: estructura primaria, 

dependiendo de la secuencia de aminoácidos presentes; estructura secundaria, 

basada en atracciones electrostáticas, fuerzas de van der Waals, puentes de 

hidrógeno y enlaces disulfuro a lo largo de la cadena polimérica; estructura terciaria, 

que se refiere a cómo se pliega la estructura secundaria sobre sí misma y que utiliza 

los mismos tipos de enlaces y fuerzas de atracción antes mencionadas (Seguí, 

2011). Con base en este tipo de estructura, se forman proteínas de tipo fibroso, que 

están asociadas estrechamente unas con otras en estructuras paralelas, y de tipo 

globular, enrolladas sobre sí mismas en estructuras esféricas (González, 2023). 

Dentro de las proteínas fibrosas, el colágeno ha recibido una gran atención en la 

producción de películas comestibles (Villada et al., 2007); sin embargo, proteínas 

globulares como el gluten de trigo, la zeína de maíz, la proteína de soya y la proteína 

de suero de leche, también están siendo investigadas para la formación de películas 

(Rakotonirainy et al., 2001; Tanada-Palmu & Grosso, 2003). 
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2.3.3.2 Lípidos 

Los lípidos se caracterizan por ser hidrofóbicos y no poliméricos, presentando 

excelentes propiedades de barrera frente a la humedad, sin embargo, su falta de 

cohesividad e integridad estructural hace que presenten malas propiedades 

mecánicas formando recubrimientos quebradizos; sin embargo, reducen la 

transpiración, la deshidratación y la abrasión en la manipulación posterior, también 

pueden mejorar el brillo y la apariencia de los alimentos (Fernández et. al. 2015). 

Dentro del grupo de lípidos aplicados a recubrimientos y películas comestibles se 

pueden mencionar las ceras (abejas, candelilla y carnauba), resinas, 

monoglicéridos, diglicéridos y los ácidos grasos tales como el ácido esteárico, 

palmítico, láurico y oleico (Maddelainne, 2014). 

 

2.3.3.3 Hidrocoloides 

Son polímeros hidrofílicos que contienen grupos oxhidrilos -OH, pueden ser de 

origen vegetal, animal o microbiano. Estos producen un elevado aumento de la 

viscosidad y en algunos casos tienen efectos gelificantes ya que se disuelven y 

dispersan fácilmente en agua (Sanz, 2003). En la industria de alimentos se utilizan 

como aditivos con el fin de espesar, gelificar o estabilizar (Ospina, 2016). Durante 

los últimos años se expandió el desarrollo de películas biodegradables utilizando 

hidrocoloides como materia prima, porque presentan excelentes propiedades 

mecánicas, así como de barrera frente al O2, CO2 y lípidos (Zamudio, 2014). 

 

2.3.3.4 Biopolímeros 

Los biopolímeros son polímeros sintetizados por organismos vivos (Pattanashetti et. 

al. 2017). Estos organismos pueden ser plantas, animales, bacterias, hongos, etc. 

Pueden sintetizar una gran variedad de biopolímeros como el ácido 

desoxirribonucleíco (DNA), ácido ribonucleico (RNA), proteínas, celulosa, quitina, 

etc. Estas estructuras llevan a cabo incontables funciones vitales para la 

supervivencia del organismo (Numata, 2015). Se han dividido en tres grandes 

clases de acuerdo con su abundancia: 



 
17 

1.-Polinucleótidos: Son polímeros compuestos por varios nucleótidos unidos entre 

sí. El ADN y el ARN son dos tipos de moléculas polinucleotídicas que se encuentran 

en la célula. Una cadena polinucleotídica tiene un esqueleto de azúcar-fosfato con 

bases nitrogenadas unidas a cada molécula de azúcar (Lodish et. al 2004).    

2.- Polipéptidos: La unión de un bajo número de aminoácidos da lugar a un péptido; 

si el número de aminoácidos que forma la molécula es mayor de 10, se denomina 

polipéptido (Guillén, 2009). 

3.- Polisacáridos: Están constituidos por un gran número de monosacáridos unidos 

mediante enlaces glucosídicos, formando largas cadenas. Los polisacáridos pueden 

ser homopolímeros, cuando la unidad repetitiva es un solo tipo de monosacárido, o 

heteropolímeros, cuando las unidades repetitivas están constituidas al menos por 

dos monómeros diferentes (Solomons, 1996). 

Las propiedades únicas de los biopolímeros los hacen un material adecuado para 

aplicaciones médicas e industriales, por lo que han generado gran interés en el 

campo de la investigación académica e industrial (Hu & Catchmark, 2011). El interés 

y la tendencia al alza de la aplicación de los biopolímeros como materia prima se 

debe a su renovabilidad, biodegradabilidad y, a menudo, biocompatibilidad (Edebali, 

2019). 

Explotar el uso de los biopolímeros, que son abundantes y pueden obtenerse a partir 

de materias primas a menor coste, y ser usados como componente principal de los 

productos biopoliméricos puede ser una estrategia para mitigar los problemas 

relacionados con los costos. Para ello, los polisacáridos, biopolímeros formados por 

monosacáridos unidos por enlaces O-glicosídicos, son una opción obvia (Edebali, 

2019). Tanto el recurso natural más abundante, la celulosa, como el segundo 

biopolímero más abundante, la quitina, son polisacáridos (Chen et. al. 2015). 

Además, los polisacáridos están ampliamente distribuidos en la naturaleza, ya que 

pueden proceder de plantas, animales y microorganismos. Aunado a ello,, la 

variación en las propiedades fisicoquímicas, como las propiedades mecánicas, la 

solubilidad, la viscosidad, su potencial gelificante y las propiedades superficiales e 
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interfaciales, proporcionan a los polisacáridos versatilidad en la preparación de 

materiales con diversas aplicaciones (Hu & Catchmark, 2011). 

De hecho, se han desarrollado materiales a base de polisacáridos en diferentes 

formas, como fibras, películas, envolturas alimentarias, membranas, hidrogeles, 

aerogeles y esponjas, con aplicación en varias áreas comerciales importantes, 

como la alimentación, la industria farmacéutica, la biomedicina, la electrónica y la 

adsorción (Parandoush & Lin, 2017; Hu et. al. 2014). Así pues, los biopolímeros 

basados en polisacáridos son candidatos prometedores en la preparación de 

materiales que puedan satisfacer el cuidado al medio ambiente y la sostenibilidad 

económica. 

 

2.4 Características químicas de los biopolímeros 

A diferencia de las distribuciones estadísticas de los polímeros sintéticos, los 

biopolímeros suelen tener longitudes de cadena, secuencias de monómeros y 

estereoquímica bien definidas (Kaplan, 1998). Muchos de los polisacáridos y 

polipéptidos estructurales forman hélices simples, dobles o triples en agua mediante 

enlaces de hidrógeno o, en algunos casos, enlaces iónicos cruzados. Algunos de 

estos polímeros estructurales forman extensas redes jerárquicas que atrapan el 

agua en un gel (Schnepp, 2013). Estos geles pueden ser termorreversibles, y los 

polímeros vuelven a formar espirales aleatorias al calentarse (gelatina, agar) o 

depender del valor del pH (quitosano, alginato). Algunos polímeros tienen una 

solubilidad limitada en agua, pero se hinchan en agua caliente (ácido algínico y 

algunos almidones) (Fratzl, 2003). Como ocurre con muchos sistemas biológicos, la 

estructura depende de la función requerida, y las propiedades de un biopolímero 

concreto pueden variar considerablemente entre especies, dentro de diferentes 

partes de un organismo vivo o dependiendo de las condiciones de crecimiento 

(Schnepp, 2013). 
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2.4.1 Celulosa 

La celulosa es el polímero natural más abundante en la biosfera, con una producción 

mundial de aproximadamente 1.5 toneladas al año, que es comparable a las 

reservas de las principales fuentes fósiles y minerales (Li et. al. 2021). Además del 

interés científico que despierta la celulosa, su uso como materia prima renovable y 

biodegradable en diversas aplicaciones es una propuesta al reciente reto industrial 

de afrontar con éxito los problemas medioambientales y de reciclado (Shaghaleh et. 

al. 2018). La modificación estructural de la celulosa mediante diversas rutas de 

modificación, que incluyen métodos tanto físicos como químicos, ha permitido su 

uso en diversas aplicaciones, por ejemplo, rellenos, materiales de construcción, 

papeles, textiles, películas ópticas, reguladores de la viscosidad e incluso materiales 

funcionales avanzados (Heinze & Liebert, 2012). 

La celulosa está distribuida en plantas, animales, algas, hongos y minerales. Sin 

embargo, la principal fuente de celulosa es la fibra vegetal. La celulosa contribuye 

aproximadamente en un 40% a la fracción de carbono en las plantas, sirviendo 

como elemento estructurante dentro de la compleja arquitectura de sus paredes 

celulares (Rongpipi et. al. 2019). 

 

2.4.1.1 Estructura química de la celulosa 

Independientemente de la fuente, la celulosa está formada por anillos de D-

glucopiranosa en la configuración 4C1 en forma de silla, que presenta la 

conformación de menor energía (Collard & Blin, 2014). Estos anillos están unidos 

por enlaces β-1,4-glicosídicos que dan lugar a un giro alternativo de 180º del eje de 

la cadena de celulosa. La celobiosa, con una longitud de 1,3 nm, puede 

considerarse la unidad repetitiva de la celulosa (Cifuentes, 2019). Existen tres 

grupos hidroxilos reactivos en cada unidad de anhidroglucosa (AGU) dentro de la 

cadena de celulosa, un grupo primario en C6 y dos grupos secundarios en C2 y C3 

que están posicionados en el plano del anillo (Figura 1). 

Los cambios en la estructura molecular se originan a partir de reacciones que 

conducen a la hidrólisis u oxidación de la cadena de celulosa. Estas reacciones se 
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producen principalmente en la superficie de las fibrillas o en las regiones amorfas 

(Perez & Mazeau, 2005). 

La celulosa posee varios enlaces de hidrógeno, que influyen significativamente en 

sus propiedades (Gañán et. al 2017). Por ejemplo, la solubilidad limitada en la 

mayoría de los disolventes, la reactividad de los grupos hidroxilo y la cristalinidad 

de las muestras de celulosa tienen su origen en fuertes enlaces de hidrógeno. La 

celulosa también contiene zonas hidrófobas (alrededor de los átomos de C) que 

tienen cierta influencia en las propiedades generales, incluida la solubilidad. 

Junto con el enlace covalente β-glicosídico, los enlaces intramoleculares de 

hidrógeno son responsables de la rigidez del polímero de celulosa (Cifuentes, 2019). 

Como resultado, a partir de la celulosa se producen soluciones altamente viscosas 

en relación con las obtenidas a partir de polisacáridos equivalentes unidos por 

enlaces α-glicosídicos. Esto también conlleva una elevada tendencia a cristalizar o 

a formar estructuras fibrilares. 

El conjunto de los enlaces de hidrógeno, los enlaces débiles C-H-O y las 

interacciones hidrofóbicas son responsables del ensamblaje de la celulosa en 

capas, tal y como se ha dilucidado mediante experimentos de difracción de 

neutrones y rayos X (Nishiyama et. al. 2002). 

 

 

Figura 1. Estructura química de la celulosa. Se pueden observar los grupos hidroxilos libres que 

pueden jugar un papel importante en la formación de biopelículas comestibles. Tomado de Césare 

et. al. (2019). 
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2.4.2 Quitosano 

El quitosano es un polímero lineal que sólo se encuentra de forma natural en 

algunos hongos (Giraldo, 2015) y está compuesto químicamente por monómeros 

de glucosamina y N-acetilglucosamina unidos mediante enlaces β-1-4 glicosídicos. 

La forma totalmente N acetilada de este polímero, denominada quitina, puede 

obtenerse del exoesqueleto de insectos y crustáceos, como gambas, langostas y 

cangrejos. La quitina puede convertirse químicamente en su forma parcialmente 

desacetilada denominada quitosano y es la principal fuente comercial de quitosano 

(Sahariah et. al. 2015). 

 

2.4.2.1 Estructura química del quitosano 

La quitina es el segundo biopolímero más abundante después de la celulosa 

(Sahariah et. al. 2015) y su estructura difiere de la celulosa en que un grupo hidroxilo 

ha sido sustituido por un grupo amino en la posición C-2. El quitosano contiene tres 

tipos de grupos funcionales nucleófilos: un grupo C-2 NH2, un grupo C-3 OH 

secundario y un grupo C-6 OH primario (Sahariah & Másson, 2017) (Figura 2). 

El quitosano es insoluble en agua, pero soluble en soluciones ácidas diluidas 

acéticas, cítricas y tartáricas, pero no fosfóricas o sulfúricas a pH inferior a 6.5 

(Zargar et. al 2015). En solución ácida acuosa diluida, los grupos amino libres de 

las unidades de glucosamina del quitosano sufren protonación y se convierten en la 

forma soluble ionizable R-NH3+ (Kritchenkov & Skorik, 2017). Lo que le confiere 

propiedades mucoahdesivas para la formación de películas (Ahmed & Aljaeid, 

2016). 

 

Figura 2. Estructura química del quitosano. Se pueden observar los grupos amino libres que 

pueden jugar un papel importante en la formación de biopelículas comestibles. Tomado de Romero 

& Pereira (2020). 
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2.4.3 Alginato de sodio 

El ácido algínico en su forma salina es un polímero biodegradable y biocompatible, 

que forma geles con facilidad en presencia de iones calcio. Este polímero, por su 

gran versatilidad, ha sido utilizado como estabilizador, aglutinante, espesante, 

gelificante y formador de películas delgadas sobre superficies (Avendaño-Romero 

et. al. 2013). Se denomina alginato a algunas sales del ácido algínico, un 

polisacárido aniónico lineal que se encuentra mayoritariamente en las paredes 

celulares de algas pardas y como exopolisacárido de algunas bacterias (Nordgård 

& Draget, 2021). 

En su estado natural, los alginatos se presentan como una mezcla de sales de los 

cationes que comúnmente se localizan en el agua de mar, principalmente Ca2+, Mg2+ 

y Na+. Las proporciones en las que estos iones están unidos al alginato dependen 

de su composición, así como de la selectividad de enlace de los cationes 

alcalinotérreos por el alginato (Ayarza-León, 2014). 

 

2.4.3.1 Estructura química del alginato de sodio  

Los alginatos son una familia de polisacáridos lineales, conteniendo cantidades 

variables de ácido β-D-manurónico (M: 1,4- enlace ácido β-D-manopiranosilurónico 

4C1) y de ácido α-L-gulurónico (G: 1,4-enlace ácido α-L-gulopiranosilurónico 1C4). 

Este polímero debe su carácter polianiónico a los grupos carboxilo que aparecen a 

lo largo de la cadena (Figura 3). La composición y extensión de las secuencias y el 

peso molecular determinan las propiedades físicas de los alginatos (Pasin et al. 

2012). 

Tanto la distribución de los monómeros en la cadena polimérica como la carga y 

volumen de los grupos carboxílicos confieren al gel formado características de 

flexibilidad o rigidez dependiendo del contenido de gulurónico. Si en la estructura 

polimérica hay mayor cantidad de bloques G, generalmente el gel es duro y frágil, 



 
23 

mientras que con la presencia de mayor proporción de bloques M, el gel formado 

se presenta suave y elástico (Pasin et al. 2012). 

Las sales del ácido algínico están formadas por tres bloques, M, G y MG. Cuando 

dos cadenas de bloque G se alinean, se forman sitios de coordinación. Debido a la 

forma de bucles de estas cadenas, existen cavidades entre ellas que tienen el 

tamaño adecuado para acomodar al ion calcio y además están revestidas con 

grupos carboxílicos y otros átomos de oxígeno electronegativos. Después de la 

adición de iones de calcio, el alginato sufre cambios conformacionales, dando lugar 

al conocido modelo de gelificación del alginato conocido como “caja de huevo” 

(Fernando & Duque, 2014) (Figura 3). 

 

 

Figura 3. (A) ácido gulurónico. (B) Ácido manurónico. (C) Composición química del alginato con 

bloques de ácido gulurónico y manurónico. (D) modelo de “caja de huevo” de interacción entre 

unidades GG y un catión metálico. Obtenido de Fernández et. al. (2015) y Ore et. al. (2020). 
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2.5 Agentes plastificantes 

Además de los componentes de origen polimérico, otro elemento significativo para 

la elaboración de biopelículas son los plastificantes. Estos componentes presentan 

moléculas pequeñas de bajo peso molecular y baja volatilidad que son empleados 

para mejorar la flexibilidad y la funcionalidad de la biopelícula; dentro de los agentes 

plastificantes más utilizados para la elaboración de biopelículas se encuentra el 

glicerol, polietilénglicol, sorbitol, aceites, ácidos grasos, ceras, etc., siendo el glicerol 

el plastificante más utilizado en las formulaciones a base de polisacáridos y 

proteínas (Jiménez & Tipantuña, 2018). 

El uso de plastificantes para la elaboración de biopelículas es necesario, ya que 

aumentan la flexibilidad de los recubrimientos e incrementan el movimiento 

molecular en los polímeros, reduciendo así los enlaces de hidrógeno intermolecular 

de los polímeros y acrecentando el espacio entre ellos (Palma, 2016). 

 

2.5.1 Glicerol 

El glicerol (C3H8O3), denominado también, 1,2,3-trihidroxipropano o 1,2,3- 

propanotriol, es un polialcohol, un alcohol que posee tres grupos hidroxilos (-OH) y 

que es conocido comercialmente como glicerina. Se trata de un compuesto líquido 

a temperatura ambiente, viscoso, incoloro, inodoro y ligeramente dulce (Lafuente, 

2017) (Figura 4). La presencia de los tres grupos hidroxilo le hace ser higroscópico, 

fácilmente soluble en agua y alcoholes, ligeramente soluble en disolventes 

orgánicos como éteres y dioxanos, e insoluble en hidrocarburos (Anitha et. al. 2016).  

 

Figura 4. Fórmula estructural del glicerol. Sus grupos funcionales hidroxilo lo hacen fácilmente 

soluble en agua y alcoholes. 
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El glicerol es una molécula altamente flexible, capaz de formar enlaces de hidrógeno 

intra e intermoleculares. En estudios realizados, se ha considerado un muy buen 

plastificante debido a que reduce las fuerzas intermoleculares incrementando la 

movilidad de la cadena del biopolímero y por su habilidad de reducir la energía 

superficial en soluciones acuosas (Hu et. al. 2013). 

 

2.6 Propiedades de las biopelículas 

 

2.6.1 Propiedades fisicoquímicas de las biopelículas 

 

2.6.1.1 Color 

El espacio de color CIELAB, también referido como espacio CIEL*a*b*, es 

actualmente uno de los espacios de color más comúnmente utilizado para evaluar 

el color de biopelículas comestibles (Talens, 2021). Este es un espacio de color 

usado por la correlación que hace de los valores numéricos de color con la 

percepción visual humana. Investigadores y fabricantes lo usan para evaluar los 

atributos de color, identificar inconsistencias, y establecer tolerancias de color en 

diversos empaques y productos donde la apariencia y color del producto es un 

aspecto de calidad a evaluar (Dussan-Sarria et. al. 2015).  

La tolerancia de color puede ser definida como la máxima diferencia de color 

admitida de los productos de fabricación con relación a un estándar que el 

consumidor considera ideal. Usando las coordenadas L*a*b*, se pueden 

correlacionar las diferencias de color numéricas a sus propias evaluaciones 

visuales. El espacio de color CIELAB, es un sistema cartesiano formado por 3 ejes, 

un eje vertical (L*) y dos ejes horizontales (a* y b*) (Goñi & Salvadori, 2015). El eje 

vertical L*, representa la medida de luminosidad de un color variando desde cero 

para negro hasta 100 para blanco. El eje horizontal a*, representa una medida del 

contenido de rojo o de verde de un color. Si un color tiene rojo, a* será positiva, 

mientras que, si un color tiene verde, a* será negativa. El eje horizontal b*, 

perpendicular al eje a*, representa una medida del contenido de amarillo o de azul 



 
26 

de un color. Valores positivos de b* indican contenido de amarillo, mientras valores 

negativos de b* indican contenido de azul (Figura 5). 

 

 

Figura 5. Espacio de color CIELab en 2D, sin el parámetro L. Konica Minolta Sensing Americas, Inc.  

 

2.6.1.2 Espesor 

El espesor es definido como la distancia perpendicular entre dos superficies, el 

biopolímero que compone la matriz es importante para la elaboración de 

biopelículas, ya que las variaciones de espesura implican problemas en el 

desempeño mecánico y las propiedades de barrera que pueden comprometer el 

desempeño del bioplástico (Paspuel, 2016). 

 

2.6.1.3 Solubilidad 

La solubilidad se define como la máxima cantidad de soluto que se puede disolver 

en una cantidad determinada de disolvente, a una temperatura especifica. El estudio 

de la solubilidad de los polímeros en diferentes disolventes es importante a la hora 
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de especificar su resistencia a determinados ambientes, así como en aplicaciones 

en las que el polímero se encuentra en disolución (Chocano Peralta, 2019). 

La solubilidad es diferente en cada mezcla ya que son las pequeñas moléculas de 

disolvente las que en una fase inicial penetran la muestra del material hinchándole 

y formando un gel, únicamente en el caso de polímeros no reticulados 

(termoplásticos), el proceso continúa hasta formar una verdadera disolución en la 

que se encuentran separadas las macromoléculas. Si el polímero es reticulado 

(entrecruzado covalentemente) el proceso se detiene en la fase de hinchamiento, la 

acción del disolvente no llega a separar las cadenas y en lugar de una disolución 

tenemos un gel (Mijangos, 2022).   

 

2.6.1.4 Opacidad 

La opacidad y transparencia son las propiedades ópticas más importantes en la 

apreciación del color y aspecto de un producto recubierto. Un material presenta 

transparencia cuando deja pasar fácilmente la luz y es opaco cuando no deja pasar 

apreciablemente la luz (Gutierrez-Pascual, 2020). La transparencia se cuantifica 

como transmitancia, es decir, el porcentaje de intensidad lumínica que atraviesa la 

muestra. Para esto se utiliza un colorímetro o un espectrofotómetro (Miramont, 

2012). 

 

2.6.1.5 Permeabilidad al vapor de agua 

Es la propiedad que tienen las películas plásticas de permitir el paso de gases o 

vapores a través de su estructura molecular, la difusión de gases o vapores siempre 

ira del sitio de mayor concentración al de menor concentración (Huaracha, 2016).  

Los mayores factores que influyen en la permeabilidad de gases y vapores son la 

naturaleza del polímero, temperatura y espesor del material (Arias, 2009). Para 

evaluar la permeabilidad se utiliza la evaluación de la velocidad de transmisión del 

vapor de agua, la cual se define como la constante de velocidad en la que el vapor 
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de agua penetra a través de una película de la muestra en condiciones específicas 

de temperatura y humedad relativa (Bajaña & Moreno, 2017). 

 

2.6.2 Propiedades mecánicas de las biopelículas 

Las propiedades mecánicas de las biopelículas dependen del tipo de material 

empleado en su elaboración y especialmente en la habilidad del polímero para 

formar diversos puentes moleculares entre cadenas poliméricas, los cuales impiden 

su separación. Es útil conocer las propiedades mecánicas, tales como la tensión 

máxima, la resistencia a la rotura, y la elasticidad, que pueden ser medidas por el 

estiramiento de una película a su punto de ruptura, por punción, o por medición de 

la deformación utilizando un texturómetro (Zlotnikov et. al. 2017). 

 

2.6.2.1 Tensión máxima 

La resistencia a la tensión es definida como la máxima tensión que puede soportar 

la película antes de desgarrarse. Esta propiedad es comúnmente expresada en Mpa 

o N/m2 y se obtiene del cociente entre la máxima fuerza que es capaz de soportar 

la película y su sección transversal a tiempo cero (Alata & Cuadros, 2017).  

 

2.6.2.2 Elasticidad 

Se define a la elasticidad como la propiedad que hace que un objeto que ha sido 

deformado debido a una fuerza externa regrese a su forma original una vez que esta 

fuerza externa deja de actuar sobre el objeto (García et. al. 2018).  

 

2.6.2.3 Resistencia a la rotura 

El porcentaje de elongación es la relación entre el alargamiento de la muestra y su 

longitud inicial, esta es determinada por el estado de ruptura de la biopelícula 

(Sarantópoulos et. al. 2002). Esta propiedad tiene el propósito de medir la 

resistencia de la biopelícula a una fuerza estática o aplicada lentamente. 
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2.6.3 Propiedades estructurales de las biopelículas 

 

2.6.3.1 Espectrometria de infrarrojo con transformada de Fourier 

Esta técnica proporciona un espectro de transmisión de las bandas de los grupos 

funcionales de las sustancias inorgánicas y orgánicas, por lo cual es posible realizar 

una identificación de los materiales. Un espectrómetro de transformada de Fourier 

no describe directamente las líneas de un espectro. En lugar de ello, transporta las 

frecuencias espaciales que describen estas líneas a un interferograma (López & 

Alexandra, 2016).  

La espectroscopía de infrarrojo es una de las técnicas espectroscópicas más 

versátiles y de mayor aplicación en la caracterización e identificación de materiales, 

análisis de productos farmacéuticos y de síntesis, análisis de contaminantes, ciencia 

forense, biomedicina, agricultura, alimentos, adhesivos y polímeros, entre otros 

(Orsini & Aparicio, 2021). 

 

2.6.3.2 Evaluación con microscopía electrónica de barrido 

El microscopio electrónico de barrido (SEM) es un instrumento que nos permite 

observar y caracterizar la superficie de materiales orgánicos e inorgánicos, 

proporcionando información morfológica del material a analizar; esto se logra 

utilizando un haz de electrones para formar una imagen ampliada de la superficie 

del objeto (Ocegueda, 2021). 

Para su funcionamiento utiliza un haz electrónico que atraviesa una columna que 

llega a la muestra, un generador de barrido el cual es el responsable de producir el 

movimiento del haz de manera que barra la muestra entre los electrones incidentes, 

con los átomos que componen la muestra se generan señales, las cuales pueden 

ser captadas con detectores adecuados para muestra (Hernández et. al. 2019). En 

este tipo de microscopios las muestras no conductoras (orgánicas, biológicas, 

vidrios, polímeros, etc.) necesitan una cubierta conductora metálica, para evitar 

carga eléctrica y daño por radiación, y lograr su observación. En estos casos se 
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utiliza generalmente una cubierta de oro por ser buen conductor del calor y la 

electricidad (Kang et. al. 2013). 

 

2.7 Aplicaciones de las biopelículas en la industria 

Las biopelículas comestibles se han aplicado en diversos alimentos procesados 

como carne, cereales, confitería, frutos secos, frutas y verduras. Estas se utilizan 

para mejorar la calidad y la vida útil de los alimentos. Estas películas actúan como 

nuevos sistemas de envasado y controlan la liberación de compuestos activos tales 

como antioxidantes, saborizantes, y agentes antimicrobianos. 

Actualmente, las películas elaboradas a base de colágeno se utilizan como 

envolturas de carne deshuesada. Además, las películas de colágeno elaboradas por 

el método de extrusión son tan eficaces como las bolsas de plástico comunes en el 

mantenimiento de la calidad de la carne durante su almacenamiento congelado. 

(Núñez Solis, 2014). 

Por otro lado, las películas de otros tipos de proteínas como zeína de maíz, gluten 

de trigo, proteína de soja y albúmina de huevo, que tiene propiedades antioxidantes 

han demostrado ser prometedoras para la reducción de la tasa de oxidación de los 

lípidos en los productos cárnicos (Herald et al. 1996; Wu et al. 2000; Armitage et al. 

2002). 

Otra aplicación de las biopelículas se centra en la goma Shellac, que es un polímero 

natural obtenido del refino de la secreción de Kerria lacca, un insecto parásito 

encontrado en árboles en el sudeste de Asia y ha sido utilizado en confitería y 

farmacéuticos de recubrimientos duros. Este recubrimiento sin olor y sin sabor 

aumenta la resistencia a la abrasión, que actúa como barrera contra la humedad y 

la grasa (Purificação, 2022). 

Aunque existen grandes aplicaciones de las biopelículas en el sector alimentario, 

también se han desarrollado para otros campos. Un ejemplo de ello es el desarrollo 

de biopelículas de quitosano-almidón con nanopartículas de ZnO para la 

elaboración de empaques biomédicos (Rodriguez, 2021). El uso de recubrimientos 
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comestibles sobre una amplia gama de productos de corte en fresco y en una escala 

comercial es aún limitada por varios factores. 
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3.-Justificación 

 

Los materiales plásticos se consideran actualmente importantes debido a sus 

propiedades y rendimiento frente a otros materiales como el metal y la madera 

(Alvarez-Chavez et. al. 2011). Dado que los plásticos se utilizan en una amplia gama 

de aplicaciones, han surgido problemas económicos y medioambientales debido a 

su excesivo uso en la sociedad actual. Uno de los principales problemas 

medioambientales es el problema de los vertederos (Philip et. al. 2013). El aumento 

de las cantidades de residuos plásticos ha surgido como una crisis en muchas zonas 

del mundo debido a la disminución de la capacidad de los vertederos de deshechos, 

aumentando los costos y endureciendo las políticas internacionales relacionadas al 

manejo de desechos plásticos (Arikan, 2015). Otro problema medioambiental es la 

acumulación de plásticos en los océanos. Por ejemplo, en un estudio a largo plazo 

en el Atlántico Norte, una muestra de agua de mar contenía el equivalente a 580,000 

piezas de plástico por kilómetro cuadrado (Law, 2010). Además, la incineración de 

plásticos genera emisiones tóxicas como dióxido de carbono y metano.  En los 

últimos años, estos problemas económicos y sociales han desencadenado el 

desarrollo de materiales respetuosos con el medio ambiente, como los bioplásticos 

(Peelman et. al. 2013). Los bioplásticos son materiales novedosos del siglo XXI y 

serán de gran importancia para el mundo de los materiales (Mohanty et. al. 2002). 

Por ello estos materiales necesitan ser evaluados cuidadosamente para asegurar 

su sostenibilidad y la correcta gestión de residuos. Recientemente, las 

investigaciones en el campo de la elaboración de biopelículas se han enfocado  en 

la generación de nuevos métodos de extracción de polímeros y en el estudio de sus 

estructuras y su relación con las propiedades que aportan a las biopelículas; por lo 

que un área de oportunidad es el enfoque en la composición química de las 

biopelículas, ayudando así a comprender a fondo las diversas interacciones 

moleculares y su efecto sobre las propiedades de las mismas, lo que determinaría 

de forma más acertada su campo de aplicación que podría ir desde productos 

alimentarios, cosméticos, médicos, etc. (Zamudio, 2014). 
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Con base en lo anterior,  en el presente proyecto se propone la elaboración de 

películas utilizando tres polímeros distintos con una estructura básica similar y 

diferenciados por su grupo funcional, buscando determinar la influencia del grupo 

funcional de cada uno de los polímeros con las propiedades fisicoquímicas y 

mecánicas de las biopelículas.  

 

4.-Hipótesis 

 

Las películas elaboradas a base de quitosano, alginato de sodio y celulosa 

presentarán características fisicoquímicas y mecánicas influenciadas por el grupo 

funcional de cada biopolímero utilizado. 

 

5.-Objetivos 

 

General: Estudiar el efecto del grupo funcional de diversos biopolímeros en las 

propiedades fisicoquímicas y mecánicas de las biopelículas. 

Particulares: 

- Elaborar biopelículas a partir de celulosa, quitosano y alginato de sodio utilizando 

glicerol como compuesto plastificante. 

- Determinar las propiedades de solubilidad con el uso de pruebas de solubilidad en 

agua destilada en las biopelículas. 

- Determinar las propiedades de permeabilidad al vapor de agua mediante el uso 

del método E96-80 descrito por la norma ASTM en las biopelículas.  

- Determinar las propiedades de opacidad mediante el uso de espectrofotometría 

en las biopelículas. 

- Determinar las propiedades mecánicas (tensión máxima, elasticidad y resistencia 

a la rotura) con el uso de un texturómetro en las biopelículas.  



 
34 

6.-Materiales y métodos 

 

6.1 Materiales 

El Cloruro de potasio, nitrato de potasio y urea fueron obtenidos de Fermont 

Reactivos y Equipo S.A de C.V. El glicerol y el ácido acético (99%) fueron obtenidos 

de Botica Moderna Independencia S.A de C.V. El Quitosano de bajo peso molecular 

(desacetilación ≥ 75 %) fue obtenido de Sigma-Aldrich. El Alginato de sodio fue 

obtenido de J.T. BAKER. La Celulosa microcristalina grado alimenticio fue obtenida 

de JR Food. El Hidróxido de sodio fue obtenido de Química Suastes, S.A. de C.V. 

Para todas las pruebas se utilizó agua bidestilada. 

 

6.2 Métodos 

 

6.2.1 Elaboración de las biopelículas  

Las biopelículas fueron elaboradas por el método de “casting” descrito por (Moya, 

2023) con modificaciones para la correcta disolución del polímero empleado. 

 

6.2.1.1 Películas de quitosano 

Se preparó una solución de ácido acético al 1% (v/v) a la que se le agregó quitosano 

(1.5%), posteriormente se calentó a 60°C durante una hora con agitación magnética 

contante, después se dejó enfriar durante 30 minutos, a continuación, se añadió 

glicerol (1%) y se agitó a temperatura ambiente durante 15 min. Finamente, se 

vaciaron 20 mL de la solución en cajas Petri y fueron llevadas al horno de secado a 

45°C durante 24 horas. 

 

6.2.1.2 Películas de Alginato de sodio 

Para la correcta disolución del alginato de sodio se utilizó la metodología propuesta 

por (Lan et. al. 2018) donde se puso a calentar agua destilada en una parrilla durante 

30 minutos a 65°C, después se retiró de la parrilla y se agregó el alginato de sodio 
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(1.5%), este fue agitado manualmente y a temperatura ambiente hasta su completa 

disolución. A continuación, fue llevado a un agitador magnético durante 15 minutos 

para asegurar la correcta disolución del polímero. Pasado este tiempo se agregó el 

glicerol (1%) y se agitó durante 15 minutos más. Finalmente se vaciaron 20 mL de 

la solución en cajas Petri y fueron llevadas al horno de secado a 45°C durante 24 

horas. 

 

6.2.1.3 Películas de Celulosa 

Para asegurar la correcta disolución del polímero se siguió el método propuesto por 

(Haro, 2019), se preparó una solución de NaOH (24%) y una de urea (24%), las 

cuales fueron almacenadas a 0°C durante una hora. A continuación, se preparó la 

solución formadora de biopelícula en un baño de hielo, donde se agregó el 48.75% 

del volumen total de la solución formadora de biopelícula de NaOH junto con el 

equivalente a 1.5% del volumen total de celulosa y se agitó vigorosamente durante 

un minuto, una vez pasado este tiempo se agregó el 48.75% de urea y se agitó 

hasta obtener una mezcla totalmente homogénea.  Después se retiró del baño de 

hielo y se dejó agitando durante 15 minutos más. Una vez transcurrido este tiempo, 

se agregó el glicerol (1%) y se agitó durante 15 minutos. Posteriormente se vaciaron 

20 mL de la solución en cajas Petri y fueron llevadas al horno de secado a 45°C 

durante 24 horas. 

 

6.2.2 Caracterización de las propiedades fisicoquímicas de las biopelículas 

 

6.2.2.1 Color  

Para la determinación de color se utilizó un fotocolorímetro (Konica Minolta). Las 

muestras fueron colocadas en una base de color blanca estándar; el fotocolorímetro 

previamente calibrado se colocó sobre la película y se realizaron tres disparos al 

azar en la película para registrar los valores de L, a* y b*, los cuales fueron ubicados 

en el espectro de color CIELab. 
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Asimismo, con los datos anteriores se obtuvieron los valores de saturación (chroma) 

y matíz (hue) utilizando las ecuaciones 1 y 2. 

 

𝐶 =   √𝑎2 + 𝑏2……………………………………(1) 

ℎ = 𝑎𝑟𝑐𝑡𝑎𝑛 𝑏
𝑎⁄  ……………………………………(2) 

 

Donde:  

C= Es la saturación del color a analizar 

h= Es el matiz del color a analizar 

a*= coordenadas rojo/verde (+a indica rojo, -a indica verde) 

b* = coordenadas amarillo/azul (+b indica amarillo, -b indica azul) 

 

Finalmente, el color de las películas se expresó como la diferencia de color (ΔE*) y 

se calculó con la ecuación 3. 

 

∆𝐸 = √∆𝑎2 +  ∆𝑏2 +  ∆𝐿2 ……………………………………(3) 

 

Donde ΔL*, Δa*, Δb* son los diferenciales entre el parámetro de color de las 

muestras y el parámetro de color de una superficie blanca estándar utilizada como 

fondo de la película. 

 

6.2.2.2 Determinación del espesor 

El espesor fue medido en mm con un micrómetro digital (Mitutoyo) de acuerdo con 

la metodología propuesta por (Sánchez et. al. 2019). Se realizaron 6 mediciones en 
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diferentes partes de cada muestra elegidas al azar y se reportó el promedio y la 

desviación estándar de las mediciones realizadas. 

6.2.2.3 Determinación de solubilidad 

Para determinar la solubilidad en agua se tomaron como referencia los métodos 

utilizados por Miranda, (2019) y Flores et. al. (2021) con algunas modificaciones. 

Se cortó una biopelícula completa en rectángulos con dimensiones de 2 x 3 cm y se 

registró su peso. A continuación, se colocaron las películas en un vaso de 

precipitado que contenía 60 ml de agua destilada a una temperatura de 25°C 

durante 24 horas con agitación esporádica. Una vez pasadas las 24 h las piezas de 

las películas fueron filtradas y secadas en horno a 70°C y fueron pesadas hasta 

obtener un peso constante. El porcentaje de solubilidad se calculó con la ecuación 

4. 

 

𝑆𝑜𝑙𝑢𝑏𝑖𝑙𝑖𝑑𝑎𝑑 (%) =  
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑠𝑒𝑐𝑜−𝑝𝑒𝑠𝑜 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 𝑠𝑒𝑐𝑜

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑠𝑒𝑐𝑜
 𝑋 100……………………(4) 

 

 

6.2.2.4 Determinación de opacidad 

Las mediciones de opacidad se realizaron de acuerdo con lo reportado por 

(Anchundia et. al 2018). Una muestra de cada película con dimensiones de 40 mm 

de alto y 10 mm de ancho se colocaron en la celda del espectrofotómetro  (Thermo-

Scientific) y se determinó la absorbancia a 600 nm. La opacidad se calculó de 

acuerdo con la ecuación 5. 

 

𝑂𝑝𝑎𝑐𝑖𝑑𝑎𝑑 =
𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎

𝑥
……………………………………(5) 

 

Donde x es el espesor de la película en mm. El resultado se expresa en mm-1. 
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6.2.2.5 Determinación de la permeabilidad al vapor de agua 

La permeabilidad al vapor de agua se determinó a 25 °C con soluciones saturadas 

de nitrato de potasio y cloruro de potasio, con gradientes de humedad relativa de 92 

y 86% respectivamente. Este método es similar al método de la ASTM E-96-80 

(Association of Standard Testing Methods, USA) reportado por (Muñoz, 2005) que 

se describe a continuación. 

Una sección circular de la película se colocó en la parte superior de un vial y se fijó 

con una banda elástica. Dentro del vial se colocó una solución saturada de cloruro 

de potasio para generar una humedad relativa constante de 86%. 

El vial se colocó en una celda con tapa hermética que contenía una solución 

saturada de sal de nitrato de potasio que generó una humedad relativa de 92%. 

Debido al gradiente de presión existente, el vapor de agua se difundió a través de 

la película, observándose una ganancia de peso en la sal de menor humedad 

relativa, durante el tiempo de la prueba. La variación en el peso de la celda de 

permeación fue registrada cada hora durante un periodo de 24 horas en una balanza 

analítica (VELAB). La velocidad de transmisión de vapor de agua (VTVA) se calculó 

mediante la ecuación 6. 

 

𝑉𝑇𝑉𝐴 =  
∆𝑤

∆𝑡 𝑥 𝐴
         𝑔 ⋅  𝑚−2 ⋅ 𝑠−1……………………………………(6) 

 

Donde ∆w es la ganancia en peso de la celda de permeación durante el tiempo ∆t 

con un área constante definida en cada ensayo con cada polímero utilizado. Se 

obtuvo la pendiente de ∆w vs ∆t. El valor de VTVA se utilizó para determinar la 

permeabilidad P utilizándola ecuación 7. 

 

𝑃 =
𝑉𝑇𝑉𝐴

∆𝑝
 𝑥 𝐿     𝑔 ⋅ 𝑚−1 ⋅ 𝑠−1 ⋅ 𝑃𝑎−1 ……………………………………(7) 
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Donde ∆p es el gradiente de presión de vapor entre los lados de la película, este es 

un valor constante que equivale a 0.2945 kPa (Muñoz, 2005), mientras que L es el 

espesor de la película. 

 

6.2.3 Caracterización de las propiedades mecánicas de las biopelículas 

La tensión máxima, la elasticidad y la resistencia de las películas fueron medidas 

siguiendo la metodología descrita por Ibargüen & Pinzón, (2015) bajo el estándar D 

882-09 (ASTM, 2009) en un texturómetro TA.XT plus. Las películas previamente 

acondicionadas a 25 ± 2°C por 48 h, fueron cortadas en tiras 25 mm x 50 mm y 

fueron sometidas a tensión con separación de 50 mm entre las mordazas. 

 

6.2.4 Caracterización de las propiedades estructurales de las biopelículas 

 

6.2.4.1 Evaluación del espectro de infrarrojo con transformada de Fourier 

Las muestras de las películas fueron cortadas en pequeñas piezas (1 cm2) y fueron 

llevadas a un espectrofotómetro Nicolet 6700 (Thermo Fisher Scientific) acoplado 

con el accesorio de diamante para reflexión total atenuada (ATR) Smart Orbit a 

temperatura y presión ambiente para investigar los grupos funcionales en las 

películas a evaluar. La sonda de medición tocó directamente la superficie de las 

películas. Se empleó una resolución espectral de 4 cm-1 y se adquirieron 16 

barridos, cubriendo longitudes de onda desde 4000 cm-1 hasta 400 cm-1. 

 

6.2.4.2 Evaluación con microscopía electrónica de barrido 

La microscopía electrónica de barrido se realizó con la finalidad de caracterizar de 

forma superficial las películas para obtener información sobre su morfología y 

composición química. Se cortaron muestras de 0.7 cm2 de cada biopelícula 

obtenida, a continuación, y de acuerdo con la metodología descrita por Mendoza 

(2015) las películas fueron recubiertas con iones oro (Sigma Aldrich) por sputter en 

un equipo de recubrimiento JEOL JPC-1100 para asegurar la conductividad 
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eléctrica, a continuación, se colocaron en un microscopio de emisión de campo 

JSM-7600F. La escala utilizada fue de 10 y 100 μm. 
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7. Resultados y Discusión 

 

7.1 Caracterización de las propiedades fisicoquímicas de las biopelículas 
 

7.1.1 Evaluación del color de las biopelículas 

La apariencia de una biopelícula se determina por la aceptación final del producto, 

por ello el color, brillo y translucidez son características muy importantes en las 

biopelículas (Villar, 2021). En el desarrollo de este proyecto se obtuvieron películas 

con distintas características ópticas. Visualmente, las películas presentaron 

características distintas: las películas de quitosano presentaron transparencia con 

tonalidades amarillas y textura rugosa; las películas de alginato de sodio se 

observaron completamente transparentes sin ninguna tonalidad perceptible a 

simple vista y con una textura lisa; finalmente, las películas de celulosa presentaron 

una tonalidad blanca con una textura irregular (Figura 6). Se han reportado 

apariencias similares de acuerdo con León (2020), Mencías, (2022) y Liu et. al. 

(2017). Los cambios en el color de las películas se pueden atribuir a la unión del 

biopolímero con su solvente y el plastificante, dando como resultado diversas 

tonalidades (Moradi et. al. 2012). Por ello fue necesario realizar un análisis 

cuantitativo para conocer a fondo las distintas características de color que cada una 

posee. 

 

Figura 6. Biopelículas elaboradas con glicerol (1%) por el método de casting. a) Alginato de sodio 

(1.5%), b) Quitosano (1.5%), c) Celulosa (1.5%). 
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El color se midió en el espacio de color CIELab, donde el valor de la coordenada L* 

se refiere a la luminosidad y puede ir desde 0 (negro) a 100 (blanco). El valor de la 

coordenada a* va desde el rojo (+) al verde (-) y la coordenada rectangular b* varía 

del amarillo (+) al azul (-) (Talens, 2017) (Figura 7).  

Las mediciones de color presentadas en la Tabla 1 muestran que todas las muestras 

tienen altos niveles de luminosidad (> 90) y que no existe una diferencia significativa 

entre los valores de quitosano y alginato de sodio (p < 0.05) mientras que para la 

celulosa se observan valores inferiores, esto puede deberse a la alta opacidad de 

la película, la cual reduce la cantidad de luz presente en la muestra al momento de 

realizar la medición. 

 

Tabla 1. Propiedades de color de las distintas biopelículas elaboradas. 

Biopelícula L a* b* C h ∆E Opacidad 

Quitosano 92.296 ± 0.398 a -1.566 ± 0.167 b 4.26± 0.293 a 4.425 ± 0.316 a -1.31 ± 0.228 b 2.63 ± 0.399 ab 1.081 ± 0.734 a 

Alginato 

de sodio 
93.326 ± 0.398 a -0.100 ± 0.167 a 0.543 ± 0.293 b 0.506 ± 0.316 b -1.20 ± 0.228 b 1.71 ± 0.399 b 1.196 ± 0.734 a 

Celulosa 90.310 ± 0.398 b -0.413 ± 0.167 a 0.733 ± 0.293 b 0.421 ± 0.316 b -1.70 ± 0.228 a 3.31 ± 0.399 a 1.909 ± 0.734 b 

Las letras en las columnas hacen referencia a diferencia significativa con un nivel del 95% de confianza. Los datos son 

expresados como la media ± desviación estándar, n=3 

 

Con respecto a la coordenada cromática a*, se observa que no hay diferencias 

significativas entre las películas de alginato y celulosa (p < 0.05), mientras que las 

películas de quitosano tienen una tendencia alta hacia coloraciones ligeramente 

verdes. Por otro lado, la coordenada b* presentó tendencias hacia una tonalidad 

amarilla en todos los casos, especialmente en las películas de quitosano (p < 0.05). 

Estos valores en la escala CIELab corresponden con lo reportado por Wu et. al 

(2013) y Acebedo et. al. (2012). Esta comparación nos indica que existe repetibilidad 

al momento de elaborar películas de los distintos polímeros. 
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A continuación, se calcularon los valores de Croma (C), el cual hace referencia a la 

intensidad del color, por otro lado, tenemos el valor de Hue (h), que nos va a indicar 

el matiz o tonalidad que se encuentra en la muestra a evaluar. 

Los valores de C mostraron que las películas de quitosano tienen una intensidad de 

color mayor respecto a las de alginato y celulosa (p < 0.05), mientras que los valores 

de h indican que el matiz de las películas de celulosa es mayor, estas diferencias 

en el matiz y la intensidad pueden estar influenciados por las diversas interacciones 

entre el plastificante y el polímero, así como la concentración de este (de Oliveira 

et. al. 2021;Kartini et. al. 2020).  

Para continuar la caracterización, se evaluó la diferencia de color total (∆E) de las 

películas con respecto a una placa de calibración estándar. Se obtuvieron dos 

subconjuntos donde las películas de celulosa mostraron una mayor diferencia de 

color con respecto a las de alginato de sodio y quitosano, esto debido a que las 

películas de celulosa no tuvieron transparencia y presentaron un color sólido que se 

aleja de los parámetros de la placa de calibración. Es importante mencionar que las 

moléculas de celulosa tienen una fuerte tendencia a formar enlaces por puentes de 

hidrógeno intra e intermoleculares; por lo que la presencia de estos enlaces de 

hidrógeno permite la formación de una estructura fibrilar terciaria de alta cristalinidad 

(Lee et. al., 2016). Debido a la concentración utilizada en este trabajo, es posible 

que exista un exceso de fibras de celulosa cristalizadas que al ordenarse en la 

película impiden el paso de la luz, generando así una película sin transparencia 

(Cifriadi et. al., 2017). 

Finalmente, se evaluaron los parámetros de opacidad, la cual es una propiedad 

crítica cuando la película se emplea sobre la superficie de un alimento. Este es un 

indicador de cuánta luz puede pasar a través del material.  Se observan diferencias 

significativas (p<0.05) en los valores obtenidos en las películas de celulosa, 

teniendo valores de opacidad altos, como se mencionó anteriormente, la celulosa 

tiende a formar estructuras fibrosas de alta densidad, por lo que es de esperar 

obtener películas con altos valores de opacidad. La presencia de tres grupos OH en 

cada una de sus unidades estructurales le permite reaccionar bien sea como un 
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alcohol, un éster o un éter. Según lo reportado por Haro, (2019) el uso de alcoholes 

como etanol o isopropanol como aglutinante, permiten un secado lento de la 

película, dando como resultado una película con opacidad baja. Tomando en cuenta 

todos estos factores, podemos suponer que la opacidad y la falta de transparencia 

en las películas de celulosa están relacionados a la concentración de fibras 

cristalinas y a la combinación de sustancias con índices de refracción distintos como 

la urea y el hidróxido de sodio utilizados para disolver la celulosa, así como a 

posibles cambios en la estructura interna durante el secado de la película. (García-

Figueroa et. al., 2019).  

A continuación, se analizó la opacidad de las películas de quitosano, las cuales 

presentaron un valor de opacidad parecido al del quitosano. Según Jiang et al. 

(2016), cuando se le agrega glicerol a la película de quitosano la opacidad 

disminuye debido a la desorganización de las moléculas al crearse una molécula 

amorfa. Sin embargo, los resultados observados pueden ser explicados si se 

considera la alta concentración de quitosano utilizado (1.5%), que puede generar 

pequeños grumos sin disolver en la mezcla y por lo tanto, una mayor opacidad en 

la película. 

Finalmente, se evaluó la opacidad de las películas de alginato de sodio, las cuales 

presentaron los menores valores de opacidad. Esto puede ser explicado debido a 

la alta solubilidad que tiene el alginato de sodio en agua, generando un gel 

transparente. La presencia de dos átomos de oxígeno en el grupo carboxilo del 

alginato de sodio, aumenta su carácter hidrofílico (Rhim, 2004); por lo tanto, al ser 

disuelto en agua, sus enlaces se rompen fácilmente y se disuelve por completo, lo 

mismo sucede al disolver el glicerol en la mezcla, generando así una mezcla sin 

grumos que tendrá bajos valores de opacidad. 
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7.1.2 Determinación del espesor y solubilidad 

 

La solubilidad en agua de los envases alimentarios se refiere a la capacidad de los 

materiales de los envases alimentarios para disolverse en agua. Este parámetro es 

importante porque puede afectar la calidad y seguridad de los alimentos envasados 

(Vilaró et al. 2012). Cuando los materiales de los envases se disuelven en el agua, 

pueden liberar sustancias no deseadas que pueden contaminar los alimentos y 

afectar su sabor, olor y textura, provocando riesgos para la salud. Se ha observado 

que esta característica está relacionada con el espesor del envase, generalmente 

haciéndolo menos soluble a medida que aumenta su espesor (Álvarez et al. 2023). 

A continuación, se muestra el análisis del espesor y solubilidad de las películas 

elaboradas. 

 

Tabla 2. Resultados de espesor y solubilidad para las biopelículas analizadas. 

Biopelícula Espesor (mm) Solubilidad (%) 

Quitosano 0.0844 ± 0.0173 b 90.7666 ± 1.62 b 

Alginato de sodio 0.1122 ± 0.0173 b 100 ± 1.62 a 

Celulosa 0.9621 ± 0.0173 a 54.6140 ± 1.62 c 

Las letras en las columnas hacen referencia a diferencia significativa con un nivel del 95% de confianza. Los datos son 

expresados como la media ± desviación estándar, n=3 

 

La Tabla 2 nos muestra como las películas de quitosano y alginato de sodio no 

muestran diferencias significativas entre ellas (p < 0.05), y, por otro lado, las 

películas de celulosa muestran un valor más alto. De acuerdo con Mencías, (2022) 

la diferencia en el grosor de las películas de celulosa se debe a la formación de una 

superficie porosa, con la desventaja de resultar en películas quebradizas, lo que 

resulta en una película más gruesa pero frágil. Los valores de espesor de quitosano 

y alginato de sodio coinciden con lo reportado por Escárcega-Galaz et al (2018) y 

Benavides et al (2012), ya que a pesar de que estas películas fueron elaboradas 

con aditivos como aceite de orégano o una mezcla de glicerol con miel, su grosor 

no fue modificado y mantenía características fisicoquímicas similares. 

La solubilidad de las biopelículas es un indicador de la resistencia que esta tiene 

como recubrimiento cuando se expone a un medio húmedo (Serrano et al., 2022), 
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por lo tanto, una mayor solubilidad de las películas es un indicador de una menor 

resistencia al agua y provocando su fácil disolución, perdiendo su efecto protector 

sobre la superficie del producto, en este sentido, la Tabla 2 nos muestra que cada 

biopelícula tuvo diferentes porcentajes de solubilidad (p < 0.05), siendo las películas 

de alginato las que se disolvieron completamente durante la prueba. Recordemos 

que el alginato de sodio está compuesto por dos ácidos (D-manurónico y L-

gulurónico), y por tanto está presente el grupo funcional carboxilo que confiere 

carácter polar a los ácidos y permite la formación de puentes de hidrógeno entre la 

molécula de ácido carboxílico y la molécula de agua (Arteaga, 2017). La presencia 

de dos átomos de oxígeno en el grupo carboxilo hace posible que dos moléculas de 

ácido se unan entre sí por puente de hidrógeno doble y aumenten su carácter 

hidrofílico (Rhim, 2004); por lo tanto, al interaccionar con agua, sus enlaces se van 

a romper y la estructura se va a disolver por completo, tal como pasó en las 

muestras elaboradas en el laboratorio. La solubilidad de las películas influye de 

forma importante en el tipo de aplicación de estas, por lo que, de acuerdo con los 

resultados obtenidos, las películas elaboradas a base de alginato de sodio no serían 

adecuadas para su aplicación en productos acuosos, pero si para productos secos 

o de baja humedad (Rozo et al., 2016; Mohamed et al., 2020).   

Por otro lado, se observaron porcentajes altos de solubilidad en las películas de 

quitosano, en un principio se plantearía la idea de que al ser una sustancia insoluble 

en agua tendría un porcentaje de solubilidad muy bajo. Pero si analizamos a detalle 

su estructura química podemos darnos cuenta de que tiene grupos funcionales 

amino, que son particulares del quitosano, estos al ser disueltos en soluciones 

ácidas se protonan, generando así su disolución en el medio (Giraldo, 2015). Por lo 

que es posible que al solubilizarse el quitosano y, posteriormente interaccionar con 

solventes polares como lo son el glicerol y el agua, se obtenga una alta solubilidad. 

La solubilidad del quitosano sucede por la protonación de su grupo funcional amino 

en el carbono dos de las unidades repetidas de D-glucosamina (Sahariah & Másson, 

2017). En este proceso, cabe suponer que, al someter una muestra de quitosano a 

solubilización en un medio ácido, los grupos amino que inicialmente se ionicen sean 

los de las macromoléculas ubicadas en la superficie. Esta ionización dará lugar a 
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repulsiones electrostáticas que en un comienzo resultarán en una mayor separación 

de las cadenas, y posteriormente en la solvatación de estas (Pedraza, 2018). Se 

espera entonces que, en medios levemente ácidos, si bien, algunas cadenas 

pueden encontrarse solvatadas, la gran mayoría estén todavía conformando una 

estructura insoluble empaquetada cuyos grupos amino ionizados sean en alta 

proporción los ubicados en su superficie. Esto se da por la unión desordenada de 

iones de hidrógeno entre las cadenas de polímero adyacentes, lo que da como 

resultado una disposición de empaquetamiento suelta que facilita la penetración e 

hidratación del agua, esta característica no es dependiente del peso molecular, sin 

embargo, si está relacionado con el grado de desacetilación del quitosano (Matos, 

2020). Según lo reportado por Mencías, (2022), la elaboración de películas con una 

mezcla de celulosa-quitosano y celulosa-alginato disminuye considerablemente su 

solubilidad, siendo la celulosa la responsable de la disminución de esta 

característica ya que esta adición, junto con el plastificante disminuye la movilidad 

molecular y resistencia a la rotura, impidiendo así su desintegración en agua. 

Finalmente, las películas de celulosa mostraron los valores de solubilidad más 

bajos. La baja solubilidad en agua de las películas se atribuye principalmente a que 

los grupos hidroxilo de la celulosa pueden formar fuertes interacciones mediante 

enlaces de hidrógeno entre sí y mejorar así la cohesividad de la matriz del 

biopolímero a la sensibilidad al agua (Abdollahi et. al. 2013). Por lo que las 

moléculas de agua no podrán romper estos fuertes enlaces, obteniendo así bajos 

valores de solubilidad en agua. 
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7.1.3 Determinación de la permeabilidad al vapor de agua  

 

La permeabilidad al vapor en el envasado de alimentos se refiere a la capacidad de 

un material para permitir que el vapor de agua pase a través de su estructura, lo 

que puede afectar a la calidad y durabilidad del producto envasado (Han, 2014).  

Los envases con alta permeabilidad al vapor suelen dejar pasar más humedad 

dentro y fuera del producto, lo que se traduce en pérdida de peso,  cambios  en la 

textura y el aspecto. La tasa de transmisión de vapor de agua se mide como tasa 

de transmisión de vapor de agua (VTVA). A continuación, se muestran los valores 

de permeabilidad y transmisión de vapor de agua obtenidos, así como un análisis 

comparativo para comprender mejor el comportamiento de cada película obtenida. 

 

Tabla 3. Velocidad de trasmisión de vapor de agua (VTVA) y permeabilidad (P) de 

las biopelículas obtenidas. 

Biopelícula 
VTVA 

(𝑔 ⋅  𝑚−2 ⋅ 𝑠−1) 

P 

(𝑔 ⋅ 𝑚−1 ⋅ 𝑠−1 ⋅ 𝑃𝑎−1) 

Quitosano 0.0074 ± 0.00149 a 0.0028 ± 0.00145 a 

Alginato de sodio 0.0088 ± 0.00149 a 0.0028 ± 0.00145 a 

Celulosa 0.0019 ± 0.00149 b 0.0062 ± 0.00145 a 

Las letras en las columnas hacen referencia a diferencia significativa con un nivel del 95% de confianza. Los datos son 

expresados como la media ± desviación estándar, n=3 

 

La Tabla 3 muestra los resultados de permeabilidad al vapor de agua, donde 

podemos darnos cuenta de que no existen diferencias estadísticamente 

significativas entre las películas obtenidas con los biopolímeros analizados (p < 

0.05). Por otro lado, la velocidad de transmisión de vapor de agua (VTVA), se refiere 

a la cantidad de agua que atraviesa una superficie determinada de un material en 

un tiempo determinado (Joaqui & Villada, 2013) y está íntimamente relacionada al 

valor final de permeabilidad. Éstas son propiedades importantes para los materiales 

destinados al sector de empaques ya que pueden estar directamente relacionadas 
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con la vida útil y estabilidad del producto envasado. Se observó una diferencia 

significativa entre las películas elaboradas con quitosano y las elaboradas con 

alginato de sodio con respecto a las de celulosa (p < 0.05) teniendo esta última una 

VTVA menor. Varios autores han reportado que los valores de VTVA y permeabilidad 

están influenciados en gran medida por el plastificante utilizado (Salazar et. al. 2019; 

Montalvo et. al. 2012). Es interesante conocer las interacciones químicas que se 

llevan a cabo entre el plastificante y el polímero, específicamente en sus grupos 

funcionales. De acuerdo con Huaracha, (2016), las biopelículas de quitosano no 

actúan como barreras simples, esto podría atribuirse a asociaciones entre las 

moléculas de agua y sus grupos funcionales amino. Las asociaciones entre el agua 

y la película provocan hinchamiento y cambios de estructura que facilitan la difusión 

del vapor de agua. Esto podría estar explicado por la facilidad del grupo amino del 

quitosano para formar puentes de hidrógeno, ya que estas interacciones disminuyen 

la disponibilidad de grupos hidrofílicos reduciendo las interacciones entre las 

moléculas de agua y por consiguiente la permeabilidad. Así mismo, se ha reportado 

que al usar la misma concentración de quitosano; la permeabilidad se ve 

incrementada con el aumento de la concentración de plastificante, en este caso 

glicerol, ya que este es un poliol con varios grupos funcionales hidroxilo, lo que 

implica un mayor grado de reacción con la cadena polimérica debido a su habilidad 

de reducir enlaces de hidrógeno internos, reduciendo las fuerzas intermoleculares 

e incrementando la movilidad de las cadenas de quitosano, influyendo así en la 

modificación estructural de la red del polímero, facilitando el libre paso de agua, 

generando con ello el fenómeno de adsorción. 

Respecto a la permeabilidad de las películas de alginato de sodio, varios autores 

han indicado que películas a base de hidrocoloides, como el alginato de sodio, 

poseen aplicaciones limitadas, relacionando este hecho con su naturaleza hidrófila 

(Muppalla et al., 2014). Recordemos que el alginato de sodio tiene ácidos 

carboxílicos como principales grupos funcionales, los cuales son muy solubles en 

agua y aún más solubles en alcoholes, como el glicerol, por lo que al interaccionar 

como plastificante, formará puentes de hidrógeno con el alginato y aumentará 

ligeramente su permeabilidad, esto también está influenciado por la cantidad de 
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plastificante empleado (Janik et al., 2023) ya que, al formar estos enlaces, la 

estructura se hará más compacta y evitará el paso del vapor de agua.  

De igual manera que con las películas anteriores, la permeabilidad al vapor de agua 

de las películas de celulosa, se cree que está influenciada por la formación de 

puentes de hidrógeno entre el plastificante y el grupo funcional, en este caso 

hidroxilo (Paunonen, 2013). En este caso, las moléculas de glicerol tienden a 

incrementar el espaciado entre las cadenas poliméricas ubicadas en cada capa en 

vez de separar las capas entre sí, porque debido a su radio hidrodinámico no 

podrían ubicarse en el espacio existente entre las mismas (Debandi et al., 2014). 

Así, se reduce la densidad de empaquetamiento polimérico que afecta el 

comportamiento de barrera al vapor de agua. El incremento de la permeabilidad con 

el contenido de plastificante puede estar relacionado a la hidrofilicidad de la 

molécula de plastificante.  

Así podemos notar que, a pesar de que no se encontraron diferencias 

estadísticamente significativas, el grupo funcional tiene un papel muy parecido en 

cada uno de los polímeros evaluados para sus propiedades de permeabilidad, 

estando principalmente influenciados por la cantidad de polímero añadido, así como 

la cantidad de plastificante presente. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
51 

7.2 Caracterización de las propiedades mecánicas de las biopelículas 

 

Las propiedades mecánicas reflejan la capacidad de las películas de empaque para 

mantener la integridad del producto empacado y la resistencia del material. La Tabla 

4 muestra las distintas propiedades mecánicas que posee cada biopelícula. 

 

Tabla 4. Propiedades mecánicas de las biopelículas elaboradas. 

Biopelícula Resistencia a la 

rotura (N) 

Elasticidad 

(%) 

Tensión máxima 

(kPa) 

Quitosano 5.2636 ± 0.371 a 31.1973 ± 0.0295 b 4.2 ± 0.0003 a 

Alginato de sodio 2.2676 ± 0.371 b 66.6774 ± 0.0295 a 1.8 ± 0.0003 b 

Celulosa N/D N/D N/D 

Las letras en las columnas hacen referencia a diferencia significativa con un nivel del 95% de confianza. Los datos son 

expresados como la media ± desviación estándar, n=3 

N/D= No Determinado  

 

Los valores de resistencia a la rotura, elasticidad y tensión máxima presentaron 

diferencias estadísticamente significativas (p < 0.05) entre cada biopelícula 

obtenida.  Cabe destacar que las películas a base de celulosa no pudieron ser 

sometidas a los ensayos debido a su fragilidad, al ser colocadas en las mordazas 

para las pruebas estas de inmediato se fragmentaban imposibilitando el estudio de 

sus propiedades mecánicas, esto se debe a que la celulosa tiende a formar 

estructuras fibrilares ordenadas, mostrando un arreglo similar al de un cristal. En 

estas zonas cristalinas, los grupos hidroxilo de las moléculas de celulosa se 

aproximan muy íntimamente entre ellas, generando así cadenas débiles y frágiles 

(Medronho & Lindman, 2015). Se ha comprobado que la adición de cantidades 

mayores de plastificante puede ayudar a generar una película más flexible y 

uniforme (Haro, 2019). Por lo tanto, en esta sección se hará la comparación 

únicamente de las películas de quitosano y alginato de sodio. 

Primero se evaluaron las características mecánicas de las películas de quitosano, 

donde ,en comparación a las películas de alginato de sodio, se puede apreciar un 



 
52 

valor considerablemente alto en la resistencia a la rotura, estas se rompieron al 

aplicar aproximadamente 05 N de fuerza, esta característica está relacionada a los 

valores de tensión máxima reportados, que es la fuerza máxima soportada por la 

película antes de romperse. Esto puede ser explicado gracias a la influencia del 

plastificante, ya que la adición de glicerol aumenta la movilidad de las cadenas del 

quitosano, provocando más rigidez en estas cadenas al ser sometidas a fuerzas 

externas, por lo tanto, aumenta su resistencia a la rotura y tensión máxima, pero al 

mismo tiempo esta rigidez provoca que las cadenas no se puedan elongar 

demasiado, explicando así los bajos valores de elasticidad que estas películas 

presentan (Adila et al., 2013; Kerch, 2015). 

A continuación, se evaluaron las propiedades mecánicas de las películas de alginato 

de sodio, donde se puede notar que los valores de resistencia a la rotura y tensión 

máxima son bajos, ya que están relacionados a la fuerza que se le aplica a la 

película hasta su desgarro. Nuevamente se le atribuyen estas características a la 

influencia que ejerce la adición del glicerol como plastificante, ya que al ser un 

plastificante hidrofílico, disminuye las fuerzas intermoleculares a lo largo de la 

cadena polimérica, disminuyendo así la fuerza de los enlaces de hidrógeno 

generados entre el grupo carboxilo del alginato de sodio y los grupos hidroxilo del 

glicerol, aumentando entonces el volumen libre y la movilidad de las cadenas, 

haciendo a la película más frágil pero más elongable, ya que las cadenas pueden 

estirarse libremente antes de su rotura (Aloui, 2011). Esto también explicaría los 

altos valores de elasticidad que las películas presentan. 
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7.3 Caracterización de las propiedades estructurales de las biopelículas 

 

7.3.1 Evaluación del espectro de infrarrojo con transformada de Fourier 

Esta técnica permitió caracterizar la estructura química de las biopelículas mediante 

la identificación de los grupos funcionales presentes, a través del estudio de la 

absorción de energía radiante originada por la interacción entre la radiación 

electromagnética y las muestras analizadas.  

La Figura 8 muestra los resultados de FTIR  para las películas elaboradas con 

quitosano (1.5%). Se obtuvieron valores muy similares a lo reportado por Del Ángel 

(2019), quien realizó y caracterizó biopelículas de quitosano y alginato de sodio 

puros. Se observa una banda ancha en 3265 cm-1 que se atribuye a grupos O-H y 

N-H presentes en la composición química del quitosano, mientras que la señal 

emitida en 2924 cm-1 es interpretada como un estiramiento C-H de grupos CH2 y 

CH3. La señal en 1628 cm-1 se atribuye a una vibración de un grupo C = O; mientras 

que en 1560 cm-1 encontramos una señal atribuida a un estiramiento N-H. Las 

señales emitidas en 1415 y 1029 cm-1 son atribuidas a estiramientos C-N y C-O 

respectivamente. Finalmente, las señales emitidas despues de 848 cm-1 se deben 

a estiramientos C-C de la cadena polimérica. La banda en 3265 cm-1 ha sido de 

especial interés en diversos estudios previos, ya que al incrementar la concentración 

de plastificante de la película, se obseva un incremento de intensidad de la misma 

(Portillo et al., 2020), esto se atribuye a la interacción de los grupos hidroxilo 

presentes en la glicerina con los grupos funcionales del quitosano que como se 

había mencionado anteriormente, forman puentes de hidrógeno sin modificar la 

estructura del polímero. 
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Figura 8. Espectro IR película de quitosano (1.5%) con glicerol (1%) 

 

En la Figura 9 se muestra el espectro para las películas de alginato de sodio (1.5%). 

De acuerdo con Derkach et. al. (2019), la señal producida en 3259 cm-1 se debe a 

la vibración de grupos OH. El pico presente en 2939 cm-1 es atribuido a la absorción 

C-H . Mientras que las señales en 1600 y 1407 cm-1 se deben a estiramientos del 

grupo carboxilo; el pequeño pico presente en 1311 cm-1 se debe a una flexión del 

grupo OH. De acuerdo con lo reportado por Del Ángel (2019), al momento de 

realizar películas de alginato puro, las señales en 1095 y 1025 cm-1 representan los 

grupos Manurónico y Galurónico en la cadena del polisacárido. Las señales en 946 

y 813 cm-1 se deben a estiramientos C-O y C-C de la estructura del alginato y son 

características de este. Llama especialmente la atención la banda en 3259 cm-1, ya 

que otros autores han reportado que la presencia de una banda ancha se atribuye 

a la probable formación de enlaces de hidrógeno entre el polímero y su plastificante 

(Gómez et. al. 2018). Como se mencionó anteriormente, los grupos carboxilo 

presentes en la estructura molecular del alginato de sodio permite la formación de 

puentes de hidrógeno, en este caso entre el polímero y el glicerol, permitiendo así 
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el entrecruzamiento de estas sustancias sin modificar la estructura del alginato de 

sodio.  

 

 

Figura 9. Espectro IR película de alginato de sodio (1.5%) con glicerol (1%) 

 

Finalmente, al evaluar los resultados para las películas de celulosa, se notó que 

tenían una composición distinta a la de su polímero base utilizado, como sucedió en 

las discusiones anteriores. En el caso de las películas de celulosa, al ser 

comparadas con los espectros del polímero puro previamente reportado, se observó 

que los picos son muy distintos, esto se puede explicar debido a que al momento 

de solubilizar la celulosa se utilizó una mezcla de NaOH al 14% con urea al 24%. 

En la Figura 10 observamos un estiramiento C=O en 1673 cm-1, de igual manera se 

encontraron estiramientos y deformaciones N-H en 3424 cm-1 y 1589 cm-1 

respectivamente, finalmente se observó un estiramiento C-N a 1454 cm-1. Todos 

estos picos han sido previamente reportados como picos representativos de la urea 

(Manivannan & Rajendran, 2011). Esto nos hace plantearnos la idea de que al 

utilizar altas concentraciones de urea, este compuesto pasa a formar parte 
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importante de la composición estructural de la biopelícula al formar puentes de 

hidrógeno con los grupos OH disponibles de la celulosa.  

Al analizar y contrastar estos resultados con lo obtenido en las pruebas mecánicas, 

podemos plantear la idea de que la urea podría estar implicada en las características 

evaluadas hasta ahora. Sun & Zue (2015) han planteado un modelo que intenta 

predecir como la urea se cristaliza al pasar de un medio acuoso a la solidificación. 

Lo que podría estar pasando en este caso en particular es que la celulosa genere 

puentes de hidrógeno a partir de sus grupos funcionales OH con los grupos 

funcionales NH2 de la urea y de esta manera formar la película. Puede ser posible 

que al evaporarse los solventes se generen microcristales de urea que interaccionen 

con la celulosa y de esta forma contribuye a las propiedades de alta dureza y 

fragilidad de las películas elaboradas con celulosa. 

 Por otro lado, al seguir analizando el espectro IR, podemos observar algunos picos 

característicos de la celulosa, específicamente en 3328 cm-1 que se atribuye a la 

vibración de enlaces OH de la celulosa, también en 848 cm-1 es una banda 

característica del enlace β-glicosídico entre las unidades de glucosa, esta es una 

de las más características al momento de identificar a la celulosa (Abderrahim et. 

al. 2015). 
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Figura 10. Espectro IR película de celulosa (1.5%) con glicerol (1%) 

 

 

7.3.2 Evaluación con microscopía electrónica de barrido (SEM) 
 

La microscopía electrónica de barrido (SEM) utiliza electrones para poder formar 

una imagen. Su gran profundidad de área permite que se enfoque al mismo tiempo 

una gran parte de la muestra a analizar. También muestra imágenes de alta 

resolución de la muestra para que puedan ser examinadas a una alta magnificación. 

La Figura 11 muestra los resultados para las biopelículas elaboradas con quitosano 

a distintas magnificaciones (x100, x1,000, x2,500). En todas las imágenes se 

observa una superficie mayormente homogénea con muy pocos grumos de 

quitosano, lo cual nos indica que el polímero se disolvió correctamente en su 

disolvente. Además, es importante remarcar que la superficie lisa y sin porosidades 

es un indicador de que el plastificante y el polímero fueron disueltos correctamente, 

como se discutió anteriormente, gracias a la interacción de los grupos amino del 

quitosano con los grupos hidroxilo del glicerol, confiriéndole así propiedades 
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mecánicas características del polímero. Estos resultados concuerdan con lo 

reportado por otros autores (Arias, 2009; Falamarzpour et al 2017). 

 

Figura 11. Micrografías de las biopelículas de quitosano (1.5%) con glicerol (1%). A. Magnificación 

x100. B. Magnificación x1,000. C. Magnificación x2,500. 

A continuación, se realizó el análisis de la estructura para las películas de alginato 

de sodio como se muestra en la Figura 12. En todas las imágenes se aprecia una 

apariencia lisa y uniforme con pocos y pequeños grumos de alginato de sodio, lo 

cual indica que este polímero se disolvió correctamente y está interaccionando con 

el glicerol para formar una película con buenas propiedades mecánicas. Estos 

resultados concuerdan con lo reportado anteriormente por diversos autores 

(Fernando & Duque, 2014; Rozo et. al., 2016). 
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Figura 12. Micrografías de las biopelículas de alginato de sodio (1.5%) con glicerol (1%).  A. 

Magnificación x100. B. Magnificación x1,000. C. Magnificación x2,500. 

 

Finalmente, la Figura 13 muestra los resultados obtenidos al analizar por 

microscopía las películas de celulosa. En la figura 13A se observa una parte de 

aspecto mayormente liso, pero con algunos grumos, son de especial atención los 

fragmentos señalado en la figura, ya que se podría tratar de un microcristal de urea, 

confirmando así la idea anteriormente planteada sobre la influencia de la 

cristalización de la urea en la formación de películas de celulosa. Recordemos que 

la urea y el hidróxido de sodio se utilizaron para disolver completamente la celulosa, 

y como anteriormente se discutió, al agregar porcentajes altos de estos disolventes, 

estos se vuelven una parte importante de la estructura de la película. En las figuras 

13B y 13C se aprecia con mayor detalle la estructura formada por la interacción de 

todos los componentes de la biopelícula. Se observa un aspecto poroso y de 

especto aparentemente desordenado. Recordemos que la celulosa tiende a formar 

estructuras cristalinas y frágiles para acomodarse mejor en un espacio determinado, 
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esto explicaría los espacios vacíos que generan poros en la película y por lo tanto 

la hacen más frágil.  

 

Figura 13. Micrografías de las biopelículas de celulosa (1.5%) con glicerol (1%).  A. Se señalan 

posibles microcristales de urea o celulosa. Magnificación x100. B. Magnificación x1,000. C. 

Magnificación x2,500. 
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8. Conclusiones 

 

Las biopelículas elaboradas con alginato de sodio presentaron mayor trasparencia, 

seguidas de las películas de quitosano, las cuales presentaron tonalidades 

ligeramente amarillas y por último las películas de celulosa, que presentaron altos 

a valores de opacidad, color blanco y un tono ligeramente amarillo. 

Las películas de alginato de sodio fueron completamente solubles en agua, ya que 

no se recuperó nada de la muestra, a diferencia de las películas de quitosano y 

celulosa, las cuales presentaron valores de solubilidad más bajos (90% y 54%, 

respectivamente).  

Las pruebas de permeabilidad al vapor de agua mostraron la interacción entre el 

plastificante y los grupos funcionales de los polímeros para formar enlaces, 

encontrando mayores valores de permeabilidad para las películas de celulosa, 

seguidas de las películas de quitosano y alginato de sodio, que tuvieron los mismos 

valores de permeabilidad. 

Las películas de quitosano mostraron tener altos valores de resistencia a la rotura, 

pero pobres valores de elasticidad; todo lo opuesto ocurrió con las películas de 

alginato de sodio, las cuales mostraron valores de resistencia bajos, pero altos 

valores de elasticidad. Por otro lado, las películas de celulosa no pudieron ser 

evaluadas debido a su alta fragilidad. 

Las pruebas de IR mostraron que la composición del polímero se mantiene igual al 

momento de formar la película, excepto en las películas de celulosa, donde se 

observó la presencia de urea, que fue un solvente utilizado en la mezcla para formar 

la película. 

Finalmente, al evaluar las micrografías obtenidas por SEM se pudo observar que 

las películas de quitosano y alginato de sodio muestran una superficie lisa y regular, 

mientras que las películas de celulosa muestran una superficie porosa e irregular. 

La estructura química de cada polímero evaluado, especialmente el grupo funcional 

de cada uno juega un papel importante en las características de la biopelícula 
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elaborada y puede también estar influenciado por la cantidad de plastificante 

agregado. 
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9. Perspectivas 

 

Realizar simulaciones moleculares para comprender a fondo la interacción de los 

grupos funcionales de los polímeros con los plastificantes y su importancia al 

momento de generar películas comestibles. 

Ampliar la caracterización fisicoquímica de las biopelículas con evaluación de 

hinchamiento e isotermas de sorción. Por otro lado, realizar evaluaciones 

estructurales como difracción de rayos x para comprender mejor una posible 

modificación estructural de los polímeros al formar biopelículas. 

Realizar una caracterización más completa a las películas de celulosa y la influencia 

de los solventes utilizados en su capacidad para formar biopelículas flexibles y 

transparentes. 

Realizar una evaluación organoléptica de las biopelículas aplicadas a distintos 

productos de consumo diario como carnes, quesos, etc. Para evaluar la influencia 

de la concentración del polímero en los parámetros de calidad de los empaques. 
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