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RESUMEN 

La tecnología de microencapsulación ha sido el concepto central de esta investigación y las 

áreas analizadas en relación a la misma son la aplicación del mucílago de linaza como un 

encapsulante, que protegerá a ácidos grasos omega-3 (DHA/EPA).  El estudio y 

caracterización de microcápsulas compuestas de mucílago de linaza y alginato de sodio que 

contienen DHA/EPA encapsulado, se desarrolló usando semillas de linaza (Linum 

usitatissimum) color café-marrón y se obtuvo el mucílago por medio de extracción acuosa, 

seguida de precipitación con etanol empleando dos métodos distintos de secado: liofilización y 

deshidratación solar.  La composición química proximal, las propiedades funcionales y las 

propiedades fisicoquímicas, fueron determinadas a los polvos de mucílago de linaza.  Se 

utilizó aceite de atún refinado como fuente de los ácidos grasos omega-3, el ácido 

docosahexaenoico (DHA) y el ácido eicosapentaenoico (EPA). La microencapsulación de las 

fuentes de AGPI omega-3 es un medio para mejorar su estabilidad.  En este trabajo, las 

microcápsulas de AGPI omega-3 se prepararon mediante gelificación iónica usando mucílago 

de linaza y alginato de sodio, como materiales pared. Los objetivos principales de esta 

investigación fueron (1) evaluar la capacidad del mucílago de linaza como material pared en 

un sistema de AGPI omega-3, usando el método de gelificación iónica y (2) caracterizar las 

microcápsulas obtenidas por microscopía electrónica de barrido (MEB), microscopía láser 

confocal (MLC), espectroscopía de infrarrojo por transformadas de Fourier y reflectancia 

atenuada (FTIR-ATR), así como la determinación de la eficiencia de encapsulación.  La 

eficiencia de encapsulación (EE) osciló entre 93% y 95%, con la EE más alta observada para 

las microcápsulas preparadas a partir de alginato de sodio y mucílago de linaza liofilizado con 

una relación de 3:1 alginato/mucílago.  El tamaño medio de las microcápsulas varió de 19 μm 

a 51 μm, con una morfología esférica e irregular de acuerdo a las observaciones por 

microscopía electrónica de barrido y microscopía láser confocal.  Los resultados sugieren que 

el mucílago de linaza mezclado con alginato de sodio tiene la capacidad para ser utilizado 

como material pared para la encapsulación de DHA/EPA u otros aceites usando el método de 

gelificación iónica. 

Palabras clave: extracción, alginato de sodio, liofilización, caracterización, microscopía 
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ABSTRACT 

Microencapsulation technology has been the central concept of this research and the areas 

analyzed in relation to it are the application of flaxseed mucilage as an encapsulant, which will 

protect omega-3 (DHA / EPA) fatty acids. The study and characterization of microcapsules 

composed of sodium alginate and flaxseed mucilage containing DHA / EPA encapsulated, was 

developed using brown flaxseeds (Linum usitatissimum), and flaxseed mucilage was obtained 

by aqueous extraction followed by ethanol precipitation using two different drying methods: 

freeze drying and solar drying. The nutritional content, the functional properties and 

physicochemical properties were determined in linseed mucilage powders. Refined tuna oil 

was used as a source of omega-3 fatty acids, docosahexaenoic acid (DHA) and 

eicosapentaenoic acid (EPA). Microencapsulation of omega-3 PUFA sources is one means of 

improving their stability. In this work, omega-3 PUFA microcapsules were prepared by ionic 

gelation using linseed mucilage and sodium alginate as wall materials. The primary objectives 

of this research were to (1) to evaluate the ability of flaxseed mucilage as wall material in an 

omega-3 PUFA system, using the method of ionic gelation and (2) to characterize the 

microcapsules obtained by scanning electron microscopy (SEM ), confocal laser microscopy 

(MLC), infrared spectroscopy and Fourier transform attenuated reflectance (FTIR-ATR) and 

to determine the encapsulation efficiency. The encapsulation efficiency (EE) was 93% and 

95%, with the highest EE observed for microcapsules prepared from sodium alginate and 

linseed mucilage lyophilized with a ratio of 3: 1 alginate / mucilage. The average size of the 

microcapsules ranged from 19μm to 51μm with an irregular spherical morphology, according 

to observations by scanning electron microscopy and laser confocal microscopy. The results 

suggest that the flaxseed mucilage mixed with sodium alginate has the potential to be used as 

wall material for the encapsulation of DHA / EPA or other oils using ionic gelation method. 

 

Key words: extraction, sodium alginate, freeze drying, characterization, microscopy 
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1. INTRODUCCIÓN 

La microencapsulación puede definirse como un proceso en el que partículas diminutas o 

gotas se envuelven por un recubrimiento para dar lugar a cápsulas pequeñas.  El material 

dentro de la microcápsula se conoce como fase interna o núcleo, mientras que el recubrimiento 

se denomina pared o membrana.  La microencapsulación es un ejemplo de tecnología que 

tiene el potencial para enfrentar el reto de incorporar y liberar con éxito ingredientes 

funcionales en un rango amplio de alimentos.  Los alimentos funcionales son aquellos que 

contienen componentes que poseen actividad biológica capaz de promover la salud.  Cuando 

se demuestra que un alimento actúa beneficiosamente sobre alguna función corporal más allá 

de sus propiedades nutricionales básicas, éste se considera un “alimento funcional”.  Estos 

alimentos están relacionados con mejoras significativas en la salud y bienestar físico en 

general y/o con la reducción del riesgo de enfermedades crónicas (Salta y col., 2005). 

Algunos de los materiales encapsulantes utilizados en la microencapsulación de los alimentos 

son las proteínas, azúcares, almidones, gomas, lípidos y materiales celulósicos.  El mucílago 

de linaza en combinación con quitosano se ha reportado en la microencapsulación de 

Levosalbutamol Sulfato como inhalador en seco contra el asma (Patel y col., 2013); y la 

pectina de linaza con alginato se ha examinado en la microencapsulación de aceite de hígado 

de tiburón (Díaz-Rojas y col., 2004).  Un número considerable de investigaciónes han 

estudiado la estabilidad oxidativa de aceites de pescado, microencapsulado con diferentes 

materiales pared utilizando los procesos químicos y físicos de microencapsulación 

disponibles. Se ha reportado que el mucílago de linaza (Linum usitatissimum) es un 

polisacárido heterogéneo soluble en agua que presenta varios oligo- y polisacáridos que 

imparte propiedades gelificantes (Hunt & Jones, 1962).  Dado que este mucílago es una fuente 

rica de polisacáridos y debido a su notable capacidad de absorción de agua y aceite y 

capacidad emulsificante, se ha seleccionado como material pared para la microencapsulación 

de DHA/EPA por el método de gelificación iónica. 

La incorporación de los aceites de pescado como fuente de ácidos grasos omega-3 en 

productos alimenticios podría tener beneficios para la salud.  Sin embargo, los aceites de 

pescado tienen olores fuertes y se oxidan fácilmente debido a la alta susceptibilidad al oxígeno 

de los ácidos grasos altamente insaturados.  Una de las metodologías propuestas para la 
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protección de aceite de pescado es la microencapsulación, que es la tecnología de una fina 

capa continua que se forma alrededor de sólidos, líquidos o materiales gaseosos en cápsulas 

selladas en miniatura (Pothakamury & Barbosa-canovas, 1995; Barbosa-Canovas y col., 

2005).  Esta tecnología permite presentar al aceite de pescado de un líquido a un ingrediente 

sólido con mayor estabilidad oxidativa. 

El aceite de pescado es rico en ácidos grasos omega-3, por lo que son fácilmente sujetos a la 

oxidación.  La oxidación afecta a las propiedades sensoriales de los alimentos en los que el 

aceite se incorpora por impartir un sabor y olor “a pescado”.  Por lo tanto, para producir 

alimentos con componentes lipídicos fisiológicamente bioactivos, se deben desarrollar 

métodos para controlar las reacciones oxidativas.  La técnica de microencapsulación se ha 

sugerido como un medio para preservar compuestos reactivos, sensibles o volátiles para ser 

convertidos en ingredientes estables.   

 El enfoque de este proyecto se basa en desarrollar microcápsulas de DHA/EPA usando aceite 

de atún refinado (como fuente de ácidos grasos omega-3) por el método de gelificación iónica 

y evaluar las propiedades de las microcápsulas.  La primera parte del estudio consistió en la 

extracción y obtención del mucílago de linaza en polvo empleado dos diferentes métodos de 

secado: deshidratación solar y liofilización; además se realizó el análisis de composición 

proximal, la determinación de propiedades funcionales y fisicoquímicas de ambos polvos.  La 

segunda parte investigó la formulación de las microcápsulas y su caracterización, (a) 

explorando la localización del aceite encapsulado utilizando microscopía láser confocal 

(MLC); (b) examinar la superficie exterior de las partículas encapsuladas por medio de 

microscopía electrónica de barrido (MEB); (c) la investigación de la relación entre la 

capacidad de encapsulación y la espectroscopia por infrarrojo FTIR; y (d) la eficiencia de 

encapsulación (EE). 
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2. ANTECEDENTES 

2.1 La semilla de linaza: generalidades 

La semilla de linaza (Linum usitatissimum L.) es una oleaginosa de la familia Linaceae, 

originaria de la región mediterránea de Europa.  Morfológicamente la planta de linaza es 

pequeña de tallo único y a partir de cuya base o parte media-superior (dependiendo de la 

variedad), se desprenden múltiples ramas que finalizan en inflorescencias y posteriormente en 

cápsulas dentro de las cuales se encuentra las semillas de linaza.  El color de la flor también es 

dependiente de la variedad y puede ser blanca, violeta o azul (Flax Council of Canada, 2015).  

La semilla de linaza es de 4 a 6 mm de longitud, aplanada, de forma oval y con un extremo 

aguzado.  La cubierta de la semilla es de apariencia suave y brillante, y su color puede variar 

entre marrón oscuro y amarillo claro (Figura 2.1).  El color de la semilla está determinado por 

la cantidad de pigmentos concentrados en la capa externa.  La semilla tiene dos cotiledones 

aplanados, que constituyen la mayor proporción del embrión; este último está rodeado por las 

cubiertas de la semilla y por una delgada capa de endospermo.  La testa tiene una capa exterior 

que contiene la mayoría de la fibra soluble y dos interiores ricas en fibra y lignanos.  Desde un 

punto de vista estructural, la testa, endospermo y cotiledones representan el 22, 21 y 57 % del 

total de la semilla, respectivamente (Daun y col., 2003). 

 

Figura 2.1 Flores, cápsulas y semillas de linaza.  

(Tomado de: http://flaxcouncil.ca/resources/image-catalogue/) 
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En las últimas décadas ha surgido un gran interés por la semilla de linaza debido al 

reconocimiento de algunos de sus componentes que ofrecen potenciales beneficios para  la 

manutención de la salud y la prevención de algunas enfermedades crónicas.  Entre estos 

compuestos con actividad biológica destacan, el ácido alfa linolénico, los lignanos y la fibra 

dietética (Figuerola y col., 2008).  Estos compuestos, aunque están ubicados en diferentes 

partes de la semilla, interactúan entre si durante la extracción y el procesamiento, lo que 

plantea grandes desafíos para su utilización (Oomah, 2003; Hall y col., 2006). 

 

2.1.1 Composición de la semilla de linaza 

La semilla de linaza es rica en grasa, proteína y fibra dietética, en promedio contiene de 30 a 

40% de aceite, 20 a 25 % de proteína, 20 a 28 % de fibra dietética total, de 4 a 8% de humedad 

y de 3 a 4% cenizas  el aceite contiene vitaminas A, B , D y E , minerales y aminoácidos.  La 

composición proximal varía considerablemente entre las variedades y de acuerdo a las 

condiciones ambientales en las que haya crecido la planta.  En virtud de la presencia de 

componentes fisiológicamente activos que pueden proporcionar beneficios para la salud más 

allá de la nutrición básica, la semilla de linaza es a menudo considerada como un alimento 

funcional (Herchi y col., 2012).   

2.2 Mucílago de linaza 

2.2.1 Definición 

El mucílago es un constituyente común de las plantas que se puede extraer de semillas o tallos 

suaves de plantas como: okra (de Hibiscus esculentus), psyllium (de especies de Plantago), 

mostaza amarilla (de Sinapis alba) y linaza (de Linum usitatissimum) (Izydorczyk y col., 

2005).  Se compone de polisacáridos heterogéneos, formados por diferentes azúcares y en 

general llevan ácidos urónicos.  Se caracterizan por formar disoluciones coloidales viscosas y 

geles en agua.  Varias partes de la planta (por ejemplo: las paredes celulares, exudados de 

árboles, semillas, tubérculos/raíces, algas) tienen células superficiales que contienen gomas, 

mucílagos y compuestos proteicos.  Los mucílagos son producidos por varias plantas como 
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resultado de los mecanismos de protección contra daño mecánico o de tipo microbiano (Rana 

y col., 2011). 

2.2.2 Composición y estructura del mucílago 

El mucílago de linaza se produce principalmente en la capa más externa de la semilla como se 

muestra en la Figura 2.2  (Cunnane & Thompson, 1995). 

La cubierta de la semilla de linaza, junto con el endospermo, forma seis capas.  Esta fracción 

rica en fibra es capaz de liberar material mucilaginoso fácilmente cuando se pone en contacto 

con agua.  El mucílago es fácilmente extraíble de la cubierta de la semilla por inmersión en 

agua.  Cuando se hidratan las semillas, las células productoras de mucílago se expanden y su 

contenido exuda en la superficie de las semillas.  Ésta fracción constituye aproximadamente el 

8 % del peso total de la semilla. 

 

Figura 2.2. Formación de mucílago en la semilla de linaza 

[Tomado de: (Cunnane & Thompson, 1995)] 

 

La linaza es única entre las semillas oleaginosas y los cereales debido a su alto contenido de 

mucílago ubicado en las capas externas de la semilla, el cual pertenece a la fracción soluble de 

la fibra dietética.  El mucílago de linaza contiene entre 50-80 % de carbohidratos y 4-20 % de 

proteínas y cenizas.  El constituyente principal de mucílago de linaza consta de dos 

componentes de polisacáridos, que se caracterizan como una mezcla de arabinoxilanos neutros 

y polisacáridos ácidos de ramnosa (Cui y col.,1994; Ricky & Biliaderis, 1994 ;Warrand y col., 

2005). 

Mucílago 
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Los arabinoxilanos (AX) se han identificado en una gran variedad de los principales cereales 

comerciales: trigo, centeno, cebada, avena, arroz y el maíz.  Ellos representan el componente 

principal de hemicelulosa de las paredes celulares del endospermo amiláceo (harina) y capas 

exteriores (salvado) del grano de cereal.  Además, se han encontrado ácidos fenólicos como el 

ácido ferúlico y ácido cumárico esterificados en O-5 de algunos residuos de arabinosa en AX 

(Ebringerová y col., 2005).  La fracción ácida de polisacáridos consiste en ramnogalacturanos 

tipo I (Guilloux y col., 2009).  El ramnogalacturonano-I (RG-I) es una familia de polisacáridos 

pécticos que representa del 20-35% de la pectina.  

 

El mucílago está compuesto por dos polisacáridos, uno neutro (aproximadamente 75%) y otro 

ácido.  El polímero neutro está formado por una cadena de β-D-Xilosa unida con enlaces 1-4, 

que tiene cadenas laterales de arabinosa y galactosa en posición 2 y 3 (Figura 2.3).  El 

polímero ácido está formado por una cadena principal de residuos de (1-2)-α-L ramnopiranosil 

y de ácido (1-4)- D-galactopiranosilurónico, con cadenas laterales de fucosa y galactosa 

(Figura 2.4).  

 

 

Figura 2.3. Estructura primaria de L-arabino-D-xilano (AX)  

[Tomado de: (Ebringerová y col., 2005)] 

 

El componente principal del polímero neutro es la xilosa (62.8%) y el del polímero ácido es la 

ramnosa (54.5%), por lo que la relación ramnosa/xilosa se usa frecuentemente para estimar la 

Arabinoxilano 

arabinosa     xilosa 
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relación entre polisacáridos ácidos/neutros.  Esta relación fluctúa entre 0.3 y 2.2.  Los estudios 

realizados acerca de la composición del mucílago de la linaza indican que la composición de 

monosacáridos del mucílago varía significativamente entre diferentes variedades de semillas 

de linaza.  Las variedades con mayor contenido de polisacáridos neutros muestran mayor 

viscosidad aparente y formación de geles más firmes.  El mucílago de linaza es un 

hidrocoloide complejo polidisperso y los diferentes comportamientos reológicos observados 

en las variedades de semilla es provocado tanto por las diferencias en la proporción entre los 

polímeros neutros y ácidos, el peso molecular y la conformación estructural de los 

polisacáridos (Hall y col., 2006). 

 

Figura 2.4. Estructura del polisacárido ramnogalacturonano I.  

[Tomado de: (Ochoa-Villarreal y col., 2012)] 

 

2.2.3 Extracción de mucílago 

El método más común utilizado para el aislamiento de mucílago de linaza es la extracción 

acuosa, seguido de precipitación con etanol.  La precipitación con alcohol no sólo se utiliza 

para recuperar los polisacáridos disueltos, sino que también elimina los glucósidos 
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cianogénicos potencialmente tóxicos, que es probable se extraen junto con el mucílago 

(Rickard & Thompson, 1997). 

La extracción acuosa permite remover la mayor parte del mucílago.  Sin embargo, una sola 

etapa  de extracción no permite obtener una semilla libre de mucílago.  Se ha demostrado un 

mejor rendimiento al aplicar tres etapas de extracción bajo parámetros determinados, logrando  

la extracción del 98.3-99.1% de las sustancias solubles en agua de la semilla de linaza 

(Ziolkovska, 2012).  

2.3 Fibra dietética (FD) 

El concepto de fibra dietética total abarca aquellos polisacáridos, exceptuando el almidón, y 

los no polisacáridos como la inulina, que forman parte de la estructura de la pared celular de 

las plantas que no son digeridos por las enzimas del tracto gastrointestinal humano, pero si 

están sujetos a cierta degradación en el intestino grueso por fermentación bacteriana como la 

lignina, celulosas hemicelulosas, β-glucanos, pectinas, gomas, mucílago, oligofructosa y 

almidón resistente (American Association of Cereal Chemists, 2010). 

Actualmente, la FD es el principal ingrediente de alimentos funcionales (constituye más del 

50% del total de ingredientes usados a nivel mundial) y se está incorporando progresivamente 

a todo tipo de alimento y bebidas como factor de calidad nutricional muy apreciado por los 

consumidores.  Los efectos fisiológicos de la fibra dietética se relacionan con sus propiedades 

fisicoquímicas y tecnológicas, como capacidad de retención de agua, capacidad de 

hinchamiento, viscosidad, formación de gel, capacidad de ligazón de sales biliares.  Estas 

propiedades dependen de su relación fibra insoluble/fibra soluble, tamaño de partícula, 

condiciones de extracción y fuente vegetal de origen (Figuerola y col., 2005). 

2.3.1 Fibra dietética soluble (FDS) 

La fibra dietética puede clasificarse como soluble e insoluble de acuerdo a su comportamiento 

en medio acuoso.  La fibra soluble en contacto con agua forma un retículo donde ésta queda 

atrapada, dando lugar a soluciones de gran viscosidad.  Los efectos derivados de la viscosidad 

de la fibra son los responsables de sus acciones sobre el metabolismo lipídico, hidrocarbonado 
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y en parte de su potencial anticarcinogénico.  Dentro de este grupo se encuentran gomas, 

mucílagos, algunas pectinas, ciertos tipos de hemicelulosas y polisacáridos solubles. 

2.3.2 Fibra dietética insoluble (FDI) 

Las fibras insolubles son capaces de retener el agua en su matriz estructural formando mezclas 

de baja viscosidad, lo cual produce un aumento del volumen de la masa fecal, acelerando el 

tránsito intestinal.  Estas fibras incluyen celulosa, lignina y algunas fracciones de 

hemicelulosa.  La fibra insoluble presente en la linaza principalmente lignina y celulosa, ha 

sido poco estudiada en comparación con la fibra soluble, debido a que a esta última se le 

atribuyen mayores beneficios y propiedades funcionales (Oomah & Mazza, 1998; Daun y col., 

2003). 

2.3.3 Propiedades funcionales de la fibra dietética 

Denominadas así por su posible asociación con efectos fisiológicos benéficos en el organismo, 

conocidas también como propiedades fisicoquímicas por su dependencia con la estructura 

química de los polisacáridos constituyentes y la influencia de factores como el tamaño de 

partículas, pH, temperatura y fuerza iónica (Fleury & Lahaye, 1991), estas propiedades son: 

capacidad de retención de agua, capacidad de absorción de agua, capacidad de retención de 

aceite, viscosidad. 

2.4 Hidrocoloides 

Los hidrocoloides son polímeros de alto peso molecular (polisacáridos y proteínas) que tienen 

una gran afinidad por el agua donde se dispersan y forman soluciones coloidales.  En la 

actualidad, los hidrocoloides son comúnmente empleados en una diversa variedad de sectores 

industriales como ingredientes con funciones espesantes y gelificantes de soluciones acuosas, 

estabilizantes de espumas, emulsiones y dispersiones, agentes inhibidores del crecimiento de 

cristales, liberación controlada de sabores, encapsulantes, formadores de películas y 

modificadores de textura (Williams & Phillips, 2000).  La utilización de hidrocoloides 

depende de sus propiedades funcionales únicas tales como la viscosidad, gelificación, 

propiedades emulsionantes y espumantes.  
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Por otra parte, muchos hidrocoloides pueden formar geles.  Los geles son redes que contienen 

agua aunque presentan un comportamiento tipo sólido dependiente de la concentración de las 

macromoléculas.  Su dureza y fragilidad están asociadas a la estructura del hidrocoloide 

presente.  Los hidrocoloides gelifican cuando los puentes de hidrógeno intra e 

intermoleculares son favorecidos lo suficiente, con respecto a los puentes de hidrógeno 

formados con las moléculas de agua para superar el costo entrópico (Stephen y col., 2006).  A 

menudo, los hidrocoloides exhiben un delicado balance entre hidrofobicidad e hidrofilicidad.  

Los hidrocoloides extendidos tienden a formar una red a más altas concentraciones y las 

moléculas similares pueden envolverse una alrededor de la otra (formando zonas de uniones 

tipo hélice) sin pérdida de uniones puente de hidrógeno, reduciendo la heterogeneidad 

conformacional y minimizando la superficie hidrofóbica de contacto con el agua.  En esas 

circunstancias puede necesitarse la formación de un número mínimo de uniones para superar 

el efecto entrópico y formar una unión estable. 

2.5 Viscosidad 

La reología se ha definido como una ciencia dedicada al estudio de la deformación y el flujo 

(Barnes y col., 1989).  Es la rama de la física que estudia el comportamiento de los fluidos 

sometidos a diferentes tipos de esfuerzos.  Tiene que ver con el estudio de las relaciones entre 

la fuerza, la deformación, tiempo y otros parámetros.   

La viscosidad describe la resistencia de un fluido a fluir, y es la relación entre la velocidad de 

cizallamiento y el esfuerzo cortante.  La viscosidad es el comportamiento reológico básico que 

caracteriza el comportamiento de flujo de los sistemas líquidos.  La composición química y la 

concentración de polisacárido, así como las condiciones ambientales, como el pH, la 

temperatura, y la condición de procesamiento están relacionados con alteraciones en la 

viscosidad de fibras dietéticas en soluciones (Dikeman & Fahey, 2006).  

Los fluidos que tienen un único valor de viscosidad a temperatura y presión constante para 

cualquier velocidad de cizalla (independiente del tiempo), se denominan fluidos Newtonianos. 

En términos generales, en los fluidos newtonianos la viscosidad es constante, es decir que son 

aquellos fluidos no estructurados, compuestos por moléculas simples, con un comportamiento 

puramente viscoso el cual puede ser descrito, en todo el rango del gradiente de medición, 
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mediante la Ley de Newton y su viscosidad sólo depende de las variables presión y 

temperatura.  Hay una gran variedad de fluidos cuyo comportamiento no se ajusta al de un 

líquido newtoniano, al menos en un cierto rango de esfuerzo (Rohn, 1995).  Estos fluidos 

suelen ser sistemas dispersos (emulsiones, suspensiones, etc.), soluciones de macromoléculas 

(fluidos biológicos) o materiales fundidos (plásticos) con un cierto grado de estructuración.  

En este punto hay que distinguir entre un comportamiento newtoniano y un fluido no 

newtoniano.  Un fluido no newtoniano puede tener un comportamiento newtoniano en un 

cierto rango de esfuerzo lo suficientemente bajo para no modificar su estructura.  Sin embargo, 

la aplicación de un esfuerzo superior a un valor crítico modifica la estructura y por lo tanto, la 

viscosidad del fluido.  Por ello, el concepto de viscosidad como propiedad intrínseca 

desaparece y en todo caso, puede hablarse de una viscosidad aparente.  En los fluidos no 

newtonianos, la relación entre el esfuerzo y el gradiente de velocidad deja de ser lineal y 

puede ser muy variada, obteniendo diferentes tipos de comportamiento. 

2.5.1 Viscoelasticidad 

La mayoría de los sistemas alimenticios presentan estructuras complejas las cuales exhiben 

características del tipo viscosas y elásticas, simultáneamente.  Este tipo de materiales reciben 

el nombre de viscoelásticos y tienen la característica de disipar parte de la energía de 

deformación al fluir y almacenar otra parte, utilizada para recuperar parcialmente la forma 

original al desaparecer la fuerza externa aplicada  (Barnes y col., 1989) 

Un gran número de materiales presenta tanto un comportamiento viscoso como elástico, por 

ejemplo pueden mencionarse los polímeros orgánicos, materiales de construcción, plásticos, 

etc.  En el campo de los alimentos se pueden aportar ejemplos donde, además del aroma, el 

sabor y la apariencia, la viscoelasticidad influye en la aceptación por parte del consumidor, 

como son los emulsificantes, agentes estabilizantes, hidrocoloides, polímeros biológicos, 

pectinas, mayonesas, goma de mascar, etc. (Borwankar & Shoemaker, 1992). 

2.6 Compuestos fenólicos 

La fibra dietética siempre se encuentra en los alimentos o suplementos de fibra como una 

matriz vegetal que puede llevar compuestos bioactivos asociados, entre los que destacan 
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compuestos fenólicos.  Los compuestos fenólicos están ampliamente distribuidos en el reino 

vegetal (Hall y col., 2006), y son considerados los antioxidantes más abundantes en nuestra 

dieta (Manach y col., 2004).  

En las oleaginosas, los principales compuestos fenólicos que se encuentran son derivados 

hidroxilados de los ácidos benzoico y cinámico, cumarinas, flavonoides y lignanos (Hall y 

col., 2006). Existen variaciones importantes entre variedades de plantas y por las condiciones 

ambientales donde se desarrollan. Los ácidos fenólicos más abundantes en la harina de semilla 

de linaza descascarada son el trans-ferúlico (46%) trans-sinápico (36%) p-cumárico (7.5% y 

trans-cafeico (6.5%). También, se ha reportado que la goma de linaza (mucílago) puede tener 

cantidades considerables de ácidos fenólicos (Figuerola y col., 2008). 

2.6.1 Compuestos fenólicos  y su interacción con la fibra dietética (FD) 

Generalmente a estos compuestos bioactivos la literatura científica los analiza por separado, 

como compuestos que no tienen relación alguna. Sin embargo, existen reportes que 

demuestran que alrededor del 50% de los antioxidantes dietarios totales —principalmente 

compuestos fenólicos— se encuentran ligados a la matriz de fibra dietética de los alimentos 

vegetales, los cuales pueden alcanzar el colon.  La FD y cantidades considerables de 

compuestos fenólicos siguen un proceso fisiológico común y sinergístico dentro del tracto 

digestivo.  Por lo tanto, la presencia de compuestos fenólicos y otros compuestos asociados a 

la FD pueden afectar significativamente sus propiedades fisiológicas y los efectos a la salud 

(Saura-Calixto, 2011).  Los compuestos fenólicos están conformados por anillos aromáticos y 

grupos hidroxilo y tienen además la habilidad de unirse a polisacáridos y proteínas de 

diferentes sitios de la pared celular.  Los compuestos fenólicos se unen por puentes de 

hidrógeno (entre el grupo hidroxilo del compuesto fenólicos y el átomo de oxígeno del enlace 

glucosídico del polisacárido), interacciones hidrofóbicas y enlaces covalentes como el éster 

entre ácidos fenólicos y polisacáridos.  Las interacciones entre compuestos fenólicos y la 

pared celular del alimento vegetal pueden depender de la porosidad específica y de las 

propiedades de la superficie, lo cual pueden restringir el tamaño de la partícula que penetra la 

pared celular.  



15 
 

2.7 Ácidos grasos omega-3 

El aceite de pescado es una fuente importante de ácidos grasos poliinsaturados omega-3 

(AGPI ω3) ácido docosahexaenoico (DHA, 22:6n-3) y ácido eicosapentaenoico (EPA, 20:5n-

3), así como otros ácidos grasos poliinsaturados menos estudiados.  Los ácidos grasos 

poliinsaturados (AGPI) son ácidos grasos que contienen dos o más dobles enlaces.  Los ácidos 

grasos omega-3 y omega-6 se consideran ácidos grasos esenciales, que significa que son 

importantes para la salud humana, pero no pueden ser sintetizados por el cuerpo humano y 

deben ser adquiridos a través de la dieta.  Los AGPI se han asociado con numerosos beneficios 

para la salud, incluyendo la prevención de trastornos cardiovasculares, la diabetes, la artritis, 

enfermedad inflamatoria del intestino, enfermedades autoinmunes, cáncer y depresión (Young, 

2001; Shahidi, 2008).  Además, los AGPI juegan un papel importante en la fluidez de la 

membrana, en el desarrollo del cerebro y el ojo y la expresión génica (Young, 2001).  El DHA 

es un componente principal de los lípidos en el cerebro y es crítico para el desarrollo cerebral 

(Shahidi, 2008).  

El mercado mundial de alimentos está actualmente interesado en los alimentos que 

proporcionan no sólo valor nutritivo, sino también beneficios para la salud al ser humano.  

Una de estas categorías de productos alimenticios es uno de los llamados "alimentos 

funcionales" que actualmente está creciendo rápidamente en la cuota de mercado y la 

investigación científica en esta área ha proliferado enormemente.  Los aceites de pescado son 

considerados alimentos funcionales, debido al hecho de que son excelentes fuentes 

alimenticias de los importantes ácidos grasos omega-3, especialmente los AGPI [EPA (ácido 

eicosapentaenoico) y DHA (ácido docosahexaenoico)].  Muchas investigaciones han 

demostrado que el aceite de pescado como suplemento puede ser beneficioso para la función 

saludable del corazón, el cerebro y el sistema nervioso (Lands, 2005). 

2.8 Microencapsulación 

La microencapsulación se ha definido como la tecnología de envasado de sólidos, líquidos y 

materiales gaseosos en pequeñas cápsulas que liberan su contenido a velocidades controladas 

en períodos de tiempo prolongados (Champagne & Fustier, 2007).  La sustancia que se 

encapsula puede ser llamada agente activo, fase interna o núcleo y el material que recubre es 
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llamado pared, material de revestimiento, matriz, material de soporte o fase externa (Zuidam 

& Nedovic, 2010).  

El objetivo principal es construir una barrera entre el componente de la partícula y el medio 

ambiente (Fuchs y col., 2006).  La pared protege el núcleo contra el deterioro, que puede 

conducir a la pérdida del valor nutricional y el desarrollo de sabores desagradables (Velasco y 

col., 2000).  La microencapsulación también se utiliza para transformar líquidos en polvos 

secos, mejorar las propiedades de manipulación, limitar las pérdidas de materiales volátiles, y 

controlar la liberación de material activo (Onwulata y col., 1994).  La microencapsulación es 

un ejemplo de tecnología que tiene el potencial para enfrentar el reto de incorporar con éxito 

ingredientes funcionales en diversos tipos de alimentos. 

2.8.1 Materiales encapsulantes 

Los materiales de recubrimiento se seleccionan de una amplia variedad de polímeros sintéticos 

y naturales (Tabla 2.1), estos materiales se pueden mezclar entre ellos para obtener 

propiedades de barrera y mecanismos de liberación específicos; o se puede combinar con 

modificadores como antioxidantes o surfactantes. Existe una amplia variedad de materiales 

para cobertura que pueden ser usados para encapsular ingredientes alimentarios. 

 

Tabla 2.1. Tipos de material de recubrimiento utilizados en microencapsulación.  

Tipo de material Materiales de recubrimiento 

Gomas Goma arábiga, agar, alginato de sodio, carragenina 

Carbohidratos Almidón, dextranos, sacarosa, jarabes de maíz 

Celulosas Carboximetil-celulosa, metilcelulosa, etilcelulosa, 

nitrocelulosa, acetilcelulosa 

Lípidos Ceras, parafinas, tristearina, ácido esteárico, 

monoglicéridos, diglicéridos, aceites, grasas 

Proteínas Gluten, caseína, grenetina, albúmina 

Materiales inorgánicos Sulfato de calcio, silicatos 

 

Tomado de: (Yáñez y col, 2005). 
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2.8.2 Métodos de encapsulación 

Existen diversos métodos para la producción de microcápsulas.  En general, estos métodos se 

pueden dividir en tres grupos como se describe en la Tabla 2.2. 

 

Tabla 2.2. Clasificación de métodos de encapsulación  

 Método de encapsulación Tamaño de partícula (µm) 

Procesos Físicos Secado por aspersión 

 Extrusión 

1–50 

200–2000 

Procesos Químicos Polimerización interfacial 

Inclusión molecular 

0.1 – 5 

1–1000 

Procesos 

Fisicoquímicos 

Coacervación 

 Liposomas 

Gelificación iónica 

 

1 – 1000 

5-200 

>100 

 

Tomado de: (Yáñez y col, 2005). 

 

La selección del proceso de encapsulación para una aplicación considera el tamaño medio de 

la partícula requerida y las propiedades fisicoquímicas del agente encapsulante y la sustancia a 

encapsular, las aplicaciones para el material microencapsulado, el mecanismo de liberación 

deseado y el costo.  

2.8.3 Gelificación iónica 

En esta técnica la formación de la cubierta de las cápsulas tiene lugar por una reacción de 

gelificación iónica entre un polisacárido y un ion de carga opuesta.  También se conoce como 

método de goteo con alginato, éste ha sido extensamente utilizado debido a que es un método 

fácil de reproducir a nivel laboratorio.  El proceso se lleva a cabo rápidamente y se puede 

encapsular cualquier tipo de alimento ya sea hidrofóbico, hidrofílico, termosensible, líquido ó 

sólido (Gouin, 2004).  

El método consiste en suspender el compuesto que se va a encapsular en una solución acuosa 

de alginato sódico, adicionando la mezcla, mediante goteo, sobre una solución acuosa de 

CaCl2 que se encuentra sometida a una velocidad de agitación adecuada. Al entrar la gota de 
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alginato sódico en contacto con Ca
2+

, se produce la gelificación instantánea de la misma, 

obteniéndose una membrana o cubierta de alginato cálcico que es insoluble en agua pero 

permeable (Wandrey y col, 2010). 

La reacción que tiene lugar es:  

2Na – Alginato + Ca
2+

  Ca – Alginato + 2Na
+
 

2.8.4 Alginato 

El alginato es un polisacárido que se obtiene de algunas “algas marrones”, algas de gran 

tamaño, entre las que se encuentran fundamentalmente Laminaria hyperborea, Laminaria 

digitata, Macrocystis pyrifera, ente otras.  El alginato es uno de los biopolímeros más 

versátiles y es ampliamente utilizado en la industria de alimentos y farmacéutica.  Sus 

principales propiedades son: estabilizante, espesante, gelificante y formador de películas 

(Junter & Vinet, 2009).  El alginato está formado por dos tipos de monosacáridos: el ácido 

gulurónico y el ácido manurónico.  Las algas sintetizan el alginato inicialmente como un 

polímero de ácido manurónico, que posteriormente modifican transformando unidades de 

manurónico en gulurónico. 

2.9 Técnicas de caracterización de microcápsulas 

2.9.1 Microscopía óptica 

El microscopio óptico es el instrumento más ampliamente utilizado para la visualización de las 

estructuras a la escala de unos pocos micrómetros.  La luz visible como un medio de imágenes 

no suele inducir cambios artificiales en la muestra (Hoppert, 2003).  Si la muestra no es muy 

colorida, el contraste se debe introducir para hacerlo visible.  Esto se logra comúnmente por el 

uso de colorantes o satenes de especificidad conocida para los diferentes componentes de la 

muestra. 
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2.9.2 Microscopía electrónica de barrido (MEB) 

La Microscopía Electrónica de Barrido (MEB) es una técnica que permite la observación y 

caracterización superficial de cualquier material, ya sea orgánico e inorgánico, analizando la 

morfología de la superficie de la muestra, así como también su composición química 

(Aguilera, 2005).  Tiene una gran profundidad de campo, lo cual permite que se enfoque una 

gran parte de la muestra, a la vez que reproduce imágenes de alta resolución.  A partir de él se 

producen distintos tipos de señal que se generan desde la muestra y se utilizan para examinar 

muchas de sus características.  Con él se pueden realizar estudios de los aspectos morfológicos 

de zonas microscópicas de diversos materiales, además del procesamiento y análisis de las 

imágenes obtenidas. 

 

El microscopio electrónico de barrido es un instrumento que emplea el bombardeo de un haz 

de electrones acelerados hasta una longitud de onda cien mil veces menor a la de la luz blanca, 

y condensados por lente electromagnéticos.  Es así, que debido a la generación de señales 

ocasionadas del impacto de electrones con la muestra, se obtiene una imagen (Aguilera & 

Stanley, 1990). 

2.9.3 Microscopía láser confocal (MLC) 

El microscopio de barrido láser confocal (MLC) es un dispositivo útil para obtener 

información completa sobre polímeros en una red tridimensional 3D.  Las diferentes fases, así 

como los gradientes de concentración del polímero pueden ser detectables bajo esta técnica 

microscópica.  Los polímeros normalmente no poseen componentes fluorescentes y necesitan 

ser etiquetados con fluorocromos.  La intensidad de la luz fluorescente estará relacionada con 

la concentración de los componentes marcados fluorescentemente (Ribbe, 1997).  La unión 

cualitativa de diferentes polímeros pueden ser identificados en el microscopio confocal, 

marcando los polímeros con diferentes fluorocromos.  Los fluorocromos emitirán luz a 

diferentes longitudes de onda, por lo tanto cada polímero dará lugar a diferentes colores que 

podrían separarse fácilmente uno del otro en el microscopio. 
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2.9.4 Espectroscopía de infrarrojo  por transformadas de Fourier (FTIR) 

La espectroscopía de infrarrojo FTIR se basa en el hecho de que la mayoría de las moléculas  

absorben la luz en la zona infrarroja (4,000 a 400 cm
-1

) del espectro electromagnético, esta 

absorción corresponde específicamente a los enlaces presentes en la molécula.  La muestra es 

irradiada por un amplio espectro de luz infrarroja y el nivel de absorbancia a una frecuencia 

particular se traza después de una transformación de Fourier de los datos.  El espectro 

resultante es característico de las moléculas orgánicas presentes en la muestra.  Debido a que 

los enlaces químicos absorben la energía infrarroja a frecuencias específicas (longitudes de 

onda), la estructura básica de los compuestos puede ser determinada por la ubicación en el 

espectro de sus absorbancias en IR.  En la espectroscopia FTIR, la luz se dirige sobre la 

muestra de interés y la intensidad se mide usando un detector de infrarrojos.  La intensidad de 

la luz que incide sobre el detector se mide en función de la posición del espejo, y ésta es luego 

transformada por Fourier para producir un gráfico de intensidad vs. número de onda 

(Maddams & Hendra, 1996). 
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3. JUSTIFICACIÓN 

El mucílago de linaza se emplea comúnmente en la industria cosmética como agentes de 

textura, sin embargo, en la industria alimentaria su aplicación aún no ha sido ampliamente 

examinada. Las investigaciones sobre el mucílago de linaza se han centrado en la 

caracterización completa y la extracción de polisacáridos de la semilla de linaza.   

El mucílago de linaza es un hidrocoloide con buena capacidad de retención de agua debido a 

su marcada capacidad de incrementar su volumen, puede formar geles termo-reversibles, 

presenta alta viscosidad en soluciones acuosas y posee propiedades emulsificantes y 

gelificantes.  Tales características le permiten al mucílago de linaza funcionar como 

encapsulante con propiedades deseables en la formación de microcápsulas.  El mucílago de 

linaza ha mostrado un gran potencial como un hidrocoloide para alimentos, lo que sugiere ser 

adecuado para una amplia gama de aplicaciones e incluso podría ser producido y utilizado 

para reemplazar la mayor parte de gomas no gelificantes de la industria alimentaria y no 

alimentaria.  El mucílago de linaza también tiene la ventaja de un costo relativamente bajo en 

comparación con la mayoría de las gomas comerciales. 
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4. HIPÓTESIS 

El mucílago de linaza es capaz de funcionar como material pared independientemente del 

proceso de obtención para obtener microcápsulas protegiendo a los ácidos grasos esenciales de 

aceite refinado de atún, favoreciendo la emulsión o/w de DHA/EPA y la solución acuosa de 

mucílago de linaza. 
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5. OBJETIVOS 

Utilizar el mucílago de semilla de linaza (Linum usitatissimum) como material pared en un sistema 

de microencapsulación de ácidos grasos omega-3, usando el método de gelificación iónica.  Su 

incorporación como un nuevo biomaterial en un proceso de microencapsulación permitirá evaluar 

su potencial como matriz polimérica, actuando como un medio de protección. 

 

5.1 Objetivos específicos 

a. Extraer el mucílago de semilla de linaza y obtenerlo en polvo mediante deshidratación 

solar y liofilización. 

 

b. Determinación de la composición química del mucílago de linaza en polvo por 

deshidratación solar y liofilización. 

  

c. Establecer las condiciones de proceso de microencapsulación por gelificación iónica 

para la formación de microcápsulas.  

 

d. Caracterizar las microcápsulas por Microscopía con focal y Microscopía electrónica de 

barrido, FTIR, FTIR-ATR. 
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 

6.1 Materiales 

Las semillas enteras de linaza (color café-marrón) utilizadas para la extracción de mucílago 

por deshidratación solar se adquirieron en el comercio local por la distribuidora “Cereales 

Castillo” de la ciudad de Morelia, Michoacán.  Las semillas enteras de linaza (color café- 

marrón, lote: bulk bin #1404 - flaxseeds) para extracción de mucílago liofilizado se 

adquirieron en el supermercado “WinCo Foods” en la ciudad de Moscow, Idaho, USA.   

El alginato de sodio tipo Manugel DMB (con alto contenido de grupos gulurónicos, lote 

G3909401) fue adquirido por FMC Biopolymers.  El aceite refinado de atún (como fuente de 

ácidos grasos Omega-3: Ácido Docosahexaenoico (DHA) y Ácido Eicosapentaenóico (EPA); 

con un contenido total de ácidos grasos omega-3 de 820 mg/g) fue adquirido por Enzacta.  El 

cloruro de calcio anhidro (pureza 96%) fue adquirido por Meyer.  Alcohol etílico 96° (alcohol 

de caña) fue adquirido por Distribuidora Alcoholera de Morelia. 

6.2 Extracción de mucílago 

El proceso de extracción utilizado se resume en la Figura 6.1.  El mucílago de linaza fue 

extraído a partir de semillas de linaza usando el método descrito por Qian y col. (2012), con 

algunas modificaciones.  El mucílago se obtuvo remojando las semillas enteras de linaza en 

agua destilada (1:8 p/v), de 8 a 12 horas, a temperatura ambiente y con agitación manual 

durante los primeros 15 min para lograr la completa hidratación de las semillas y evitar su 

aglomeración.  El agua añadida a las semillas se dividió en 3 partes (35% primer ciclo, 35% 

segundo ciclo y 30% el tercer ciclo), llevando a cabo 3 ciclos de extracción en la etapa de 

remojo para obtener el mucílago más concentrado y lograr un mayor rendimiento.  Las 

semillas se separaron del extracto acuoso usando una tela filtrante de 1 mm de apertura.  Las 

partículas insolubles en agua se eliminaron por una segunda filtración del mucílago a través de 

una malla de seda.  La solución acuosa de mucílago se mezcló con un volumen de etanol al 

95% para precipitar el mucílago y se dejó reaccionar por 1 hora previo a la centrifugación.  El 

precipitado se recuperó por centrifugación de la mezcla a 3000 g durante 10 min y fue secado 

por dos métodos: liofilización y secado solar.  
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Figura 6.1. Diagrama de proceso de extracción de mucílago de la semilla de linaza. 
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6.3 Métodos de secado 

6.3.1 Deshidratación solar 

Se utilizó un prototipo diseñado y construido en el Laboratorio de Investigación y Desarrollo 

de Alimentos de la facultad de Químico-Farmacobiología de la UMSNH, el cual emplea 

energía solar para la deshidratación de alimentos (Figura 6.2a).  La temperatura de trabajo 

mínima que se alcanza es de 50ºC.  

6.3.2 Liofilización 

En el proceso de liofilización se utilizó un equipo Virtis génesis 25 XL (Figura 6.2b), su 

condensador trabajó a una temperatura de -77.6°C y a una presión de 16mTorr. Estas fueron 

las condiciones adecuadas de secado por liofilización para obtener el polvo de mucílago de 

linaza. Las muestras se depositaron en bandejas de aluminio formando capas de 5 mm de 

espesor y se congelaron a -20°C por 2 h antes de la liofilización.  

 

 

Figura 6.2.  a) Secador por deshidratación solar, b) Liofilizador Virtis génesis 25 X L 

6.4 Determinación del rendimiento 

El rendimiento de extracción se obtiene al calcular el porcentaje de mucílago extraído con 

relación al peso de semillas.  

 

El rendimiento de los sólidos de mucílago de linaza (R) fue calculado a partir de la ecuación: 

 

a) b) 
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𝑅 =
𝑚𝑀𝑆

𝑚𝐿𝑆
∙ 100     

 

donde mMS es el peso de mucílago seco en polvo, g; mLS es el peso de linaza seca antes de la 

extracción, g.  

6.5 Determinación de propiedades funcionales 

6.5.1 Capacidad de retención de agua (CRA) 

El método propuesto por Chau y Huang (2003) se utilizó con algunas modificaciones. En un 

tubo para centrifuga de 50 mL se colocaron 0.5 g de muestra en base seca y se adicionaron 40 

mL de agua destilada, se colocaron los tubos en una placa de agitación durante 24 h a 

temperatura ambiente y se centrifugó a 2500 g por 30 min (Centrificient CRM Globe).  El 

volumen del sobrenadante se midió en probetas de 10 mL.  La capacidad de retención de agua 

se expresa como los mL de agua retenidos por gramo de muestra en base seca. 

6.5.2 Capacidad de retención de aceite (CRa) 

La prueba se realizó por el método propuesto por Chau y Huang (2003), con algunas 

modificaciones.  En tubos Falcon de 50 mL se pesaron 0.5 g de muestra y se mezclaron con 

aceite vegetal de maíz (1:10).  La mezcla se agitó en un vortex durante 30 min y 

posteriormente se centrifugó a 2500 g por 30 min (Centrificient CRM Globe).  Se midió el 

volumen del sobrenadante en probetas de 10 ml.  La capacidad de retención de aceite se 

expresa como los gramos de aceite retenidos por un gramo de muestra.   

6.5.3 Capacidad de absorción de agua (CAA) 

De acuerdo al método de Beuchat (1997) se pesaron 0.5 g de muestra de mucílago de linaza en 

polvo, se adicionaron 40 mL agua destilada y se agitó en un vortex durante 1 min, 

posteriormente se centrifugó a 4000 g por 35 min (Centrificient CRM Globe). El sobrenadante 

fue separado en una probeta graduada de 10 mL, donde se midió su volumen. La CAA fue 

expresada como gramos de agua absorbida por cada gramo de muestra.  
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6.5.4 Capacidad de gelificación 

A partir de las muestras en polvo se prepararon suspensiones en agua destilada a diferentes 

concentraciones 0.5, 1, 1.5, 2, 2.5, 3 y 3.5% (p/v), se pesan 0.05, 0.1, 0.15, 0.2, 0.25, 0.3 y 

0.35 g de muestra en tubos Falcon y se adicionan 10 ml  de agua destilada en cada tubo.  Los 

tubos se introdujeron en un baño de agua a 100 ºC durante 1 h y, a continuación se colocaron 

en un baño de hielo durante 1 h (Chau y Cheung, 1998). La capacidad de gelificación se 

define como la menor concentración de gelificación (MCG) a la que la muestra no se desliza 

por las paredes al invertir los tubos. 

6.6 Composición química proximal 

El estudio de la composición química del mucílago de linaza se realizó de acuerdo a los 

métodos oficiales de la Association of Official Analytical Chemists (AOAC).  El contenido de 

humedad se determinó por el método de la estufa (AOAC 934.01), las cenizas por calcinación 

en mufla (AOAC 923.03) y el contenido graso por el método de Soxhlet (AOAC 963.15).  La 

determinación de fibra dietética se realizó por el método enzimático de Prosky y col. (1998).  

El contenido de proteína se realizó por determinación de nitrógeno en un analizador elemental 

(TruSpec CHN, Leco).  El factor utilizado para calcular proteína fue 6.25.  

6.7 Determinación de compuestos bioactivos 

6.7.1 Preparación del extracto de mucílago de linaza 

Para la determinación de compuestos bioactivos en mucílago de semillas de linaza (Linum 

usitatissimum), se llevó a cabo la extracción metanólica de las muestras de mucílago de linaza 

en polvo.  La cual sirvió para la posterior determinación del contenido de compuestos 

fenólicos totales, flavonoides totales y taninos condensados.  El extracto se preparó de la 

siguiente manera 

i. Se pesa 1 g de muestra de mucílago de linaza en polvo en tubos Falcon de 15 mL 

previamente cubiertos con papel aluminio, posteriormente se adicionan 10 mL de 

metanol y la mezcla se mantiene en agitación constante por 24 h. 
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ii. Se centrifuga a 4300 rpm/ 10 min, se separó el sobrenadante y se colocó en un matraz 

de 100 ml protegiéndose de la luz y los extractos se guardan a 4°C hasta su utilización. 

 

6.7.2 Determinación de compuestos fenólicos totales  

El contenido de compuestos fenólicos totales de determinó usando el método  

fotocolorimétrico Folin-Ciocalteu descrito por (Singleton & Rossi, 1965).  Este método se 

basa en la oxidación de los polifenoles en medio básico, los cuales reaccionan con los ácidos 

fosfotúngstico y fosfomolíbdico, que se reducen al oxidar los compuestos fenólicos, formando 

un complejo colorido que es proporcional a la cantidad presente de polifenoles.  En ésta 

técnica se utiliza como estándar al ácido gálico. 

Se tomó una alícuota de 40 µl de extracto, se diluye con 460 µl de agua, se le adicionan 250 

µL del reactivo de Folin-Ciocalteau (1:10 v/v), se mezcla por 5 min.  Se le adicionan 1250 µL 

de carbonato de sodio (Na2CO3) (20%) se incuba por 2 h a temperatura ambiente 

protegiéndose de la luz y se lee la absorbancia a 765 ηm en espectrofotómetro.  Los resultados 

se expresan como mg equivalente de ácido gálico/gramo de muestra (mgEAG/g). 

6.7.3 Determinación de flavonoides totales  

El contenido de flavonoides presentes en el mucílago de linaza, se determinó mediante el 

método fotocolorimétrico descrito por Oomah y col., 2005.  Se basa en la reacción en metanol 

del compuesto 2-aminoetil difenilborato con el grupo  hidroxilo de los flavonoides en la 

posición 2’ del anillo B para forma el 2’- difenilborato del flavonoide, presentando una 

coloración amarilla en medio neutro.  Para su determinación se hace reaccionar 200 µL del 

extracto con 80 µL de 2-aminoetil difenilborato y 720 µL de agua destilada.  Se incuba por 30 

min en la obscuridad y su absorbancia se lee a 404 nm.  Se utiliza como estándar al flavonoide 

rutina.  Los resultados se expresan como (mg E Rutina/ g muestra).  
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6.7.4 Determinación de taninos condensados  

Para determinar el contenido de taninos se usa el método colorimétrico de la vainillina-HCl y 

como estándar catequina, (Deshpande y Cheyran, 1987).  Se basa en la habilidad de los 

taninos condensados para reaccionar con la vainillina en medio ácido produciendo color rojo.  

Para esta determinación se toma una alícuota de 100 µL de extracto que se hace reaccionar con 

500 µL de vainillina HCl 8% (1:1), se mezcla protegiéndose de la luz y se lee la absorbancia a 

492 nm en el espectrofotómetro.  Los resultados se expresan como (mg E Catequina/ g 

muestra). 

6.8 Viscosidad 

La viscosidad aparente se determinó a diferentes concentraciones de mucílago de linaza, 

usando un viscosímetro Brookfield Programmable DV- II+.  Se utilizó la aguja No. 3 y se 

tomaron lecturas en un rango de velocidad de rotación de 0.5 a 100 rpm a temperatura 

ambiente.  Se prepararon soluciones al 0.5, 1.0, 1.5, 2.0, y 2.5% (p/v).  El tiempo de equilibrio 

entre las mediciones fue de 30 s.  Los valores de viscosidad fueron expresados en centipoise 

(cP), y el torque en porcentaje (%).  

6.9 Determinación de color 

La determinación de color se realizó a cada una de las muestras utilizando un colorímetro 

Konica Minolta CM-5 Spectrophotometer, con iluminante D65 (luz de día) y observador 

patrón 10° que define el ángulo de observación.  Se colocaron las muestras en una placa de 

Petri de 7 cm de diámetro para capturar la imagen.  Se obtuvieron parámetros de luminosidad 

(L*), componente (a*) y componente (b*).  El parámetro L mide el nivel de luminosidad 

desde el cero (0) o negro hasta el cien (100) o blanco; los parámetros a y b, miden la 

intensidad de los colores rojos (+) o verde (-), y amarillo (+) o azul (-), respectivamente. 

Las medidas de color fueron expresadas por los valores especiales obtenidos a partir del 

sistema CIE-L* a* b*. 
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6.10 Diagrama visual de fases 

El diagrama visual de fases se elaboró de acuerdo a la metodología descrita por Perrechil y 

col. (2011), con algunas modificaciones.  El biopolímero se disuelve en agua destilada a 

temperatura ambiente a diferentes concentraciones: 0.5, 1.0, 1.5, 2.0, 2.5 y 3.0 % (p/v) y se 

mezcla cada una de las concentraciones de la solución polimérica con las soluciones de sal 

divalente de CaCl2 en sus diferentes concentraciones: 0.25, 0.5, 0.75, 1.0, 1.5, 2.0 y 2.5 % 

(p/v), generando una matriz con todas sus combinaciones.  Se prepararon mezclas de dos 

componentes, mucílago de linaza y alginato en proporciones 3:1, 1:2 y 1:3.  Se toma una 

alicuota de 2.5 ml de la solución polimérica y se transfiere a un tubo de ensayo que contenga 

0.5 ml de la solución de cloruro de calcio.  Se agitan los tubos en un vortex durante 10 s y 

después de 24 h de reposo se evalua la formación del gel visualmente.  A partir de esta 

información se construye el diagrama de transición de sol-gel.  

6.11 Preparación de emulsiones 

Las emulsiones se prepararon con el mucílago de linaza liofilizado o el mucílago obtenido por 

deshidratación solar en combinación con alginato de sodio a diferentes concentraciones, de 

acuerdo a la Tabla 6.1.  La concentración total de sólidos (material pared + aceite) se fijó en 

1%.  Los materiales pared se disolvieron en agua destilada, a 35°C para facilitar su disolución, 

bajo agitación magnética un día antes de la homogenización.  El aceite de atún como fuente de 

ácidos grasos omega 3 (DHA/EPA), se añadió a la solución polimérica a una concentración 

del 20% con respecto al total de sólidos.  Se formaron las emulsiones usando un 

homogeneizador Ultra - Turrax (IKA, México) a 18,000 rpm durante 5 min.  Las emulsiones 

se prepararon siguiendo la técnica de Carneiro y col. (2013), con algunas modificaciones. 

 

Tabla 6.1. Composición de polímeros de las formulaciones de microcápsulas. 

Ingrediente 
Ingrediente/Composición (% p/v) 

Control F1 F2 F3 F4 

Alginato 1 3 1 3 1 

MLA (mucílago solar) -- 1 2 -- -- 

MLB (mucílago liofilizado) -- -- -- 1 2 
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6.11.1 Estabilidad de emulsiones 

Inmediatamente después de la preparación de la emulsión, se transfieren 8 ml de cada muestra 

a tuyos de ensayo de 15 ml y se sellan, almacenando a temperatura ambiente durante un día.  

El volumen de la fase superior se mide después de 24 h. Se midió la estabilidad por porcentaje 

(%) de separación y se expresa como: 

 

%𝑆𝑒𝑝𝑎𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 =
𝐻1

𝐻0
 𝑥 100 

 

Donde H0 representa la altura inicial de la emulsión y H1 es la altura de la fase superior. 

 

6.12 Microencapsulación por gelificación iónica 

Las microcápsulas se forman al atomizar la emulsión sobre una solución de CaCl2 bajo 

agitación magnética constante.  La emulsión se conduce a través de una bomba peristáltica 

hacía un atomizador de fluido doble, con una boquilla de diámetro de apertura (Φ 0.7 mm) y 

flujo de aire comprimido (1.58 kgf/cm
2 

= 22.5 lb/in
2
), posicionado a 20 cm de altura de la 

solución de CaCl2 al (1% p/v); el flujo de alimentación fue controlado por la velocidad de 

flujo de la bomba peristáltica (3ml/min).  Las microcápsulas se mantienen en la solución de 

cloruro de calcio durante 30 min (tiempo de curado) para asegurar la gelificación completa. 

Después del tiempo de curado, las microcápsulas se enjuagan con agua destilada sobre tamices 

de acero inoxidable (Φ 44 micras) de diámetro.  Se realiza siguiendo la técnica de Rodrigues y 

col. (2014), con algunas modificaciones. 

6.13 Caracterización de las microcápsulas de ácidos grasos omega-3 

6.13.1 Microscopía óptica 

Para observar la morfología de las microcápsulas húmedas se utilizó un microscopio óptico 

(Motic), y las imágenes fueron capturadas a través del software de procesamiento de imágenes 

(Motic Images Plus 2.0).  Dado que las microcápsulas son traslúcidas, se tiñen con 

hematoxilina (sustancia de color morado) para facilitar la observación de las mismas.  Se 
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coloca una porción representativa de muestra en tubos de ensayo de 5 ml, se adicionan 40 µl 

de colorante y se agita en el vortex; se toma una alícuota de 10 µl y se coloca en el 

portaobjetos y se coloca un cubreobjetos.  Se utiliza el objetivo de 10X para la observación de 

las microcápsulas y la captura de imágenes. 

6.13.2 Microscopía electrónica de barrido (MEB) 

La microestructura de las microcápsulas fue observada con un microscopio electrónico de 

barrido (TM-1000, Hitachi) operado con un voltaje de aceleración de 15 kV.  Las 

microcápsulas húmedas se suspenden en etanol al 96% para deshidratarlas, posteriormente se 

toma una gota de la suspensión y se fija en un porta-muestra de aluminio con cinta de carbón 

de doble adhesión y se coloca en una campana de extracción para evaporar los residuos de 

etanol.  Posteriormente se procede a observación de las muestras. 

6.13.3 Microscopía láser confocal (MLC) 

La identificación del aceite de atún omega 3 (DHA/EPA) en las microcápsulas se realiza con 

un microscopio de barrido láser confocal (Fluoview™ FV1000, Olympus).  El colorante Rojo 

de Nilo se usó como fluorocromo de lípidos, que permite distinguir entre el aceite encapsulado 

y la fase continua (mucílago), la cual se marcó con Calcoflour®.  Se preparó una solución de 

Rojo de Nilo en etanol a una concentración de 1mg/ml.  Para la tinción de las muestras, se 

colocó una porción de microcápsulas frescas en tubos Eppendorf y se agregó una alícuota de 

40 µl de la solución de Rojo de Nilo, se agita en el vortex y se deja reposar 2 min. 

Posteriormente se agrega una gota de KOH al 10% y enseguida una gota de Calcofluor®, se 

agita en el vortex y se colocan 15 µl de la mezcla en un portaobjetos y se protege con un 

cubreobjetos.  El Rojo de Nilo presenta una longitud de excitación de 488 ηm y una longitud 

de emisión de 525 ηm y el Calcofluor® una longitud de excitación de 440 ηm y una longitud 

de emisión de 500-520 ηm. 
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6.13.4 Espectroscopía de infrarrojo por transformadas de Fourier (FTIR) 

Se utilizó un espectrofotómetro FTIR/ATR (Vertex 70, Bruker) para estudiar las interacciones 

estructurales entre los componentes presentes en las microcápsulas de omega-3 (DHA/EPA).  

Se obtienen los espectros IR de las dos muestras de mucílago de linaza en polvo, del alginato 

en polvo, del aceite de atún omega-3 y de las microcápsulas secas en todas sus formulaciones. 

Los espectros se obtienen en un rango de escaneo de 400 a 4000 cm
-1

. Se colocó la muestra 

directamente sobre el portamuestras de ATR para realizar la lectura. 

6.13.5 Eficiencia de microencapsulación (EM) 

La eficiencia de microencapsulación (EM) se determinó en función del aceite no encapsulado 

(es decir, aceite libre o aceite superficial) presente en la superficie de los polvos y se 

determinó de acuerdo al método utilizando por Bae & Lee (2008).  Se agregan 15 ml de 

hexano a 1.5 g de microcápsulas en polvo en un frasco de vidrio con tapa, y se agita en el 

vortex durante 2 min a temperatura ambiente para extraer el aceite libre.  La mezcla con el 

solvente se filtró a través de papel filtro Whatman No.1 y el polvo retenido en el papel filtro se 

enjuaga tres veces con 20 ml de hexano.  Posteriormente, se seca para vaporizar todo el 

solvente residual a 60° C hasta peso constante.  El aceite no encapsulado se determinó por 

diferencia de pesos del polvo antes y después de la extracción y lavado con hexano.  El aceite 

total se asume que es igual al aceite inicial, ya que el aceite de atún no es volátil.  La eficiencia 

de microencapsulación (EM) se calcula utilizando la siguiente fórmula:  

(𝐸𝑀) =
𝐴𝑐𝑒𝑖𝑡𝑒 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 − 𝐴𝑐𝑒𝑖𝑡𝑒 𝑠𝑢𝑝𝑒𝑟𝑓𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙

𝐴𝑐𝑒𝑖𝑡𝑒 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙
× 100 

6.14 Análisis estadístico 

Se utilizó el programa JMP® versión 8.0 para comparar los resultados experimentales 

obtenidos de ambas muestras de mucílago de linaza y determinar si existen diferencias 

estadísticamente significativas entre la composición del mucílago liofilizado y el mucílago 

deshidratado solar y los resultados de las formulaciones de las microcápsulas.  Las diferencias 

significativas entre las medias se evaluaron por análisis de varianza (ANOVA) de una sola vía, 
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y las medias se compararon mediante la prueba de Tukey con un nivel de significancia del 5% 

(p < 0,05). 

 

7. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

Se presentan los resultados obtenidos de las pruebas realizadas a las dos muestras de mucílago 

de linaza MLA y MLB, obtenidas a través de dos diferentes métodos de secado: 

deshidratación solar y liofilización, respectivamente; mismo tipo de semilla de linaza (color 

café-marrón) y dos diferentes lotes de semilla de linaza.  Se realizaron las pruebas por 

triplicado. 

7.1 Mucílago de linaza por deshidratación solar (MLA) 

7.1.1 Caracterización del mucílago de linaza MLA en polvo: Composición química 

proximal, propiedades funcionales y propiedades fisicoquímicas 

La Tabla 7.1 muestra los resultados obtenidos de la composición química proximal, así como 

también el rendimiento de extracción de mucílago de linaza de acuerdo con las condiciones de 

extracción establecidas en el diagrama de proceso (sección 6), se presentan las propiedades 

funcionales y el contenido de compuestos bioactivos. 

Rendimiento de extracción 

El rendimiento del mucílago de la semilla de linaza varía con las condiciones de extracción, 

así como el ambiente de cultivo y el genotipo. Ooham & Mazza (2001) reportaron que la 

relación material:agua para el caso de mucílago de semillas de linaza tiene un efecto 

significativo en el rendimiento.  Por otra parte, el rendimiento máximo de mucílago de linaza 

se obtiene a 80° C con la proporción de semilla: agua de 1 a 25 (Ziolkovska, 2012).  Sin 

embargo, el aumento de temperatura de extracción induce un mayor contenido de proteína y 

un color marrón (Fedeniuk y Billiaderis, 1994).  Teniendo en cuenta que el oscurecimiento 
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puede afectar a las propiedades de los polisacáridos, en el presente trabajo la extracción del 

mucílago de linaza se llevó a cabo a temperatura ambiente. 

 

Tabla 7.1. Pruebas de caracterización química y rendimientos de extracción del mucílago de linaza 

MLA. 

 MLA 

Pruebas Composición  Unidades 

Composición química proximal   

 Rendimiento (R) 5.85 % 

 Cenizas 7.39 ± 0.04 % 

 Humedad 14.41 ± 0.16 % 

 Grasa 0.11 ± 0.01 % 

 Proteína 0.94 ± 0.003 % 

 Fibra DT 75.67 ± 4.14
 

%
 

Propiedades funcionales 

 CAb 80  ml H2O/g muestra 

 CRA 80  ml H2O/g muestra 

 CRa 3.6  ml H2O/g muestra 

 Gel 1.5 % 

Compuestos bioactivos 

 Compuestos fenólicos T. 10.36 ± 0.30 
mg E Ac. Gálico/gr. de 

muestra 

 Taninos condensados 1.05 ± 0.08 
mg E Catequina/gr. de 

muestra 

 Flavonoides T. 1.53 ± 0.32 
mg E Rutina/gr. de 

muestra 

 

Composición química proximal 

Los principales constituyentes del mucílago de linaza son los polisacáridos y contiene cerca 

del 75.67% el mucílago de linaza MLA.  El análisis elemental muestra el contenido de 

carbono, hidrógeno, nitrógeno y oxígeno presentes en la muestras de mucílago de linaza MLA 

(Figura 7.1).  La cantidad de nitrógeno se utilizó para calcular el valor de proteína presente en 

la muestra. 



37 
 

 

Figura 7.1. Composición elemental del mucílago de linaza MLA 

 

Propiedades funcionales 

En la Tabla 7.1 se muestran las propiedades funcionales del mucílago de linaza MLA.  Esta 

fracción mucilaginosa puede contribuir en la CRA ya que los mucílagos son conocidos por 

tener excelentes propiedades de retención de agua (Shabbir y col., 2014). 

La capacidad de retención de agua es la capacidad de un material húmedo para retener el agua 

cuando se somete a una fuerza de gravedad centrífuga externa o de compresión.  En la CRA 

no solo influye el tamaño de partícula, sino también la composición de la fibra, siendo la 

cantidad de fibra dietética soluble (FDS) la que posiblemente tenga mayor influencia 

independientemente del método de secado de las muestras.  El valor de la CRA determina el 

grado en que una fibra se puede incorporar a un sistema alimenticio sin deteriorar la 

viscosidad, ni la apariencia del producto final (Laurrari y col., 1997). 

La capacidad de retención de aceite (CRa) es una de las propiedades funcionales más notables 

de un hidrocoloide, representando la capacidad para absorber aceites, mientras que la 

capacidad de absorción de agua (CAb) se define como la cantidad de agua que una fuente de 

fibra es capaz de absorber cuando se le agrega un exceso de agua.  MLA es comparable con la 

CRa en fracciones ricas en fibra (2.02 g aceite/g muestra) (Vázquez-Ovando y col., 2009). 
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En algunas ocasiones y dependiendo de la composición de la fibra no es posible distinguir 

entre CAb y CRA ya que el material retiene casi la totalidad del agua absorbida (Robertson y 

col., 1981; Chen y col., 1984).  De acuerdo con los resultados presentados anteriormente en la 

Tabla 7.1, se observó que el mucílago de semilla de linaza MLA posee una gran capacidad de 

absorción de agua, así como de retención de agua debido a que se presentó el mismo resultado 

en dichas pruebas funcionales, absorbiendo en su totalidad la cantidad de agua añadida a la 

muestra. 

Es posible relacionar CAb y CRA debido a que el agua se une a los sitios activos de manera 

similar, de acuerdo con la cantidad de enlaces que pueden establecerse entre los componentes 

de la fibra. 

El mucílago de linaza forma soluciones muy viscosas, pero tiene la capacidad de formar un gel 

a determinadas concentraciones.  Un factor crítico es la concentración de polisacáridos para 

formar un gel que pueda crear una red firme a una concentración mínima, conocida como 

concentración mínima de gelificación (CMG).  Al utilizar la concentración mínima de 

gelificación (CMG) como un índice de gelificación, se obtuvo en este estudio la CMG de 

1.5% para el mucílago de linaza obtenido por deshidratación solar (MLA) como se muestra en 

la Tabla 7.1.  Los resultados de la capacidad de gelificación se presentan en la Tabla 7.2 dónde 

se muestran las concentraciones de mucílago de linaza MLA a la cual ocurre la transición de 

una solución viscosa a un gel y la identificación de la CMG.  Al incrementar la concentración 

de mucílago, se facilitaron las propiedades de gelificación.  Esto se puede deber a una mejor 

interacción producida entre las fuerzas de unión a medida que la concentración aumenta.  

Tabla 7.2. Concentración mínima de gelificación (CMG) del mucílago de linaza MLA a diferentes 

concentraciones  

Muestra 
Concentración (%) 

0.5 1 1.5 2 2.5 3 3.5 

MLA - - CMG + + + + 

(-) = no gelifica, (+) = gelifica y CMG = Concentración mínima de gelificación, mínima 

concentración a la cual el gel no se desliza al invertir el tubo. 
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La aplicación de diferentes métodos de secado modifica significativamente las propiedades 

funcionales del mucílago de linaza en polvo (Wang y col., 2010); es probable que la 

modificación en la estructura química del mucílago de linaza limite la interacción de las 

moléculas de polisacáridos, lo que conduce a la reducción de las propiedades de gelificación 

en el mucílago obtenido por método solar.  Por otro lado, la alta capacidad de absorción y 

retención de agua encontradas en las muestras de mucílago de linaza se puede correlacionar 

con la capacidad de gelificación, debido a la facilidad de formación del gel. 

Compuestos bioactivos 

El contenido de compuestos fenólicos totales, flavonoides y taninos condensados en el 

mucílago de linaza MLA se muestra en la Tabla 7.1.  Debido a una variedad de metodologías, 

los reportes sobre el contenido de polifenoles de la semilla de linaza son diversos.  Valavanidis 

y col., (2009) reportan que la concentración de compuestos polifenólicos en las plantas se ve 

considerablemente influenciado por la variedad, el tipo de suelo, la etapa de crecimiento y las 

condiciones ambientales, especialmente la incidencia de la luz. 

Propiedades fisicoquímicas 

Los perfiles de viscosidad de las soluciones de mucílago de linaza MLA a diferentes 

concentraciones se muestran en las Figuras 7.2 y 7.3.  Se observa un comportamiento No- 

newtoniano, donde la viscosidad presenta una relación directamente proporcional a la 

concentración e inversamente proporcional a la velocidad rotacional, a concentraciones que 

varían de 0.5% a 1% (p / v).  La viscosidad de una solución de mucílago puede depender de la 

composición y su estructura química.  Kaewmanee y col. (2014) reportan la variabilidad en la 

composición del mucílago de linaza en función de la variedad de cultivo en estudios realizados 

al mucílago de linaza de diversas variedades de semillas, mostrando valores de viscosidad en 

un rango de (78 a 562 Cps) en una solución al 1%. 
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Figura 7.2. Perfil de viscosidad del mucílago obtenido por deshidratación solar 

El torque, como la capacidad de la fuerza para producir un giro o rotación alrededor de un 

punto, como ocurre en un viscosímetro determina la exactitud de una lectura particular,  y en 

general, la exactitud de la medida aumenta cuando nos aproximamos al 100%.  Los valores de 

viscosidad son aceptables cuando el porcentaje de torque se encuentre entre 10% y 100% para 

cualquier combinación de aguja y velocidad de rotación.  De igual manera se observó que el 

torque es directamente proporcional a la velocidad de rotación, como se muestra en la Figura 

7.3  en mucílago de linaza por deshidratación solar. 

   
Figura 7.3. Velocidad de rotación vs. Torque de las muestras de mucílago de linaza MLA 
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Los polvos de mucílago de linaza se analizan con base al sistema Hunter lab para la 

determinación del color.  En los parámetros a y b se obtuvieron coordenadas positivas, lo que 

indica la presencia de tonalidades rojas y amarillas, respectivamente, con mayor intensidad en 

el mucílago de linaza por deshidratación solar.  En la Tabla 7.3 se muestran los parámetros 

obtenidos para la muestra MLA. 

 

Tabla 7.3. Parámetros de color  (L*, a* y b*) de los polvos de mucílago de linaza MLA. 

Parámetros de color 

Muestras L* a* b* 

MLA 85.5 ± 0.09
 

0.6 ± 0.03 5.13 ± 0.05 

  

El polvo obtenido por deshidratación solar presenta luminosidad de (L = 70.14) y alto 

enrojecimiento (a = 3.16), lo que puede ser atribuido a posibles reacciones de Maillard dada la 

presencia de carbohidratos y proteínas en la muestra y a la exposición del mucílago a un 

tiempo de secado considerablemente largo a temperaturas entre 35-70°C.  El color de la 

semilla ha sido más relacionado con la presencia de mayor o menor cantidad de ácido a-

linolénico (ALA).  Sin embargo, no se han reportado estudios que correlacionen el color del 

mucílago con la presencia de compuestos polifenólicos, como ocurre en otros alimentos de 

origen vegetal.  En la figura 7.4 se observa la fotografía del polvo de mucílago de linaza por 

deshidratación solar. 

Figura 7.4. Coloración del polvo de mucílago de linaza por deshidratación solar. 
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7.1.2 Diagrama visual de fases  

El diagrama visual de fases se elabora en función de la variación de la concentración del 

polímero contra la concentración del ión ligante, teniendo como objetivo definir la región 

donde ocurre la formación física del gel entre el polisacárido y el ión, así mismo se identifica 

la región donde el sistema permanece en la fase sol y la región donde ocurre la sinéresis.  La 

elaboración del diagrama visual de fases es necesaria para definir la concentración del 

mucílago de linaza en combinación de la concentración de cloruro de calcio que presente la 

relación  adecuada para la formación de microcápsulas en un sistema de gelificación iónica. 

El sistema de mucílago de linaza MLA únicamente presentó la fase sol (Figura 7.5).  En dicho 

sistema no hay formación de gel y tampoco se presenta sinéresis debido a su alta capacidad de 

absorción y retención de agua.  El mucílago es capaz de formar geles a concentraciones 

elevadas, pero en presencia de sales divalentes a las concentraciones evaluadas no se 

consiguió la formación de gel.  Sin embargo autores como Chen y col., (2006) sugirieron que 

las soluciones de mucílago de semilla de linaza pueden formar geles en frío mediante la 

adición de sales minerales con diferentes números de valencia.  

 

Figura 7.5. Fotografía de la fase sol del sistema mucílago de linaza MLA. 

 

En cuanto al sistema de alginato, se presentaron regiones bien definidas de sol, gel y sinéresis 

(Figura 7.6).  La gelificación se consiguió a partir de la concentración de 1.5% de polisacárido 

con 0.5% del cloruro de calcio; la región del gel termina en 2.5% de concentración de alginato 

y 2.0% de CaCl2.  En concentraciones elevadas de la sal de calcio se presentó sinéresis.  
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Figura 7.6. Fotografías de las fases del sistema alginato de sodio. a) Sol, b) Gel y c) Sinéresis 

El diagrama de transición de fases de la mezcla de dos componentes (mucílago de linaza MLA 

+ alginato) presenta las fases sol, gel y sinéresis, como se observa en la (Figura 7.7). De 

acuerdo con Draget y col. (1991), el fenómeno de sinéresis está fuertemente relacionado con la 

cantidad de calcio presente en el gel.  En particular, la sinéresis es mayor cuando el contenido 

de calcio excede la cantidad de residuos de ácido gulurónico presente en el gel.  La sinéresis 

fue observada en altas concentraciones de Ca
2+

, indicando que los geles están próximos al 

límite de estabilidad, dando como resultado la separación de fases.  

a) b) c) 
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Figura 7.7. Diagramas de fases de mucílago de linaza, alginato de sodio, algintato-mucílago. 

a) mucílago de linaza MLA b) alginato de sodio, c) Al-MLA 3:1, d) Al-MLA 1:2, e) Al-

MLA 1:1, f) Al-MLA 1:3 
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7.1.3 Caracterización de microcápsulas de mucílago por deshidratación solar MLA: 

tamaño, morfología, microestructura y ubicación del aceite 

Microscopía óptica 

Las microcápsulas preparadas con mucílago de linaza MLA y alginato en sus diferentes 

formulaciones fueron observadas y analizadas por microscopía óptica (Figura 7.8).  En 

general, la mayoría de las microcápsulas presentaron forma esférica, así como también formas 

irregulares como se indica en las imágenes por SEM.  La incorporación de alginato dio lugar a 

estructuras lisas que envuelve alrededor y entre las microcápsulas.  Estas características fueron 

más prevalentes en las microcápsulas de la formulación F1 así como también en la muestra 

control en comparación con las microcápsulas con menor cantidad de alginato F2.  

 

Figura 7.8. Imágenes por microscopía óptica de las microcápsulas preparadas con alginato y 

mucílago de linaza MLA. (A) Alginato (control), (B) Al:MLA 3:1 (F1), (C) Al:MLA 1:2 (F2),   

(D) Al:MLA 1:3 (imagen comparativa) 
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Las microcápsulas preparadas con mucílago de linaza MLA tienden a ser menos rígidas, es 

decir poseen mayor flexibilidad debido a su viscosidad y punto de gelificación.  El diámetro 

registrado de las microcápsulas varía según la formulación.  En la tabla 7.4 se muestra el rango 

y el promedio del diámetro de las microcápsulas de cada una de las formulaciones analizadas. 

Se registraron diferentes tamaños de microcápsulas, las más pequeñas corresponden a la 

muestra control de alginato seguido de las proporciones 3:1 y finalmente el mayor tamaño lo 

presentan las proporciones 1:2.  Dado que el mucílago de linaza posee propiedades de 

hinchamiento o expansión de tamaño, así como alta capacidad de retención de agua, se explica 

la diferencia observada en las microcápsulas más grandes producidas bajo las mismas 

condiciones.  

Tabla 7.4. Tamaño de las microcápsulas de mucílago de linaza MLA.   

Muestra Formulación Proporción 
Tamaño de las microcápsulas  

Diámetro (µm) 

Rango Promedio 

Alginato Control Al 1 15- 24.7 19.85 

MLA 
F1 Al:MLA 3:1 14.4-43.6 29 

F2 Al:MLA 2:1 43.7-59.6 26.65 

 

Microscopía electrónica de barrrido (MEB) 

El análisis superficial y morfológico de las microcápsulas preparadas por el método de 

gelificación iónica, se observó por microscopia electrónica de barrido con amplificaciones de 

2500X.  Las micrografías revelan que la superficie de las diferentes formulaciones varía en 

función del alginato añadido.  La superficie de las microcápsulas de alginato (control) (Figura 

7.9), muestra una estructura lisa y firme con crestas irregulares, mientras que las 

formulaciones F1 y F2 (Figura 7.10a y 7.10b) muestran una pared algo más suave y su 

estructura interna revela la aparición de pequeñas microcavidades.  
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Figura 7.9. Micrografías de microcápsulas de alginato (muestra control) 

 

Figura 7.10. Micrografías de microcápsulas de mucílago de linaza MLA. (a) Al:MLA 3:1 (F1), (b) 

Al:MLA 1:2 (F2) 

 

Microscopia láser confocal (MLC) 

Para analizar la ubicación del (DHA/EPA) omega-3 por microscopía láser confocal se 

emplearon los colorantes Rojo de Nilo y Calcofluor® y se aplicaron como tinción fluorescente 

de las gotas de lípidos y de la mezcla polimérica, respectivamente.  En general, el Rojo de 

Nilo sirve como un excelente fluorocromo de lípidos y ha sido utilizado para la detección 

cualitativa de grasas (Greenspan & Fowler, 1985).  El Calcoflour® es un colorante específico 

para ß-glucanos y quitina.  Principalmente se enlaza a la celulosa y a la quitina de las paredes 

celulares. 

(a) (b) 
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Las imágenes obtenidas se muestran en dos canales de excitación láser más un tercer canal de 

transmisión Nomarski ó microscopía de interferencia diferencial (DIC).  La fluorescencia del 

Rojo Nilo se muestra de color rojo y el Calcofluor® de color azul.  El canal en fondo gris 

representa la microscopía de interferencia (DIC) o Nomarski.  El Calcofluor® únicamente 

presentó afinidad por el mucílago de linaza, ya que las muestras control de microcápsulas de 

alginato con y sin aceite no presentan la tinción azul en el contorno de la microcápsulas como 

se observa en la Figura 7.12.  Al comparar las imágenes de la microscopía Nomarski y la 

microscopía confocal, se observó el aceite distribuido en el interior de las microcápsulas. Por 

otro lado, los puntos en color rojo de las imágenes de microscopía confocal coinciden con los 

puntos más oscuros en las imágenes de microscopía de  interferencia, representando al aceite 

disperso en las microcápsulas (Figura 7.13.).   

Dos canales de fluorescencia, azul y verde fueron usados para representar la pared de la 

cápsula con los fluororomos DAPI y EGFP y el canal de fluorescencia para la fase oleosa con 

Alexa 546, en color amarillo.  El láser se ajustó en el modo de fluorescencia verde / azul/ 

amarillo, en dos rangos de longitudes de onda de excitación, reduciendo las barras de 

magnificación a 20 ηm para separar cada canal (Figura 7.11). 

 

Figura 7.11. Ajuste del espectro de los canales de los fluorocromos en sus longitudes de 

excitación.  
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Figura 7.12. Micrografías de las microcápsulas Formulación control (alginato) y microcápsulasde alginato sin aceite como blanco. 
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Figura 7.13. Micrografías de las microcápsulas Formulación F1 (Al:MLA 1:2)  y F2 (Al:MLA 3:1).
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Espectroscopia de infrarojo por transformadas de fourier (FTIR) 

La espectroscopía FTIR ha sido aplicada ampliamente para caracterizar la estructura y el 

material molecular de un polímero.  La caracterización mediante espectroscopía FTIR a 

menudo da lugar a la identificación de los grupos funcionales y la forma de enlace a la cadena 

principal del polímero (Baxter y col., 1992).  

El espectro FT-IR del alginato en polvo presentó bandas de absorción destacables en 3231 cm
-

1
 (vibraciones de estiramiento O-H), 2894 cm

-1
 (vibraciones estiramiento C-H), 1593 cm

-1
 

(vibraciones de estiramiento asimétricas COO-) y 1405 cm
-1

 (vibraciones de estiramiento 

simétricas COO-).  De acuerdo a Jaya y col. (2009) las bandas alrededor de 1309 y 1084 cm
-1

 

corresponden a estiramiento (C-O), 1027 cm
-1

 estiramiento (C-O-C) y alrededor de 942 cm
-1

 a 

estiramiento (C-O) que se presentan en el espectro IR de alginato de sodio se atribuyen a su 

estructura de sacárido (Figura 7.14). 

 

Figura 7.14. Espectro de alginato de sodio 

El espectro del mucílago de linaza MLA se muestra en la Figura 7.15, el cual presenta bandas 

típicas y picos característicos del mucílago.  La banda amplia que se presenta entre 3500-3200 

cm
-1

 resulta de la presencia de grupos hidroxilo (-OH), destacable en 3241 cm
-1

.  El pico 

obtenido en 2928 corresponde a vibraciones (C-H).  El espectro de mucílago de linaza (MLA) 

presenta dos bandas, una mayor que aparece en 1596 cm
-1

 y otra de menor intensidad en 1029 
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cm
-1

.  Estas dos bandas corresponden respectivamente, a vibraciones de estiramiento 

asimétricas y simétricas debido al grupo ionizado COO
-
 de ácido poligalacturónico (Kamnev y 

col., 1998).  

 

Figura 7.15. Espectro IR del mucílago de linaza MLA. 

 

Las bandas de IR alrededor de 1160-30 cm
-1

 están dominadas por la presencia del enlace O-

glucosídico (C-O-C), en 1070 y 1043 cm
-1 

se asocia al compuesto ramnogalacturano y a 

frecuencias más bajas (1051-1039 cm
-1

) se encuentran polisacáridos con constituyentes como 

manosa, arabinosa y ramnosa, de acuerdo con Kacuráková y col. (2000).  El tipo de bandas 

mencionadas anteriormente coinciden con la elevación del pico más alto del espectro de 

mucílago que inicia en 1185 cm
-1

 con su punto más alto en 1029 cm
-1

.  Kacuráková y col. 

(2000) concluyen en su estudio de FTIR en policacáridos de tipo péctico y hemicelulosas, que 

cada polisacárido en particular tiene una banda máxima específica en la región entre 1200-

1000 cm
-1

, ésta región está dominada por las vibraciones de anillos que se superponen con las 

vibraciones de estiramiento (C-OH) de grupos laterales y las vibraciones de enlaces 

glucosídicos (C-O -C). 

El espectro FTIR del DHA/EPA omega 3 presenta las vibraciones características de un ácido 

graso polinsaturado (Figura 7.16).  Se observa una banda de absorción en 3012 cm
-1

 

correspondiente a la vibración de estiramiento C-H de dobles enlaces cis alqueno (=C-H).  La 
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posición de ésta banda depende del número de dobles enlaces en la cadena de ácido graso.  De 

acuerdo con Yoshida & Yoshida (2004) en su estudio realizado con ácidos grasos 

poliinsaturados, encontraron que las bandas de absorción comenzando en 3005 cm
-1

 indican 

un doble enlace sencillo (por ejemplo, C18:1) hasta 3012 cm
-1

 indican múltiples dobles 

enlaces (tales como C20:5 y C22:6 ), demostrando que la banda a 3012 cm
-1

 es causada 

principalmente por el aumento de los ácidos grasos poliinsaturados tales como EPA y DHA, y 

por lo tanto esta banda puede ser utilizada como un marcador para el análisis de ésteres totales 

de EPA y DHA en muestra de aceite de pescado.  Las siguientes bandas a 2925 y 2855 cm
-1 

son características de vibraciones de estiramiento asimétrico y simétrico (-C-H-) de grupos 

CH2 y CH3, respectivamente.  A 1746 cm
-1 

se encuentran las vibraciones de estiramiento de 

grupos ester (-C=O), a 1465 cm
-1 

flexiones simétricas dentro del plano (-C-H) de grupos CH2, 

a 1154 cm
-1

 vibraciones de estiramiento (-C-O) y a 735 cm
-1 

vibraciones de flexión asimétrica 

dentro del plano (=C-H) de grupos –(CH2)n.  

  

Figura 7.16. Espectro FTIR del aceite de atún omega-3 (DHA/EPA). 

 

Los espectros FTIR del alginato de sodio y el mucílago en polvo presentaron bandas de 

absorción similares, dadas las características que comparten al formar parte del grupo de los 
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polisacáridos.  En la Figura 7.17 se muestran los espectros de las microcápsulas Formulación 

control, F1 y F2, mucílago en polvo, alginato de sodio y aceite omega-3. 

 

Figura 7.17. Espectros FTIR de los componentes de las microcápsulas: Alginato de sodio (Al), 

aceite de atún omega-3 (DHA/EPA), Mucílago de linaza por deshidratación solar (MLA), 

Microcápsulas formulación F1 (Al:MLA 3:1), Microcápsulas formulación F2 (Al:MLA 1:2), y 

Microcápsulas formulación control (Al:ML 1:0). 

Eficiencia de encapsulación 

La eficiencia de encapsulación del aceite de atún omega-3 en sus diferentes formulaciones se 

obtuvo en función del contenido de aceite superficial, que se refiere a la cantidad de aceite no 

encapsulado que se localiza espacialmente en la superficie de las cápsulas después del proceso 

de secado, causado por discontinuidades en el material pared debido a una emulsión 

inicialmente menos estable (Klinkesorn y col., 2006). 

El aceite superficial y la eficiencia de encapsulación (EE) de las microcápsulas producidas 

como una función de polisacáridos y contenido de aceite se muestran en la figuras 7.18 y 7.19, 

respectivamente. 



55 
 

En general, el aceite superficial para la formulación de alginato (control) (0.68%) y la 

formulación F1 (0.86%) se encontraron por debajo del 1%, y menor que el observado para las 

formulaciones F2 (1.14%).  

 

Figura 7.18. Aceite superficial extraído de las microcápsulas a diferentes formulaciones. 

Formulación control (Alginato), F1(Al:MLA 3:1) y F2 (Al:MLA 1:2). 

 

En la Figura 7.19 se muestra la EE de las formulaciones preparadas con mucílago MLA.  Las 

microcápsulas preparadas a partir de alginato (formulación control) mostraron 

significativamente menor grasa superficial y mayor EE que la formulación F1y F2.  

 

Figura 7.19. Eficiencia de encapsulación de microcápsulas producidas con diferentes 

combinaciones de material pared. Control (Alginato), F1(Al:MLA 3:1), F2 (Al:MLA 1:2) 
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La formulación control (Alginato) (96.61%) tiene la mayor EE que las microcápsulas 

formuladas con mucílago de linaza.  La EE de la formulación con mayor cantidad de alginato 

F1 (95.68%) es mayor que la formulación preparada con mayor cantidad de mucílago F2 

(94.28%).  

7.2 Mucílago de linaza liofilizado MLB 

La Tabla 7.5 muestra los resultados obtenidos de la composición química proximal, así como 

también el rendimiento de extracción de mucílago de linaza MLB de acuerdo con las 

condiciones de extracción establecidas en el diagrama de proceso (sección 6), se presentan las 

propiedades funcionales y el contenido de compuestos bioactivos. 

7.2.1 Caracterización del mucílago de linaza MLB en polvo: Composición química 

proximal, propiedades funcionales y propiedades fisicoquímicas 

Rendimiento de extracción 

El rendimiento de mucílago de linaza obtenido en este estudio fue menor que los  reportados 

en mucílago de linaza a 80°C (8%) (Ziolkovska, 2012), secado en horno a 45°C (3.65%, 

Linoal) (Kaewmanee y col., 2014), liofilizado (9.7%) (Qian y col., 2012); y mayor que el 

mucílago de linaza a 25°C (4%) y a 100°C (5.1%) (Fedeniuk & Biliaderis, 1994), lo cual 

puede atribuirse a la temperatura empleada, al volumen de alcohol utilizado y en cierta medida 

al método de secado empleado. 

Composición química proximal 

Al comparar los resultados obtenidos con los reportados en hidrocoloides de aplicación 

industrial, se observan diferentes cantidades de carbohidratos en su composición, por ejemplo 

la goma guar contiene cerca del 23.7% y la goma xantana contiene aproximadamente 98% 

(Ahmed y col., 2006).  El contenido de cenizas obtenido concuerda con la variedad Norman 

(7.4 %), aunque resulta menor que las variedades Omega (8.2%) y Foster (8.4%) en los 

reportes de (Cui & Mazza, 1996) en mucílago de linaza de diversas semillas. Barbary y col. 

(2009) reportan un mayor contenido de grasa (0.45%) y menor proporción de humedad (7%) 

que en las muestras evaludadas en el presente estudio.  Por otra parte, el valor de proteína 
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resultó igual para ambas muestras estudiadas (0.94%), siendo éste valor similar a las 

variedades Solal (0.89%) y Festival (0.92%) de mucílago de linaza reportadas por 

(Kaewmanee y col., 2014), y mayor a (0.1%) de proteína reportado por (Alix y col.,2008) en 

mucílago de linaza secado en horno a 45°C.  

 

Tabla 7.5. Pruebas de caracterización química y rendimientos de extracción del mucílago de linaza 

MLB. 

 MLB 

Pruebas Composición  Unidades 

Composición química proximal   

 Rendimiento (R) 5.9 % 

 Cenizas 4.91 ± 0.03 % 

 Humedad 12.67 ± 0.02 % 

 Grasa 1.14 ± 0.13 % 

 Proteína 0.94 ± 0.001 % 

 Fibra DT 75.46 ± 8.63 %
 

Propiedades funcionales 

 CAb 80  ml H2O/g muestra 

 CRA 80  ml H2O/g muestra 

 CRa 8 ml H2O/g muestra 

 Gel 1 % 

Compuestos bioactivos 

 Compuestos fenólicos T. 8.76 ± 1.39 
mg E Ac. Gálico/gr. de 

muestra 

 Taninos condensados 1.97 ± 0.22 
mg E Catequina/gr. de 

muestra 

 Flavonoides T. 10.11 ± 0.80 
mg E Rutina/gr. de 

muestra 

 

La presencia de nitrógeno puede indicar el contenido de proteína en el polvo de mucílago de 

linaza (Figura 7.20).  Sin embargo, el bajo contenido de nitrógeno sugiere la presencia de 

aminoácidos o péptidos entrecruzados a la molécula. Ray y col. (2013) demuestran la 

asociación de proteínas con arabinogalactanos, formando una clase de glicoproteínas; 
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proteínas de arabinogalactanos (AGP), las cuales se se solubilizan en agua junto con el 

mucílago.  

 

Figura 7.20. Composición elemental del mucílago de linaza MLB 

 

Propiedades funcionales 

La capacidad de retención de agua del mucílago de linaza fue de 80ml de agua /g de muestra; 

en estudios realizados al mucílago de la semilla de linaza se observó una menor CRA (3000 g 

H2O/ 100g sólidos) (Fedeniuk & Biliaderis, 1994).  Esta diferencia se le atribuye a los 

métodos utilizados para la determinación de la prueba, a la variedad de la especie utilizada, al 

tratamiento recibido, además al tamaño de partícula, ya que teóricamente a menor tamaño de 

partícula la facilidad de hidratación se aumenta, por la superficie de contacto que se tiene.  En 

comparación con la CRA de goma guar y goma xantana (2200 g H2O/ 100g sólidos y 32300 g 

H2O/ 100g sólidos, respectivamente) (Fedeniuk & Biliaderis, 1994),  se encuentra en un valor 

intermedio.  En fracciones ricas en fibra de semilla de chía (Vázquez-Ovando y col., 2009; 

Capitani y col, 2012) se observó una menor CRA (9.19 y 15.41g de agua/g fibra).  

La CRA del mucílago no sólo depende del grupo funcional de la fracción de polisacáridos que 

contiene grupos hidrofílicos, sino también de la fracción proteica presente en el mucílago.  La 

capacidad de absorción de agua también depende del número y la naturaleza de los sitios de 

unión de moléculas de agua (Chau & Huang, 2004).  El mucílago de linaza contiene 
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polisacáridos ácidos que poseen un gran número de grupos hidroxilos y carboxílicos, por lo 

tanto, la contribución de las gomas en la retención de agua es posible a través de las 

interacciones electrostáticas y los puentes de hidrógeno.  La función de los grupos hidroxilo en 

la CRA de geles de mucílago de linaza se evalúa en la parte de las pruebas de FTIR en este 

trabajo. 

Los dos mucílagos presentan una alta CRa, siendo ésta propiedad superior a la reportada por 

(Al-Sayed y col., 2012) en mucílago de linaza (2.58±0.36) y menor a la encontrada para 

gomas de chía con grasa y desgrasada parcialmente (11.67 y 25.79 g aceite/g muestra, 

respectivamente) (Segura-Campos y col., 2014).  El valor de MLB supera a la goma xantana 

(4.25 g aceite/g muestra) (Al-Sayed y col., 2012).  

La CAb de la muestra MLB fue mayor que lo reportado por (Al-Sayed y col., 2012) en 

mucílago de linaza (22.63±0.52 g agua/ 0.5 g muestra), mostrando un comportamiento similiar 

de CAb que el comparativo con goma xantana (40.62±0.22 g agua/ 0.5 g muestra).  En 

contraste con la CAb en gomas, se reportan valores más bajos en harinas de chía (4.79 - 6.45  

g/g) (Capitani y col., 2013) y harina de linaza (6.03 g/g) (Khattab & Arntfield, 2009 ).  El 

contenido de fibra es un factor importante en el incremento de esta propiedad por su capacidad 

de formar geles y para retener el agua (Vázquez-Ovando y col., 2009); lo que justifica valores 

más altos de CAb en fracciones ricas en fibra como el mucílago. 

Estos valores pueden estar relacionados con el tamaño de partícula (área de contacto), la 

composición química (cantidad de celulosa, hemicelulosa y pectina), en relación a la cantidad 

de grupos hidroxilos libres, capaces de interactuar con el agua externa y la cantidad de fibra 

dietética insoluble (Zambrano y col., 1998).  

Las muestras de mucílago de linaza obtenidas por los dos diferentes métodos de secado 

presentan diferentes valores de CRa.  Esto se podría explicar por el efecto significativo de los 

métodos de secado en la fracción hidrofóbica (es decir, lípidos y proteínas) presentes en la 

estructura del mucílago de semilla de linaza.  De igual forma (Hayta y col., 2002) reportan 

cómo la capacidad de absorción de aceite de un alimento depende del tipo y contenido de la 

fracción hidrofóbica presente en su estructura química.  La presencia de trazas de ácidos 

grasos y aminoácidos hidrófobos en la estructura del mucílago de semilla de linaza podrían ser 

algunos de los factores responsables de su tendencia a la absorción de aceite.  La existencia de 
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varias cadenas laterales no polares pueden unir las cadenas hidrocarbonadas de aceites, lo que 

permite una mayor CRa (Thanatcha & Pranee, 2011) . 

Al utilizar la concentración mínima de gelificación (CMG) como un índice de gelificación, se 

obtuvo en este estudio la CMG de 1%  para el mucílago de linaza liofilizado (MLB), como se 

muestra en la Tabla 7.6. 

Tabla 7.6. Concentración mínima de gelificación (CMG) del mucílago de linaza MLB a diferentes 

concentraciones.  

Muestra 
Concentración (%) 

0.5 1 1.5 2 2.5 3 3.5 

MLB - CMG + + + + + 

(-) = no gelifica, (+) = gelifica y CMG = Concentración mínima de gelificación, mínima 

concentración a la cual el gel no se desliza al invertir el tubo. 

 

Chau & Cheung (1997) en su investigación de tres semillas leguminosas reportaron la CMG 

entre (10 -13 % p/v), y en la harina de soja como referencia (17% p / v).  Sathe y col. (1982) 

asocian la variación de las propiedades gelificantes a la proporción relativa de diferentes 

constituyentes tales como proteínas, lípidos e hidratos de carbono en diferentes leguminosas. 

Sin embargo, existen posibles asociaciones intermoleculares entre las moléculas de lixiviados 

y las moléculas de hidrocoloides que facilitan la formación de gel (Shi & BeMiller, 2002). 

El mucílago en su concentración mínima de gelificación forma fácilmente un gel viscoso y 

denso, que aporta una textura firme.  Se sugiere que una baja concentración de gelificación y 

una alta capacidad de expansión de área superficial de una sustancia mucilaginosa definen su 

naturaleza viscosa.  La formación de gel y la fuerza del mucílago de linaza dependen de la 

concentración de la solución de mucílago de linaza.  A mayor concentración, aumenta el 

número de moléculas y refuerza las interacciones moleculares, que dan lugar a la formación de 

más zonas de unión (Chen y col., 2006). 

 

Compuestos bioactivos 

La concentración de compuestos fenólicos totales es comparable con el valor reportado en 

estudios previos por (Nezhad y col., 2013) para mucílago de linaza (10.5 mgEAG/g).  Por su 
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parte, Velioglu y col.,(1998) reportan una concentración de (1354 mg/100g) en mucílago de 

linaza, siendo éste valor mayor que el reportado en este estudio.  Sin embargo, en mucílago de 

chía se observan valores menores de compuestos fenólicos totales en un rango de 

concentración de (0.757 a 0.881 mg/g) (Reyes-Caudillo y col., 2008).  En contraste con los 

valores reportados en mucílago de linaza, la semilla entera muestra una concentración mucho  

menor de compuestos fenólicos totales, Velioglu y col. (1998) reportaron para la semilla de 

linaza variedad NorMan un contenido de polifenoles de 509 mg/100g y de 473 mg/100g para 

una variedad Solin.  De igual forma, los resultados obtenidos en este trabajo sugieren que la 

linaza presenta cantidades importantes de compuestos fenólicos totales ya que en fuentes 

vegetales de alimentos de importancia nutracéutica, como cereales, leguminosas y frutas se 

han reportado valores de 5.79, 17.43 y 28.38 mg/g, respectivamente (Saura-Calixto y col., 

2007). 

El contenido de flavonides en semilla de linaza entera va desde 35 a 71 mg/100g y varía según 

la variedad de cultivo y factores ambientales (Oomah y col.,1996).  Los resultados obtenidos 

en este trabajo sugieren que el mucílago de linaza presenta cantidades importantes de taninos 

condensados.  En estudios realizados a la semilla entera de linaza, se observa un contenido de 

taninos de 179.5 mg/100g (Imran y col., 2014).  La presencia de sustancias como taninos, y 

ocasionalmente la clorofila II en las células parenquimáticas de la superfice de la semilla de 

linaza, contribuyen en la coloración de la apariencia exterior de la semilla (Diederichsen & 

Richards, 2003).  De igual forma Boesewinkel (1980) observó que los pigmentos de taninos de 

color amarillo-marrón depositados en las cavidades de las células de pigmento son 

responsables del color de la testa. 

Propiedades fisicoquímicas 

Los perfiles de viscosidad de las soluciones de mucílago de linaza MLB a diferentes 

concentraciones se muestran en la Figura 7.21.  El comportamiento que presentan las 

soluciones de mucílago de linaza MLB es de tipo No-newtoniano, donde la viscosidad 

presenta una relación directamente proporcional a la concentración e inversamente 

proporcional a la velocidad rotacional, a concentraciones que varían de 0.5% a 1% (p / v).  
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Figura 7.21. Perfil de viscosidad del mucílago de linaza MLB 

 

 

Figura 7.22. Velocidad de rotación vs. Torque de las muestras de mucílago de linaza MLB 

 

Un comportamiento No- newtoniano en soluciones de mucílago de linaza ha sido observado 

por otros grupos de investigación (Wang, y col., 2008; Wang Y. y col., 2009; Nerkar & 

Gattani, 2013).  Encontraron un aumento de pseudoplasticidad correspondiente a un aumento 

en la concentración de mucílago.  Por lo tanto, los resultados de viscosidad mostrados en la 

Figura 7.21 parecen ser una función no sólo de la concentración de sólidos sino también del 
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tipo de proceso de obtención del mismo y de la variedad de cultivo. De igual manera se 

observó que el torque es directamente proporcional a la velocidad de rotación, como se 

muestra en la Figura 7.22 en mucílago de linaza liofilizado. 

 

Los polvos de mucílago de linaza se analizan con base al sistema Hunter lab para la 

determinación del color (Tabla 7.7).  El color del mucílago de linaza en polvo idealmente debe 

presentar una alta tendencia a tonalidades claras con el fin de evitar cualquier cambio de color 

en los productos alimenticios desde que es adicionado.  El polvo secado por liofilización tiene 

significativamente alta luminosidad (L = 85.00) y bajo enrojecimiento (a = 0,60), lo que indica 

que este polvo tiene una buena calidad en términos de color y potencialmente buena 

aplicabilidad.  Esto es debido al método el secado por liofilización, el cual trabaja a 

temperaturas por debajo de los 25° C y las condiciones de secado a las que se somete la 

muestra no permiten que se degraden sus componentes.  En la Figura 7.23 se observa la 

fotografía del polvo de mucílago liofilizado.  

Tabla 7.7. Parámetros de color  (L*, a* y b*) de los polvos de mucílago de linaza liofilizado. 

Parámetros de color 

Muestras L* a* b* 

MLB 70.14 ± 0.02
a
 3.16 ± 0.03

b
 13.84 ± 0.03

c
 

. 

 

Figura 7.23. Coloración del polvo de mucílago de semilla de linaza MLB 
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7.2.2 Diagramas de fases MLB 

El sistema de mucílago de linaza MLB únicamente presentó la fase sol.  En dicho sistema no 

hay formación de gel y tampoco se presenta sinéresis debido a su alta capacidad de absorción 

y retención de agua.  Autores como Chen y col., (2006) sugirieron que las soluciones de 

mucílago de semilla de linaza pueden formar geles en frío mediante la adición de sales 

minerales con diferentes números de valencia.  

El diagrama de transición de fases de la mezcla de dos componentes (mucílago de linaza MLB 

+ alginato) presenta las fases sol, gel y sinéresis, como se observa en la (Figura 7.24 y 7.25). 

De acuerdo con Draget y col. (1991), el fenómeno de sinéresis está fuertemente relacionado 

con la cantidad de calcio presente en el gel.  En particular, la sinéresis es mayor cuando el 

contenido de calcio excede la cantidad de residuos de ácido gulurónico presente en el gel.  La 

sinéresis fue observada en altas concentraciones de Ca
2+,

 indicando que los geles están 

próximos al límite de estabilidad, dando como resultado la separación de fases.  

 

 

Figura 7.24. Fotografías de las fases de los sistemas alginato-mucílago de linaza. a) Sol, b) Gel y 

c) Sinéresis.  

 

 

 

 

a) b) c) 
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Figura 7.25. Diagramas de fases de mucílago de linaza MLB, alginato de sodio, algintato-

mucílago. a) mucílago de linaza MLB b) alginato de sodio, c) Al-MLB 3:1, d) Al-MLB 1:2, 

e) Al-MLB 1:1, f) Al-MLB 1:3 

 

c) d) 

e) f) 



66 
 

7.2.3 Caracterización de microcápsulas con mucílago de linaza liofilizado MLB: 

tamaño, morfología, microestructura y ubicación del aceite microencapsulado 

Microscopía óptica 

Las microcápsulas preparadas con mucílago de linaza MLB y alginato en sus diferentes 

formulaciones fueron observadas y analizadas por microscopía óptica (Figura 7.26). En 

general, la mayoría de las microcápsulas presentaron forma esférica, así como también formas 

irregulares como se indica en las imágenes por SEM.  La incorporación de alginato confiere a 

las microcápsulas una textura lisa, estas características fueron más prevalentes en la 

microcápsulas de la formulación F3, así como en la muestra control.  

 

Figura 7.26. Imágenes por microscopía óptica de las microcápsulas preparadas con alginato y 

mucílago de linaza MLB. (A) Alginato (control), (B) Al:MLB 3:1 (F1), (C) Al:MLB 1:2 (F2),   

(D) Al:MLB 1:3 (imagen comparativa) 
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 El diámetro registrado de las microcápsulas varía según la formulación.  En la Tabla 7.8 se 

muestra el rango y el promedio del diámetro de las microcápsulas de cada una de las 

formulaciones analizadas. Se registraron diferentes tamaños de microcápsulas, las más 

pequeñas corresponden a la muestra control de alginato seguido de las proporciones 3:1 y 

finalmente el mayor tamaño lo presentan las proporciones 1:2.  Dado que el mucílago de 

linaza posee propiedades de hinchamiento o expansión de tamaño, así como alta capacidad de 

retención de agua, se explica la diferencia observada en las microcápsulas más grandes 

producidas bajo las mismas condiciones.  

Tabla 7.8. Tamaño de microcápsulas obtenidos de cada formulación  

Muestra Formulación Proporción 
Tamaño de las microcápsulas  

Diámetro (µm) 

Rango Promedio 

Alginato Control Al 1 15- 24.7 19.85 

MLB 
F3 Al:MB 3:1 20.2-56.5 38.35 

F4 Al:MB 2:1 33.7-68.2 50.95 

 

Microscopía electrónica de barrrido (MEB) 

Se observó la morfología y superficie de las microcápsulas preparadas con mucílago de linaza 

MLB por microscopia electrónica de barrido con amplificaciones de 2500X.  La superficie de 

las microcápsulas de alginato (control) (Figura 7.27), muestra una estructura lisa y firme con 

crestas irregulares, mientras que las formulaciones F1 y F3 (Figura 7.28A y 7.28B) muestran 

una pared algo más suave y su estructura interna revela la aparición de pequeñas 

microcavidades.  En cuanto a las formulaciones F2 y F4 presentan poros distribuidos con 

regularidad y una apariencia menos densa y firme.  Este resultado concuerda con imágenes de 

SEM de la superficie de microcápsulas de alginato y pectina de linaza que envuelve aceite de 

hígado de tiburón, mostrando poros distribuidos irregularmente (Díaz-Rojas y col., 2004).  

En general, se observó en el aspecto de las microcápsulas una pérdida aparente de la forma 

esférica debido a la deshidratación con etanol.  Sin embargo, las microcápsulas dispersadas en 

etanol no pierden totalmente su integridad.  Las microcápsulas presentaron un tamaño 

aproximado de 30 µm, dicho resultado concuerda con los obtenidos por la microscopía óptica. 
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Para analizar las características morfológicas de las microcápsulas, se recurre normalmente a 

técnicas de microscopía óptica y microscopía electrónica de barrido (SEM) que también 

permiten detectar la posible agregación de las partículas, así como determinar el tamaño de las 

mismas y su estructura interna. 

         

Figura 7.27. Micrografías de microcápsulas de alginato (muestra control) 

 

 

Figura 7.28. Micrografías de microcápsulas de mucílago de linaza MLB. (A) Al:MLB 3:1 (F3), 

(B) Al:MLB 1:2 (F4). 

 

Microscopia láser confocal (MLC) 

Las Figuras 7.29 y 7.30 muestran las partículas rojas sobre el fondo negro a la longitud de 

excitación del Rojo de Nilo.  La tinción de aceite con rojo Nilo permite distinguir entre el 

aceite encapsulado y la matriz polimérica, ya que el microscopio confocal proporciona una 

sola imagen del plano de enfoque con las partes fuera de foco apareciendo como fondo negro.  

El análisis de las imágenes permite la inspección de la estructura no sólo en la superficie sino 

también del interior del material (Lamprecht y col., 2000).   

A B

) 
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Figura 7.29. Micrografías de las microcápsulas Formulación control (alginato) y Alginato sin aceite como blanco. 

 

El análisis por microscopía confocal permitió una mejor visualización de las microcápsulas, siendo posible, localizar el aceite de atún 

omega-3 (DHA/EPA) distribuido en las microcápsulas debido a la especificidad del colorante. 
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Figura 7.30. Micrografías de las microcápsulas Formulación F3 (Al:MLB 1:2)  y F4 (Al:MLB 3:1).
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Espectroscopia de infrarrojo por transformadas de fourier (FTIR-ATR)  

Los espectros de FTIR muestran las bandas típicas y picos característicos del mucílago.  El 

espectro FTIR del mucílago de semilla de linaza MLB se presenta en la Figura 7.31, 

mostrando bandas típicas y el pico característico de los polisacáridos.  Se presentan bandas de 

absorción destacables en 3320 cm
-1

 (vibraciones O-H) y 2926 cm
-1

 (vibraciones C-H) de 

grupos metilo.  El espectro de mucílago de linaza MLB presenta dos bandas, una mayor que 

aparece en 1601 cm
-1

 y otra de menor intensidad en 1417 cm
-1

.  Estas dos bandas 

corresponden respectivamente, a vibraciones de estiramiento asimétricas y simétricas debido 

al grupo ionizado COO
-
 de ácido poligalacturónico (Kamnev y col., 1998).  

 

Figura 7.31. Espectro FT-IR del mucílago de linaza MLB. 

Las gomas naturales generalmente contienen fracciones de unidades ácidas de azúcar, que por 

lo general imparten un carácter aniónico débil a la macromolécula de mucílago (Wang, Ellis, 

& Ross-Murphy, 2003).  Los números de onda entre 800 y 1200 cm
-1

 representan el área de la 

“huella digital” para los carbohidratos.  De acuerdo con Kacuráková y col. (2000), las bandas 

de IR alrededor de 1160-30 cm
-1

 están dominadas por la presencia del enlace O-glucosídico 

(C-O-C), en 1070 y 1043 cm
-1 

se asocia al compuesto ramnogalacturano y a frecuencias más 

bajas (1051-1039 cm
-1

) se encuentran polisacáridos con constituyentes como manosa, 
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arabinosa y ramnosa.  El tipo de bandas mencionadas anteriormente coinciden con las 

muestras de mucílago MLB,  presentando bandas de absorción en 1145 cm
-1

, 1070 cm
-1 

(vibraciones C-C), 1037 cm
-1 

(vibraciones C-O) y 895 cm
-1

. 

Los espectros FT-IR del alginato de sodio y del mucílago de linaza MLB en polvo presentaron 

bandas de absorción similares, dada las características que comparten al formar parte del 

grupo de los polisacáridos.  En los espectros FTIR de las microcápsulas de alginato-mucílago 

no se observaron cambios en la aparición de las bandas de absorción, sin embargo el cambio 

en la intensidad en los picos representativos si fue evidente.  En los espectros de las 

formulaciones de microcápsulas de la formulación F3 y F4 la longitud de onda mostró 

cambios en el pico de COO-, cambió de 1607 y 1424 cm
-1

 a 1601 y 1417 cm
-1

, 

respectivamente.  

 

Figura 7.32. Espectros FTIR de los componentes de las microcápsulas MLA: Alginato de sodio 

(Al), Ácido graso omega 3 (DHA), Mucílago de linaza por deshidratación solar (MLB), 

Microcápsulas formulación F3 (Al:MLB 3:1), Microcápsulas formulación 4 (Al:MLB 1:2), y 

Microcápsulas formulación control (Al:ML 1:0). 
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Eficiencia de encapsulación (EE) 

El aceite superficial y la eficiencia de encapsulación (EE) de las microcápsulas producidas 

como una función de polisacáridos y contenido de aceite se muestran en la figuras 7.33 y 7.34, 

respectivamente.  

En general, el aceite superficial para la formulación de alginato (control) (0.68%) y la 

formulación F3 (0.98%) se encontraron por debajo del 1%, y menor que el observado en la 

formulación F4 (1.38%).  

 

Figura 7.33. Aceite superficial extraído de las microcápsulas a diferentes formulaciones. 

Formulación control (Alginato), F3(Al:MLB 3:1) y F4 (Al:MLB 1:2). 

  

En el presente estudio, las microcápsulas preparadas a partir de alginato (formulación control) 

mostraron significativamente menor grasa superficial y mayor EE que las formulaciones F3 y 

F4.  La formulación control (Alginato) (96.61%) tiene la mayor EE que las microcápsulas 

formuladas con mucílago de linaza.  La EE de las formulación con mayor cantidad de alginato 

F3 (95.08%) es mayor que las formulación preparada con mayor cantidad de mucílago F4 

(93.11%).  
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Figura 7.34. Eficiencia de encapsulación de microcápsulas producidas con diferentes 

combinaciones de material pared. Control (Alginato), F3(Al:MLB 3:1), F4 (Al:MLB 1:2) 

 

Este excelente rendimiento se relaciona bien con la estabilidad mostrada por las emulsiones 

preparadas con el mucílago de linaza, que puede haber protegido a las gotas de aceite de la 

desintegración durante el proceso de atomización.  Por otra parte, los mucílagos en general son 

conocidos por su capacidad de absorción de aceite, lo que puede influir positivamente el 

proceso de microencapsulación, evitando la migración de aceite a las partículas de la 

superficie.  

La estabilidad de la emulsión es una propiedad importante a ser considerada en un proceso de 

microencapsulación.  La estabilidad de la emulsión surge de la repulsión estérica de los 

agregados por una capa hidratada (Willats y col., 2006).  La pectina estabiliza una emulsión 

mediante la creación de una capa de alrededor de las partículas en la interfaz. También se ha 

reportado que las emulsiones estables se forman utilizando la pectinas de bajo peso molecular 

(70 kDa) (Akhtar y col., 2002) y también debido a la interacción entre las moléculas cargadas 

(pectina) y proteínas (Leroux y col., 2003). 

De acuerdo a Tonon y col. (2012), la eficiencia de encapsulación está significativamente 

influenciada tanto por el tipo de material pared como la concentración de aceite, siendo los 
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materiales de tipo proteico menos eficientes para la encapsulación de aceites que los basados 

en carbohidratos. 

El contenido de aceite superficial es un factor determinante para la eficiencia de encapsulación 

de las formulaciones de microcápsulas.  Cabe señalar que la cantidad de aceite de la superficie 

determinada en cápsulas en forma de polvo depende en gran medida del método de extracción 

utilizado y de las condiciones (Klinkesorn y col., 2006).  Una tendencia común que se 

encuentra entre los estudios implicados en la encapsulación de aceite ha sido que al aumentar 

la carga de aceite dentro del polvo encapsulado, hay un aumento correspondiente en el 

contenido de aceite de la superficie y una disminución en la EE (Tonon y col., 2012; Kagami y 

col., 2003; Quispe-Condori y col., 2011)  

El método de secado también se ha demostrado que desempeñan un papel influyendo en el 

aceite superficial y la EE. Quispe-Condori y col. (2011) utilizaron tanto secado por aspersión 

como liofilización para encapsular aceite de linaza dentro de la proteína zeína a niveles de 

carga de aceite de 8 y 20%.  Los autores encontraron que el contenido de aceite superficial en 

los polvos por secado por aspersión y liofilizados fueron 90 y 79% y 60 y 33%, para las 

cápsulas con cargas de aceite de 8 y 20%, respectivamente. 
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7.3 Discusión general 

La realización de las pruebas de caracterización fisicoquímica y funcional del mucílago de 

linaza en polvo, así como su aplicación en el desarrollo de emulsiones O/W (DHA/EPA  y 

solución polimérica) en la preparación de microcápsulas, revela información útil para el uso 

del mucílago de linaza, ya que la elección de un hidrocoloide para una determinada aplicación 

depende básicamente de la viscosidad o fuerza de gel deseado, de sus características 

reológicas, del pH del sistema, de las interacciones con otros ingredientes, de la temperatura 

durante el procesado, textura y del coste de las cantidades requeridas para obtener los 

resultados que se desean.  Esta información representa un aporte significativo a las 

características y posibles aplicaciones de productos derivados de la semilla de linaza en la 

microencapsulación de ácidos grasos omega-3, de acuerdo a los requerimientos de la industria 

y las tendencias actuales de los consumidores con respecto a consumir alimentos funcionales 

vinculados con la relación nutrición-salud. 

Con base en los diagramas de fases de los sistemas alginato-mucílago presentados, se observó 

la gelificación en todas las concentraciones evaluadas.  Sin embargo, a medida que se 

incrementa la cantidad de alginato de sodio, la formación del gel es más fuerte que a 

concentraciones bajas del polímero.  De esta manera se eligió usar dos concentraciones: 

alginato-mucílago 3:1 representando la mayor proporción de alginato y alginato-mucílago 1:2 

representado la mayor proporción de mucílago de linaza.  En cuanto a la concentración de 

cloruro de calcio se eligió 1% por que el sistema alginato tanto puro como en los sistemas 

mixtos presenta la formación de gel bajo ésta concentración de la sal. 

La caracterización de las microcápsulas por MLC mostró que la fluorescencia de lípidos con 

Rojo de Nilo es muy sensible a la fase de aceite y éste puede ser fácilmente localizado.  En 

comparación con un microscopio de luz transmitida, la MLC puede proporcionar información 

adicional, como la localización tridimensional y la distribución espacial de los elementos que 

componen a las microcápsulas.  La superficie externa determinada por SEM mostró cierta 

porosidad de acuerdo a la variación de alginato de sodio, ofreciendo pruebas razonables de la 

capacidad de los materiales pared para ayudar a reducir la velocidad de oxidación en 

comparación con aceite sin encapsular.  El nuevo concepto de la aplicación de FTIR se ha 

sugerido para encontrar si la fase oleosa se encapsula físicamente en la matriz del material 
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pared.  Sin embargo, el efecto de la interacción entre los materiales utilizados para las 

microcápsulas necesita un mayor estudio en relación a la formación de enlaces durante la 

preparación de microcápsulas. 

La combinación de alginato y mucílago de linaza entre sí permiten obtener resultados 

específicos en la textura y morfología de las microcápsulas de DHA/EPA.  En general, se 

puede afirmar que el uso de mezclas de hidrocoloides es una práctica general, que presenta 

numerosas ventajas tanto desde el punto de vista de desarrollo e investigación, como desde el 

industrial.  Por una parte, es posible la aparición de una sinergia que permite la reducción de 

las cantidades totales y, por otro lado, pueden elaborarse formulaciones específicas dirigidas a 

diferentes condiciones de uso como un espesante, emulsificante, agente de textura, etc. 

La característica más importante del mucílago de linaza es la modificación que introducen en 

las propiedades reológicas de los alimentos a los que se añaden. El mucílago de linaza ofrece 

un particular interés, derivado del hecho de presentar simultáneamente las propiedades de los 

polisacáridos lineales y los ramificados.  Existe una relación entre la estructura de estos 

polímeros y sus propiedades reológicas en disoluciones acuosas, las cuales con agua, producen 

disoluciones muy viscosas, suspensiones o geles. Los polisacáridos del mucílago de linaza son 

moléculas hidrófilas, interaccionan con las del agua adyacente y las inmovilizan.  Las 

moléculas adquieren así mayor volumen debido a su diámetro aparentemente agrandado.   
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8. CONCLUSIONES 

Los resultados experimentales obtenidos en este trabajo confirmaron algunas conclusiones 

anteriores hechas por otros investigadores y ha generado algunos nuevos hallazgos que apoyan 

los objetivos de la investigación inicial. 

Las siguientes fueron las principales conclusiones: 

 El mucílago de linaza fue un encapsulante efectivo en términos de eficiencia 

encapsulación y requiere la adición de alginato de sodio para usar el método de 

gelificación iónica. Se comprobó que el uso de alginato/mucílago como material 

encapsulante en las proporciones 3:1 y 1:2 presenta buenas características para 

encapsular los aceites esenciales omega-3 (DHA/EPA) provenientes del aceite de 

pescado, sin embargo fue posible conseguir la formación de microcápsulas desde 

proporciones 1:3 de alginato/mucílago.  

 

  El cuanto a la utilización del mucílago de linaza como único material pared no fue 

posible bajo el método de gelificación iónica, puesto que el efecto del 

entrecruzamiento con los iones de Ca
+ 

no forma una red tridimensional fuerte, no 

obstante continua siendo un material idóneo para ser aplicado como encapsulante bajo 

otras técnicas de encapsulación ya sea a través de métodos químicos o físicos, como es 

el caso del secado por aspersión, donde existen reportes sobre la utilización del 

mucílago de linaza como material pared en el área de la investigación de aplicaciones 

farmacéuticas (Patel y col., 2013).   

 A través de microscopía confocal (MLC) se observó la forma en que se incluyen las 

partículas de aceite en la estructura de la microcápsula.  Al preparar la emulsión el 

aceite queda disperso en la solución polimérica formando micelas, y al inducir la 

gelificación iónica a través de los iones de CaCl2, el alginato de sodio forma la capa 

envolvente dejando en su interior el mucílago de linaza y el aceite. Ésta distribución se 

identificó con los fluorocromos Rojo de Nilo y Calcoflour®, observándose por 

separado la tinción de ambos en una sola microcápsula. Al combinar los canales de 

excitación de cada fluorocromo se superponen los colores y se llegó a la conclusión 
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que tanto el mucílago de linaza como el aceite se encuentran dentro de las 

microcápsulas. 

 

 A través de microscopía electrónica de barrido (MEB) así como la microscopía óptica 

permitió determinar la morfología y tamaño de las microcápsulas que fueron del orden 

de 9μm a 51μm.  El uso de espectroscopia de infrarrojo permitió ver los modos 

vibracionales de los enlaces que van asociados con los ácidos grasos omega-3 

(DHA/EPA) ubicados en 3012 cm
-1

 y los modos de vibración asociados al mucílago de 

linaza en 1070 y 1043 cm
-1

, y el alginato de sodio en 1309 y 1084 cm
-1

. 
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9. PERSPECTIVAS 

Este estudio identificó la posible aplicación del mucílago de linaza como una matriz 

alimentaria, evaluando su capacidad como material encapsulante para proteger los ácidos 

grasos omega-3 (DHA/EPA).  Se podría sugerir medir la capacidad antioxidante de los 

compuestos bioactivos presentes en el mucílago de linaza de manera natural y evaluar su 

contribución en la estabilidad oxidativa de los ácidos grasos omega-3, optimizando los 

parámetros del proceso para estabilizar las microcápsulas.  Se recomienda también para 

estudios posteriores centrarse en ingredientes naturales de los alimentos ricos en antioxidantes 

como fitosteroles que podrían ser útiles para proteger los aceites de la oxidación. Además, un 

análisis in vitro de las microcápsulas podría plantearse para examinar la liberación de los 

ácidos grasos omega-3 en la simulación gástrica y digestión intestinal. Finalmente el uso de 

otro método de encapsulación podría determinar si es posible usar el mucílago de linaza por sí 

solo como material pared. 
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