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Resumen 

Los sistemas de liberación de fármacos en los tratamientos contra el cáncer tienen por objetivo 

introducir una alta dosificación de un principio activo, como el 5-fluorouracilo, en un sitio 

específico, con el fin de generar la muerte del tejido tumoral. Entre las medidas desarrolladas para 

lograr estos sistemas se encuentran la microencapsulación del fármaco en hidrogeles poliméricos 

como el alginato y el quitosano; los sistemas resultantes han demostrado tener la capacidad de 

liberar cargas del fármaco en respuesta a un estímulo externo. En este trabajo se estudió la 

encapsulación del fármaco 5-fluorouracilo en microesferas (ME) de doble capa alginato-quitosano 

y su liberación estimulada con ultrasonido, para su posible aplicación en el tratamiento contra el 

cáncer. Primero, se extrajo y caracterizó alginato de sodio a partir de sargazo mediante una 

digestión alcalina. Posteriormente, se elaboraron ME nebulizando una solución binaria de alginato 

y el fármaco sobre una solución de cloruro de calcio. Después, las ME obtenidas se recubrieron 

con una capa de quitosano la cual fue entrecruzada con citrato de sodio utilizando diferentes 

concentraciones del citrato. Las pruebas de liberación se realizaron en una solución búfer fosfato 

salina (PBS) a 37 °C durante tres horas, estimulada por ultrasonido durante 1 min a diferentes 

intervalos. Entre los resultados obtenidos se encuentran la identificación de las algas del sargazo, 

siendo éstas de las especies Sargassum fluitans y Sargassum natans; los análisis proximales de la 

mezcla de algas mostraron un alto contenido de carbohidratos, seguido de cenizas y fibra. El 

rendimiento de la extracción de alginato a partir de sargazo se calculó en 45%. Las bandas de los 

espectros FTIR y los análisis de RMN-1H indican que la muestra extraída es alginato de sodio, con 

una composición de 45.6% de unidades manurónicas y 54.4% de unidades gulurónicas. La reología 

de las soluciones de alginato mostró un comportamiento newtoniano a bajas concentraciones, y 

pseudoplástico cuando la concentración del alginato fue alta. El diámetro promedio de las esferas 

de alginato se estimó en 120 m. Las ME doble capa se obtuvieron exitosamente con una tendencia 

a aglomerarse durante el proceso. Se determinó que los estímulos de ultrasonido indujeron una 

liberación pulsátil del fármaco a partir de las microesferas, generando perfiles de liberación 

escalonadas controlado por el ultrasonido.  
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Abstract 

The aim of the drug delivery systems in cancer treatments is to introduce a high dosage of an active 

drug in a specific area to produce tumor death. Drug microencapsulation is one approach to develop 

these systems using polymeric hydrogels such as alginate or chitosan, which are capable to release 

drug loads in response to an external stimulus. This work proposes the encapsulation of 5-

fluorouracil (5FU) in double-layer alginate-chitosan microspheres (ME) and its release promoted 

by ultrasound stimulus for potential cancer treatments. For that, alginate was extracted from 

sargassum by means of an alkaline digestion using sodium carbonate and was physicochemically 

characterized. Then, alginate ME were produced by nebulizing a binary solution containing 

alginate and 5FU over a calcium chloride solution. An external layer of chitosan was deposited 

over the alginate ME using a chitosan solution and crosslinked with sodium citrate at different 

concentrations. Drug release studies were performed in a phosphate buffer saline medium (PBS) 

at 37°C for three hours, with and ultrasound stimulus of 1 min at different intervals. Among the 

results, sargassum was identified to be a mix of Sargassum fluitans and Sargassum natans, with a 

high content of carbohydrates, followed by ashes and fiber. The extraction yield of alginate from 

sargassum was ~45%. Rheology of the alginate solutions showed a Newtonian or pseudoplastic 

behavior depending on the alginate concentration. The FTIR bands and the 1H-NMR analysis 

indicate that the extracted sample was sodium alginate with a composition of 45.6% mannuronic 

units and 54.4% guluronic units. The average diameter of the ME was estimated to be 120 µm. 

Ultrasound stimuli promoted a pulsatile drug release from the microspheres leading to stepwise 

release profiles. In conclusion, alginate extraction was successfully achieved with a high yield 

compared with other authors. The double layered ME were successfully obtained, although, a 

tendency for agglomeration was observed. The ultrasound stimulus generated a significant release 

of the drug from the microspheres. 
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Introducción 

En los últimos años se han incrementado los esfuerzos para encontrar sistemas de liberación de 

fármacos que permitan obtener perfiles de liberación más controlados, que permitan un uso más 

eficiente de los mismos, disminuir los efectos adversos de las sobredosis, reducir las frecuencias 

de las dosis, etc.; todo esto, con el objetivo de incrementar la efectividad del tratamiento [1–4]. En 

especial, los tratamientos contra el cáncer requieren perfiles de liberación focalizados que permitan 

una alta dosificación del fármaco en el tumor, sin afectar, en lo posible, a los órganos sanos [5,6]. 

Entre las alternativas desarrolladas para lograr estos sistemas de liberación se encuentra la 

microencapsulación; esta técnica se ha utilizado en las industrias alimentaria y farmacéutica, y 

ofrece una fluctuación reducida de la concentración del fármaco, protección contra la volatilización 

del elemento activo durante el almacenamiento, minimización de deterioro por interacción con la 

luz, protección contra condiciones atmosféricas, enmascara propiedades organolépticas 

indeseables (olor, sabor, color), recubre partículas que por su forma irregular son difíciles de 

comprimir y, sobre todo, ha ayudado en el diseño de formulaciones de liberación controlada de 

fármacos con diferentes fines [7,8]. 

Entre los factores que afectan la viabilidad del encapsulamiento de un fármaco se encuentran las 

técnicas y los materiales utilizados; entre estos últimos, se pueden mencionar a los polímeros 

naturales como el alginato y el quitosano. El alginato es un polisacárido natural presente en las 

paredes celulares de las algas marrones, cuya propiedad principal es su habilidad de formar geles 

a partir de una serie de reacciones químicas de intercambio iónico, que dan lugar a la formación de 

enlaces entre las cadenas adyacentes del alginato [9]. El quitosano es otro polisacárido natural con 

la capacidad de formar redes tridimensionales con ayuda de un agente entrecruzante como el 

tripolifosfato de sodio (TPF) o el citrato de sodio (CTT) [10]. 

Por otra parte, los hidrogeles poliméricos han demostrado tener la habilidad de liberar cargas de 

fármaco en respuesta a estímulos externos como cambios en el pH, luz, temperatura, campo 

eléctrico, campo magnético y ultrasonido [11]. De estos últimos, el ultrasonido ha atraído la 

atención debido a sus ventajas de ser no invasivo y no ionizante, además de que los hidrogeles 

sensibles al ultrasonido son de interés para una variedad de aplicaciones terapéuticas debido a su 

seguridad, su habilidad para penetrar tejidos y su precisión espacio-temporal [12]. El estímulo 
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ultrasónico puede enfocarse en un área pequeña para desencadenar la liberación del principio activo, 

mientras que las áreas aledañas del cuerpo humano permanecerían inalterables debido a la baja 

intensidad de la onda empleada. 

Los hidrogeles elaborados a partir de polisacáridos naturales como el alginato y el quitosano han 

demostrado ser capaces de encapsular fármacos eficientemente, y permitir la liberación de éstos 

ante la aplicación de un estímulo ultrasónico, generando perfiles de liberación de fármacos más 

beneficiosos para el tratamiento de ciertas enfermedades [13,14]. Además, el 5-fluorouracilo es un 

fármaco ampliamente usado en los tratamientos de quimioterapia para tratar el cáncer de colon, 

cáncer de mama, cáncer de cabeza y cuello, cáncer del aparato digestivo, etc. Su medio más común 

de administración es por vía intravenosa; sin embargo, aún siguen los estudios para encontrar otros 

medios de administración más accesibles y menos invasivos para el paciente [15,16]. 

En este trabajo de investigación estudió la encapsulación del fármaco 5-fluorouracilo en 

microesferas de doble capa alginato-quitosano, y la liberación del fármaco mediante estímulos con 

ultrasonido, para su posible aplicación en el tratamiento contra el cáncer. 
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CAPÍTULO 1 

1 ANTECEDENTES 

1.1 Sistemas de liberación de fármacos 

El objetivo de un sistema de liberación de fármacos consiste en administrar un principio activo al 

cuerpo humano con el fin de ofrecer un efecto terapéutico en el organismo. De modo general, se 

pueden mencionar los siguientes tipos de sistemas de liberación de fármacos [17–19]: 

• Sistemas de liberación inmediata: También llamados sistemas de liberación convencional 

o sistemas de liberación rápida; se refieren a formulaciones en los que la liberación de la 

sustancia o sustancias activas ocurre inmediatamente después de la primera administración. 

• Sistemas de liberación retardada: También llamada liberación lenta; es una forma 

farmacéutica que busca retrasar la liberación de las sustancias activas. Aquí, el principio 

activo se liberará cierto tiempo después de la administración inicial. 

• Sistemas de liberación extendida: Permiten que la liberación de las sustancias activas se 

prolongue durante un tiempo mayor, con el objetivo de reducir la frecuencia de 

administración de la dosis. 

• Sistemas de liberación sostenida: También llamada sistemas de liberación continuada; 

mantiene una velocidad de liberación constante del principio activo. 

• Sistemas de liberación controlada: A diferencia de la liberación sostenida, este sistema 

busca mantener constante la concentración del fármaco en el organismo, alargando el efecto 

terapéutico y disminuyendo los efectos secundarios. 

• Sistemas de liberación modificada: Son todos aquellos sistemas cuya velocidad y/o sitio de 

liberación del principio activo difiere de la forma de liberación convencional, administrada 

por la misma vía. 

• Sistemas de liberación selectiva: a veces llamado métodos de liberación inteligentes; son 

métodos de liberación que dirigen al fármaco o aumentan su concentración en un órgano o 

sitio específico del cuerpo humano. Estos sistemas han ganado interés con los nuevos 

desarrollos en la nanotecnología. 
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Se han realizado estudios de los dos últimos sistemas en donde se exploran materiales poliméricos 

que han demostrado tener la habilidad de liberar cargas de fármacos en respuesta a estímulos 

externos como cambios en el pH, luz, temperatura, campo eléctrico, campo magnético, y 

ultrasonido [11,12,20–22]. En todos los casos, el objetivo siempre es mejorar el efecto terapéutico 

y eliminar los riesgos de sobredosis y efectos adversos. En los últimos años, la investigación en 

este campo se ha vuelto popular por sus potenciales aplicaciones en el tratamiento de enfermedades 

tales como el cáncer y la diabetes [23–25]. 

1.2 Técnicas de encapsulación de fármacos 

Las técnicas de encapsulación de fármacos involucran la tecnología y los procedimientos 

necesarios para recubrir o encapsular el principio activo y formar las respectivas microcápsulas. 

Existen diversas técnicas para la microencapsulación de fármacos y, en general, se pueden 

clasificar en tres grupos: 

➢ Procesos físicos o físico-mecánicos [26–28]: 

o Secado por aspersión: Consiste en dispersar el principio activo en la solución del 

material de recubrimiento y posteriormente nebulizar la mezcla homogénea en una 

cámara de secado. Mediante el uso de aire caliente el disolvente se evapora 

produciéndose así las microesferas. 

o Extrusión: El procedimiento inicia con la mezcla del principio activo y el material 

de recubrimiento, junto con estabilizadores y aglutinantes para formar una pasta 

húmeda. Posteriormente, la mezcla homogénea se pasa por un extrusor, los 

filamentos se cortan en longitudes pequeñas e iguales para luego ser redondeadas 

en forma de pellets. El proceso termina con el secado de las esferas húmedas. 

o Emulsificación: Este procedimiento consiste en la dispersión de un líquido en otro 

en el cual es inmiscible. Estas emulsiones son generalmente de tipo aceite/agua o 

agua/aceite; en la fase dispersa se encuentra el principio activo con el material de 

recubrimiento. Después, las partículas que recibirán el recubrimiento se suspenden 

en un lecho fluidizado (con corriente de aire hacia arriba), y el material de 

recubrimiento se nebuliza sobre las partículas. Cuando el material se deposita sobre 

las partículas, se solidifica por la acción del aire sobre el propio lecho. Se pueden 



5 
 

realizar ciclos aleatorios para que las partículas reciban sucesivas capas delgadas, 

y/o aplicar diferentes materiales de recubrimiento. 

➢ Procesos físico-químicos [26,27]: 

o Coacervación simple: La coacervación es un método que se basa en la separación 

de fases. De modo general, este método inicia con la preparación de un coloide, en 

cuya fase dispersa se encuentra el principio activo a encapsular mientras que en la 

fase continua se encuentra el polímero encapsulante y un disolvente. Luego, se 

induce una separación de fases mediante la adición de una sal, adición de un no-

solvente, un cambio de pH o un cambio de temperatura, provocando que el polímero 

se deposite sobre las partículas de la sustancia a recubrir [8]. Las dos fases formadas 

se denominan “coarcevado” (pequeñas gotas del polímero con el principio activo 

encapsulado) y la “solución de equilibrio” (disolvente sin polímero). Posteriormente, 

el coacervado se somete a un enfriamiento para endurecer la cubierta de las 

microesferas y, finalmente son aisladas por centrifugación o filtración. 

o Coarcevación compleja: A diferencia de la coacervación simple, la coacervación 

compleja emplea dos o más coloides macromoleculares de carga opuesta para la 

formación de las microesferas. El procedimiento es igual al de coacervación simple: 

primero se prepara una emulsión que contenga el material a encapsular (fase 

dispersa) y los dos polímeros encapsulantes (fase continua). Mediante un cambio de 

pH, o la adición de una sal, se inducen las interacciones electroestáticas entre los 

dos polímeros activos, propiciando la separación de fases. La fase “coacervada” 

serán las microesferas con el principio activo encapsulado, y la fase de “equilibrio” 

constará del disolvente sin los polímeros. Finalmente, se da lugar al endurecimiento 

de la pared de las microesferas mediante un entrecruzamiento o bajando la 

temperatura del sistema. Ejemplos de sistemas para coacervación compleja pueden 

ser gelatina-goma de acacia; quitosano-alginato o quitosano-carragenina, etc. 

[29,30]. 

o Atrapamiento en liposomas: los liposomas son partículas microscópicas hechas 

principalmente de lípidos y agua. Tienen una estructura única que consta de una 

bicapa de fosfolípidos que las hacen vehículos adecuados para el encapsulamiento 

de fármacos [8,26]. De modo general, las microesferas se elaboran preparando una 
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suspensión de fosfolípidos en un disolvente orgánico, para luego paulatinamente 

sustituir el disolvente por una solución acuosa, en donde se encuentre el principio 

activo. Este cambio de disolventes obliga a los fosfolípidos a agruparse atrapando 

en su interior gran parte del medio acuoso en el que se encuentran. 

➢ Procesos químicos [26–28]: 

o Polimerización interfacial: Consiste en producir la polimerización de un monómero 

en la interfase de dos sustancias inmiscibles, formando una membrana que dará 

lugar a la pared de las microesferas [26]. El proceso consiste en disolver un 

monómero y el principio activo a encapsular en una solución acuosa y 

posteriormente iniciar la polimerización añadiendo un iniciador y, si es necesario, 

un catalizador. Durante la polimerización, una membrana se forma en la superficie 

de las gotas de agua, encapsulando al principio activo. Finalmente, las microesferas 

se pueden separar por centrifugación. 

Adicionalmente, existen otras técnicas como la polimerización heterogénea, secado por 

liofilización y la inclusión molecular. La selección de la técnica para encapsular el fármaco 

depende de varios factores, entre los que se encuentran: el principio activo a encapsular, el tamaño 

de las microesferas que se desea obtener, costos y, por supuesto, los materiales utilizados para la 

microencapsulación, entre los que se pueden mencionar a los polímeros naturales, como son el 

alginato y el quitosano [26–28,31]. 

1.3 Alginato 

El alginato o algina es un término comúnmente utilizado para referirse a las sales del ácido algínico, 

el cual es un polisacárido natural presente en las algas marrones que cumplen la función de darle 

elasticidad y resistencia a las paredes celulares del alga [32]. Los alginatos se encuentran en forma 

de sales de magnesio, sodio, estroncio, bario y, principalmente como una sal de calcio, las cuales 

son insolubles en agua [33]. 

Los alginatos son copolímeros lineales compuestos de dos tipos de monómeros: el ácido β-D-

manurónico (M) y el ácido-α-L-gulurónico (G). Estos dos monómeros se encuentran estructurados 

en bloques de homopolímeros (bloques de M y bloques de G) separados por bloques de 
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heteropolímeros (bloques de MG) (figura 1.1). La proporción de los monómeros M y G, así como 

la proporción de los bloques M, G, y MG, varían según la especie del alga [33,34]. 

 

Figura 1.1. Estructura química del alginato. 

La propiedad más notable de los alginatos es su capacidad para formar geles mediante una serie de 

reacciones químicas de intercambio iónico que dan lugar a la formación de enlaces entre las 

cadenas adyacentes del polímero de alginato [9]. Esta propiedad es aprovechada en la industria 

alimentaria para su uso como espesante, gelificante y estabilizante en la elaboración de salsas, 

mayonesas, productos lácteos, etc.; en la industria textil como espesante en pastas para teñir 

textiles; en biotecnología como inmovilizador de agentes catalíticos; en odontología como base 

para moldes dentales y; en la industria farmacéutica en la encapsulación de fármacos [9,35–37]. 
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1.3.1 Extracción de alginatos a partir de algas pardas 

Las algas pardas son un recurso natural muy valioso que pueden ser aprovechadas, en su forma 

natural o mediante un procesamiento, para la obtención de compuestos químicos como el alginato. 

Este último es un polisacárido con la propiedad de formar soluciones viscosas, o geles, 

ampliamente utilizado en las industrias alimentaria, farmacéutica y textil. Las propiedades y el 

rendimiento de la extracción de alginato dependen del tipo de alga fuente, siendo las principales 

especies Ascophyllum, Durvillaea, Laminaria, Lessonia, Macrocystis, Sargassum y Turbinaria 

[38]. 

En los últimos años se ha observado una arribazón atípica de las algas pardas conocidas como 

sargazo (Sargassum natans y Sargassum fluitans) a las costas del Caribe mexicano, lo que se ha 

convertido en un problema ambiental y económico desde 2011, año en el que empezaron a llegar 

en grandes volúmenes, y cuya cantidad ha ido creciendo año con año [39]. Al igual que las otras 

especies de algas, el sargazo tiene el potencial para la producción de alginatos; sin embargo, su 

empleo en la producción de hidrogeles poliméricos debe ser evaluado. 

La metodología para la obtención de alginatos a partir de algas data de 1881, cuando el químico 

británico E. C. Stanford descubrió que una sustancia viscosa, a la que denominó algina, se formaba 

al realizarle una digestión con carbonato de calcio a las algas pardas; sin embargo, no fue hasta 

1987 cuando McHugh definió dos caminos para la obtención de alginatos: el denominado “proceso 

del ácido algínico” y el “proceso del cloruro de calcio” [32]. Los procesos de obtención de alginatos 

son relativamente sencillos y constan de tres etapas principales: pretratamiento, extracción alcalina 

y precipitación. Las primeras dos etapas son iguales para ambos procesos. 

En la primera etapa, las algas recolectadas son pretratadas con formaldehído con el fin de remover 

compuestos fenólicos; posteriormente son maceradas con ácido clorhídrico con el objetivo de 

convertir las sales de alginato insolubles (como alginato de calcio) en ácido algínico, mediante la 

siguiente reacción: 

𝐶𝑎(𝐴𝑙𝑔)2 + 2𝐻+ → 2𝐻𝐴𝑙𝑔 +  𝐶𝑎2+ (1.1) 
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El pretratamiento con formaldehído se puede omitir; sin embargo, se ha demostrado que la omisión 

de este paso da lugar a alginatos de color oscuro y de menor pureza. 

Por otra parte, el paso con ácido clorhídrico es indispensable; la conversión a ácido algínico facilita 

la posterior extracción alcalina y aumenta la eficiencia del proceso [38]. 

La segunda etapa consiste en la extracción del alginato en su forma de sal de sodio. Esto se realiza 

mediante un tratamiento alcalino utilizando una solución de carbonato de sodio o hidróxido de 

sodio. Como el pretratamiento con ácido clorhídrico no necesariamente logra convertir todas las 

sales de alginato en ácido algínico, en la extracción alcalina compiten dos tipos de reacciones, las 

reacciones de neutralización y las reacciones de intercambio iónico: 

𝐻𝐴𝑙𝑔 + 𝑁𝑎+ → 𝑁𝑎𝐴𝑙𝑔 +  𝐻+ (1.2) 

𝐶𝑎(𝐴𝑙𝑔)2 + 2𝑁𝑎+ → 2𝑁𝑎𝐴𝑙𝑔 + 𝐶𝑎2+ (1.3) 

El resultado de la extracción es una solución viscosa, en donde está disuelto el alginato de sodio; 

dicha solución debe ser separada de la celulosa y materiales no disueltos de las algas. Las 

condiciones de extracción como la temperatura y el tiempo de reacción pueden variar, siendo 

factores para poder controlar la viscosidad de la solución formada [40]. 

Para la última etapa, la precipitación, se tiene como objetivo el recuperar el alginato de sodio en 

forma sólida para lo cual se distinguen dos métodos: el método del ácido algínico y el método del 

cloruro de calcio. 

En el primer método, el ácido algínico se precipita directamente agregando una solución de ácido 

clorhídrico o ácido sulfúrico a la solución viscosa obtenida del tratamiento alcalino. Esto da lugar 

a un precipitado gelatinoso que se puede remover por flotación y debe ser deshidratado. La 

deshidratación es la parte más complicada, y se puede realizar mediante compresión, centrifugación 

o mezclándolo con alcohol. Por último, el alginato se seca y pulveriza. 

En el segundo método, la solución viscosa de alginato se añade a una solución de cloruro de calcio, 

lo que da lugar a la precipitación del alginato de calcio en forma de fibras, que son fáciles de separar. 
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Después, estas fibras son tratadas con ácido clorhídrico ocasionando un intercambio de iones Ca2+ 

por iones H+, dando lugar a la formación de ácido algínico, el cual también es fibroso e insoluble.  

Finalmente, después de una deshidratación por compresión, el ácido algínico es convertido a 

alginato de sodio mediante una neutralización con carbonato de sodio o hidróxido de sodio, 

obteniendo una pasta viscosa que es secada, lavada y pulverizada. 

En los trabajos de Fertah y cols. [41] se han reportado las condiciones óptimas para la obtención 

de alginatos, basándose en el proceso de ácido algínico reportado por McHugh [42]. 

1.3.2 Entrecruzamiento de alginato 

Las reacciones de entrecruzamiento en el alginato ocurren entre cationes multivalentes 

(comúnmente calcio) y las cadenas del polímero, dando lugar a la formación de un hidrogel con la 

capacidad de absorber grandes cantidades de agua. Específicamente, los cationes interactúan con 

los bloques G de las cadenas poliméricas, formando puentes comúnmente denominados “caja de 

huevo” (figura 1.2). Como los bloques G son los únicos que participan en el entrecruzamiento, la 

rigidez del gel es determinada por la proporción del monómero G del alginato. Otros factores que 

afectan el grado de entrecruzamiento son el tipo de catión multivalente, su concentración y la 

concentración del polímero [12]. 
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Figura 1.2. Entrecruzamiento iónico del alginato, modelo de “caja de huevo” [43]. 

Los cationes multivalentes empleados para el proceso de gelificación son comúnmente iones de 

calcio debido a su naturaleza no tóxica, bajo costo y fácil disponibilidad. Dependiendo de la fuente 

de difusión de los iones calcio se pueden distinguir dos mecanismos diferentes de gelificación: 

gelificación externa y gelificación interna. 

En la gelificación externa, los iones calcio provienen de una solución externa. Aquí, una solución 

de alginato de sodio es agregada a una solución que contiene los iones calcio. Normalmente, se 

utiliza cloruro de calcio como fuente para los iones, aunque también se puede utilizar acetato 

monohidratado o lactato de calcio [44]. La formación del gel se va dando a medida que los iones 

calcio se van difundiendo desde la solución externa a la solución de alginato (figura 1.3). 
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Figura 1.3. Mecanismo de gelificación externa [44]. 

En cambio, en la gelificación interna, la fuente de los iones calcio se encuentra inmersa en la 

solución de alginato en forma de una sal que es insoluble a pH neutro, pero soluble a pH ácido. Las 

sales más utilizadas son el carbonato de calcio y el fosfato tricálcico [44]. La liberación de los iones 

calcio ocurre cambiando el pH del medio mediante la adición de un ácido orgánico como el ácido 

acético o el ácido adípico, dando origen a la formación del gel (figura 1.4). La gelificación interna 

también se puede realizar con sales parcialmente solubles mediante el empleo de secuestrantes, 

como el sulfato de calcio. El secuestrante, o agente retardante, forma complejos con los iones calcio 

impidiendo una formación previa del gel. Al añadir el ácido orgánico y cambiando el pH del medio, 

los iones de calcio no se liberarán hasta que todo el secuestrante haya reaccionado, permitiendo la 

formación de un gel más homogéneo [38]. 
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Figura 1.4. Mecanismo de gelificación interna [44]. 

Los mecanismos de gelificación se han utilizado con distintas técnicas para la encapsulación de 

diferentes substancias como por ejemplo: tretinoína (vitamina A ácida y ácido salicílico) [45], 

dextranos [46], naproxeno [47], antibióticos (enrofloxacina) [23], probióticos [48], entre otros. 

1.4 Quitosano 

El quitosano es un biopolímero presente de manera natural en las paredes celulares de algunas algas 

verdes y hongos; sin embargo, su principal fuente de obtención es a través de la reacción de la 

desacetilación de la quitina, otro polímero muy abundante, presente en los caparazones de ciertos 

crustáceos. Es un copolímero lineal, compuesto por las unidades acetiladas 2-acetamida-2-deoxi-

D-glucosa (D), también llamadas N-acetilglucosamina, y las unidades desacetiladas 2-amino-2-

deoxi-D-glucosa (A), también llamadas glucosamina, distribuidas de manera aleatoria (figura 1.5). 
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Figura 1.5. Molécula de quitosano (ACD/Chemsketch 2017.2.1). 

El proceso de obtención del quitosano a partir de la quitina ocurre a través de una reacción extensiva 

de desacetilación, donde la quitina es sometida a un medio alcalino muy concentrado y a 

temperaturas cercanas a 100 °C. La quitina es un polímero compuesto en su mayoría por unidades 

de N-acetilglucosamina, aunque también posee algunas unidades de glucosamina, por lo que la 

diferencia entre una molécula de quitina y una molécula de quitosano radica en el grado de 

desacetilación de la molécula; varios autores coinciden en que el quitosano debe poseer un grado 

de desacetilación mayor al 50% [49]. 

Dependiendo de las condiciones específicas de la reacción de desacetilación, la proporción de 

unidades acetiladas y desacetiladas en la molécula varía. Así, las propiedades del quitosano 

dependen, entre otras cosas, del grado de desacetilación de la molécula, peso molecular, pH del 

medio, etc. 

Entre las propiedades del quitosano podemos mencionar su solubilidad (que lo diferencia de la 

quitina), biodegradabilidad, biocompatibilidad, no es tóxico, posee propiedades bacteriostáticas y 

antifúngicas, capacidad de absorción, formación de geles, etc. Todas estas características se han 

aprovechado en áreas como la industria alimentaria (como estabilizante, conservante, prebióticos, 

etc.), la industria farmacéutica (como bacteriostático, anticoagulante, sistemas de liberación de 

fármacos, películas para piel artificial, etc.), la agricultura (antifúngico, sistemas de liberación de 

fertilizantes, etc.), cosméticos (gelificante, humectante, tonificante), y en el tratamiento de aguas 

residuales (floculante, reductor de olores, etc.) [50–53]. 

1.4.1 Entrecruzamiento del quitosano 

La naturaleza catiónica del quitosano le permite establecer interacciones de tipo iónico con agentes 

entrecruzantes de naturaleza aniónica, formando puentes entre las cadenas adyacentes, dando lugar 

a la formación de geles con distintas aplicaciones. Reactivos como el glutaraldehído, el glioxal y 
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el etilenglicol diglicil éter se han utilizado como agentes entrecruzantes para el quitosano; sin 

embargo, éstos han sido desplazados por su toxicidad [10,54,55]. En su lugar, sustancias no tóxicas 

y cargadas negativamente como el tripolifosfato de sodio, sulfato de sodio y citrato de sodio pueden 

interactuar con las moléculas de quitosano para dar lugar a entrecruzamientos de naturaleza iónica 

[55]. Ejemplos del entrecruzamiento con tripolifosfato de sodio y citrato de sodio se pueden 

observar en la figura 1.6. 

Mediante el control de las condiciones de entrecruzamiento (concentración del agente 

entrecruzante, tipo de entrecruzante, pH del medio, etc.) se pueden obtener distintas densidades de 

entrecruzamiento, cristalinidad e hidrofilicidad del material y así, extender el rango de aplicaciones 

de estos hidrogeles. 

  

Figura 1.6. Entrecruzamiento iónico del quitosano con (a) tripolifosfato de sodio y (b) citrato de sodio 

(ACD/Chemsketch 2017.2.1). 

1.5 Sistemas alginato-quitosano: revisión de la literatura 

El alginato y el quitosano son macromoléculas que, al estar en contacto entre sí en un medio acuoso, 

pueden interaccionar para formar complejos electrolíticos debido a que poseen cargas opuestas. 
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Por esta característica es que ambos polímeros son usados para la elaboración de sistemas de 

encapsulación [56]. 

En la literatura se pueden encontrar los trabajos de Ivanovska y cols. quienes mediante la técnica 

de secado por aspersión elaboraron microesferas de alginato-quitosano para encapsular probióticos. 

Los resultados mostraron que este sistema tiene potencial para la preservación y posterior 

liberación focalizada de los probióticos [57]. Otro estudio que utilizó la misma técnica es el de 

Simonoska y cols., quienes encapsularon budesónida en micropartículas de alginato-quitosano, 

para luego recubrirlas con el polímero Eudragit® S100. El sistema mostró una liberación sensible 

al cambio de pH y las micropartículas se mantuvieron estables hasta por 12 meses [58]. 

En otros casos, además de aprovechar la formación de complejos de polielectrolitos entre estos dos 

biopolímeros, también se aprovecha su capacidad de formar geles empleando un entrecruzante. 

Dependiendo de las técnicas empleadas, las microesferas formadas pueden estar compuestas de un 

núcleo de quitosano y una capa externa de alginato, o viceversa. Entre los estudios que han utilizado 

al quitosano como núcleo se encuentra el trabajo de Li y cols., quienes encapsularon albúmina de 

suero bovino en una esfera de quitosano utilizando tripolifosfato como entrecruzante; 

posteriormente, le añadieron una segunda capa de alginato. Los autores indican que la capa de 

alginato promueve la prolongación del tiempo de liberación y protege eficazmente a la proteína 

contra la degradación [59]. Otro estudio es el de Mi y cols., quienes prepararon microesferas de 

quitosano-alginato mediante el goteo de una solución de quitosano sobre una solución de alginato, 

reforzando el endurecimiento de la capa externa con genipina, un extracto del fruto de la gardenia, 

que utilizaron como un entrecruzante natural. Utilizando indometacina como fármaco modelo a 

encapsular, sus resultados indican que las microesferas muestran una buena compatibilidad celular 

[60]. 

Existen trabajos en los que se producen microesferas con un núcleo de alginato y una capa externa 

de quitosano, como el reportado por Zhang y cols., quienes encapsularon insulina mediante la 

técnica de emulsificación. El sistema mostró una liberación sensible al cambio de pH [61]. 

Sarmento y cols. también encapsularon insulina, primero preparando nanoesferas de alginato 

entrecruzadas con cloruro de calcio y, posteriormente, añadiendo una segunda capa de quitosano. 

Sus estudios concluyeron que la encapsulación de insulina en este sistema mejoró la absorción y la 

bioactividad de la hormona [62]. Li y cols., elaboraron nanopartículas de alginato-quitosano con 
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un método similar: un núcleo de alginato-CaCl2 y una segunda capa de quitosano, usando 

nifepidina como fármaco modelo. El sistema logró demostrar una liberación controlada sensible a 

cambios de pH [63]. 

Como se puede notar, los sistemas de alginato-quitosano se han utilizado para encapsular diversos 

compuestos (proteínas, probióticos, fármacos, etc.). En el caso del 5 fluorouracilo (5FU), se puede 

citar el trabajo de Nagarwal y cols., quienes encapsularon al 5FU en una nanoesfera de alginato-

quitosano, para posteriormente agregar una segunda capa de quitosano. Sus estudios demostraron 

una eficiencia de encapsulación entre 6-26%, y una liberación sostenida, concluyendo que el 

sistema tiene potencial para el desarrollo de gotas para los ojos, para el tratamiento del carcinoma 

escamoso de la conjuntiva [64]. 

Aunado a los resultados positivos encontrados en la literatura para el sistema alginato-quitosano, 

se puede mencionar que los sistemas de liberación basados en hidrogeles de alginato y quitosano, 

formados a partir de entrecruzamientos iónicos, pueden ser activados mediante ultrasonido [13]. 

Tomando en cuenta esto último, este trabajo se elaboró un sistema bicapa de alginato-quitosano 

para la encapsulación del fármaco 5-fluorouracilo, aprovechando en conjunto dos capacidades del 

material observadas en los estudios mencionados: la capacidad de formar complejos 

polielectrolíticos al interactuar entre sí y, la capacidad de cada uno de formar geles en presencia de 

un entrecruzante como CaCl2, TPF y CTT, para finalmente probar su liberación desencadenada por 

un estímulo de ultrasonido. 

1.6 5-Fluorouracilo 

El 5-fluorouracilo (5FU) es un fármaco de quimioterapia anticanceroso que pertenece al grupo de 

las fluoropirimidinas. Es un tipo de antimetabolito que se administra para el tratamiento de cánceres 

de mama, colon, recto, estómago y páncreas. Como molécula, es un análogo del uracilo en donde 

un átomo de flúor sustituye a un átomo de hidrógeno en la posición de carbono 5 (Figura 1.7). Su 

mecanismo de acción consiste en incorporarse en el ADN y ARN de las células cancerosas, 

inhibiendo procesos biosintéticos esenciales de las células y ocasionando que pierdan la capacidad 

de dividirse [65].  

Los esquemas de administración del 5FU cambian dependiendo del cáncer a tratar, para lograr las 

dosis y modos de administración óptimas. La forma más común de administrar el 5FU es mediante 
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la vía intravenosa, las cuales varían en bolo intravenoso, infusión IV continua o infusión IV 

intermitente, utilizadas en el cáncer colorrectal, gastrointestinal y cáncer de seno [65–67]. A pesar 

de ser un fármaco de amplia aplicación para el tratamiento de distintos cánceres, el 5FU posee 

desventajas como su baja selectividad, una mala distribución en zonas tumorales y una corta vida 

media que requiere dosis más frecuentes y elevadas para mantener una concentración plasmática 

adecuada, resultando en efectos adversos para el paciente [68,69]. Por tal motivo, se busca 

desarrollar nuevas formas y vías de administración que permitan una liberación controlada del 

fármaco, disminuyendo las desventajas mencionadas. Entre las alternativas que se han estudiado 

se pueden mencionar el uso de nano y micropartículas [69,70], liposomas [71], arcillas [72], etc. 

[69]. 

 

Figura 1.7. Molécula de 5-fluorouracilo. 

1.7 Ultrasonido 

El ultrasonido está compuesto de ondas sonoras con frecuencias que se encuentran por encima del 

umbral del oído humano. En el campo de la medicina, el ultrasonido se puede dividir en dos 

categorías: ultrasonido de diagnóstico y ultrasonido terapéutico [73]. El ultrasonido de diagnóstico 

utiliza las ondas sonoras como una técnica no invasiva para producir imágenes de los órganos 

internos del cuerpo u otras estructuras. Por otro lado, el ultrasonido terapéutico no produce 

imágenes, aunque tiene como objetivo interactuar con los tejidos del cuerpo humano para causar 

efectos biológicos benéficos. Entre los efectos que puede tener el ultrasonido terapéutico están el 

de calentar el tejido, mover o empujar el tejido, disolver coágulos o administrar fármacos a sitios 

específicos del cuerpo. Ambos tipos de ultrasonido trabajan con frecuencias arriba de los 20 kHz, 

pero en general, el ultrasonido terapéutico trabaja con frecuencias un poco más elevadas, 

dependiendo de la finalidad del tratamiento [74]. El uso más conocido del ultrasonido de 

diagnóstico es durante el embarazo, monitoreando el crecimiento y desarrollo del feto mediante las 
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ecografías obstétricas, aunque también se utilizan para obtener imágenes del corazón, el cerebro, 

los vasos sanguíneos, etc. Por su parte, el ultrasonido terapéutico se ha utilizado para tratar la artritis 

reumatoide, dolor musculoesquelético, cicatrización de heridas, etc. [75]. 

1.7.1 El uso del ultrasonido en la liberación de fármacos 

En el caso de la administración de fármacos, el uso del ultrasonido puede darse de distintas maneras. 

Por un lado, mediante el fenómeno denominado “sonoporación” (el cual consiste en provocar de 

manera selectiva pequeñas perforaciones en las membranas celulares) se estimula la captación del 

fármaco por el tejido a tratar [76,77]. Por otra parte, el ultrasonido terapéutico también se puede 

utilizar para desencadenar la liberación de un principio activo; primero, encapsulando el fármaco 

deseado y, posteriormente, ocasionando la ruptura de las microcápsulas, utilizando el ultrasonido, 

en el sitio de interés. El uso combinado de ambos mecanismos también es posible [73,76]. 

Los efectos del ultrasonido, junto con sus ventajas de ser no invasivo y no ionizante, han sido 

especialmente aprovechados en los tratamientos contra el cáncer, en donde se desea la muerte 

celular del tumor sin dañar al tejido sano [78,79]. En la terapia conocida como Ultrasonido 

Focalizado de Alta Intensidad (HIFU por sus siglas en inglés), se utilizan estas ondas en 

combinación con fármacos como sustitutos de cirugías para eliminar el tejido tumoral. Otro efecto 

de la terapia ultrasónica es la hipertermia, en la que se produce un aumento de temperatura en el 

tejido en tratamiento; también es aprovechado en terapias anticancerígenas por su efecto de 

disminuir el crecimiento del tumor [73,74]. 

Todas las ventajas que ofrece la terapia ultrasónica también se han aplicado en el tratamiento para 

la diabetes, enfermedades cardiovasculares, osteoporosis, trombosis, glaucoma, etc., trabajando en 

un intervalo desde 20 kHz hasta 10 MHz [73,76]. 

1.7.2 Ultrasonido terapéutico 

El ultrasonido terapéutico se puede dividir en dos categorías: ultrasonido de baja intensidad, que 

se encuentra en el intervalo de 20 a 200 kHz, y de alta intensidad que se refiere a intervalos mayores 

a 200 kHz [80]. En la última década, el ultrasonido se ha combinado con la nanotecnología con el 

fin de mejorar la eficiencia de liberación de fármacos, e incluso existe un término para ello: la 

ultrasonoforesis, que se refiere al tratamiento por medio de energía ultrasónica para la introducción 

de sustancias en el cuerpo. La mayoría de los usos del ultrasonido terapéutico aún se encuentran 
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en etapas de investigación; por ejemplo, el ultrasonido de baja intensidad se ha estudiado para la 

curación de fracturas [81], en procedimientos quirúrgicos generales y remoción de tejidos [74], etc. 

mientras que el ultrasonido de alta intensidad se ha estudiado para el tratamiento de diversos tipos 

de cáncer [77]. 

El uso creciente del ultrasonido en la medicina y la aparición de nuevas tecnologías en los micro y 

nanomateriales hace necesario aumentar la demanda de trabajos de investigación sobre las 

interacciones del ultrasonido con diversos sistemas poliméricos.  
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HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 

Hipótesis 

El grado de entrecruzamiento de la capa de quitosano, en el sistema de liberación de fármacos 

bicapa alginato-quitosano, y los estímulos de ultrasonido influirán sobre la cinética de liberación 

del 5-fluorouracilo, siendo menor la liberación a mayor grado de entrecruzamiento, y mayor 

cuando se somete a un estímulo de ultrasonido. 

Objetivo general 

• Estudiar la influencia del grado de entrecruzamiento de la capa de quitosano, en un sistema 

de liberación de fármacos bicapa alginato-quitosano, sobre la cinética de liberación de 5-

fluorouracilo activada por ultrasonido. 

Objetivos específicos 

• Obtención y caracterización de alginatos a partir de algas. 

• Estudiar la influencia del contenido del 5FU sobre el tamaño de las ME obtenidas, así como 

su eficiencia de carga. 

• Estudiar la influencia de la concentración del entrecruzante (CTT) sobre el tamaño de las 

ME bicapa alginato-quitosano, así como la cinética de liberación de 5FU. 

• Estudiar el efecto del ultrasonido sobre la cinética de liberación del 5FU desde las 

microesferas bicapa alginato-quitosano. 
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CAPÍTULO 2 

2 MATERIALES Y MÉTODOS 

2.1 Materiales 

Los reactivos utilizados fueron adquiridos de Macron Fine Chemicals (ácido clorhídrico), J.T. 

Baker (formaldehído, citrato de sodio), PQM Fermont (ácido acético) y Sigma Aldrich (carbonato 

de sodio, cloruro de calcio, quitosano, y 5-fluouroacilo). 

2.2 Metodología 

La metodología del proyecto se puede dividir en tres etapas principales, mostradas en la figura 2.1. 

 

Figura 2.1. Etapas del trabajo de investigación. 

2.3 Obtención de alginato 

2.3.1 Recolección de algas 

Las algas cafés se recolectaron en la costa de Puerto Morelos, Quintana Roo, México en mayo de 

2019. Posterior a su recolección, las algas se lavaron con abundante agua para eliminar restos de 

arena, microorganismos, etc., y se secaron al sol durante tres días. El material seco se trituró y 

tamizó utilizando tamices de malla No. 40, 50 y 60. Posteriormente, el cernido se caracterizó 

mediante un análisis proximal (humedad, grasa, fibra, cenizas, carbohidratos y proteína) en 

1. Alginato

• Recolección y caracterización de algas

• Obtención y caracterización del alginato

2. Microesferas

• Obtención de las ME de alginato y 
determinación de su morfología.

• sin 5FU

• con 5FU

• Obtención de las ME de alginato-quitosano y 
determinación de su morfología.

• sin 5FU

• con 5FU

3. Liberación de 5FU
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colaboración con la Facultad de Ingeniería Química de la UADY. El cernido se utilizó para la 

posterior extracción de alginato, detallado a continuación. 

2.3.2 Extracción de alginato 

La obtención del alginato se llevó a cabo siguiendo el procedimiento de Fertah y cols. [41] con 

algunas modificaciones. Las algas previamente lavadas, secadas, trituradas y tamizadas (detallado 

en la sección 2.3.1) se sometieron a un blanqueo preliminar con una solución de NaClO al 0.5% 

(v/v) durante 1 h, y posterior lavado hasta pH neutro. Luego, las algas se sometieron a un 

pretratamiento con una solución de formaldehído al 2% durante 24 h y, después, las algas se 

filtraron y lavaron con abundante agua destilada. Seguidamente, las algas se añadieron a una 

solución de HCl 0.2 M y permanecieron en tratamiento durante 24 h para luego ser filtradas y 

lavadas con abundante agua desionizada. Posteriormente, se realizó una extracción alcalina con 

una solución de carbonato de sodio al 3%, durante 3 h a 60 °C. Después de la extracción, las 

muestras se centrifugaron durante 30 min a 4200 rpm, se recuperaron los sobrenadantes y se realizó 

una precipitación utilizando el mismo volumen de etanol. El precipitado se lavó con etanol y se 

secó a 60 °C en un horno de vacío, obteniéndose un sólido blanco, el cual se molió en un mortero 

hasta obtener un polvo fino. En todo el proceso se utilizó una relación algas:solución de 1:25 

(g/mL) y agitación constante. Un diagrama del proceso de extracción se puede ver en la figura 2.2. 

 

Figura 2.2. Metodología para la extracción de alginato. 
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2.4 Elaboración de microesferas 

2.4.1 Preparación de microesferas de alginato con y sin 5FU. 

Las microesferas se prepararon empleando el mecanismo de gelificación iónica externa [28,44]. Se 

utilizaron 15 mL de una solución de alginato al 2% p/v y se nebulizaron sobre 90 mL de una 

solución de cloruro de calcio al 3% p/v, con ayuda de un flujo constante de nitrógeno con 200 kPa 

de presión. Las microesferas se mantuvieron en la solución de CaCl2 durante una hora, con 

agitación constante. Después, las microesferas se centrifugaron a 2800 rpm durante 10 minutos, se 

recuperaron y lavaron con agua desionizada para finalmente ser liofilizadas durante cinco días. Las 

microesferas obtenidas se observaron mediante SEM y microscopia óptica. Para las microesferas 

de alginato cargadas con 5FU, se prepararon 15 mL de una solución de alginato al 2% p/v y se 

añadieron 300 mg del fármaco 5FU (relación 1:1, alginato:5FU). La solución se mezcló hasta 

formar una solución homogénea y se nebulizó siguiendo las mismas indicaciones de las 

microesferas sin fármaco. Para la determinación de la cantidad de 5FU encapsulado, se recuperaron 

los sobrenadantes y se siguió el procedimiento detallado en la sección 2.5. La representación 

esquemática de la elaboración de microesferas se encuentra en la figura 2.3. 
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Figura 2.3. Procedimiento para la elaboración de microesferas de alginato. 

 

2.4.2 Elaboración de microesferas alginato-quitosano con y sin 5FU. 

Las microesferas de alginato, con y sin 5FU, obtenidas en la sección anterior, se añadieron a una 

solución de quitosano al 0.5% p/v en ácido acético al 1% v/v. Después de mantenerse en agitación 

durante una hora, las microesferas se centrifugaron, se recuperaron, lavaron y añadieron a una 

solución en agitación de citrato de sodio (1% y 3% p/v). Después de una hora, las microesferas se 

centrifugaron, recuperaron, lavaron y liofilizaron durante cinco días. Una representación del 

procedimiento se puede ver en la figura 2.4. 
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Figura 2.4. Procedimiento para la elaboración de microesferas alginato-quitosano. 

 

2.5 Estudio de la liberación del 5FU 

2.5.1 Determinación de 5FU encapsulado. 

Para la determinación de la cantidad de 5FU encapsulado, previamente se realizó una curva de 

calibración para el fármaco. Para esto, se preparó una solución madre con 2 mg de 5FU diluidos 

en 40 mL de búfer fosfato salino (PBS) (pH = 7.4). A partir de la solución madre (50 µg/mL) se 

preparó una solución con una concentración de 20 µg/mL y se registró el espectro de absorción de 

200 a 500 nm en un espectrofotómetro UV-Vis marca A&E Lab modelo AE-UV1608, para obtener 

la longitud de onda máxima de absorción del 5FU en el búfer fosfato salino (figura 2.5). Se 

observaron dos picos de absorción a λ = 208 y λ = 264 nm. Para las determinaciones de 5FU, en 

este trabajo se utilizó el pico de absorción a λ = 264 nm, como se ha reportado previamente por 

Cojocaru [82], Nagarwal [64] y Wang [83]. 
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Figura 2.5. Espectro UV-vis de una solución 5FU/PBS. 

De la solución madre se prepararon diluciones que contenían 0.5, 1, 4, 8, 12, 16, 20, 24 y 25.5 

µg/mL de 5FU/PBS y se determinaron sus respectivas absorbancias. Una solución de PBS sin 5FU 

se utilizó como blanco. Los valores obtenidos se graficaron para construir una curva de calibración 

mostrada en la figura 2.6, con un valor de correlación de R2 = 0.9970. 

 

Figura 2.6. Curva de calibración del 5-fluorouracilo. 
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Después de centrifugar las microesferas en el procedimiento descrito en la sección 2.4.2, se 

recuperaron los sobrenadantes y se analizaron por espectroscopía UV-Vis para determinar la 

cantidad de fármaco no encapsulado, empleando la curva de calibración previamente obtenida. 

Mediante la diferencia entre el fármaco total cargado y el fármaco contenido en los sobrenadantes, 

se calculó la cantidad de 5FU contenido en las microesferas. 

2.5.2 Determinación de la liberación del 5-fluorouracilo. 

500 mg (peso húmedo) de las microesferas de alginato y alginato-quitosano previamente cargadas 

con 5FU se colocaron en 15 mL de una solución de búfer fosfato salino (PBS), a pH 7.4 y 

37 °C±1 °C y se sometieron a estímulos de ultrasonido de 40 kHz, en un baño ultrasónico marca 

BRANSON modelo 2800, durante 1 minuto. Los primeros tres estímulos se realizaron cada 10 

minutos, y los siguientes cada 30 minutos, con una duración total de liberación de tres horas. 

Después de cada estímulo de ultrasonido, se tomaron muestras de 4 mL reemplazando cada alícuota 

con el mismo volumen de un medio de disolución fresco para mantener la condición de perfecta 

solubilidad del principio activo (“sink conditions”, por su nombre en inglés [84]). Las alícuotas se 

analizaron por espectroscopía UV-Vis para determinar la cantidad de fármaco liberado. 

2.6 Caracterización del alginato y microesferas. 

2.6.1 Análisis proximal 

Los análisis proximales fueron realizados en la Facultad de Ingeniería Química, UADY. Para la 

realización de los análisis se empleó la metodología de Weende. Se obtuvieron el contenido de 

humedad, proteína cruda (nitrógeno total), fibra cruda, lípidos crudos, ceniza y extracto libre de 

nitrógeno, éste último siendo una medida indirecta de los carbohidratos. Una descripción completa 

de los procedimientos utilizados se puede encontrar en Osborne y Voogt (1978), MAFF (1982) y 

AOAC (1984) [85–87]. 

2.6.1.1 Humedad 

Se tomaron alrededor de 5-10 g de la muestra de sargazo previamente molida, se colocaron en un 

horno a 105 °C durante 12 h y después se dejaron enfriar en un desecador. Finalmente, la muestra 

se pesó y el contenido de humedad se calculó utilizando la siguiente ecuación: 
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𝐶𝑜𝑛𝑡𝑒𝑛𝑖𝑑𝑜 𝑑𝑒 ℎ𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑 (%) = 100 ∙
(𝐵 − 𝐴) − (𝐶 − 𝐴)

(𝐵 − 𝐴)
 (2.1) 

Donde A es el peso de la charolilla seca y limpia, B es el peso de la charolilla con la muestra 

húmeda, y C el peso de la charolilla con la muestra seca, todo expresado en gramos. 

2.6.1.2 Proteína cruda 

El contenido de proteína cruda se calculó de manera indirecta mediante la cantidad de nitrógeno 

en la muestra. Para calcular la cantidad de nitrógeno se utilizó el método simple propuesto por 

Chow y cols. [88]. Se pesó 1 g de muestra y se colocó en un matraz Kjeldahl; se agregó 10 g de 

sulfato de potasio, 0.7 g de óxido de mercurio y 20 mL de ácido sulfúrico concentrado. Se colocó 

el matraz en un digestor con un ángulo inclinado y se calentó a ebullición hasta que la solución se 

tornó clara, y posteriormente se calentó por media hora más. Luego, durante el enfriamiento de la 

muestra se adicionó poco a poco 90 mL de agua desionizada. Cuando la muestra estuvo 

completamente fría, se agregaron 25 mL de solución de sulfato de sodio, y se mezcló. Se añadió 

una perla de ebullición y 80 mL de solución de hidróxido de sodio al 40%. Después, el matraz se 

conectó a una unidad de destilación, se calentó y colectó 50 mL del destilado conteniendo el amonio 

en 50 mL de solución indicadora. Al terminar la destilación, se removió el matraz, se enjuagó la 

punta del condensador y se tituló con una solución estándar de ácido clorhídrico. Los cálculos para 

la cantidad de nitrógeno y proteína cruda en la muestra se realizaron como se muestra a 

continuación: 

𝑁𝑖𝑡𝑟ó𝑔𝑒𝑛𝑜 𝑒𝑛 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 (%) = 100 ∙ (
𝐴 ∙ 𝐵

𝐶
∙ 0.014) (2.2) 

𝑃𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎 𝑐𝑟𝑢𝑑𝑎 (%) = 𝑁𝑖𝑡𝑟ó𝑔𝑒𝑛𝑜 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 ∙ 6.25 (2.3) 

Donde A es el ácido clorhídrico usado en la titulación (mL), B es la normalidad del ácido estándar 

y C el peso de la muestra (g). 

2.6.1.3  Lípidos crudos 

En un dedal se pesaron aproximadamente 5 g de muestra seca y se colocó en una unidad de 

extracción soxhlet. El matraz se colocó en el extractor con éter petróleo a 2/3 del volumen total. La 
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extracción se llevó a cabo con 10 reflujos por hora, durante 6 horas. Al término de la extracción, el 

éter se evaporó utilizando un rotavapor. Finalmente, el matraz se colocó en un horno a 105 °C 

durante hora y media, se dejó enfriar en un desecador y se pesó. La ecuación utilizada para la 

determinación de lípidos crudos se muestra a continuación: 

𝐶𝑜𝑛𝑡𝑒𝑛𝑖𝑑𝑜 𝑑𝑒 𝑙í𝑝𝑖𝑑𝑜𝑠 𝑐𝑟𝑢𝑑𝑜𝑠 (%) = 100 ∙
𝐵 − 𝐴

𝐶
 (2.4) 

Donde A es el peso del matraz limpio y seco (g), B es el peso de matraz con grasa (g) y C es el 

peso de la muestra (g). 

2.6.1.4 Fibra cruda 

Se pesaron aproximadamente 2 g de muestra desengrasada y seca, se colocó en un matraz y se 

adicionó 200 mL de una solución de ácido sulfúrico 0.255 N en ebullición. Después, se colocó el 

condensador y la muestra se llevó a ebullición en un minuto, y se dejó hervir exactamente 30 min. 

Posteriormente, la muestra se filtró con ayuda de un embudo Buchner y papel filtro Whatman No. 

541. El residuo del matraz se transfirió a una solución de NaOH en ebullición (0.313 N, 200 mL) 

y se dejó hervir por 30 min. Posteriormente, el residuo se lavó con agua hirviendo, luego con una 

solución de HCl al 1% v/v y nuevamente con agua hirviendo, para terminar con tres lavados con 

éter petróleo. Finalmente, el residuo se colocó en un crisol y se llevó a la mufla a 550°C por tres 

horas, se dejó enfriar en un desecador, se pesó y se calculó el contenido de fibra cruda con la 

siguiente ecuación: 

𝐶𝑜𝑛𝑡𝑒𝑛𝑖𝑑𝑜 𝑑𝑒 𝑓𝑖𝑏𝑟𝑎 𝑐𝑟𝑢𝑑𝑎 (%) = 100 ∙
𝐴 − 𝐵

𝐶
 (2.5) 

Donde A es el peso del crisol con el residuo seco (g), B es el peso del crisol con la ceniza (g) y C 

es el peso de la muestra (g). 

2.6.1.5 Ceniza 

En un crisol de porcelana previamente calcinado y llevado a peso constante se colocó 5 g de 

muestra seca. El crisol con la muestra se colocó en una mufla a 550 °C y se calcinó durante 12 

horas. Luego, se dejó enfriar en un desecador y se pesó. El contenido de ceniza se calculó como se 

muestra a continuación: 
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𝐶𝑜𝑛𝑡𝑒𝑛𝑖𝑑𝑜 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑛𝑖𝑧𝑎 (%) = 100 ∙
𝐴 − 𝐵

𝐶
 (2.6) 

Donde A es el peso del crisol con la muestra, B es el peso del crisol con ceniza y C el peso de la 

muestra, todo medido en gramos. 

2.6.1.6 Elementos libres de nitrógeno (ELN) 

Los elementos libres de nitrógeno se componen de todos los nutrientes no evaluados con los 

métodos señalados anteriormente. Están conformados mayormente por carbohidratos, por lo que 

se consideran una medida indirecta de éstos. Se obtiene como la resultante de restarle a 100 todos 

los porcentajes calculados para cada nutriente: 

𝐸𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑜 𝐿𝑖𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑁𝑖𝑡𝑟ó𝑔𝑒𝑛𝑜 (%) = 100 − (𝐴 + 𝐵 + 𝐶 + 𝐷 + 𝐸) (2.7) 

Donde: 

A = Contenido de humedad (%) 

B = Contenido de proteína cruda (%) 

C = Contenido de lípidos crudos (%) 

D = Contenido de fibra cruda (%) 

E = Contenido de ceniza (%) 

2.6.2 Determinación de metales pesados. 

Para la determinación de metales pesados se realizó un análisis elemental siguiendo el 

procedimiento descrito por Alzate y cols. [89]. Brevemente, se realizó una digestión a 0.5 g de la 

muestra de sargazo en un vial de teflón de 75 mL, utilizando 7 mL de HNO3 al 69%, 1.5 mL de 

H2O2, 0.5 mL de HF (40-45%) y 2 mL de agua desionizada. Para la cuantificación de los metales 

pesados se utilizó espectrometría de emisión óptica de plasma acoplado inductivamente (ICP-OES, 

Perkin Elmer Optima 8000, Waltham, MA, USA). Se estableció una curva de calibración para cada 
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analito por triplicado. Estos análisis fueron realizados por la Unidad de Ciencias del Agua (UCIA) 

del Centro de Investigación Científica de Yucatán, A.C.  

2.6.3 Espectroscopía Infrarroja con Transformada de Fourier (FTIR) 

Se prepararon pastillas utilizando 2 mg de alginato de sodio y 200 mg de KBr. Se utilizó un equipo 

Thermo Scientific Nicolet 8700 para la obtención de los espectros infrarrojo. Los datos de las 

muestras se obtuvieron en un intervalo de número de onda de 4000-650 cm-1, con una resolución 

de 4 cm-1 y un promedio de 50 barridos. 

2.6.4 Resonancia Magnética Nuclear (RMN) 

Para los análisis de RMN, las muestras se alginato se prepararon siguiendo el método ASTM F 

2259 [90]. Primero, las muestras se sometieron a una hidrólisis ácida; para esto se prepararon 100 

mL de una solución de alginato al 0.1 % p/v, se ajustó su pH a 5.6 utilizando HCl 1 M y se calentó 

a 100 °C durante 1 h. Después, el pH se ajustó a 3.8 usando HCl 1 M y se calentó nuevamente a 

100 °C por 30 min. Posteriormente, la solución se dejó enfriar a temperatura ambiente y se le ajustó 

el pH a 7.5 utilizando NaOH 1 M. Las muestras se liofilizaron para posteriormente ser disueltas en 

2 mL de D2O (99.9%) y liofilizadas de nuevo. Después, 12 mg de la muestra de alginato se 

disolvieron en 1 mL de D2O (99.9%). Por último, se añadió 0.7 mL de la solución de alginato y 20 

µL del ácido trietilentetramino hexacético (TTHA) 0.3 M a un tubo para RMN. El espectro se 

obtuvo a 25 °C, con 32 escaneos y un tiempo de relajación de 1 s utilizando un espectrómetro 

marca VARIANT/ALIGENT de 600 MHz y un campo magnético de 14.1 T.  

2.6.5 Microscopía Electrónica de Barrido (SEM) 

Para los análisis SEM se utilizó un microscopio JEOL JSM 6360 LV, con un voltaje de aceleración 

de 20 kV. Las muestras fueron recubiertas con oro y se usó cinta conductora adhesiva de carbón 

para cubrir los portamuestras. 

2.6.6 Viscosidad intrínseca y masa molar. 

Se utilizó un viscosímetro Cannon-Ubbeholde No. 50 (K=0.004393 mm2/s2) empleando una 

solución de NaCl al 0.1 M como disolvente. Se elaboró una solución madre de 0.3 g/dL para 

preparar soluciones con concentraciones de 0.02 a 0.3 g/dL. Los tiempos de fluencia se midieron 

por triplicado. Para el control de la temperatura se utilizó un baño de agua a 25 °C. 
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La viscosidad intrínseca del alginato se calculó mediante el método de Huggins y el método de 

Kraemer, utilizando las siguientes ecuaciones: 

𝑉𝑖𝑠𝑐𝑜𝑠𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑟𝑒𝑙𝑎𝑡𝑖𝑣𝑎 [𝜂𝑟𝑒𝑙] =
𝑡

𝑡0
 

 

(2.8) 

 

𝑉𝑖𝑠𝑐𝑜𝑠𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑒𝑠𝑝𝑒𝑐í𝑓𝑖𝑐𝑎 [𝜂𝑠𝑝] =  𝜂𝑟𝑒𝑙 − 1 

 

(2.9) 

 

𝑉𝑖𝑠𝑐𝑜𝑠𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑟𝑒𝑑𝑢𝑐𝑖𝑑𝑎 [𝜂𝑟𝑒𝑑] =
𝜂𝑠𝑝

𝐶
 

 

(2.10) 

 

𝑉𝑖𝑠𝑐𝑜𝑠𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑖𝑛ℎ𝑒𝑟𝑒𝑛𝑡𝑒 [𝜂𝑖𝑛ℎ] =
ln(𝜂𝑟𝑒𝑙)

𝐶
 

 

(2.11) 

 

𝑀é𝑡𝑜𝑑𝑜 𝑑𝑒 𝐻𝑢𝑔𝑔𝑖𝑛𝑠 → [𝜂] = lim
𝐶→0

(𝜂𝑟𝑒𝑑) 

 

(2.12) 

 

𝑀é𝑡𝑜𝑑𝑜 𝑑𝑒 𝐾𝑟𝑎𝑒𝑚𝑒𝑟 → [𝜂] = lim
𝐶→0

(𝜂𝑖𝑛ℎ) 

 

(2.13) 

 

Donde t es el tiempo en que fluye un volumen determinado de la solución en el viscosímetro, t0 es 

el tiempo que fluye el disolvente en el viscosímetro y C es la concentración de la solución. 

Una vez calculada la viscosidad intrínseca, la masa molar promedio se calculó usando la ecuación 

de Mark-Houwink-Sakurada: 

𝜂 = 𝐾 ∗ 𝑀𝑣
𝑎 (2.14) 

Donde η está en dL/g, Mv está en kDa, K y a son constantes empíricas que dependen de las 

características del sistema, como la naturaleza del polímero, disolvente y temperatura. 

2.6.7 Reología 

El comportamiento reológico de soluciones de alginato se obtuvo mediante los perfiles reológicos 

(tasa de corte vs viscosidad) empleando un Reómetro AR 2000 de TA Instruments, con un sistema 

de control de temperatura Peltier a 25 °C. Se prepararon soluciones de 0.5, 1, 2, 3 y 4 % (p/v) y se 

utilizó la geometría de cono-plato con un ángulo de 2° y diámetro de 40 mm. Las muestras fueron 

analizadas por duplicado.  
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CAPÍTULO 3 

3 RESULTADOS 

3.1 Obtención del alginato  

3.1.1 Identificación de las algas y análisis proximales 

La identificación de las algas recolectadas se realizó a través de una revisión de la literatura y 

mediante las características físicas de las mismas. Según los estudios de los últimos 6 años, el 

problema creciente de la llegada de sargazo a la costa del caribe mexicano se atribuye a un aumento 

de la afluencia del denominado sargazo pelágico (especies de algas que flotan libremente sobre el 

océano atlántico), el cual se conforma principalmente de dos especies: Sargassum natans y 

Sargassum fluitans [91,92]. Estas especies se describen como algas de tallo largo, con hojas 

pequeñas y delgadas, y vesículas rellenas de aire que les permite mantenerse a flote, características 

que coinciden con las muestras de algas recolectadas. La identificación de las especies se confirma 

con registros y fotografías del Laboratorio de la Costa del Golfo, de la Universidad del Sur de 

Mississippi [93], la base de datos sobre algas AlgaeBase [94,95] y la Red de observaciones 

Naturalista [96,97]. La figura 3.1 muestra una comparación entre el alga recolectada (izquierda) y 

la mezcla identificada como Sargassum fluitans/Sargassum natans (derecha). 

  

Figura 3.1. Muestra de algas pardas después de secar (izquierda); fotografía de una muestra de Sargassum 

tomada de ©Deborah Barber en www.naturalista.com (derecha). 

http://www.naturalista.com/
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En la tabla 3.1 se muestran los resultados de los análisis proximales de las muestras secas de 

Sargassum natans y Sargassum fluitans, después de haber sido tamizadas (se analizó el cernido del 

tamizado). 

Tabla 3.1 Análisis proximales para la mezcla de Sargassum natans y Sargassum fluitans. 

Componente [%] p/p 

Humedad 15.9 ± 0.2 

Componente (base seca) [%] p/p 

Cenizas 19.1 ± 0.3 

Grasa 0.9 ± 0.1 

Fibra 14.1 ± 0.5 

Proteína  5.3 ± 0.3 

Elementos Libres de Nitrógeno (ELN) 60.6 

Los resultados obtenidos en este estudio son muy similares a los reportados por otros autores. El 

contenido de ceniza de la muestra de Sargassum (S. natans y S. fluitans) fue menor comparado con 

el 27.1 % de Tamayo y cols. y mayor que el 15.4 % de Pérez y cols. [98,99]. El contenido de 

cenizas en las algas varía dependiendo de las condiciones hidrológicas y del tipo de alga, además 

de la cantidad de sales minerales que se adhieren a la superficie de las algas [98]. De acuerdo con 

Balboa y cols., el contenido de ceniza de las algas presenta sus máximos valores entre junio y 

octubre, y sus mínimas de marzo a mayo, y reportó una variación de 13.2-30.5 % para la especie 

de Sargassum muticum [100]. En este estudio, la recolección de algas se realizó en el mes de mayo 

y el valor se encuentra dentro del intervalo reportado por Balboa. 

Para el caso de grasa, Pérez y cols. reportan un contenido de 0.4 % para Sargassum sp; Tamayo y 

cols. reportan 0.5 % para Sargassum sp; y Oyesiku y cols. obtuvieron 2.5 % grasa para Sargassum 

fluitans y Sargassum natans [98,99,101]. El contenido de grasa fue el más bajo de todos los 

componentes; sin embargo, su importancia radica en que no todos los materiales crudos poseen 

lípidos, además de su valor nutricional [100]. En el caso de fibra, Pérez y cols. reportan un 

contenido de 7.15 % para Sargassum sp.; Tamayo y cols. reportan 12.50 % para Sargassum sp.; y 

Oyesiku y cols. obtuvieron 7.15 % de fibra para Sargassum fluitans y Sargassum natans. 
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El contenido de proteína es similar al encontrado por Wong y cols. para la especia Sargassum 

hemiphyllum [102]. Wong también reportó un 11.3 % de proteína para la especie S. henslowianum 

y 7.56 % para S. patens. Tamayo encontró 6.9 % de proteína y Pérez y cols. obtuvieron 6.50 %, 

ambos para Sargassum sp. El contenido de proteína es importante por su valor nutricional con 

funciones estructurales y pueden variar según la especie, la zona geográfica, la estación o las 

condiciones ambientales, encontrándose reportes desde 5 % hasta 15 % [100]. Por último, los ELN 

son una medida indirecta de los carbohidratos y el valor más alto obtenido en este estudio. Otros 

estudios han reportado niveles de 55.88 %, 51.43 % y 57.30 % para distintas especies de Sargassum 

[98,99,101]. Una biomasa con altos niveles de carbohidratos tiene potencial para ser utilizadas en 

la producción comercial de monosacáricos y como sustratos para la producción de bioetanol [98]. 

En general, en el caso de las algas pardas, estudios muestran que son bajas en proteínas (6-11% 

para especies de Sargassum) pero altas en carbohidratos [103], datos que coinciden con los 

resultados obtenidos. El rendimiento de la extracción de alginato se calculó con base al peso seco 

del alga, según la siguiente ecuación: 

𝑅𝑒𝑛𝑑𝑖𝑚𝑖𝑒𝑛𝑡𝑜 [%] =  
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑎𝑙𝑔𝑖𝑛𝑎𝑡𝑜 (𝑔)

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 𝑎𝑙𝑔𝑎 (𝑔)
𝑥100 (3.1) 

En promedio, el rendimiento obtenido en la extracción del alginato de sodio a partir de algas pardas 

fue de 44.4%. Estos resultados son mayores que los obtenidos por otros autores para las mismas 

especies de algas. Iriyanti y cols. reportan un rendimiento de 22.42% para Sargassum sp; 

Mohammed y cols. obtuvieron de 15-16 % para Sargassum natans y, Davis y cols. un 24.5% para 

Sargassum fluitans [104–106]. Un estudio en donde se obtuvieron altos rendimientos es el de 

Fertah y cols. con 51.8% y 44.01%, pero trabajando con la especie Moroccan Laminaria [41]. 

Fertah estudió el efecto del tamaño de las partículas de algas después de haber sido molidas y 

tamizadas sobre el rendimiento en el proceso de extracción del alginato, obteniendo el mayor 

rendimiento cuando el tamaño de las partículas fue menor de 1 mm. En este trabajo, la extracción 

se realizó con un tamaño de partícula de alga menor a 0.25 mm. Los altos rendimientos obtenidos 

colocan al sargazo mexicano como un producto potencial para la extracción y comercialización de 

alginato. 
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Con el fin de reducir las posibles impurezas del alginato extraído, se optó por realizar una segunda 

precipitación con etanol a las muestras obtenidas. La pureza del alginato es importante sobre todo 

al hablar de aplicaciones alimentarias y biomédicas. La presencia de impurezas, como polifenoles 

y proteínas, puede causar un efecto adverso al cuerpo humano, o bien, disminuir la 

biocompatibilidad del mismo [107]. Existen diversos procedimientos para aumentar la pureza del 

alginato, siendo la reprecipitación con etanol uno de los más económicos y prácticos [108]. 

3.1.2 Determinación de metales pesados 

Como polímero proveniente de una fuente natural, los alginatos pueden contener contaminantes 

como los metales pesados, que pueden afectar su uso seguro en la alimentación y en la medicina. 

Por tanto, se realizó un análisis de metales pesados a la muestra extraída de alginato, cuyos 

resultados se muestran en la tabla 3.2. 

Tabla 3.2. Concentración de metales pesados en la muestra de alginato ( 1LDM corresponde a Limit Detection 

Method, la concentración mínima detectada por el método analítico). 

Parámetro 
Concentración 

[mg/kg] 

Arsénico <LDM1 

Boro <LDM 

Hierro 25.5 

Zinc 757 

Manganeso <LDM 

Cadmio <LDM 

Plomo <LDM 

Aluminio 595 

Níquel 2.4 

Cobre 3.1 

En los análisis no se detectó contenido de arsénico, boro, manganeso, cadmio y plomo. Se 

detectaron muy pequeñas cantidades de cobre y níquel, y mayores concentraciones de Zinc y 

Aluminio. La Administración de Alimentos y Medicamentos de los Estados Unidos (FDA por sus 

siglas en inglés) junto con organizaciones como El Consejo Internacional para la Armonización de 
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los Requisitos Técnicos para los Productos Farmacéuticos de Uso Humano (ICH) y la Convención 

Farmacopea de los Estados Unidos (USPC) elaboraron una guía para los límites permitidos de 

impurezas para productos farmacéuticos [109] en los que destacan el cadmio y el plomo. El 

arsénico, el cadmio y el plomo son los metales pesados más preocupantes en aplicaciones 

alimentarias y biomédicas debido a su toxicidad al cuerpo humano, por tanto, el alginato obtenido 

en este estudio no requiere un método de purificación adicional para su uso seguro en la liberación 

de fármacos, en cuanto a estos elementos. 

3.1.3 Reología de las suspensiones de alginato 

El conocimiento del comportamiento reológico de estas soluciones es importante para su aplicación 

en la industria, sobre todo cuando se consideran técnicas de encapsulación como la aspersión. 

Estudios han mostrado que el comportamiento reológico de los materiales encapsulantes influye 

en el tamaño y microestructura de las partículas obtenidas [110]. Por tanto, se realizaron las curvas 

de flujo de las soluciones de alginato en concentraciones de 0.5 al 4% p/v, las cuales se muestran 

en la figura 3.2.  

 

Figura 3.2. Curvas de flujo de soluciones de alginato obtenido de Sargassum natans & Sargassum fluitans. 

Las soluciones de alginato muestran un comportamiento newtoniano cuando el polisacárido se 

encuentra a bajas concentraciones (0.5, 1 y 2 % p/v) aunque este comportamiento cambia a uno no 
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newtoniano de tipo pseudoplástico a concentraciones mayores de alginato (3 y 4% p/v). La 

viscosidad de las soluciones varía de 0.14 Pa·s para la concentración más baja y aumenta hasta a 

0.67 Pa·s para la concentración más alta. Gómez y cols. mencionan que la precipitación directa de 

alginato con etanol produce un alginato con la capacidad de producir soluciones más viscosas, 

debido a que se evita la degradación de las macromoléculas como ocurre en la precipitación ácida 

[108]. De acuerdo con Prüsse y cols., viscosidades de 3% y superiores dificultan el procesamiento 

de la solución para la realización de esferas de alginato [111]. Por otra parte, una baja concentración 

de alginato también puede afectar la eficiencia de encapsulación, debido al poco polímero 

disponible para gelificación y retención del fármaco [112,113]. Entonces, de acuerdo con el 

comportamiento observado y para fines de esta investigación, se eligió una concentración de 2% 

de alginato para la realización de microesferas. 

3.1.4 Espectroscopía Infrarroja con Transformadas de Fourier (FTIR). 

En la figura 3.3 se comparan los espectros de FTIR de diferentes muestras de alginato: alginato 

comercial (Sigma Aldrich), alginato crudo recién extraído (denominado alginato extraído), y 

finalmente, alginato purificado mediante una segunda etapa de precipitación con etanol 

(denominado reprecipitado).  

El alginato extraído presenta señales a 3474 cm-1 y 3072 cm-1, la primera se puede asociar a 

vibraciones de tensión de los grupos O-H, y la segunda a vibraciones de tensión tanto de enlaces 

N-H como de enlaces C-H de compuestos aromáticos [114–116]. Las bandas a 1700 cm-1 y 1468 

cm-1 se atribuyen a las vibraciones de tensión de los grupos C=O pertenecientes a los residuos de 

ácido gulurónico y ácido manurónico presentes en el alginato; y cuyo desplazamiento varía si se 

encuentra en forma de ácido algínico (más cerca de 1700 cm-1 y 1500 cm-1) o en forma de sal, 

como alginato de sodio (más cerca de 1600 cm-1 y 1400 cm-1) [117,118]. Adicionalmente, se 

observan dos fuertes señales a 850 cm-1 y a 594 cm-1. Estas señales que no corresponden al alginato 

se pueden atribuir a la presencia de compuestos nitrogenados, como proteínas [116,119], restos de 

pigmentos como las fucoxantinas [120,121] y polisacáridos como los fucoidanos [122]. Los 

alginatos, por su naturaleza misma, pueden contener diferentes impurezas como pigmentos, 

proteínas, polifenoles, fucoidanos, saponinas, terpenoides, etc., encontrándose algunos de ellos 

incluso en pequeñas cantidades en alginatos comerciales [119].  
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Figura 3.3. Espectros FTIR de diferentes muestras de alginato. 

Por otra parte, las señales del alginato reprecipitado coincide con la muestra de alginato comercial, 

indicando que este paso es importante en el nivel de purificación del alginato. Esto coincide con el 

estudio de Gómez y cols. cuyo trabajo demostró que, en la ruta de obtención de alginato por medio 

de la precipitación con etanol, dos etapas de precipitación son suficientes para obtener un producto 

con un rendimiento y pureza aceptables [108]. Entre las señales encontradas para el alginato 

reprecipitado se encuentran las siguientes; en la región de 3600-2800 cm-1 se encuentran las 

vibraciones de enlaces O-H y C-H; la primera banda centrada en 3342 cm-1 se atribuye a la 

vibración de tensión de los grupos hidroxilo y la señal débil a 2922 cm-1 se puede asociar a las 

vibraciones de tensión de los enlaces C-H, respectivamente [114,123,124]. Las dos bandas que 

aparecen en la zona entre 1700-1400 cm-1 son características de los grupos carboxilatos de los 

alginatos [117]. La banda a 1596 cm-1 se puede atribuir a la vibración de tensión asimétrica de un 

grupo carbonilo (C=O), perteneciente al ion carboxilato, y la banda a 1412 cm-1 se puede relacionar 

con la vibración de tensión simétrica del mismo ion carboxilato, ambas desplazadas por la 

interacción con el ion sodio [114,117,118]. Por último, en la región de 1300-600 cm-1, denominada 

la zona de “huella digital”, la banda a 1296 cm-1 se asocia a vibraciones de tensión de enlaces C-O 

y la banda a 1032 cm-1 se relaciona a las vibraciones de tensión C-O (y C-C) del anillo de piranosa 

[125]. 

La capacidad del alginato para formar geles fuertes depende de la estructura de bloques de la 

molécula, específicamente de la cantidad de bloques G presentes en la cadena. Por tanto, la relación 
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de bloques G y bloques M del polímero es un indicativo de la naturaleza del gel que se puede 

formar. Una forma de estimar la razón M/G es analizando los espectros FTIR siguiendo la 

metodología propuesta por Mackie [126], Filippov y Khon [127], y más recientemente por 

Sakugawa y cols. [128]. Los autores sugieren que la razón M/G de los alginatos se puede estimar 

mediante la relación de absorbancias de ciertos números de onda (A808/A787, A1320/A1290, A1125/A1030 

y A1030/A1080), con un margen de error entre 3-10%. La ventaja de emplear la espectroscopia FTIR 

radica en ser un método rápido y no destructivo para las muestras. 

La razón M/G se calculó a partir del cociente de las absorbancias correspondientes a los números 

de onda antes mencionadas. Los resultados se muestran en la tabla 3.3. 

Tabla 3.3. Razón M/G del alginato de sodio obtenido. 

[126] [127] [128] 

A808/A787 A1320/A1290 A1125/A1030 A1030/A1080 

1.002 1.003 1.004 1.005 

 

Como se puede apreciar, en todos los casos la razón M/G da valores ligeramente superiores a 1, 

independientemente de las bandas que se utilicen para calcular este parámetro. En este sentido, se 

tiene que los alginatos con una razón M/G pequeña (M/G menor a 1) son ricos en unidades 

gulurónicas (bloques G) y tiene la capacidad de formar geles fuertes pero frágiles, y son aptos para 

la encapsulación de células y sustancias activas en la industria biomédica y ambiental; mientras 

que los alginatos ricos en unidades manurónicas (M/G mayor a 1) forman geles débiles pero 

flexibles, con potencial aplicación para el desarrollo de productos en la industria alimentaria, 

farmacéutica y cosmética [129].  

3.1.5 Resonancia Magnética Nuclear 

La composición de la estructura de bloques y la razón M/G del alginato extraído se determinó 

utilizando la técnica de resonancia magnética nuclear de protón (1H-RMN). Las frecuencias de las 

monadas (FG y FM) y las diadas (FGG, FMM, FMG y FGM) se calcularon comparando las áreas de las 

señales características de la zona entre 4.3 y 5.5 ppm, según las ecuaciones propuestas por 

Grasdalen y cols. [130]: 
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𝐹𝐺 =
𝐴𝐴

𝐴𝐵 + 𝐴𝐶
 

 

(3.2) 

 

𝐹𝑀 = 1 − 𝐹𝐺  

 

(3.3) 

 

𝑀 𝐺⁄ =
𝐹𝑀

𝐹𝐺
=

1 − 𝐹𝐺

𝐹𝐺
 

 

(3.4) 

 

𝐹𝐺𝐺 + 𝐹𝐺𝑀 = 𝐹𝐺  

 

(3.5) 

 

𝐹𝑀𝑀 + 𝐹𝑀𝐺 = 𝐹𝑀 

 

(3.6) 

 

Donde AA, AB y AC son las intensidades de las señales que aparecen en la zona entre 4.3 y 5.5 ppm, 

que corresponden a los protones enlazados a los carbonos 1 y 5, de las unidades manurónicas y 

gulurónicas, que se encuentran más desprotegidos por su cercanía al grupo carboxílico y al enlace 

glicosídico, respectivamente. Estas señales se pueden ver en el espectro RMN del alginato extraído 

presentado en la figura 3.4. La señal a 5.07 ppm se asocia al protón anomérico (es decir, el protón 

ligado al carbono 1) del ácido gulurónico, la señal a 4.67 ppm al protón anomérico del ácido 

manurónico y la señal a 4.49 ppm al protón H5 (es decir, el protón ligado al carbono 5) del ácido 

gulurónico. 
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Figura 3.4. Espectro 1H RMN del alginato extraído. 

El espectro se analizó utilizando la herramienta de deconvolución del software MestReNova y los 

resultados se muestran en la tabla 3.4. La razón M/G de los alginatos varía según la especie de alga 

y está muy relacionado con la capacidad de formación de geles de los mismos. Un alginato con una 

razón M/G menor a 1 forma geles fuertes y rígidos, con potencial aplicación en encapsulación 

celular, áreas biomédicas y ambientales, mientras que los alginatos con una razón M/G mayor a 

uno pueden formar geles más flexibles con posible aplicación en productos farmacéuticos, 

alimenticios y cosméticos [105,129]. En este estudio, se encontró que el alginato extraído de las 

algas Sargassum fluitans y Sargassum natans tiene una razón M/G =0.84, es decir, consta de una 

composición de 54.4% de ácidos gulurónicos y 45.6% de ácidos manurónicos, valores que son 

comparables con lo reportado por otros estudios [131,132]. Este resultado tiene una diferencia del 

16% comparado con la razón M/G obtenida por FTIR. Hay que recordar que la técnica de RMN es 

más confiable y exacta para este tipo de cálculos, y el FTIR puede ser una alternativa rápida y no 

destructiva para estimar el valor M/G de la muestra.  
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Tabla 3.4. Composición química del alginato extraído. 

Monadas Díadas Razón M/G 

FG 0.544 FGG 0.492 0.84 

FM 0.456 FMM 0.404  

  FGM 0.052  

  FMG 0.052  

 

Adicionalmente, la abundancia de bloques homopoliméricos se puede calcular con la ecuación de 

Grasdalen y cols.[130], con el parámetro: 

𝜂 =
𝐹𝑀𝐺

𝐹𝐺 ∗ 𝐹𝑀
 (3.7) 

Valores de  menores a 1 se asocian con una distribución de bloques, y valores de  mayores a 

uno se asocian con una distribución alternada o al azar. En este estudio se obtuvo un valor de  

de 0.21, sugiriendo que las cadenas se encuentran mayormente en una distribución de bloques. 

Esto correlaciona perfectamente con el valor de las diadas FGG y FMM. 

Alternativamente, la estructura molecular del alginato se estudió mediante 13C-RMN; en la figura 

3.5 se muestran los espectros 13C-RMN del alginato extraído y los desplazamientos atribuibles a 

las unidades manurónicas y gulurónicas de la cadena molecular del alginato se muestran en la tabla 

3.5. Se pueden identificar tres grupos de señales, uno entre 60 a 80 ppm, el segundo alrededor de 

100 ppm y el tercero alrededor de 175 ppm. Estos desplazamientos se asemejan a los identificados 

en otros estudios [124,125,128,133,134]. Los carbonos C1 (99.9 y 100.7 ppm) se refieren a los 

carbonos anoméricos de los enlaces glicosídicos, y los carbonos C6 (175.1 y 175.3 ppm) se refieren 

a los carbonos de los ácidos carboxílicos, los cuales se encuentran a campo bajo debido a sus 

enlaces a átomos de oxígeno. Los carbonos C4 (77.7 y 79.9 ppm) también forman parte de los 

enlaces glicosídicos de la molécula, pero al estar unidos sólo a un oxígeno, sus señales no se 

encuentran tan desplazadas a campo medio como los carbonos C1. El resto de las señales (64.8-

75.7 ppm) corresponden a los demás carbonos del anillo glucosídico. Adicionalmente, el pico a 

170.6 ppm se atribuye a la presencia de TTHA al momento de realizar los análisis de resonancia. 
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El TTHA es un quelante que previene que trazas de iones calcio interactúen con la molécula de 

alginato y afecten el análisis de resonancia. Los resultados de 13C-RMN confirman la estructura 

encontrada en los análisis de 1H-RMN y FTIR antes mencionados. 

 

Figura 3.5. Espectro 13C-RMN del alginato extraído. 

Tabla 3.5. Desplazamientos químicos del espectro RMN-13C del alginato extraído [124,125,134]. 

 
Desplazamientos asociados al 

ácido manurónico (M) 

Desplazamientos asociados al 

ácido gulurónico (G) 

C1 99.9 100.7 

C2 69.9 64.8 

C3 71.3 67.0 

C4 77.7 79.9 

C5 75.7 68.9 

C6 175.1 175.3 
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3.1.6 Viscosidad intrínseca y masa molar 

La viscosidad intrínseca del alginato se determinó usando el método de Huggins (ecuación 3.8) y 

el método de Kraemer (ecuación 3.9), los cuales también se pueden expresar de la siguiente 

manera: 

 

𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝐻𝑢𝑔𝑔𝑖𝑛𝑠 →
𝜂𝑠𝑝

𝐶
= [𝜂] + 𝐾𝐻[𝜂]2𝑐 

 

(3.8) 

 

𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝐾𝑟𝑎𝑒𝑚𝑒𝑟 →
ln(𝜂𝑟𝑒𝑑)

𝐶
= [𝜂] − 𝐾𝐾[𝜂]2𝑐 

 

(3.9) 

 

Una forma clásica para resolver estas ecuaciones es graficando distintas concentraciones de las 

soluciones de alginato vs. las viscosidades reducidas (Huggins) e inherentes (Kraemer) de dichas 

soluciones, y extrapolar el valor de la viscosidad intrínseca al valor de la concentración cero. La 

figura 3.6 muestra las gráficas de Huggins y Kraemer con sus respectivos valores de correlación. 

Mediante la ecuación de Huggins, el valor de la viscosidad intrínseca se determinó en 3.511 dL/g, 

y mediante el método de Kraemer en 3.556 dL/g. Debido a que el método de Huggins presentó un 

mayor valor de correlación, se tomó este valor de viscosidad intrínseca para calcular la masa molar 

promedio. 

  

Figura 3.6. Gráfica de Huggins (izq.) y gráfica de Kraemer (der.) para la determinación de la viscosidad del 

alginato extraído. 
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La masa molar promedio de las muestras de alginato se calcularon a través de la ecuación de Mark-

Houwink-Sakurada. (ecuación 2.14). Ramsackal y cols. [135] realizaron un estudio en donde 

determinaron los valores empíricos de K y a para alginatos extraídos de la especie Sargassum 

natans, con una correlación de 0.97, quedando la ecuación:  

𝜂 = 0.000144 ∗ 𝑀𝑣
1.7 (3.10) 

Así, la masa molar de la muestra de alginato se calculó en 380.74 kDa, o bien, 3.81×105 g/mol. En 

la tabla 3.6 se muestran las viscosidades y masas molares de diversos alginatos obtenidos de 

distintos tipos de algas pertenecientes a la especie Sargassum.  

Tabla 3.6. Viscosidad intrínseca y masas molares de alginatos de diversas fuentes. 

Alga fuente de 

alginato 

Viscosidad 

intrínseca  

(dL/g) 

Masa molar promedio  

Mw ×10-5 (g/mol) 
Referencias 

Sargassum vulgare 4.1 - 6.9 1.94 - 3.30 [131] 

Sargassum 

cristaefolium 
0.626 - 4.387 0.287 - 2.08 [136] 

Sargassum baccularia 2.6 1.23 [137] 

Sargassum binderi 9.5 4.55 [137] 

Sargassum siliquosom 8.4 4.04 [137] 

Sargassum muticum 3.8 0.34 [138] 

Sargassum natans 2.59 3.45 [135] 

Sargassum fluitans & 

Sargassum natans 
3.51 3.81 Este estudio 

Las viscosidades reportadas para distintas especies de Sargassum van desde 0.63 hasta 9.5 dL/g y 

masas molares que van desde 0.29 hasta 4.55 × 105 g/mol. Los valores obtenidos en este estudio 

(3.511 dL/g y 3.81 × 105 g/mol) se encuentran dentro del rango reportado. 

Entre los factores que influyen en el valor de la masa molar del alginato son la temperatura y el 

tiempo de extracción: una temperatura de extracción muy alta lleva a la ruptura de las cadenas 

moleculares del alginato, disminuyendo la masa molar del mismo; sin embargo, los métodos de 

extracción fríos o a temperatura ambiente suelen tener bajos rendimientos [106,137]. Por otra parte, 

en las extracciones a altas temperaturas, un mayor tiempo de extracción puede llevar a un aumento 

de viscosidad debido a que se permite que las cadenas de mayor tamaño se disuelvan en el medio; 
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no obstante, tiempos muy prolongados conlleva a una disminución de la masa molar por efecto de 

la ruptura de los enlaces debido a la temperatura [131]. En los estudios en donde se obtuvieron 

masas molares de alrededor de 3 × 105 g/mol (incluyendo este trabajo), las temperaturas extracción 

usadas fueron de 50-60°C y los tiempos de 3-5 h. 

Por otro lado, los alginatos con mayor fracción de unidades gulurónicas tienden a poseer una mayor 

viscosidad debido a la rigidez de estos bloques, y viceversa, los alginatos con mayor fracción de 

unidades manurónicas tienden a poseer una menor viscosidad, por predominar la parte flexible de 

la misma [139]. En los análisis de RMN se determinó que el alginato extraído contenía ligeramente 

mayores fracciones FG y FGG, que se pueden asociar con los valores de masa molar encontrados. 

3.2 Microesferas de alginato. 

3.2.1 Rendimiento de la producción de microesferas 

Se elaboraron las microesferas de alginato mediante la nebulización de una solución de alginato al 

2% empleando nitrógeno comprimido.  

El rendimiento de la elaboración de microesferas se calculó siguiendo la siguiente ecuación: 

𝑅𝑒𝑛𝑑𝑖𝑚𝑖𝑒𝑛𝑡𝑜 =  
𝑀𝑖𝑐𝑟𝑜𝑒𝑠𝑓𝑒𝑟𝑎𝑠 𝑜𝑏𝑡𝑒𝑛𝑖𝑑𝑎𝑠 𝑑𝑒𝑝𝑢é𝑠 𝑑𝑒 𝑙𝑖𝑜𝑓𝑖𝑙𝑖𝑧𝑎𝑟 (𝑔)

𝑀𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎𝑙 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑢𝑡𝑖𝑙𝑖𝑧𝑎𝑑𝑜 (𝑔)
𝑥100 (3.11) 

En promedio, el rendimiento para las microesferas sin fármaco fue de 8.46% y para las 

microesferas con fármaco fue de 7.01%. Unos de los factores importantes a considerar en la 

producción de microesferas por esta técnica es la altura entre la descarga de la nebulización y la 

superficie de la solución receptora; en este caso se empleó una separación de 6.5 cm. Con estas 

condiciones se obtuvieron microesferas las cuales tienen tendencia a aglomerarse durante los 

procesos de separación (centrifugación) y que fácilmente lograron almacenarse en suspensión 

acuosa, en refrigeración. En general, es habitual encontrar rendimientos bajos en métodos de 

encapsulación por aspersión, debido a que las micropartículas se pierden durante el proceso de 

nebulización [58,140]. En este caso, por la distancia utilizada entre la fuente de dispersión y la 

solución de CaCl2 (6.5 cm), se evitó que muchas partículas cayeran fuera del recipiente en donde 

se encontraba la solución; sin embargo, muchas de estas microgotas quedaban atrapadas en las 

paredes del recipiente formando una película que finalmente debía ser retirada, siendo ésta la 
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principal problemática en cuanto al rendimiento obtenido. Por otra parte, y en menor medida, 

podemos suponer que el exceso de cloruro de calcio utilizado (comparado con la cantidad de 

alginato) contribuye a disminuir el porcentaje del rendimiento. Un exceso de cloruro de calcio es 

necesario para garantizar la gelificación iónica del alginato, aunque es evidente que deben hacerse 

estudios adicionales para encontrar la concentración óptima de este reactivo para la producción de 

microesferas bajo los parámetros utilizados. 

3.2.2 Morfología  

La morfología de las microesferas se observó mediante microscopía óptica y electrónica de barrido. 

En el primer caso, las muestras fueron colocadas en un portaobjetos y fueron observadas utilizando 

una magnificación x10 en modo de transmitancia. En la figura 3.7 se muestran fotografías de las 

microesferas tomadas en el microscopio óptico, con y sin 5FU. 

  

Figura 3.7. Imágenes captadas con el microscopio óptico de microesferas de alginato sin 5FU (A) y con 5FU 

(B). 

Se puede observar que las micropartículas obtenidas son en su mayoría esféricas, aunque algunas 

muestran una morfología irregular, y con una tendencia a aglomerarse durante el proceso de 

elaboración. Algunas microesferas muestran partículas adheridas (puntos oscuros) que se atribuyen 

al cloruro de calcio en exceso que no reaccionó. Utilizando el software ImageJ, se calculó el 

diámetro de las microesferas de alginato sin 5FU en 120 ± 80 m (n=160) y de las microesferas de 

alginato con 5FU en 88 ± 41 m (n=170). La disminución del diámetro promedio se puede atribuir 

a la presencia del mismo fármaco; el 5FU (figura 1.7) posee grupos N-H y un flúor en su estructura, 

que pueden formar puentes de hidrógeno con los grupos carboxilos e hidroxilos del alginato (figura 

1.1), solvatando mejor la molécula de alginato, mejorando su solubilidad y disminuyendo su 

A B 
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viscosidad, lo que facilita la formación de partículas más pequeñas en el proceso de nebulización. 

La diferencia de diámetros también pudo ser evidente en las suspensiones de las microesferas, 

siendo las cargadas con fármacos aquellas que tardaban mucho más en precipitar, comparadas con 

las microesferas sin fármaco. Si bien no se ha estudiado el efecto del 5FU en la forma y tamaño de 

microesferas de alginato, Patel y cols., al igual que Smrdel y cols. estudiaron los efectos de otros 

medicamentos en la elaboración de microesferas de geles de alginato, encontrando que la razón 

fármaco:alginato, así como el grado de cristalinidad del fármaco, pueden afectar la morfología y 

tamaño de las esferas obtenidas [141,142]. 

La figura 3.8 muestra las imágenes SEM de las micropartículas de alginato con y sin fármaco 

después de liofilizar. Debido a la pérdida de agua por la liofilización y a la tendencia a la 

aglomeración, las microesferas se muestran colapsadas, con una superficie porosa que es 

característica de los geles de alginato [40,143]. En el caso de los geles cargados con 5FU, un 

acercamiento muestra una superficie más lisa y con la presencia de pequeños cristales asociados al 

fármaco añadido [15]. 
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Figura 3.8. Imágenes SEM de las micropartículas de alginato después de liofilizar; sin 5FU (A y B) y con 5FU 

(C y D).  

Con el fin de evitar la liberación del fármaco de manera prematura, se adicionó una capa externa 

de quitosano a las microesferas de alginato. El alginato y el quitosano, por la naturaleza iónica de 

sus moléculas, pueden interactuar entre sí en medios acuosos formando complejos; sin embargo, 

es este estudio se decidió reforzar el entrecruzamiento de la capa externa de quitosano mediante la 

adición de un entrecruzante, el citrato de sodio (CTT), estudiando dos concentraciones para el CTT 

(1% y 3% p/v). 

Como prueba preliminar, se recubrieron microesferas de alginato con una capa de quitosano sin 

ningún tipo de entrecruzante. Las esferas obtenidas se pueden encontrar en la figura 3.9. Se observa 

evidentemente que las esferas resultantes tienen una superficie mucho más rugosa, en comparación 

con las esferas de sólo alginato, característica que se asocia a los geles formados por el quitosano. 

Se distingue además que, debido a la tendencia a la aglomeración de las microesferas, el quitosano 

tiende a recubrir a varias esferas juntas a la vez. 

A B 

C D 
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Figura 3.9. Microesferas de alginato recubiertas de quitosano. 

La figura 3.10 muestra fotografías de las microesferas alginato-quitosano entrecruzado con 

diferentes concentraciones de citrato de sodio. Las superficies de las esferas se observan menos 

rugosas comparadas con las microesferas anteriores, las cuales no fueron tratadas con algún 

entrecruzante. Esto coincide con lo encontrado por otros autores, que reportan que la presencia de 

un entrecruzante como el tripolifosfato de sodio (y en este caso, citrato de sodio) suaviza la 

superficie de los geles de quitosano, debido al entrecruzamiento [7].  

En las microesferas marcadas con los números 1,3 y 4 se observa cómo la capa de quitosano rodea 

perfectamente a la partícula de alginato, formando una esfera bicapa. Sin embargo, en algunas otras, 

como las señaladas con los números 2 y 5, la capa externa de quitosano no rodea de forma uniforme 

a la partícula de alginato, haciendo que la partícula de alginato no se encuentre en el centro de la 

esfera. La figura 3.10 (D) es una magnificación 50x de una microesfera bicapa entrecruzada con 

una concentración de CTT al 3% p/v. En ella se observa una diferencia en la densidad de la capa 

externa de quitosano, siendo más gruesa en el área cercana al alginato (señalada con una flecha), y 

más uniforme en el resto de la esfera. Estudios anteriores han demostrado que el quitosano es capaz 

de penetrar en esferas de alginato, gracias a las interacciones entre los grupos amino del quitosano 

y los grupos carboxilo del alginato, formando complejos, y mejorando la retención de fármacos 

[61,144]. La zona gruesa que rodea a la esfera de alginato es evidencia de esta primera formación 

de complejos, y en la parte más externa de la esfera predomina el entrecruzamiento del quitosano 

con el citrato de sodio.  
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Figura 3.10. Imágenes captadas con el microscopio óptico de las microesferas de alginato-quitosano 

entrecruzado con CTT al 1% p/v (A y B) y CTT al 3% p/v (C y D). 

De igual manera, se calculó el diámetro de las microesferas bicapa alginato-quitosano 

entrecruzadas con CTT al 1% p/v en 127 ± 46 m, y de las microesferas de alginato-quitosano 

entrecruzadas con CTT al 3% p/v en 161 ± 71 m. Ambos tipos de esferas aumentaron su diámetro 

con respecto a las esferas de sólo alginato, debido a la presencia de la capa externa de quitosano. 

La capa de quitosano entrecruzada a mayor concentración presentó un diámetro promedio mayor, 

comparada con la de menor concentración. La alta concentración del entrecruzante aumenta la 

cantidad de iones citrato enlazados entre la molécula de quitosano, incrementando el grosor de la 

microesfera. 

La figura 3.11 muestran imágenes SEM de las microesferas entrecruzadas con CTT, al 1 y 3%. Al 

igual que las microesferas anteriores, éstas también se muestran colapsadas por el proceso de 

liofilización.  

 

A B 

C D 
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Figura 3.11. Imágenes SEM de las micropartículas de alginato-quitosano entrecruzado con CTT al 1% p/v (A 

y B) y al 3% p/v (C y D) después de liofilizar, en magnificación 500x (A y C) y 2000x (B y D). 

Por último, la figura 3.12 muestra a las microesferas bicapa cargadas con 5FU. En la figura 3.12A 

se observa el caso de dos microesferas que están rodeadas por una capa de quitosano (ver estructura 

señalada por la flecha). Lo anterior es debido a que las ME presentan una tendencia a la 

aglomeración. El diámetro de estas ME se calculó en 122 ± 49 m, para esferas tratadas con 1% 

p/v de CTT, y en 144 ± 70 m para la concentración de 3% p/v, mostrando nuevamente la tendencia 

a un mayor diámetro con una mayor concentración de CTT. 

A B 

C D 
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Figura 3.12. Imágenes captadas con el microscopio óptico (10 x) de las microesferas de alginato-quitosano 

entrecruzado con CTT al 1% (A) y CTT al 3% (B) cargadas con 5FU. 

 

3.3 Estudio de la liberación del 5FU 

3.3.1 Determinación del 5FU encapsulado 

La eficiencia de encapsulación (EE) se define como la cantidad de fármaco que fue cargado, en 

comparación con la cantidad total inicial utilizada, mientras que la capacidad de carga del fármaco 

(CCF) se define como la cantidad de fármaco cargada por unidad de masa de micropartícula. Estos 

parámetros son indicadores importantes en la microencapsulación de fármacos que ayudan a 

evaluar el éxito de este. La EE y la CCF se calcularon utilizando las siguientes ecuaciones: 

 

𝐸𝑓𝑖𝑐𝑖𝑒𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑑𝑒 𝐸𝑛𝑐𝑎𝑝𝑠𝑢𝑙𝑎𝑐𝑖ó𝑛 (𝐸𝐸)

=
𝐶𝑎𝑛𝑡𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 5𝐹𝑈 − 𝐶𝑎𝑛𝑡𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 5𝐹𝑈 𝑒𝑛 𝑠𝑜𝑏𝑟𝑒𝑛𝑎𝑑𝑎𝑛𝑡𝑒𝑠

𝐶𝑎𝑛𝑡𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 5𝐹𝑈
 

 

(3.12) 

 

𝐶𝑎𝑝𝑐𝑎𝑐𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 𝐶𝑎𝑟𝑔𝑎 𝑑𝑒 𝐹á𝑟𝑚𝑎𝑐𝑜 (𝐶𝐶𝐹)

=
𝐶𝑎𝑛𝑡𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 5𝐹𝑈 − 𝐶𝑎𝑛𝑡𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 5𝐹𝑈 𝑒𝑛 𝑠𝑜𝑏𝑟𝑒𝑛𝑎𝑑𝑎𝑛𝑡𝑒𝑠

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑑𝑒 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑒𝑠𝑓𝑒𝑟𝑎𝑠 𝑑𝑒𝑠𝑝𝑢é𝑠 𝑑𝑒 𝑙𝑖𝑜𝑓𝑖𝑙𝑖𝑧𝑎𝑟.
 

 

(3.13) 

 

La cantidad total de fármaco en las ME, se calculó mediante la diferencia del 5FU presente en los 

sobrenadantes. Para esto, durante la elaboración de las microesferas cargadas con fármaco 

(detallado en la sección 2.4.2), se recuperaron los sobrenadantes después de la centrifugación y una 

A B 
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muestra de éstos se leyeron en el espectrómetro UV-Vis. La curva de calibración utilizada para 

calcular la concentración de 5FU se puede encontrar en la sección 2.5. Finalmente, las microesferas 

se liofilizaron y pesaron para seguir con el cálculo. 

En promedio, los valores de EE y CCF se calcularon en 25.4% y 44.3% respectivamente, evaluando 

tres lotes de encapsulación. Estos valores son mayores a los obtenidos por Nagarwal y cols. [64] 

para el mismo tipo de fármaco, pero menores comparados con ME preparadas mediante otras 

metodologías y/o con otros principios activos. Existen muchas variables que influyen en la 

eficiencia de encapsulación y en la capacidad de carga de fármaco; entre éstas se encuentran: la 

cantidad de polímero (alginato) utilizado, la cantidad de entrecruzante utilizado (CaCl2) y la 

cantidad de fármaco cargado. Un exceso de fármaco puede disminuir la eficiencia de encapsulación 

debido a que la cantidad de alginato disponible para encapsularlo no sería suficiente [15]. También 

hay que tomar en cuenta el tiempo que pasan las micropartículas en la solución de cloruro de calcio 

y la cantidad de CaCl2 utilizado; si bien es necesario un cierto tiempo para que los iones de calcio 

interaccionen con las moléculas de alginato para dar lugar al entrecruzamiento iónico, tiempos muy 

prolongados pueden llevar a la difusión del fármaco del polímero al medio por el gradiente de 

concentración [45]. Sin embargo, esto se podría controlar con una concentración alta de CaCl2 al 

disminuir la solubilidad del fármaco en la solución [45,145]. En el caso específico de este estudio, 

se utilizó una cantidad de fármaco igual a la cantidad de alginato utilizado (300 mg) y las 

microesferas permanecieron una hora en agitación en la solución de CaCl2, cuya concentración era 

del 3%.  

3.3.2 Pruebas de liberación con y sin ultrasonido. 

En la figura 3.13 se muestran los perfiles de liberación del 5FU obtenidos a partir de las distintas 

microesferas poliméricas con y sin tratamiento de ultrasonido. Para las microesferas monocapa sin 

ultrasonido, el fármaco se libera en un 58.7% en los primeros 10 minutos, aumentando 

gradualmente hasta llegar a 81.1% a las tres horas de liberación sin necesidad de un estímulo 

externo. Esta liberación gradual se atribuye a un intercambio de iones entre el gel polimérico y el 

medio de liberación (PBS), el cual es una solución que contiene iones de sodio, potasio y cloruro. 

Los iones de sodio y potasio se pueden intercambiar con los iones calcio presentes en el gel, 

rompiendo el entrecruzamiento del polímero temporalmente, y permitiendo la liberación del 

fármaco. Esta capacidad de intercambio de iones en los geles de alginato ha sido demostrada por 



57 
 

Chen y Wang en 2001, y aprovechada para la remoción de metales pesados [146]. En contraste, 

cuando las microesferas son sometidas a un estímulo de ultrasonido, es evidente que el perfil de 

liberación a cambia a una de estilo pulsátil. En los primeros 10 minutos, la liberación cambia de 

60.7% a 81.6%, y de 81.1% a 92.3% a las tres horas de liberación. En este caso, además del 

intercambio de iones, el ultrasonido desencadena la ruptura de los enlaces iónicos del gel, 

permitiendo que el fármaco se libere más rápidamente. Huebsch y cols. y Kwok y cols. mostraron 

que este tipo de ruptura es reversible, es decir, que una vez que el estímulo de ultrasonido cesa, los 

enlaces iónicos se vuelven a formar, regenerándose el gel y reteniendo el fármaco hasta la siguiente 

estimulo [13,147]. 

En cuanto a las microesferas bicapa, la presencia de una capa externa a las microesferas 

conformada con quitosano y reforzada con citrato de sodio disminuye la liberación del fármaco. 

Sin estímulos de US, en los primeros 10 minutos, la liberación del fármaco es de 21.3% para esferas 

tratadas con CTT al 1% p/v, y de 15.7% para esferas tratadas con CTT al 3% p/v. A las tres horas 

de liberación, las ME tratadas con CTT al 1% p/v alcanzaron una liberación del 68.2% y las ME 

tratadas con CTT al 3% p/v alcanzaron 62.0%, valores menores a los alcanzados en ME elaboradas 

de solo alginato. Se observó anteriormente que las microesferas entrecruzadas con una mayor 

concentración de CTT presentaron mayor diámetro, debido a una capa externa de quitosano más 

gruesa. Esto hace que se requiera un mayor tiempo para liberar la misma cantidad de fármaco, 

disminuyendo el porcentaje de liberación, indicando una mejora en la retención del fármaco y, por 

tanto, en el tiempo en que éste puede ser almacenado. En cuanto a los estímulos de US, el efecto 

es similar a las esferas sin capa externa: a los 10 minutos, la liberación aumentó de 21.7% a 44.4% 

para las esferas con CTT al 1% p/v, y de 14.0% a 32.8% para las esferas con CTT al 3% p/v. A las 

tres horas de liberación, el porcentaje de fármaco alcanzado por las ME con CTT al 1% p/v fue de 

68.2 % y por las ME con CTT al 3% el porcentaje fue de 62.0%. En general, en las tres horas de 

liberación, el uso del US durante ciertos intervalos de tiempo indujo una liberación pulsátil del 

fármaco generando un perfil de liberación escalonada. Esto se explica por la naturaleza iónica del 

entrecruzamiento de los geles poliméricos (los enlaces de tipo iónico son más débiles que los 

enlaces de tipo covalente y pueden ser rotos por el efecto del ultrasonido, permitiendo que el 

fármaco se libere rápidamente). 
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Figura 3.13. Perfiles de liberación de 5FU individuales a partir de ME, con y sin US. 
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CONCLUSIONES 

En conclusión, en este trabajo se logró la extracción exitosa de alginato a partir de algas pardas 

provenientes del caribe mexicano, con un rendimiento que colocan al sargazo mexicano como un 

producto potencial para la producción de alginato. La caracterización del alginato mostró una masa 

molar de 3.81×105 g/mol y una composición química de 54.4% de unidades gulurónicas y 45.6% 

unidades manurónicas en la cadena molecular, distribuidas mayormente en estructura de bloques, 

haciendo al polímero un material capaz de generar geles con potencial aplicación en encapsulación 

celular, áreas biomédicas y ambientales. 

Con el alginato extraído se logró la elaboración de microesferas cargadas con 5FU con una 

Eficiencia de Encapsulación de 25.4% y una Capacidad de Carga de Fármaco de 44.3%. El estudio 

de la morfología mostró que la presencia del fármaco en la solución de alginato disminuye el 

diámetro promedio de las microesferas, y la adición de citrato de sodio influye en el espesor de la 

capa externa de quitosano, aumentando con una mayor concentración del entrecruzante. Las 

pruebas de liberación mostraron una reducción en la liberación del fármaco con la presencia de una 

segunda capa de quitosano, y un aumento de la liberación del 5FU con la presencia de un estímulo 

de ultrasonido, demostrando que es posible elaborar sistemas de liberación controlada por 

estímulos externos, con la elección adecuada del binomio polímeros-fármaco, para su aplicación 

en tratamientos contra el cáncer. 
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RECOMENDACIONES 

Con base en los resultados obtenidos, y con el fin de una mejora continua del proyecto, se 

recomienda lo siguiente: 

• Optimizar el procedimiento para la extracción de alginato, para el ahorro de recursos (agua, 

alcohol) y reactivos. 

• Optimizar la técnica de elaboración de microesferas, para aumentar el rendimiento de 

producción. 

• Ahondar en los estudios de liberación con estímulos de ultrasonido, variando el tiempo y la 

potencia del ultrasonido. 
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