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RESUMEN 

La microencapsulación es actualmente un método efectivo para proteger y liberar 

compuestos bioactivos de manera controlada, así como para mejorar su estabilidad y 

funcionalidad en los productos finales. La presente investigación tuvo como objetivo extraer 

y microencapsular el extracto hidroalcohólico de compuestos bioactivos de la quinua 

(Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana mediante secado por atomización. El 

Tratamiento 7 mostró la mayor concentración de compuestos bioactivos durante la 

extracción, a una temperatura de 40 °C y un pH de 4.5. Se obtuvieron 3.194±0.013 mg/100 

g de betalaínas totales, 68.456±0.169 mg catequina/100 g de flavonoides y 130.848±0.217 

mg GAE/100 g de compuestos fenólicos. Para la microencapsulación del extracto 

hidroalcohólico de la quinua Negra Collana se consideraron dos concentraciones de C1: 

gelatina sin sabor + maltodextrina (3 %:7 %); C2: gelatina sin sabor + maltodextrina (6 %:14 

%) a temperaturas de entrada de 160 °C y 180 °C. Como mejor tratamiento y mayor 

eficiencia de microencapsulación fue la C1 a una temperatura de entrada de 160 °C. Las 

eficiencias de microencapsulación fueron: 92.38±1.368 % de EMB, 85.30±0.332 % de EMF 

y 51.218±0.066 % de EMCF. Se caracterizó al mejor tratamiento las propiedades 

fisicoquímicas y físicas de las microcápsulas, las cuales fueron: humedad 4.5±0.010 %, 

0.198±0.1 actividad de agua, higroscopicidad 8.80±0.1 %, densidad aparente 0.402±0.00 

g/cm3, solubilidad 99.17±0.023 % y rendimiento 42.87±0.678 %. Los parámetros de color 

fueron: (L*) 104.7±0.064, (a*) 1.207±0.064 y (b*) 3.63±0.108. Referente a la morfología y 

tamaño de las microcápsulas, se obtuvieron morfologías en forma esférica y poliédrica y un 

diámetro promedio de 8.68 µm. En conclusión, se logró obtener microcápsulas que pueden 

ser empleadas en el desarrollo de nuevos productos en la industria alimentaria, además que 

estos compuestos bioactivos microencapsuladas no solo mejoran su estabilidad, sino que 

también podrían contribuir a la prevención de enfermedades cardiovasculares, tumorales y 

cancerígenas.  

Palabras claves: Chenopodium quinoa Willd., compuestos bioactivos, eficiencia, 

microencapsulación, secado por atomización. 
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ABSTRACT 

Microencapsulation is currently an effective method to protect and release bioactive 

compounds in a controlled manner, as well as to improve their stability and functionality in 

final products. The present research aimed to extract and microencapsulate the 

hydroalcoholic extract of bioactive compounds from quinoa (Chenopodium quinoa Willd.) 

Negra Collana by spray drying. Treatment 7 showed the highest concentration of bioactive 

compounds during extraction, at a temperature of 40 °C and a pH of 4.5. 3,194±0.013 

mg/100 g of total betalains, 68,456±0.169 mg catechin/100 g of flavonoids and 

130,848±0.217 mg GAE/100 g of phenolic compounds were obtained. For the 

microencapsulation of the hydroalcoholic extract of black quinoa collana, two 

concentrations of C1 were considered: unflavored gelatin + maltodextrin (3 %:7 %); C2: 

unflavored gelatin + maltodextrin (6 %:14 %) at inlet temperatures of 160 °C and 180 °C. 

The best treatment and highest microencapsulation efficiency was C1 at an inlet temperature 

of 160 °C. The microencapsulation efficiencies were: 92.38±1.368 % of EMB, 85.30±0.332 

% of EMF and 51.218±0.066 % of EMCF. The physicochemical and physical properties of 

the microcapsules were characterized by the best treatment, which were: humidity 4.5±0.010 

%, 0.198±0.1 water activity, hygroscopicity 8.80±0.1 %, apparent density 0.402±0.00 

g/cm3, solubility 99.17±0.023 % and yield 42.87±0.678 %. The color parameters were: (L*) 

104.7±0.064, (a*) 1.207±0.064 and (b*) 3.63±0.108. Regarding the morphology and size of 

the microcapsules, spherical and polyhedral morphologies and an average diameter of 8.68 

µm were obtained. In conclusion, it was possible to obtain microcapsules that can be used 

in the development of new products in the food industry. In addition, these 

microencapsulated bioactive compounds not only improve their stability, but could also 

contribute to the prevention of cardiovascular, tumor and cancer diseases.   

Keywords: Chenopodium quinoa Willd., bioactive compounds, efficiency, 

microencapsulation, spray drying.    
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INTRODUCCIÓN 

La quinua (Chenopodium quinoa Willd.), es un pseudocereal que se cultiva en diversas zonas 

de los andes peruanos y de la región andina de América del sur, abarcando desde el nivel del 

mar hasta los 4000 msnm. (Vilcacundo y Hernández-Ledesma, 2017). Se adapta a diferentes 

pisos y climas agroecológicos, desde el desértico hasta climas calurosos y secos, y puede 

crecer en condiciones de humedad relativa que oscilan entre el 40 % y 88 %, además, soporta 

temperaturas desde -8 °C hasta 38 °C (Apaza et al., 2013). Este grano andino es reconocido 

como uno de los alimentos más completos para la nutrición humana, gracias a su alto valor 

proteico, que en ciertas variedades varía desde 12 % a 20 %. Además, contiene aminoácidos 

esenciales, fibra dietética y compuestos bioactivos, entre ellos: compuestos fenólicos, 

flavonoides, betalaínas, fitoesteroles, etc. (Mujica y Jacobsen, 2007). En zonas altoandinas 

las variedades más diversificadas son las quinuas dulces y amargas, los tamaños de grano 

varían de pequeño a mediano, puesto que normalmente se consume la quinua en sopa, 

quispiño, mazamorra y pesk´e o como un sustituyente del arroz (Soto et al., 2015; Llanos-

Ticona, 2021). Las más preferidas en el mercado nacional e internacional son las variedades 

que tiene grano grande y colores claros, sin embargo, existe una demanda creciente de grano 

de colores amarillo, rojo y negro (Apaza et al., 2013). 

Según Kris-Etherton et al. (2002), los compuestos bioactivos son sustancias adicionales a 

los nutrientes que generalmente se encuentran en cantidades pequeñas, principalmente en 

matrices vegetales. Se están realizando varios estudios de investigación para evaluar sus 

efectos sobre la salud. Estos compuestos presentan una gran diversidad en cuanto a su 

estructura química y funciones, por lo que se agrupan de acuerdo a algunas características. 

Uno de los métodos para proteger los compuestos bioactivos es la microencapsulación, 

técnica que consiste en crear una capa de protección para el agente activo (Mendes, 2012). 

El secado por atomización es una técnica extensamente empleada en la industria alimentaria 

en los últimos años para la microencapsulación, esto con el propósito de encapsular 

materiales en diferentes estados: sólidos, líquidos o gaseosos. Es un proceso que implica en 

la mezcla y distribución de la sustancia a encapsular con el material encapsulante, 

obteniendo como resultado un producto en forma de polvos, gránulos o aglomerados, entre 

los principales propósitos de este método es evitar que los compuestos bioactivos se 

degraden o pierdan el compuesto encapsulado, asimismo, defender de algunos factores 

como: luz, pH, oxígeno y temperatura haciéndolos estables para su uso industrial.    
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CAPÍTULO I 

PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA  

1.1. PLANTEAMIENTO Y FORMULACIÓN DEL PROBLEMA   

En los últimos años, se han realizado investigaciones sobre los componentes bioactivos 

presentes en alimentos como tales como: betalaínas, compuestos fenólicos, flavonoides y su 

capacidad antioxidante, por ende, la industria alimentaria requiere de nuevas tecnologías que 

puedan proteger estos compuestos frente a los factores externos e internos que puedan 

degradarlos durante el procesamiento y almacenamiento. Según Villanueva (2014), el 

consumo promedio de polifenoles es de aproximadamente 1 g/día, y estos se encuentran 

principalmente en cereales, legumbres y vegetales. Asimismo, pueden ser extraídos 

naturalmente de frutas, vegetales, tubérculos y granos andinos, los cuales son ricos en 

betalaínas, flavonoides, antocianinas, carotenoides, clorofila y compuestos fenólicos. Los 

mismos ayudan a prevenir diversas enfermedades crónicas, como el cáncer, tumores, 

diabetes y enfermedades cardiovasculares.   

Actualmente, el incremento en la demanda por productos alimentarios que conserven su 

calidad nutricional y sensorial ha incentivado a la industria a desarrollar métodos de 

conservación que mantengan o modifiquen mínimamente los compuestos bioactivos 

presentes en los alimentos, como los polifenoles, flavonoides, vitaminas y otros 

antioxidantes, que desempeñan un papel clave en los efectos beneficios para la salud 

asociados al consumo de alimentos funcionales. 

En el caso de la quinua (Chenopodium quinoa Willd.), es considerada una especie con 

potencial agronómico en la región andina, por su alto valor proteico, lo que hace que sea un 

alimento clave para la seguridad alimentaria (Ministerio de Desarrollo Agrario y Riego, 

2018), por lo tanto, posee compuestos bioactivos como: betalaína, flavonoides, capacidad 

antioxidante y compuestos fenólicos con hasta 27 tipos de fenoles libres y conjugados 

(Abderrahim et al., 2015), que proporcionan beneficios para la salud con sus aspectos 
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metabólicos, cardiovasculares, gastrointestinales y anticancerígenos. La quinua es 

consumida en diferentes formas como sopas, quispiño, mazamorra y pesk´e.  

La microencapsulación es un método empleado para proteger los compuestos bioactivos y 

mejorar su estabilidad, entre las técnicas más empleadas están: el secado por atomización, 

la coacervación, secado en frío y liofilización. El secado por atomización es la más utilizada 

en la industria alimentaria por ser un método efectivo y barato. Es un procedimiento en el 

cual se ingresa un producto en estado líquido y se hace pasar por un atomizador, 

transformándose en finas gotas que son secadas por una corriente de aire a temperaturas 

elevadas, obteniéndose de manera inmediata el extracto seco en forma de polvo (Akhavan 

et al., 2014), a su vez, pretende aumentar la eficacia de muchos compuestos al generar una 

barrera física entre el componente central y otros componentes del producto (Estevinho et 

al., 2013). Una de las ventajas es estabilizar el material encapsulado, evitar que se produzcan 

reacciones de oxidación causadas por la luz o el oxígeno, liberar el material activo de manera 

controlada, cubrir sabores, colores u olores indeseables, reducir toxicidad del material activo 

estabilizando el producto y aumentando su vida útil.  

El producto desarrollado en esta investigación está conformado principalmente por la quinua 

(Chenopodium quinoa Willd.) variedad Negra Collana, ya que posee compuestos bioactivos 

como betalaína, flavonoides, capacidad antioxidante y compuestos fenólicos. La 

microencapsulación es un proceso mediante el cual sustancias bioactivas de los alimentos se 

introducen en una matriz polimérica, con la finalidad de impedir su pérdida y protegerlas de 

las reacciones de oxidación, es decir, este proceso se utiliza para preservar y alargar su vida 

útil de los alimentos (AINIA, 2010), así mismo, se utiliza para la liberación de nutrientes y 

transformar sabores, ya que es una de las técnicas más demandadas por la industria 

alimentaria, de ahí es el objetivo del presente estudio: Extraer y microencapsular el extracto 

hidroalcohólico de compuestos bioactivos de la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra 

Collana mediante secado por atomización. 

Basado en lo anterior se formula la siguiente interrogante de investigación.    

1.1.1. Problema general 

- ¿Cómo será el desarrollo de la extracción y microencapsulación del extracto 

hidroalcohólico de compuestos bioactivos de la quinua (Chenopodium quinoa 

Willd.) Negra Collana mediante secado por atomización? 
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1.1.2. Problemas específicos  

- ¿Cuál será el efecto de la temperatura y pH en la extracción de compuestos bioactivos 

de la quinua Negra Collana por el método sólido-líquido? 

- ¿Cómo influirá la temperatura de entrada, salida y las concentraciones poliméricas 

en la microencapsulación por secado de atomización al mejor tratamiento de 

compuestos bioactivos extraídos por el método sólido-líquido de la quinua Negra 

Collana? 

- ¿Cuáles serán las propiedades fisicoquímicas y físicas de las microcápsulas obtenidas 

de la quinua Negra Collana? 

- ¿Cuáles serán los resultados de las características morfológicas de las microcápsulas 

obtenidas de la quinua Negra Collana?  

1.2. OBJETIVOS  

1.2.1. Objetivo general  

Extraer y microencapsular el extracto hidroalcohólico de compuestos bioactivos de 

la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana mediante secado por 

atomización.  

1.2.2. Objetivos específicos  

- Determinar el efecto de temperatura y pH en la extracción de compuestos bioactivos 

de la quinua Negra Collana por el método sólido-líquido.  

- Microencapsular mediante secado por atomización utilizando matrices poliméricas 

al mejor tratamiento de compuestos bioactivos extraídos por método sólido-líquido 

de la quinua Negra Collana. 

- Caracterizar las propiedades fisicoquímicas y físicas de las microcápsulas obtenidas 

de la quinua Negra Collana. 

- Evaluar las características morfológicas de las microcápsulas obtenidas de la quinua 

Negra Collana. 

1.3. JUSTIFICACIÓN  

Esta investigación se enfoca en un aspecto clave en el campo de la ingeniería en industrias 

alimentarias, al proporcionar información crucial sobre la obtención y microencapsulación 
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de compuestos bioactivos, tales como betalaínas, flavonoides y polifenoles totales de la 

quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana. La técnica de microencapsulación 

empleado en este estudio no solo ayuda a conservar las propiedades fisicoquímicas de los 

productos, sino que también garantiza la estabilidad y funcionalidad de los compuestos 

bioactivos, asegurando su eficacia durante su almacenamiento y procesamiento. Los granos 

andinos contienen alto valor nutricional, aportando proteínas de alta calidad, hierro, 

vitaminas, carbohidratos, minerales, ácidos grasos, azúcares y compuestos bioactivos como: 

betalaína, antocianinas, flavonoides, carotenoides, taninos, oxalatos y polifenoles totales. 

Estos compuestos no solo mejoran el estado de salud general al optimizar el funcionamiento 

de las células y tejidos, sino que también presentan una oportunidad para el desarrollo de 

alimentos funcionales. 

El Perú es un país con grandes potencialidades para el desarrollo agroexportador en quinua 

a través de instituciones como: Sierra Exportadora, Agroideas y Procompite (Pardo et al., 

2019). El 83,5 % de la producción a nivel nacional se concentra en las regiones de Puno 

(39,6 %), Ayacucho (23,4 %), Apurímac (11,9 %) y Arequipa (8,6 %). En el año 2020, la 

producción aumentó 12 %, por el incremento de la producción en Ayacucho (48 %), Puno 

(0,2 %), Apurímac (5 %), Cusco (60,2%), Junín (22 %) y Arequipa (2,2 %) (IICA, 2022). 

La variedad Negra Collana genera su mejor pico de producción hasta tres toneladas por 

hectárea, a diferencia de otras variedades el promedio es de 1.8 toneladas, por ende, genera 

rentabilidad al productor, según el reporte del Instituto Nacional de Innovación Agraria 

(INIA). 

Según la FAO y OMS la quinua (Chenopodium quinoa Willd.), es un grano andino con un 

alto contenido proteico y nutrientes, además, se le considera como proveedora de 

compuestos bioactivos, entre ellos: fenólicos totales, flavonoides, betalaína, fitoesteroles, 

etc. (Vargas Zambrano et al., 2019). Es un pseudo cereal que cuenta con un 40 % de lisina, 

por lo que la convierte en la más completa entre los cereales (MINAGRI, 2017), por ende, 

favorece el crecimiento de las células del cerebro, ayuda a la prevención de la osteoporosis, 

enfermedades del corazón o padecimientos crónicos (Razzeto et al., 2019). La variedad INIA 

420 - Negra Collana, es un grano de color negro y considerado como grano dulce, que posee 

un altor valor proteico (17,62 %) y es rica en aminoácidos (Apaza et al., 2013). Además, 

presenta una mayor capacidad de retencion de antioxidantes durante el proceso de 

microencapsulación, lo que mejora su estabilidad frente a la degradacion oxidativa y la 
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convierte en una excelente candidata para el desarrollo de tecnologías como la 

microencapsulación. 

Actualmente existen diversos métodos que son utilizados para llevar a cabo el proceso de 

microencapsulación en la industria alimentaria y farmacéutica. Entre los métodos más 

utilizados se encuentran el secado por aspersión, la extracción de lecho fluidizado, 

polimerización, liofilización, coacervación y gelificación iónica (Ozkan et al., 2019), estos 

métodos permite enmascarar olores o sabores desagradables de sustancias usadas como 

aditivos en alimentos, además, protege el material activo de la degradación producida por el 

medio ambiente (calor, aire, luz y humedad), por lo tanto, evita la pérdida de sustancias 

nutricionales y bioactivos en los procesos de elaboración y estabiliza los compuestos durante 

el almacenamiento y transporte (Nedovic et al., 2011; Fathi et al., 2012; Esquivel-González 

et al., 2015). 

Por ello se justifica extraer y microencapsular el extracto hidroalcohólico de compuestos 

bioactivos de la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana mediante secado por 

atomización. En particular, la aplicación de este método ofrece una solución tecnológica de 

alto impacto para proteger y estabilizar los compuestos bioactivos, facilitando su 

incorporación en diversas aplicaciones. Además, la investigación abre nuevas vías para el 

desarrollo de alimentos que no solo aporten beneficios nutricionales, sino que también 

poseen propiedades terapéuticas, los que posiciona a los granos andinos como una base 

prometedora para innovaciones en el sector alimentario. Las microcápsulas obtenidas del 

extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana pueden ser empleadas como aditivos 

naturales en la industria alimentaria, como la producción de lácteos, panificación, bebidas, 

y entre otros. Estas microcápsulas no solo aportan beneficios nutricionales, también permiten 

el desarrollo de nuevas formulaciones de productos que maximicen las propiedades 

funcionales y saludables de los compuestos bioactivos microencapsulados. 
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CAPÍTULO II 

REVISIÓN DE LITERATURA  

2.1. ANTECEDENTES  

Vargas y Pacheco (2022), en la “Evaluación del extracto de Margycarpus pinnatus 

microencapsulado mediante secado por aspersión”. Primeramente, establecieron sus 

propiedades fisicoquímicas para luego realizar la extracción con 70 % de etanol y 

microencapsulación de compuestos bioactivos. Se evaluación los polifenoles totales 

utilizando el método Folin-Ciocalteu, mientras que la actividad antioxidante se determinó 

mediante el ensayo in vitro con DPPH. El extracto fue microencapsulado empleando 

maltodextrina en una proporción 20:80, logrando obtener una eficiencia del 88,97 %, 

además, verificaron mediante espectroscopia infrarroja FTIR-ATR, respecto a la actividad 

antioxidante evaluada, se obtuvo como resultado un contenido de 419.30 µmol Trolox/100 

gr de extracto y 390.87 µmol Trolox/100 g extracto microencapsulado lo que equivale a un 

78.11 % de inhibición radial de DPPH. Los polifenoles totales 251.07 mg EAG/100 g de 

extracto y 235.28 mg EAG/100 g de extracto microencapsulado. En el espectro IR de la 

bebida instantánea en polvo reconstituida, se observa un pico distintivo correspondiente a 

los polifenoles. Además, cumplió con las características fisicoquímicos y microbiológicas 

establecidas y la prueba de aceptabilidad arrojó un resultado superior al 68.33 %. 

Koksal et al. (2022), mencionaron en su investigación la importancia de la estabilidad y 

degradación de algunos compuestos en condiciones ambientales, por ello, el proceso de 

microencapsulación surge como una solución eficaz, se realizó la microencapsulación del 

extracto de la planta de quinua y se prepararon microcápsulas cargadas con extracto de 

quinua (Chenopodium quinoa Willd.) mediante el método de coacervación compleja 

utilizando dos polímeros naturales gelatina y goma arábiga como material de pared, se utilizó 

la metodología de superficie de respuesta para optimizar las condiciones de eficiencia de la 

encapsulación, considerando las variables de estudio: velocidad de agitación, cantidad de 

material del núcleo y concentración de surfactante. Respecto a los resultados la eficiencia 
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más alta fue de 70.89 %, el análisis de espectroscopia infrarroja transformada por Fourier 

confirmó la interacción de la gelatina y la goma arábica, y las similitudes en el extracto de 

quinua y las bandas de las microcápsulas mostraron que estas habían sido encapsuladas, 

presentando una estabilidad térmica y tamaños uniformes de 4 a 120 µ.  

Ramos (2020), en la investigación muestra el nivel de cambio en el contenido de betalaínas, 

polifenoles totales y capacidad antioxidante en las variedades de quinua Huancayo, 

Pasankalla y Negra Collana. Los resultados indican que el contenido de fenoles totales en 

cocción a presión atmosférica (Huancayo 4,38% y Pasankalla 16,4%). En el proceso de 

expansión el contenido aumentó (Huancayo 22,83 % y Pasankalla 26,27 %) y el tostado 

(Negra Collana 2,45%), sin embargo, mostraron cambios positivos y las betalaínas 

presentaron cambios negativos. La quinua cocida a presión atmosférica en las tres 

variedades: Huancayo -16,72 %; Pasankalla -16,19 % y Negra collana -1,07 %, presenta 

variaciones en distintas proporciones. La actividad antioxidante, analizada por el método 

DPPH y ABTS, el tostado y expandido disminuyeron en las variedades de Pasankalla y 

Negra Collana. Sin embargo, otras formas de cocción evidenciaron un efecto contrario o 

nulo, lo que sugiere que no todas las técnicas de preparación disminuyen los compuestos 

bioactivos de la quinua. 

Torres et al. (2019), en su proyecto de investigación tuvo como objetivo producir colorante 

en polvo de remolacha estable mediante la microencapsulación del pigmento de betalaína de 

Beta vulgaris mediante la técnica de secado por aspersión. La extracción de betalaínas se 

realizó por el método sólido-líquido para luego someter el extracto a una microencapsulación 

utilizando maltodextrina DE12 al 3 % p/v y al 5 % p/v mediante el método secado por 

aspersión con parámetros ajustables, como el aire de secado y la tasa de alimentación. De 

acuerdo a sus resultados mostrados el contenido de humedad rindió a 160°C, sin embargo, 

siguió una reducción significativa en el contenido de betalaína. Se encontró que el colorante 

BRB2 producido a 150 °C, 15 ml/min. con DM al 5 % era la condición más favorable dado 

el conjunto de parámetros ya que sus resultados microbianos son favorables y la prueba de 

irritación dérmica está dentro del límite de referencia establecido para los colorantes en 

polvo. 

Según Cerda y Cazorla (2018), en “Aplicación de la técnica de microencapsulación de 

betalaínas extraídas a partir de la remolacha (Beta vulgaris)”, las hojas de remolacha 

presentaron el mayor contenido de betalaínas 100 ml-1 con una concentración de 8.4 mg; 
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posteriormente procedió a realizar la microencapsulación utilizando 20% de sólidos 

(constante) y el 80% restante fue el agente microencapsulante: maltodextrina (80%); 

maltodextrina (50%) + goma arábiga (30%) y maltodextrina (50%) + gelatina sin sabor 

(30%) que mediante secado por aspersión obtuvieron 3 microencapsulados con una 

temperatura de entrada de 140 °C y salida 80 °C. Concluyendo que el mejor encapsulante 

fue maltodextrina al 50% y gelatina al 30%, estos presentaron un perfil térmico más estable 

en el rango de 28.6 °C a 128.7 °C. Estos resultados sugieren que esta matriz polimérica 

protege eficazmente a los pigmentos de la degradación térmica, es decir, en el rango de 

temperaturas entre 50 °C a 80 °C, las betalaínas se descomponen, generando productos 

deshidrogenados que presentan una coloración amarilla.   

Barzola-Miranda et al. (2018), en “Optimización de las condiciones de extracción de los 

pigmentos de las hojas de teca (Tectona grandis L.) utilizando la metodología de superficie 

de respuesta”. El objetivo fue determinar las condiciones óptimas para la extracción de los 

pigmentos tipo betalaínas de las hojas secas de teca, con el fin de utilizarlos como colorante 

en la industria alimentaria, teniendo como variable independiente: temperatura de extracción 

(30 a 60 °C), concentración alcohólica (30 a 90 % v/v) y relación sólido-líquido (1:10 a 1:20 

g×mL-1) y como variable de respuesta masa de pigmentos extraídos, utilizó un diseño 

factorial tipo Box-Behnken con tres factores (X1, X2, X3) y tres niveles (-1, 0, +1). Las 

condiciones óptimas para la extracción de los pigmentos se alcanzaron a 52 °C, con una 

solución hidroalcohólica al 64 % de etanol y una relación sólido-líquido de 1/16 m/m. Bajo 

estas condiciones permitieron extraer aproximadamente 76,1 mg/g de betalaínas, obteniendo 

así el máximo rendimiento del proceso. Se concluye que todas las variables evaluadas 

influyeron significativamente en la eficiencia de la extracción, siendo la temperatura y la 

relación muestra-solvente los factores más críticos. 

Aguilar-Tuesta et al. (2018), en su investigación, “Microencapsulated betacyanin from 

colored organic quinoa (Chenopodium quinoa Willd.): optimization, physicochemical 

characterization and accelerated storage stability”. En la microencapsulación, se determinó 

que las condiciones ideales para conservar las betalaínas de la quinua se alcanzaron a una 

temperatura de secado de 165 °C, con un caudal de aire de 940 L/h y a una concentración de 

maltodextrina del 10 % p/p. Estas condiciones permitieron obtener un producto final de alta 

calidad, con un rendimiento del 58.1 % y una eficiencia del 100 %. Como resultado el polvo 

obtuvo una baja actividad de agua 0,127 ± 0,006 y un contenido de humedad del 1,64 ± 0,08 
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% lo que sugiere una alta estabilidad del encapsulado. Además, el contenido de betacianina 

fue de 19.95 ± 0.07 mg/100 g y la saponina estuvo por debajo de 8 mg/100 g. Asimismo, se 

observó una disminución significativa en la estabilidad de las betacianinas a temperaturas 

elevadas, evidenciada por una mayor tasa de consumo de oxígeno a 90°C (-6,67 × 10-5 

bar.min-1) a comparación con 80°C (-4,373 × 10 bar.min-1), lo que se asoció con una pérdida 

de color. 

En investigación desarrollada por Vidaurre-Ruiz et al. (2017), evaluó la composición 

fitoquímica de dos variedades de quinua (Chenopodium quinoa Willd.), sometidas a 

diferentes etapas de procedimiento. Específicamente, cuantificaron los compuestos fenólicos 

totales, flavonoides, pigmentos betalámicos y la capacidad antioxidante en granos de quinua 

lavados, secados y cocidos. Los resultados indican que la variedad Negra Collana tiene 

mayor CFT (142.3 mg EAG/100 g b.s.), F (60,34 mg EC/100 g b.s) y PB (0,17 mg/100 g) a 

diferencia de la variedad Pasankalla que contiene CFT (108,9 mg EAG/ 100 g b.s), F (45,67 

mg EC/ 100 g b.s) y PB (0,13 mg/100 g.), ambas variedades de quinua contienen excelentes 

fuentes funcionales por su elevada capacidad antioxidante, concluyendo que los compuestos 

bioactivos tienen efectos beneficiosos para la salud, además, los pigmentos betalámicos son 

sensibles a diversos factores como luz, temperatura y tiempo de almacenamiento (Laus et 

al., 2012; Miranda et al., 2013). 

Simon-Brown et al. (2016), en su proyecto de investigación “Microencapsulación de 

extracto de jengibre (Zingiber officinale) mediante tecnología de secado por aspersión”, el 

objetivo principal fue evaluar el efecto de la microencapsulación de extracto de jengibre 

(Zingiber officinale Roscoe) usando maltodextrina (MD) y/o goma arábiga (GA) como 

agentes de microencapsulación sobre su contenido de 6-gingerol, actividad fenólica total y 

antioxidante, no presentó diferencia significativa en la eficiencia de microencapsulado, 

indicando que en ambos casos se logró la retención de los compuestos. En conclusión la 

maltodextrina: goma arábiga (4:1 g:g) y (5:0 g:g), tuvieron mejores propiedades 

morfológicas que la maltodextrina:goma arábiga (4:1 g:g) y (5:0 g:g), además, el método de 

microencapsulación, aunque necesario para estabilizar el extracto, generó una disminución 

en los compuestos fenólicos y por consiguiente, de su actividad antioxidante. 

Benites (2015), realizó la comparación en la extracción de betalaínas a partir de las brácteas 

de Buganvilla (Bougainvillea Glabra Ch.), con agua y etanol al 80 % como solventes, por 

ello, empleo el diseño completamente al azar (DCA) con un arreglo factorial de 3 x 3, 
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teniendo como variable independiente al pH (4.5; 5.5; 6.5) y temperatura (20 °C; 30 °C; 40 

°C) y como variable de respuesta a las betalaínas de las brácteas de Buganvilla donde 

identificaron dos tipos de betalaínas, los cuales fueron: betacianinas en una concentración 

de 33,5 mg/g a una longitud de onda de 538 nm y betaxantinas de 2,44 mg/g a una longitud 

de onda de 483 nm, concluyendo, que el mejor rendimiento en la extracción de betalaínas 

fue el agua destilada a un pH de 4.5 y a una temperatura de 20 °C, obteniendo 1,50 mg/ mL 

de extracto para las betacianinas y 0,60 mg/mL para las betaxantinas. En comparación, el 

solvente de etanol produjo 1,27 mg/mL de extracto de betacianinas y 0,41 mg/mL de betaxantina.  

2.2. QUINUA 

La quinua (Chenopodium quinoa Willd.), es un pseudo cereal andino típico sudamericano, 

fue domesticada a lo largo de los años por las civilizaciones precolombinas, como los incas, 

quienes cultivaron en Perú, Bolivia, Ecuador, Argentina y Chile. Presenta una diversidad de 

formas, genotipos y progenitores silvestres (Navruz-Varli y Sanlier, 2016), así mismo, 

presenta resistencia y adaptabilidad a los cambios climáticos como la helada que es típico 

de estas zonas andinas. Además, es considerado un pseudocereal con gran valor nutricional, 

principalmente por su contenido de proteínas, aminoácidos esenciales y compuestos 

bioactivos (Choque-Quispe et al., 2021). 

2.2.1.  Clasificación taxonómica 

Según Apaza et al. (2013), la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) presenta la siguiente 

clasificación taxonómica: 

Reino: vegetal 

     División: Fanerógamas 

                 Clase: Dicotiledóneas 

                           Sub clase: Angiospermas 

                                  Orden: Centrospermales 

                                          Familia: Chenopodiaceae 

                                                  Género: Chenopodium 

                                                          Sección: Chenopodia 

                                                                 Subsección: Cellulata 

                                                                         Especie: Chenopodium quinoa Willdenow 

FUENTE: Apaza et al. (2013).  
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2.2.2. Composición química y valor nutricional 

Cada variedad de quinua (Chenopodium quinoa Willd.), ofrece un perfil nutricional robusto, 

destacándose por su contenido proteico y su bajo nivel de grasas. En la Tabla 1, se muestran 

el valor nutricional de tres variedades de quinua según Pereira et al. (2019). 

Tabla 1: Valor nutricional en tres variedades de quinua. 

Variedad 

Humedad 

(g/100 g 

PF) 

Ceniza 

(g/100 g 

PS) 

Proteínas (g/100 

g PS) 

Grasas 

(g/100 g 

PS) 

Carbohidratos 

(g/100 g PS) 

Energía 

(g/100 g 

PS) 

Negro 9.7 ± 0.3 2.7 ± 0.2 14.6 ± 0.4 6.8 ± 0.3 76.1 ± 0.5 424 ± 2 

Rojo 9.6 ± 0.2 2.8 ± 0.2 15.6 ± 0.4 6.4 ± 0.3 75.3 ± 0.5 420 ± 2 

Blanco 9.3 ± 0.2 2.6 ± 0.1 14.4 ± 0.3b 6.0 ± 0.2 77.0 ± 0.3 420 ± 1 

Nota: PS = Peso seco. 

FUENTE: Pereira et al. (2019). 

Por otro lado, un contenido adecuado de humedad según la NTP 205.062 (2014), establece 

que el contenido máximo de humedad del grano de quinua no debe ser máximo a 12.5 %. 

Tabla 2: Composición de azúcares libres en tres variedades de quinua. 

Código de 

muestra 

Arabinosa 

(g/100 g PS) 

Fructosa 

(g/100 g PS) 

Glucosa (g/100 

g PS) 

Sacarosa 

(g/100 g PS) 

Total    

(g/100 g PS) 

Negro 0,50 ± 0,05 0,27 ± 0,05 0,64 ± 0,08 1,7 ± 0,3 3,1 ± 0,3 

Rojo 0,63 ± 0,04 0,20 ± 0,05 0,47 ± 0,09 1,3 ± 0,2 2,6 ± 0,2 

Blanco 0,62 ± 0,03 0,25 ± 0,04 0,61 ± 0,07 1,4 ± 0,2 2,9 ± 0,1 

Nota: PS = Peso seco  

FUENTE: Pereira et al. (2019).  

2.2.2.1. Anti nutrientes 

- Saponina: en materia seca varía 0.01 a 4.65 % para diferentes variedades de quinua.  

- La concentración de ácido fítico en la quinua (1,18 g/100 g de grano) es superior a 

la que se encuentra en la cebada (1,07 g), el maíz (0,94 g), el arroz (0,89 g) y el trigo 

(0,99 g). Pulir y lavar elimina alrededor del 30% del ácido fítico. La concentración 

de ácido fítico en las semillas de quinua procesadas (0,8 g/100 g en base seca o 8 

mg/g) es comparable a la harina integral de centeno (7,7 mg/g), la harina integral de 



 

13 

 

trigo (8,7 mg/g), las lentejas (8,4 mg/g) y haba (8,0 mg/g). Se encontró que las 

cantidades mínimas de ácido fítico para evitar efectos negativos en la absorción de 

hierro y zinc eran 10 y 50 mg por comida, respectivamente (Sivapalan, 2018). 

2.2.3. Variedades de quinua 

En la zona altoandina las variedades más extendidas son las quinuas amargas y dulces, 

generalmente se consume la quinua en sopa, quispiño, mazamorra y pesk´e (plato típico a 

base de quinua, leche y queso) (Soto et al., 2015; Llanos-Ticona, 2021). Si bien los fenotipos 

de grano grande y claro son los más demandados a nivel global, incluyendo ahora una mayor 

demanda de variedades con pigmentación más marcada, como los de color amarillo, rojo y 

negro. El Instituto Nacional de Innovación Agraria (INIA) pone a disposición 8 cultivares 

mejoradas que corresponde a la demanda tecnológica las cuales son: INIA 420 – Negra 

Collana, INIA 415 – Pasankalla, Quillahuaman INIA, Salcedo INIA, INIA 427 – Amarilla 

Sacaca, Illpa INIA, INIA 431 – Altiplano, INIA Santa Ana (Apaza et al., 2013).  

2.2.3.1. INIA 420 - Quinua Negra Collana 

La quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana es una variedad considerada como 

el grano premium con una amplia base genética, su adaptación y crecimiento se obtiene en 

la zona agroecológica Suni del Altiplano entre 3800 a 3900 m de altitud, con clima frío seco, 

precipitaciones de 400 mm a 550 mm, temperatura de 4 °C a 15 °C, pH de 5,5 a 8,0 y 

rendimiento aproximado de 3010 kg/ha (Apaza et al., 2013; Flores-Suaña, 2017). Además, 

esta variedad aporta mayor contenido de hierro, calcio, magnesio y es rica en aminoácidos 

esenciales (Soto et al., 2015). El color de la episperma es negro brilloso, y es considerado 

como grano dulce con extraordinarias cualidades nutraceúticas que la hacen importante para 

el consumo humano (Herrera, 2017). 

Según Apaza et al. (2013), el tamaño del grano de la quinua Negra Collana es de 1.60 mm 

de diámetro indicando que un grano mediano. 

En la Tabla 3, se detalla los análisis bromatológicos de la quinua (Chenopodium quinoa 

Willd.) Negra Collana.  
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Tabla 3: Análisis bromatológicos de quinua Negra Collana. 

Componente Contenido 

Humedad 9,88% 

Proteínas 17,62% 

Fibra 2,10% 

Cenizas 2,13% 

Grasa 5,94% 

Energía 368,61 kcal/100 g 

Acidez 0,00% 

Saponina 0.00% 

FUENTE: Apaza et al. (2013). 

2.2.4. Contenido de betalaínas en la quinua  

La variedad Negra Collana y Pasankalla se diferencian significativamente en su 

concentración de betalaínas, con valores de 8.29 mg/100 g y 1.809 mg/100 g 

respectivamente. Los procesos de lavado y cocción ejercen una influencia notable en la 

cantidad de betalaínas presentes en la quinua. (Ramírez, 2015). 

La quinua tiene un contenido de betacianinas de 0,15 ± 0,01 a 5,23 ± 0,23 mg/100 g y de 

betaxantinas 0,05 ± 0,01 a 1,63 ± 0,01 mg/100 g, y el contenido de betalaínas totales 0,15 ± 

0,01 hasta 6,10 ± 0,12 mg/100 g. (Abderrahim et al., 2015). 

2.2.5. Contenido de polifenoles totales y flavonoides en la quinua 

El contenido de polifenoles totales y flavonoides en la quinua, se muestra en la Tabla 4, 

según Lim et al. (2019). 

Tabla 4: Contenido de polifenoles totales y flavonoides. 

 

Extracto 

de brotes 

de 1 m 

Extracto 

de brotes 

de 3 m 

Extracto 

de semillas 

de quinua 

Extracto 

de salvado 

de quinua 

Extracto 

de 

pericarpio 

de quinua 

Extracto 

de vapor 

de quinua 

Extracto 

de hojas de 

quinua 

Extracto de 

raíz de 

quinua 

Contenido 

de 

polifenoles 

totales. 

28.47 ±  

0.28 

24.02 ± 

 0.07 

14.37 ±  

0.11 

9.05 ±  

0.05 

18.39 ±  

0.06 

11.73 ±  

0.09 

18.09 ±  

0.10 

30.96 ±  

0.29 

Contenido 

total de 

flavonoides 

61.68 ± 

 1.38 

50.89 ±  

2.24 

45.88 ±  

1.40 

9.41 ±  

0.23 

26.80 ± 

 1.11 

42.07 ±  

0.83 

51.29 ±  

1.21 

54.14 ± 

 0.78 

FUENTE: Lim et al. (2019). 
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2.3. Extracción sólido-líquido (Lixiviación) 

El proceso de extracción sólido-líquido se desarrolla cuando se quiere obtener compuestos 

retenidos en una matriz (Jensen, 2011). La extracción de compuestos bioactivos depende del 

tipo de materia prima sometido a extracción, el solvente, la temperatura, el pH, tamaño de 

partícula, proporción de solvente a soluto y tiempo (Pompeu et al., 2009; Cissé et al., 2012). 

La finalidad de este método es la separación de uno o más componentes contenidos en una 

fase sólida con la ayuda de un disolvente o fase líquida, una vez realizado la mezcla de la 

fase sólida y líquida reciben el nombre de soluto, el sólido insoluble se denomina inerte 

(Benites, 2015). 

La extracción sólido-líquido es un proceso versátil en diversas industrias que adopta 

diferentes denominaciones según su aplicación especifica, como lavado, percolación, etc. 

los cuales implican distintas técnicas y finalidades. Se denomina lixiviación cuando se 

obtiene un componente importante que está contenido en un sólido disolviendo con una fase 

líquida (Benites, 2015; Cataldo, 2015).  

Solventes utilizados en la extracción de compuestos bioactivos 

- Agua destilada: Es agua purificada mediante destilación considerado también 

como disolvente polar prótico. Las moléculas polares que posee tienden a separar 

sustancias iónicas, como cloruro de sodio, en sus iones constituyentes, estas se 

aglomeran alrededor de los iones con carga y los separan unos de otros (Benites, 

2015). 

- Etanol o alcohol etílico: Es considerado como un disolvente polar prótico, por 

ende, se encuentra comúnmente en extracción sólido-líquido (Benites, 2015). 

2.4. Betalaínas 

Las betalaínas son considerados alcaloides que al mismo tiempo estos son derivados de la 

tirosina que se encuentra de manera limitada en los vegetales. Se identificaron dos tipos 

diferentes una de ellas son las betaxantinas, de color amarillo/naranja (ʎ máx. aproximada: 

470nm) son productos de condensación del ácido betalámico y compuesto amino clasificado, 

las betacianinas son de color rojo (ʎ máx. aproximada: 536 nm) se forman por la 

glicosilación y oscilación de ciclo-Dopa (ciclo-dihidroxifenilalanina) (Fennema, 2000).  
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2.4.1. Clasificación de betalaínas 

Las betalaínas contienen dos grupos principales tales como betacianinas y betaxantinas, 

ambos grupos comparten en su estructura y cromófoba el ácido betalámico. 

  

Figura 1: Subclases de betalaínas. 

FUENTE: Akbar et al. (2018). 

2.4.1.1. Betacianinas 

La betanidina-5-O b-glucósido, comúnmente conocida como betanina, es el pigmento 

principal de la remolacha roja y se caracteriza por su intenso color. Las betacianinas 

muestran dos valores máximos de adsorción uno en el rango UV de 270-280 nm debido al 

ciclo-Dopa y el segundo rango es de 535-540 nm este último depende mucho del disolvente. 

Los colores rojo y violeta resultan de diferentes patrones de sustitución de betacianinas 

(Henriette, 2009). Las betacianinas son ópticamente activas porque contienen 2 carbonos 

quirales C-2 y C-15 (Figura 2). La hidrólisis de la betacianina resulta la betanidina o el 

epímero de C15 isobetanidina (Figura 2d) o una combinación de dos agliconas isómeras, 

estas son compartidas por las demás betacianinas. La diferencia de las betacianinas se debe 

al residuo glucósido. 
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  Betanina R = Glucosa                                      Isobetanina R = Glucosa 

 Betanidina R = H                                    Isobetanidina R = H 

Figura 2: Estructura de las betacianinas. 

FUENTE: Fennema (2000). 

2.4.1.2.  Betaxantinas  

Las betaxantinas incluyen diferentes cadenas laterales de aminoácidos o aminas. Las 

modificaciones estructurales de las betaxantinas producen cambios hipso o batocrómicos. 

La indicaxantina fue la primera betaxantina que aisló y caracterizó, estructuralmente es 

similar a las betacianinas, pero con la particularidad de contener un residuo de prolina en 

lugar del grupo indol. La vulgaxantina I y II extraídos de la remolacha, difieren de la 

indicaxantina porque la prolina es sustituida por la glutamina o ácido glutámico (Fennema, 

2000; Henriette, 2009).  
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Figura 3: Estructura de la betaxantinas. 

FUENTE: Fennema (2000). 

2.4.2. Propiedad física de la betalaína 

- La betanina con valores de pH de 4 a 7 no cambian y presentan una absorbancia de 

la luz 537 y 538 nm, en esos valores de pH no presentan un cambio en su coloración.  

- Por debajo de pH 4, tiene un límite de absorbancia más corta de 535 nm a pH 2 

- pH por encima de 7 tienen una absorbancia de 544 nm con un pH 9 Fennema (2000). 

2.4.3. Propiedad química de la betalaína 

Las betalaínas resultan de la combinación de un ácido betalámico y una amina, ya sea 

primaria o secundaria. Químicamente las betalaínas abarca la 1,7-diazaheptametina 

1,2,4,7,7-pentasustituida en su forma protonada, este pigmento se conoce como ácido 

betalámico que contiene en su estructura ácido 4-2 oxoetuliden-1-2,3,4-tetrahidropiridina-

2,6-dicarboxílico, lo que explica la naturaleza ácida de las betalaínas (Akbar et al., 2018). 

Cuando R no aplica la conjugación del sistema 1,7 diazaheptametina, el compuesto exhibe 

la máxima absorción de luz a 480 nm, característico de las betaxantinas, si la conjugación se 

amplía a R el máximo de adsorción de luz es de 540 nm característico de la betacianinas del 

color rojo (Fennema, 2000). 
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Figura 4: Estructura química del ácido betalámico y la betalaína. 

FUENTE: Akbar et al. (2018). 
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Figura 5: Unidades de construcción clave de betalaínas. 

FUENTE: Akbar et al. (2018). 

Estructuralmente las betalaínas está compuesta de aglicona betanidina que va unida a β-

glucósido en C-5. La estructura de la betacianina es la betanidina que está formada por la 

condensación de ciclo-DOPA (ciclo-3-4-dihidroxifenilalanina) con ácido betalámico con 

una longitud de onda de 406 nm. (Esatbeyoglu et al., 2015). En el caso de las betalaínas, los 

dobles enlaces en resonancia son los responsables de la variedad de colores que presentan. 

La resonancia de tres dobles enlaces es responsable de su color amarillo a una longitud de 

onda de 424 nm.  

2.4.4. Factores que influyen en las betalaínas  

2.4.4.1. Temperatura 

La temperatura ejerce una influencia determinante en la estabilidad de las betalaínas en el 

proceso como en el almacenamiento, es decir, que al someter a un proceso térmico estos se 

pueden degradar por isomerización, desglicasilación, hidrólisis, deshidrogenación y 

descarboxilación. Las betalaínas se mantienen estables a bajas temperaturas, siendo 4°C la 

temperatura óptima donde los compuestos betalámicos se mantienen estables (Flores et al., 

2019). 

2.4.4.2. pH 

Las betalaínas tienen estabilidad de pH en soluciones de 3 a 6, por encima de esos valores 

presentan una degradación del color, a un pH alcalino, la betanina se deteriora a ácido 

betalámico y ciclodopa-5-O-glucosido. Las betacianinas son estables en pH ácido a 

diferencia de las betaxantinas son resistentes a pH neutros, el pH ideal de los pigmentos de 
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betabel en condiciones anaerobias es 4 a 5 si la betalaína está en presencia de oxígeno el pH 

ideal es de 5.5 a 5.8 (Flores et al., 2019). 

2.4.4.3. Luz 

La degradación del color se debe por la absorción de ondas UV, la luz causa una degradación 

de color en un 15,6% y el oxígeno en un 14,6%, no todas las fuentes de luz provocan la 

degradación de las betalaínas ya que sugieren que la luz azul e infrarroja inducen una 

acumulación de betacianinas (Flores et al., 2019). 

2.4.4.4. Oxígeno 

Las betalaínas reaccionan en un estado aeróbico degradándose rápidamente el color. El 

oxígeno juega un papel importante en la degradación de betalaínas más aún si estos están 

almacenados a temperaturas mayores de 4°C y presencia de luz (Flores et al., 2019). 

2.4.4.5. Metales  

El cobre, hierro, aluminio y estaño son los que influyen en la degradación de betalaínas 

afectando el color, para reducir se recomienda usar ácido cítrico (Flores et al., 2019). 

2.4.4.6. Actividad de agua  

Las betalaínas son estables a una actividad de agua menores al 0.63, la liofilización y secado 

por atomización dan estabilidad ya que con estos procesos se reduce el contenido de agua 

(Flores et al., 2019).         

2.4.4.7. Actividad enzimática  

La inestabilidad de betalaínas ocurre debido a la inactivación insuficiente de enzimas como 

las glucosidasas, polifenol oxidasas y peroxidasas. Las glucosidasas afectan en la formación 

de agliconas en betalaínas, mientras que las peroxidasas forman radicales y las 

polifenoloxidasas oxidan los compuestos fenólicos provocándose así la inactivación de 

betalaínas y su decoloración de los pigmentos betalámicos (Flores et al., 2019).      

2.4.5. Métodos de extracción de betalaínas  

En la Tabla 5 y Tabla 6, se detallan los métodos convencionales y no convencionales para 

la extracción de betalaínas.  
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Tabla 5: Método de extracción convencional. 

Método Ventajas Desventajas 

Maceración 

Es un método sencillo y 

que no implica mucho 

costo.  

Implica mayor tiempo de extracción, 

bajo rendimiento y uso de disolventes 

orgánicos.  

Soxhlet Procedimiento sencillo. 
Elevado consumo energético y 

empleo de disolventes orgánicos.  

Hidrodestilación No requiere disolventes. 

Requiere altas temperaturas, elevado 

consumo energético y mucho tiempo 

de extracción.  

FUENTE: Castro et al. (2020).  

Tabla 6: Método de extracción no convencional. 

Método Ventajas Desventajas 

Fluido 

supercrítico 

La extracción es rápida, 

selectiva y no requiere 

limpieza adicional. 

Cambios de temperatura y equipos 

especializados.  

Líquido a presión  
Extracción rápida y consumo 

reducido de disolventes. 

Altas temperaturas y presión.  

Asistido por 

ultrasonido 

Bajo tiempo de extracción, 

bajo consumo energético y 

altos rendimientos. 

Uso de disolventes orgánicos. 

Asistido por 

microondas 

Se puede realizar con o sin 

adición de disolventes. 

Equipo especializado. 

Campo eléctrico 

pulsado 

Menor tiempo de extracción y 

mayor productividad. 

Uso de disolventes y consumo 

energético. 

FUENTE: Castro et al. (2020). 

2.5. Polifenoles totales 

Los polifenoles, compuestos de origen vegetal, se caracterizan por la presencia de uno o dos 

anillos aromáticos con grupos hidroxilo unidos. Los compuestos fenólicos se pueden 

encontrar en productos de origen vegetal y se clasifican según su estructura, ácidos fenólicos, 

flavonoides, estilbenos, lignanos y taninos. Los polifenoles debido a su capacidad 
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antioxidante eliminan productos tóxicos que dañan el organismo mediante reacciones 

oxidativas. La separación y determinación de este compuesto es tarea difícil debido a la 

cantidad de moléculas polifenólicas y la complejidad de la matriz de diferentes muestras de 

alimentos y las metodologías de separación son las de cromatografía líquida de alta 

resolución HPLC y la electroforesis capilar CE, incluidos UV-Vis, fluorescencia y 

espectrometría de masas MS. (Vidal et al., 2022).    
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OH

oh

R1

      

R1

R2

OH

A

 

Figura 6: Estructura básica de los ácidos fenólicos. 

FUENTE: Luna-Guevara et al. (2018). 

Los ácidos fenólicos son compuestos bioactivos que participan en muchos de los procesos 

in vivo, función que ejerce la absorción de nutrientes, síntesis de proteínas, actividad 

enzimática fotosíntesis y alelopatía (Bonfill et al., 2013). Los ácidos fenólicos están 

formados por un anillo aromático fenólico con un grupo carboxílico, formando una 

estructura básica que puede extenderse en diferentes clases, como los ácidos 

hidroxibenzoico, acetofenonas, ácidos fenilacéticos y hidroxicinámicos. Depende del 

número de carbono en la cadena que va unida en el grupo carboxílico C1, C2 O C3 que está 

añadido un fenol en el C6 (Luna-Guevara et al., 2018). 

2.5.1. Clasificación de los polifenoles totales  

La clasificación de los compuestos fenólicos es de gran interés por su capacidad para actuar 

como conservantes naturales, mejorando su estabilidad y la vida útil de los productos 

alimentarios. Esta clasificación se muestra en la siguiente Figura 7:  
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POLIFENOLES 

Lignanos

Estilbenos 

Flavonoides 

Ácido 

fenólicos

a) Hidroxibenzóico.

b) Hidroxicinámico.

a) Flavonas.

b) Flavanonas.

c) Isoflavonas.

d) Flavonoles.

e) Antocianinas.

f) Flavanoles.

 

Figura 7: Clasificación de los compuestos polifenólicos. 

FUENTE: Baas (2014). 

La clasificación de los polifenoles se divide en varias clases y subclases que se caracterizan 

según el número y disposición de sus anillos aromáticos. Entre los grupos representativos se 

encuentran los ácidos fenólicos provenientes del ácido hidroxibenzoico y del ácido 

hidroxicinámico, así como los alcoholes fenólicos, estilbenos, lignanos y flavonoides tal 

como se muestran en la Figura 8. 

La biosíntesis de los polifenoles se inicia a partir de las rutas del ácido shikímico y de los 

poliacetatos. La primera ruta, a través de la fenilalanina y la tirosina, conduce a la formación 

de una amplia gama de compuestos fenólicos, incluyendo ácidos cinámicos, fenoles simples, 

lignanos, curaminas y procedentes del fenilpropano. Por otro lado, la ruta de los poliacetatos, 

por su parte, contribuye a la biosíntesis de compuestos policíclicos como las quinonas y las 

xantonas (Quiñones et al., 2012).  
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Derivados del ácido hidroxibenzoico 
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Figura 8: Núcleo estructural de los principales grupos de polifenoles. 

FUENTE: Quiñones et al. (2012). 

2.6. Flavonoides  

Los flavonoides son pigmentos naturales, posee una estructura polifenólica y se encuentran 

en frutas, verduras y semillas. Poseen diversos efectos bioquímicos y antioxidantes que se 

relacionan con diferentes enfermedades. Los flavonoides son compuestos importantes en 

una variedad de aplicaciones nutracéuticas, farmacéuticas, medicinales y cosméticas (Burak 
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y Imen, 1999). Otro de los beneficios que tienen los flavonoides es que son anticancerígenos 

(Hernández et al., 2019). El color amarillo en alimentos se debe en su mayoría a la presencia 

de carotenoides, algunos de estos efectos se deben a la presencia de flavonoides de tipo no 

antocianina, los cuales son responsables del color blanco en algunos vegetales, existe 

diferencia en algunas clases de flavonoides y esto se debe al estado de oxidación del puente 

tricarbono, Las estructuras más comunes que existen en la naturaleza varían de flavan-3-oles 

(catequinas) a flavonoles (3-hidroxiflavonas) y antocianinas. Los flavonoides también 

comprenden la flavanona, flavononoides o dehidroflavonoles y los flavan-3,4-dioles 

(proantocianidinas). Las dihidrochalconas, chalconas, isoflavonas, neoflavonas y auronas 

estas no presentan el esqueleto básico de los flavonoides, pero si se relacionan químicamente 

por ende están incluidos dentro del grupo de flavonoides (Fennema, 2000).  
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Figura 9: Estructura general de un flavonoide. 

FUENTE: Hernández et al. (2019). 

Los flavonoides están formados por 15 carbonos C6-C3-C6, tiene dos anillos aromáticos A 

y B, contiene grupo hidroxilo, unidos por una cadena lineal de 3 carbonos.  

2.6.1. Clasificación de los flavonoides  

a) Flavones: Están presentes en hojas, flores y frutos, estas subclases de flavonoides 

pertenecen a la luteolina, la apigenina y la tangeretina Panche et al. (2016). 

b) Flavonoles: En su estructura tiene el grupo cetona, son construidos de 

proantocianinas y se encuentran abundantes en frutas y verduras. Los más estudiados 

son el kaempferol, la quercetina, la miricetina y la fisetina Panche et al. (2016).  

En comparación con las flavonas, los flavonoles presentan un grupo hidroxilo en la 

posición 3 del anillo C, que también puede estar glicosilado (Iwashina, 2013). 

c) Flavanonas: Están presentes en todos los cítricos. Esta subclase de flavonoides 

pertenece a la hesperidina, la naringenina y el erodictiol. Además, que estos son 
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beneficiosos para la salud debido a sus propiedades eliminadoras de radicales libres, 

son responsables del sabor amargo de ciertas bebidas de fruta y la piel de algunos 

cítricos Panche et al. (2016). 

d) Isoflavonoides: Se encuentran en la soja y en algunas leguminosas, también algunos 

de estos están presentes en los microbios (Matthies et al., 2008), proveniente de la 

estructura 3-fenil cromen-4-ona (3-fenil-1,4-benzopirona).  

e) Los neoflavonoides: Se distinguen por su núcleo central de 4-fenilcromen (4-fenil-

1,2-benzopirona) y la ausencia de un hidroxilo en la posición 2 del anillo cromen, lo 

que la diferencia de otros flavonoides. La primera isoflavona aislada, la calofilolida, 

fue obtenida en 1951 a partir de las semillas de Calophyllum inophyllum. También 

se encuentra en la corteza y la madera de la planta endémica de Sri Lanka Mesua 

thwaitesi (Garazd et al., 2003).  

f) Flavonoides: Proveniente de la estructura 2-fenil cromen-4-ona (2-fenil-1,4-

benzopirona). 

CLASES DE FLAVONOIDES

SUB CLASES DE FLAVONOIDES

FlavonesFlavononasCalconasAntocianinas Flavonoles Isoflavonoides

-  Cianidina

-  Malvidin

-  Delfinidina

-  Peonidina

- Floretina
- Arbutina
- Florizina
Calconaringenina

- Hesperitina
-  Naringina
-  Naringenina
- Eriodictiol
- Hesperidina

- Quercetina
- Miricetina
- Rutina
 - Kaempferol

-  Apigenina
- Mandaretina
-  Balcaleína
-  Rpoifolina

- Genistina

- Genisteina
- Daidzeína
-  Daidzín

FUENTES NATURALES

-  Frutas 
-  Vegetales

- Nueces y 

frutos secos

- Plantas 
medicinales y 
otros 

-  Frutas 

-  Vegetales

- Plantas 

medicinales y 

otros 

- Frutas 

- Plantas 

medicinales y 

otros 

-  Frutas 

-  Vegetales

- Plantas 

medicinales y 

otros 

- Leguminosas

- Plantas 

medicinales  

- Frutas 

- Plantas 

medicinales y 

otros 

 

Figura 10: Clases de flavonoides. 

FUENTE: Panche et al. (2016). 

2.6.2. Estructura química de los flavonoides 

Los flavonoides son compuestos orgánicos de bajo peso molecular cuya estructura básica 

está formada por una flavona con 15 átomos de carbono. Esta estructura incluye dos anillos 
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bencénicos, conectados a un heterociclo de pirano. La posición del anillo B de catecol en el 

anillo C de pirano (heterocíclico) y el número y posición de los grupos hidroxi en el grupo 

catecol del anillo B influyen en la capacidad antioxidante de los flavonoides (D’Amelia et 

al., 2018). 

2.6.3. Propiedades físicas de los flavonoides  

La absorción de luz en los flavonoides demuestra una relación de color e instauración de una 

molécula y el impacto de auxócromos. Los flavanoles con sustituyentes hidroxilo, Catequina 

y proantocianidina, la instauración se interrumpe entre dos anillos de benceno y por ende la 

adsorción de luz es parecida a los fenoles, la adsorción máxima de luz es de 275 y 280 nm. 

(Figura 6 A). La flavanona naringenina, el grupo hidroxilo solo existen en conjugación con 

el grupo carbonilo en C-4 por ende no ejercen su característica aux crómicas (Figura 6 B) y 

su absorción de luz es similar a los flavanos. Para el caso de la flavona luteolina el grupo 

hidroxilo se asocia a ambos anillos bencénicos y ejerce su característica aux crómicas por la 

conjugación del C-4 (Figura 6 C). Tienen una absorción de luz en longitudes de onda 

mayores de 350 nm se asocia con el anillo B, a longitudes de onda menores se asocian al 

anillo A. El grupo hidroxilo en C-3 del flavonol quercetina causa un nuevo desplazamiento 

hacia longitudes de onda todavía mayores (380 nm) para la absorción máxima de la luz, 

comparada con la de las flavonas (Figura 6 C)  (Fennema, 2000).  
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Figura 11: Espectros de absorción de flavonoides específicos. 

FUENTE: Fennema (2000). 

2.6.4. Métodos de extracción de los flavonoides  

Los métodos convencionales y no convencionales para la extracción de los flavonoides, se 

detallan en la Tabla 7 y Tabla 8. 

Tabla 7: Método de extracción convencional. 

Método Descripción 

Maceración  Se remoja el material sólido en un solvente etanol o agua.  

Percolación 

Se remoja el material sólido en un solvente, de esta manera 

se logra la extracción por medio de difusión, en esta técnica 

se le agrega solvente de manera constante.  

Extracción Soxhlet 

La muestra sólida, previamente pulverizada, se introduce 

en un cartucho de material poroso alejado en la cámara de 

la extracción Soxhlet. El disolvente, al ser calentado en el 

matraz, se vaporiza y sus vapores se condensan, los cuales 

son arrastrados por el disolvente hacia el matraz. 

 FUENTE: Ramirez (2020). 
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Tabla 8: Método de extracción no convencional. 

Método Descripción 

Extracción asistida por 

ultrasonido (EAU) 

Se utilizan ondas ultrasónicas, donde se produce 

cavitación, la onda del ultrasonido se propaga en las 

moléculas del medio y se forman burbujas de cavitación. 

La transferencia de calor mejora la eficiencia de 

extracción.  

EUA incluye bajo consumo de solvente y energía, la 

reducción de temperatura y poco tiempo de extracción. 

Extracción asistida por 

microondas (MAE) 

La radiación de microondas actúa sobre los dipolos de 

materiales polares y polarizables. Provocan un 

calentamiento cerca de la superficie. Se utilizan menos 

solventes tóxicos, poco tiempo de extracción, menos 

consumo de energía y menos costos.  

Extracción de líquido 

presurizado (PLE) 

Aplica alta presión, los solventes permanecen líquidos por 

encima de su punto de ebullición, requiere menos tiempo 

de extracción y menos consumo de energía 

Extracción de fluido 

supercrítico (SFE) 

SFE se define como fluido por encima de su temperatura y 

presión crítica específica. Se requiere una presión mínima 

para convertir un gas en un estado líquido a su propia 

temperatura. 

Extracción de flavonoides 

asistida por enzimas (EAE) 

Es un pretratamiento enzimático se realiza con la adición 

de enzimas hidrolizantes como celulosa, amilasa y 

pectinasa durante la extracción, con el uso de enzimas, la 

pared celular se rompe los polisacáridos estructurales, los 

cuerpos lipídicos se hidrolizan.  

Dispersión de fase sólida de 

matriz (MSPD) 

Este proceso implica homogeneización, extracción y 

purificación simultáneas. 

Extracción por cavitación 

por presión negativa 

(NPCE). 

En la etapa inicial del proceso se introduce a una corriente 

de nitrógeno en el sistema de extracción. Este proceso 

promueve turbulencia, colisión y transferencia de masa 

entre el extractor y la matriz de la planta. 

 FUENTE: Gioffre (2023).  
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2.7. Microencapsulación 

La microencapsulación es una tecnología que consiste en atrapar materiales sólidos, líquidos 

o gaseosos con una película continua como recubrimiento o agente encapsulante para formar 

pequeñas cápsulas (Neves et al., 2021), aumentando su vida útil y protegiendo contra la luz, 

la humedad, las reacciones con otros productos y el oxígeno (Souza, 2021), cuya estructura 

es relativamente simple y es aceptada en el sector alimentario (Pereira et al., 2018). El 

estudio de la microencapsulación de compuestos bioactivos, como compuestos fenólicos a 

partir de extractos naturales, no es muy común, siendo encontrado, principalmente, en 

trabajos relacionados con la microencapsulación de compuestos purificado o sintetizado en 

el laboratorio (Shishir y Chen, 2017).  

Nedovic et al. (2011), mencionan las ventajas de microencapsulación: 

- Mejora las propiedades del material encapsulado, enmascarando las características 

organolépticas desagradables (sabores, olores y color) de algunos materiales. 

- Permite la optimización de formulaciones con respecto a la modulación de liberación 

de la sustancia a encapsular. 

- Disminuye la toxicidad del compuesto bioactivo. 

- Controla la biodisponibilidad. 

- Protege los compuestos volátiles, evitando su pérdida. 

- Protege las sustancias de los agentes atmosféricos (luz, humedad, calor, oxígeno 

entre otros.). 

2.7.1. Métodos de microencapsulación   

Los métodos de microencapsulación dependen de una serie de factores interrelacionados, 

tales como el costo de producción, el tamaño de partícula, la aplicación final del producto y 

el perfil de liberación deseada. Según Ozkan et al. (2019), reportan diversos métodos los 

cuales se dividen en tres grupos:  

- Métodos físicos: Secado por atomización, liofilización, evaporación de solventes, 

lecho fluidizado, precipitación de fluidos supercríticos y evaporación de solventes.  

- Métodos químicos: Polimerización in situ y acomplejamiento de inclusión 

molecular. 
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- Métodos fisicoquímicos: Gelificación iónica, emulsificación, coacervación y 

liposomas. 

Estos métodos dependen del tamaño de microcápsula deseado. En la actualidad el proceso 

de secado por atomización y la extracción son más empleadas en la industria alimentaria, 

debido a los bajos costos y con procesos simples y flexibles (Shishir y Chen, 2017).   

a. Secado por atomización 

El secado por atomización es un método de encapsulación relacionada con la atomización, 

es ampliamente utilizado en la industria alimentaria como acidulantes, aromatizantes, 

edulcorantes, colorantes, aceites, vitaminas, minerales, enzimas y microorganismos 

(Barroso, 2020; Ray et al., 2016). Este método tiene la capacidad de convertir una 

suspensión de base biológica en un polvo seco por medio de un inyector que incluye una 

corriente de gas de secado caliente, que provoca una rápida evaporación del solvente y la 

producción de sistemas secos (De Souza et al., 2017), y por ende tiende a conservar atributos 

sensibles de calidad, por ejemplo, nutrientes, colores y sabores.  

Según Schafroth et al. (2012), indican que el proceso de secado por atomización, consta de 

tres pasos fundamentales:  

1. Primer paso: Homogeneización del extracto y los agentes microencapsulante se 

atomiza. 

2. Segundo paso: La solución alimentada se somete a un proceso de secado por el 

cual un gas caliente, al entrar en contacto con ella, provoca la evaporación del 

solvente, dejando como residuo el soluto. 

3. Tercer paso: Acumulación de partículas secas, también conocidas como 

microcápsulas, se realiza mediante el uso de ciclones o filtros.  

 

El secado por atomización es un proceso relativamente simple y ofrece varias ventajas como 

método de encapsulación (De Souza et al., 2017), los parámetros a tener en cuenta son: las 

temperaturas de entrada y salida del aire de secado, el flujo de alimentación, el tiempo y el 

acondicionamiento de materia prima, estos parámetros junto con el encapsulante son 

responsables para la eficiencia del proceso (García-Gutiérrez et al., 2004; Nunes et al., 

2015).  
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Figura 12: Esquema ilustrativo del proceso de microencapsulación por secado por 

atomización. 

FUENTE: Santos (2014). 

b. Agentes utilizados para la microencapsulación  

En la industria alimentaria los métodos de encapsulación son limitados, además, existe una gran 

variedad de materiales que pueden ser utilizados como agentes encapsulantes en el secado por 

atomización (Corilla, 2019; Dordević et al., 2016; García-Gutiérrez et al., 2004), básicamente 

son:  

- Carbohidratos: Maltodextrinas, almidón y derivados, ciclodextrinas, dextrinas, 

quitosano,  

- Celulosas: Carboximetilcelulosa y metilcelulosa.  

- Gomas: Goma arábiga, agar, carragenano, mezquite y alginato de sodio 

- Lípidos: Ceras, parafinas, grasas y aceites. 

- Proteínas: Gelatina, proteína de soya, caseinatos, albúmina, péptidos, suero de leche y 

zeína.  
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El material encapsulante más utilizado en el secado por atomización es la maltodextrina, ya 

que son incoloras, inodoras y de baja viscosidad a altas concentraciones, además permiten 

la formación de polvos de libre flujo sin enmascarar el sabor original (Dordević et al., 2016), 

además, aumenta el rendimiento, reducen la pegajosidad y la higroscopicidad del producto 

en polvo (Shishir y Chen, 2017), también es utilizado como encapsulante las gomas y el 

almidón comercial y/o modificado.  

c. Morfología de microcápsulas 

Las microcápsulas son diminutas esferas, que son rodeadas por una membrana protectora, es 

decir, esta envoltura, a menudo esférica y semipermeable, actúa como una barrera que controla 

la liberación del material contenido. Las micropartículas obtenidas pueden variar en tamaño, 

desde 1 hasta 100 μm. El tamaño y forma de las microcápsulas dependen del material activo y 

del proceso para la fabricación (Estevinho et al.,, 2013; Lorenzoni et al., 2015).  

La Figura 13, presenta los principales modelos de microcápsulas, donde: A) Matriz, B) 

microcápsula simple, C) microcápsula irregular, D) microcápsula de pared múltiple, E) 

microcápsula de núcleos múltiples, y F) agregado de microcápsulas.  

   

Figura 13: Morfología en diferentes formas de microcápsulas. 

FUENTE: Estevinho et al. (2013). 
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CAPÍTULO III 

MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1. HIPÓTESIS DE LA INVESTIGACIÓN  

3.1.1. Hipótesis General 

Existe efecto significativo al evaluar la extracción y microencapsulación del extracto 

hidroalcohólico de compuestos bioactivos de la quinua (Chenopodium quinoa 

Willd.) Negra Collana mediante el método secado por atomización. 

3.1.2. Hipótesis Específicas  

- El extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana con mayor contenido de 

compuestos bioactivos depende de la temperatura y pH en la extracción por el 

método sólido-líquido. 

- Las matrices poliméricas y la temperatura de entrada y salida influyen de manera 

favorable en la técnica de microencapsulación al mejor tratamiento de compuestos 

bioactivos extraídos de la quinua negra collana.   

- Las propiedades fisicoquímicas y físicas tienen relación directa con las 

microcápsulas obtenidas de la quinua Negra Collana 

- Las características morfológicas tienen relación directa con las microcápsulas 

obtenidas de la quinua Negra Collana. 

3.2. MATERIALES Y MÉTODOS  

3.2.1. Lugar de Ejecución  

El presente trabajo de investigación se desarrolló en el laboratorio de la Escuela Profesional 

de Ingeniería en Industrias Alimentarias de la Universidad Nacional de Juliaca (UNAJ) - 

Sede Ayabacas. El secado por atomización y los análisis fisicoquímicos y físicas se 

realizaron en el laboratorio de la Facultad de Ciencias Agrarias de la Universidad Nacional 
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del Centro del Perú – Huancayo. Las características morfológicas se desarrollaron en el 

Centro de Microscopía Electrónica Técnica de Laboratorio – Universidad Nacional de San 

Agustín – Arequipa. 

 

Figura 14: Ubicación geográfica de la Universidad Nacional de Juliaca – Sede 

Ayabacas. 

FUENTE: Google Maps (2024a). 

 

Figura 15: Ubicación geográfica de la Universidad Nacional del Centro del Perú 

Huancayo. 

FUENTE: Google Maps  (2024b). 

 

Figura 16: Ubicación geográfica de la Universidad Nacional San Agustín – Arequipa. 

FUENTE: Google Maps (2024c). 
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3.2.2. Materia Prima  

En el presente trabajo se utilizó como materia prima la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) 

de variedad INIA 420 - Negra Collana sin procesar (Figura 17), que fue adquirida del 

Instituto Nacional de Investigación Agraria INIA – Puno. 

 

Figura 17: Quinua INIA 420 - Negra Collana. 

FUENTE: INIA (2009). 

3.2.3. Materiales, Equipos, Reactivos e Insumos  

a. Materiales  

- Papel aluminio. 

- Vasos precipitados 250-500 ml.  

- Bolsas herméticas de polietileno. 

- Campana de desecación. 

- Pipetas de 1, 5, 10 ml.  

- Gradillas. 

- Buretas. 

- Papel toalla.  

- Placa Petri. 

- Matraz Erlenmeyer 10-25 ml. 

- Probeta 100-250 ml.   

- Capsula de porcelana 10-30 ml.  

- Tubos eppendorf.  

- Cronómetro. 

- Picnómetro de gases.  
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b. Equipos 

- Atomizador, Mini Spray Dryer, modelo B-290 Buchi.  

- Balanza analítica 0-500 g. 

- Balanza de plataforma 0-10 kg. 

- Agitador Vortex múltiple. 

- Molino pulverizador eléctrico de granos 700 - 1000 g.  

- Espectrofotómetro. 

- Refractómetro.  

- Centrífuga. 

- Medidor de actividad de agua (Marca: AQUALAB, modelo: 3TE).  

- Colorímetro portátil, Konica minolta. 

- Estufa (Marca: Memmert, modelo: UN200). 

- Potenciómetro. 

- Viscosímetro de Fungilab.  

- Microscopía Electrónica de Barrido: Scios 2 DualBeam Microscopes (Thermo 

Fisher). 

 

c. Reactivos e insumos  

- Maltodextrina. 

- Gelatina sin sabor. 

- Agua destilada. 

- Folin-Ciocalteu. 

- Concentración de etanol 80% 

- Carbonato de sodio (Na2CO3). 

- Cloruro de sodio. 

- Catequina. 

- Acetato de Potasio.  

- Cloruro de aluminio. 

- Solución Buffer.  

- Sulfato de sodio (Na2SO4). 
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3.3. METODOLOGÍA EXPERIMENTAL  

Para la extracción de compuestos bioactivos de la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) 

Negra Collana por el método sólido-líquido y para la microencapsulación de compuestos 

bioactivos de la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana, se realizó de acuerdo 

a los siguientes diagramas de proceso: 

a. Diseño experimental del proceso de extracción de compuestos bioactivos de la 

quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana por el método sólido- 

líquido 

Quinua negra Collana 

(grano) 

Recepción

Selección

Triturado

Extracción (Método sólido-

líquido)

Piedras, granos infectados, 

gorgojos

Concentración de etanol 80 %. 

Tiempo de extracción 24 hrs.

Centrifugado del extracto 

hidroalcohólico

T =  4°C

Lavado Eliminación de saponina

Tamaño de partícula 0.5µmHumedad 8.7 % 

Sedimento

Envasado

Velocidad de centrifugación 

6000 rpm

Tiempo 10 Min.

Almacenado

Frascos color ámbar 

Tamizado

 

Figura 18: Diagrama de flujo del proceso de extracción de compuestos bioactivos de 

la quinua Negra Collana por el método sólido-líquido. 
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Descripción del diagrama de flujo 

A continuación, se describe cada una de las etapas del proceso: 

Recepción: La recepción de la materia prima se realizó en los laboratorios de la Escuela 

Profesional de Ingeniera en Industrias Alimentarias de la Universidad Nacional de Juliaca, 

el cual ingresó 5 kg de quinua Negra Collana. 

Selección: Se realizó la selección en forma manual las unidades defectuosas: piedras, parte 

de tallos, granos infectados, gorgojos, etc. Este paso es fundamental para asegurar la 

excelencia del producto final.  

Lavado:  En este proceso se acondicionó el grano de quinua remojándola por un tiempo de 

30 minutos en agua a temperatura ambiente en una relación de 3:1 (3 de agua:1 de quinua) 

con el fin de facilitar la desaponificación, eliminando posteriormente en el lavado y fricción 

manual hasta que no se forme más espuma (Borda y Gamarra, 2003). Para determinar la 

saponina del grano de quinua se utilizó el método de espuma (afrosimétrico) estipulado por 

INDECOPI (2014). Los resultados se expresaron en porcentaje. 

% 𝑑𝑒 𝑠𝑎𝑝𝑜𝑛𝑖𝑛𝑎 =
(0.646 × ℎ) − 0.104

𝑚 × 10
 

Donde:  

h = altura de espuma, en cm. 

m = masa de la muestra, en g. 

Secado: Este proceso se realizó en una mufla controlando la temperatura, el tiempo y la 

humedad del grano de la quinua. Según la NTP 205.062 (2014), se secan hasta alcanzar un 

contenido de humedad del grano de la quinua que no debe exceder al 12.5 %. Este parámetro 

es crucial porque la humedad influye directamente en la calidad, conservación y vida útil del 

grano.  

Triturado: En este proceso el contenido de humedad del grano de quinua fue de 8.7 % y se 

midió el tamaño de partícula. Según la NTP 205.062 (2014), establece especificaciones de 

los tamaños de los granos de quinua: granos mayores a 1.70 mm; grano mediano a 1,70 a 

1,40 mm y granos pequeños menores a 1,40 mm, posterior al análisis realizado, se llevó a 
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cabo la molienda utilizando un molino pulverizador eléctrico, donde los granos se trituran 

hasta obtener un tamaño de partícula específica de 0.5 mm (Quenta y Verapinto, 2017). 

Tamizado: Se utilizó un tamiz para clasificar la harina en diferentes fracciones según su 

tamaño de partícula.  

Extracción sólido-líquido (lixiviación): Se realizó la extracción del extracto 

hidroalcohólico de harina de quinua Negra Collana, en relación de 1:10 (10 g de muestra: 

100 ml de solvente etanol al 80 %), dejándolo reposar la muestra a temperatura ambiente 

durante 24 horas. Durante ese tiempo, la muestra se concentra, permitiendo que el pigmento 

migre hacia el etanol, llevando a cabo la extracción sólido-líquido (lixiviación). Después de 

24 horas de almacenamiento, se procedió a filtrar los frascos del extracto hidroalcohólico de 

compuestos bioactivos obtenidas de la quinua Negra Collana utilizando papel filtro, para 

separar las partes sólidas del extracto hidroalcohólico (Benites, 2015).  

Centrifugado del extracto hidroalcohólico: Después de la filtración, las muestras se 

centrifugaron a una velocidad de 6000 rpm durante 10 minutos a una temperatura de 4 °C 

cuya finalidad es separar los sólidos insolubles del extracto, obteniendo un concentrado que 

contiene los compuestos bioactivos disueltos. 

Envasado: El extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana se envasó en frascos de 

color ámbar para proteger de los factores externos y evitar la degradación de los compuestos 

bioactivos debido a que son termo sensibles a la presencia de luz y la oxidación.  

Almacenado: Finalmente, se almacenaron a una temperatura de 4 °C en envases de vidrio 

de color ámbar para protegerlo hasta el momento de su uso. Este control es crucial para 

prolongar su vida útil del extracto.  
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b. Diseño experimental del proceso de microencapsulación de compuestos 

bioactivos de la quinua (Chenopodium quinoa Willd.) Negra Collana  

Extracto hidroalcohólico 

Secado por atomización 

Formulación

Análisis de las 

microcápsulas 

C1: 3 % de gelatina sin sabor:7 % 

maltodextrina

C2: 6 % de gelatina sin sabor:14 % 

maltodextrina 

Humedad

Aw

Higroscopicidad 

Densidad

Color 

Rendimiento

Solubilidad

Morfológica  

(MEB)Almacenado

Temperatura de entrada (160-

180°C)

Temperatura de salida (68-75°C)

°Brix

pH

Viscosidad

Betalaínas

Flavonoides 

Compuestos fenólicos 

Preparación de muestra
pH del extracto  4.5, 5.5 y 6.5  

Temperatura 20°C, 30°C,40°C

Extracto hidroalcohólico de 

la quinua negra collana

 

Figura 19: Diagrama de flujo del proceso de microencapsulación de compuestos 

bioactivos de la quinua Negra Collana. 

Descripción del diagrama de flujo 

A continuación, se presenta la descripción de cada una de las etapas del proceso: 

Preparación de muestra:  En este proceso se sometió el extracto hidroalcohólico a baño 

maría a temperaturas de 20 °C, 30 °C y 40 °C para la identificación y cuantificación de 

compuestos bioactivos.  

Se ajustó el pH del extracto hidroalcohólico a 4.5, 5.5 y 6.5 con C6H8O7 al 1N en relación 

p/v. 

Estos factores son críticos para maximizar la extracción de los compuestos bioactivos.  

Formulación: Se procede a formular la mezcla que será sometida al proceso de 

microencapsulación. Se realizó las siguientes formulaciones del material encapsulante: 
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- C1: 3 % de gelatina sin sabor y 7 % de maltodextrina. 

- C2: 6 % de gelatina sin sabor y 14 % de maltodextrina.  

Estas matrices poliméricas ayudan a estabilizar y proteger los compuestos bioactivos 

(betalaínas, flavonoides y compuestos fenólicos), durante el proceso de secado por 

atomización.  

Secado por atomización: De acuerdo el diseño experimental, se pesó cada uno de los 

agentes microencapsulantes maltodextrina y gelatina sin sabor para cada tratamiento, se 

continuó con la mezcla hasta conseguir una emulsión totalmente homogénea. 

Se emplearon condiciones de secado rigorosas, con temperaturas de entrada 160 °C y 180 

°C, mientras que la temperatura de salida se fluctuó en un rango de 68 a 75°C. La velocidad 

de la alimentación se fijó en un promedio de 12,5 ml/min., y el proceso se llevó a cabo en 

un ambiente de 17 ºC aproximadamente. Además, la incorporación de un encapsulante 

permitió mejorar la eficiencia del secado y proteger al principio activo de la humedad.  

Análisis de las microcápsulas: En este procedimiento se realizaron los siguientes análisis 

fisicoquímicas y físicas de las microcápsulas: humedad, actividad de agua, higroscopicidad, 

densidad, color, rendimiento, morfología utilizando Microscopía Electrónica de Barrido 

(MEB), para observar la estructura y forma de las micropartículas, metodologías descritas 

en los anexos 1, 4, 9, 10, 11, 13 y 14.  

Almacenado: Finalmente, las microcápsulas se almacenaron en bolsas polietilenos a una 

temperatura ambiente. El almacenamiento adecuado es crucial para preservar la estabilidad 

de los compuestos bioactivos microencapsulados, evitando su degradación con el paso del 

tiempo.  

3.4. METODOLOGÍA EXPERIMENTAL POR OBJETIVO  

A continuación, se presenta la metodología para los objetivos específicos.  
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3.4.1. Para el objetivo N° 1: Determinar el efecto de temperatura y pH en la extracción 

de compuestos bioactivos de la quinua Negra Collana por el método sólido-

líquido.  

a. Identificación de variables  

• Variables independientes 

- Temperatura: T1= 20 °C, T2= 30 °C y T3= 40 °C 

- pH: pH1= 4.5, pH2= 5.5 y pH3= 6.5 

• Variables dependientes  

- Compuestos bioactivos (Betalaínas, flavonoides y compuestos fenólicos). 

b. Diseño experimental  

Se empleó el Diseño Completamente al Azar (DCA), realizando cada tratamiento con 3 

réplicas, teniendo como variables independientes la temperatura y pH y como variables 

dependientes los compuestos bioactivos (Betalaínas, Flavonoides y Compuestos Fenólicos).  

Para la extracción se utilizó el solvente etanol al 80 % (Dichos parámetros fueron constante 

para la parte experimental). 

Donde: 

Temperatura: T1= 20 °C; T2 = 30 °C y T3= 40 °C 

pH: pH1= 4.5; pH2= 5.5 y pH3= 6.5 

T3=40°

Extracto hidroalcohólico de la quinua 

negra collana

pH2

5.5

pH1

4.5

pH3

6,5
pH1

4.5

pH2

5.5

pH3

6.5

pH1

4.5

pH2

5.5

pH3

6.5

Quinua

T2=30°T1=20°
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c. Análisis estadístico  

Utilizando el software estadístico Minitab, se realizó un análisis factorial 3x3 para evaluar 

el efecto de tres factores sobre la variable de respuesta. Para determinar si existen diferencias 

significativas entre los tratamientos, se aplicó la prueba de Tukey para comparaciones 

múltiples a un nivel de confianza del 95 %. 

El modelo de la ecuación: 

𝒀𝒊𝒋𝒌 = 𝝁 + 𝜶𝑰 + 𝜷𝒋 + (𝜶𝜷)𝑰𝑱 + 𝜺𝑰𝑱𝒌 

𝑌𝑖𝑗𝑘 =  Observación del experimento (% retención de compuestos bioactivos). 

𝜇 = Media poblacional. 

𝛼𝐼 = Efecto debido al i-ésimo nivel del factor A, (Temperatura = 20 °C, 30 °C y 40 °C). 

𝛽𝑗  = Efecto debido al j-ésimo nivel del factor B, pH (4,5; 5,5 y 6,5). 

(𝛼𝛽)𝐼𝐽 = Efecto de interacción en la combinación ij (Temperatura vs pH). 

𝜀𝐼𝐽𝑘 = Error experimental. 

d. Matriz de diseño para el objetivo 1 

Tabla 9: Matriz de experimento factorial 3x3 para la extracción de compuestos bioactivos 

de la quinua Negra collana. 

Variable independiente Variable dependiente 

Factores Compuestos bioactivos 

Temperatura pH Betalaínas Flavonoides 
Compuestos 

fenólicos 

20°C 

4.5 - - - 

5.5 - - - 

6.5 - - - 

30°C 

4.5 - - - 

5.5 - - - 

6.5 - - - 

40°C 

4.5 - - - 

5.5 - - - 

6.5 - - - 
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e. Métodos de análisis  

Se determinó los siguientes análisis al extracto hidroalcohólico de compuestos bioactivos 

(Betalaínas, Flavonoides y Compuestos Fenólicos) de la quinua Negra Collana:  

- Procedimiento para la determinación de los grados °Brix (AOAC 931.12, 2005). 

(Anexo 2).  

- Determinación de pH (AOAC 981.12, 2005). (Anexo 3). 

- Determinación de la viscosidad (Barreto et al., 2017). (Anexo 5). 

- Determinación de betalaínas (método de espectrofotométrico) (Castellanos-Santiago 

y Yahia, 2008). (Anexo 6). 

- Determinación de flavonoides (método de tricloruro de aluminio) (Tarquino, 2018). 

(Anexo 7). 

- Determinación de compuestos fenólicos (Kim et al., 2003). (Anexo 8). 

3.4.2. Para el objetivo 2: Microencapsular mediante secado por atomización 

utilizando matrices poliméricas al mejor tratamiento de compuestos bioactivos 

extraídos por método sólido-líquido de la quinua Negra Collana. 

a. Identificación de variables 

• Variables independientes 

- Concentración de matrices poliméricas:  

  C1 = (3 % gelatina sin sabor:7 % maltodextrina). 

  C2 = (6 % gelatina sin sabor:14 % maltodextrina). 

- Temperatura de entrada (160 °C y 180 °C). 

• Variables dependientes 

- Eficiencia de microencapsulación de betalaínas (EMB). 

- Eficiencia de microencapsulación de flavonoides (EMF). 

- Eficiencia de microencapsulación de compuestos fenólicos (EMCF). 

 

 

 



 

47 

 

b. Diseño experimental  

Se aplicó el Diseño Completamente al Azar (DCA), realizando cada tratamiento con 3 

réplicas, teniendo como variables independientes la concentración de matrices poliméricas 

y la temperatura de entrada, y como variables dependientes la eficiencia de 

microencapsulación de betalaínas (EMB), eficiencia de microencapsulación de flavonoides 

(EMF) y la eficiencia de microencapsulación de compuestos fenólicos (EMCF). 

Compuestos Bioactivos del 

extracto hidroalcohólico  de la 

quinua negra collana 

C1=G1:M1 C2=G2:M2

Te2Te1

Secado por atomización 

Te1 Te2

Microcápsulas  

Eficiencia de Microencapsulación de Betalaínas 

Eficiencia de Microencapsulación de Flavonoides 

Eficiencia de Microencapsulación Compuestos Fenólicos 
 

Leyenda:  

Compuestos bioactivos del extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana = 100 ml. 

Matrices poliméricas: G = Gelatina sin sabor, M = Maltodextrina: 

• C1 = G1:M1 = (3 %:7 %) 

• C2 = G2:M2 = (6 %:14 %) 

Te= Temperatura de entrada: 

• Te1= 160 °C 

• Te2= 180 °C 
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c. Análisis estadístico  

Se empleó un arreglo factorial 2x2, para determinar si existen diferencias significativas entre 

los tratamientos, se aplicó la prueba de Tukey a un nivel de confianza del 95 % utilizando el 

software Minitab.  

d. Matriz de diseño para el objetivo 2 

Tabla 10: Matriz de experimento factorial 2x2 para la eficiencia de microencapsulación 

de compuestos bioactivos. 

Variable independiente Variable dependiente 

Concentración 
Temperatura 

entrada 
EMB EMF EMCF 

C1 (3%:7%) 
160 °C - - - 

180 °C - - - 

C2 (6%:14%) 
160 °C - - - 

180 °C - - - 

e. Método de análisis  

Proceso de secado por atomización: Se realizó dos tratamientos de secado en un mini spray 

dryer modelo B-290 (ver Tabla 11), con los siguientes parámetros:  

Tabla 11: Parámetros de atomización. 

Parámetros Valor 

Capacidad máxima 1,0 L/h 

Temperatura de entrada 160 – 180°C 

Temperatura de salida 68 – 75°C 

Velocidad de alimentación 12,5 ml/min. 

Velocidad de compresora 100% 

Tamaño mínimo de partícula 1 m 

Tamaño máximo de partícula 25 m 

Potencia de calentador 3 Kw a 220 v 

FUENTE: Huayllahuamán de la Cruz (2019). 

Una vez obtenido el extracto hidroalcohólico de betalaínas, flavonoides y compuestos 

fenólicos de la quinua Negra Collana se realizó una mezcla con las siguientes 
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concentraciones de matrices poliméricas C1 = (3 % gelatina sin sabor: 7 % maltodextrina); 

C2 = (6 % gelatina sin sabor: 14 % maltodextrina) para luego pasar a una homogeneización 

de la emulsión a 400 rpm durante 30 minutos. Se trabajó con un atomizador operando al 20 

% de su capacidad máxima, con una tasa de alimentación de 12.5 ml/min.  y se secaron a 

temperaturas de entrada entre 160 °C y 180 °C. Respecto a la temperatura de salida fluctúa 

entre 68 °C y 75 °C. posteriormente las micropartículas obtenidas fueron analizadas.  

- Eficiencia de microencapsulación de compuestos bioactivos 

Para calcular la eficiencia de microencapsulación (EM) de compuestos bioactivos, se calculó 

con las siguientes ecuaciones descritos por Salas (2019), con algunas modificaciones: 

EM (%) =
cantidad de betalaínas microencapsuladas

cantidad de betalaínas totales
x100 

EM (%) =
cantidad de flavonoides microencapsuladas

cantidad flavonoides
x100 

EM (%) =
cantidad de compuestos fenólicos microencapsuladas

cantidad de compuestos fenólicos 
x100 

3.4.3. Para el objetivo N° 3: Caracterizar las propiedades fisicoquímicas y físicas de 

las microcápsulas de compuestos bioactivos obtenidas de la quinua Negra 

Collana.  

Se realizó el análisis de las propiedades fisicoquímicas y físicas al mejor tratamiento, 

determinado a partir del análisis estadístico de comparación mediante la prueba Tukey 

correspondiente al objetivo 2. 

a. Identificación de variables  

• Variables independientes 

- Compuestos bioactivos de la quinua Negra Collana microencapsulado.  

• Variables dependientes  

- Propiedades fisicoquímicas (humedad, actividad de agua).  

- Propiedades físicas (higroscopicidad, densidad aparente, solubilidad, 

rendimiento, color). 
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b. Métodos de análisis 

• Métodos para determinar las propiedades fisicoquímicas 

- Determinación de humedad (AOAC 950.27, 2005). (Anexo 1).  

- Determinación de actividad de agua (Huayllahuamán de la Cruz, 2019). (Anexo 

4).  

• Métodos para determinar las propiedades físicas      

- Determinación de higroscopicidad (Cai y Corke, 2000). (Anexo 9).   

- Determinación de densidad aparente g/ml (Bhandari et al., 1992). (Anexo 10).    

- Determinación del rendimiento (Olguín-Rojas, 2019). (Anexo 11).    

- Determinación de solubilidad (Cano-Chauca et al., 2005). (Anexo 12).   

- Determinación del color (Colchado y Velasquez, 2015). (Anexo 13).  

3.4.4. Para el objetivo N° 4: Evaluar las características morfológicas de las 

microcápsulas de compuestos bioactivos obtenidas de la quinua Negra Collana.  

Se llevó a cabo el análisis de las características morfológicas correspondientes al mejor 

tratamiento, determinado a través del análisis estadístico de comparación mediante la prueba 

Tukey, en relación con el objetivo 2.   

a. Identificación de variables  

 

• Variable independiente 

- Compuestos bioactivos de la quinua Negra Collana microencapsulado. 

• Variable dependiente   

- Características morfológicas (tamaño y geometría de las microcápsulas). 

  

b. Método de análisis  

• Método para determinar la morfología (tamaño y geometría de las 

microcápsulas) 

- Determinación de morfología (Lozano, 2009). (Anexo 14).  
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CAPÍTULO IV 

RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

4.1. RESULTADOS DE LOS ANÁLISIS FISICOQUÍMICOS DEL GRANO DE LA 

QUINUA NEGRA COLLANA  

En la Tabla 12, se muestran los resultados de los análisis fisicoquímicos del grano de quinua 

Negra Collana (humedad, actividad de agua, saponina). 

Tabla 12: Análisis fisicoquímico del grano de quinua Negra Collana. 

Grano entero 

Características  Cantidad 

Humedad (%) 8.7±0.012 

Actividad de agua (Aw) 0.42±0.087 

Saponina (%) 0.04±0.014 

La humedad del grano entero de la quinua Negra Collana fue de 8.7±0.012 % el valor 

obtenido en esta investigación es cercano a los valores reportados por: Huayta (2022), en su 

proyecto de investigación obtuvo el 8.21 % de humedad en la variedad de quinua Negra 

Collana, así mismo Vidaurre-Ruiz et al. (2017), en su investigación, se reportó que la 

variedad de quinua Pasankalla presenta un contenido de humedad del 8.56 %, mientras que 

la variedad Negra Collana un 12.45 % de humedad. (Ramos, 2020), reportó 0,143±0,002 kg 

H2O/100 kg m.s. de humedad en base seca en la quinua Negra Collana. Valencia et al. 

(2017), obtuvieron valores de 8.24 % y 9.51 % de humedad en las muestras molidas de 

quinua. Repo-Carrasco et al. (2010), reportaron en su investigación de granos andinos 

valores similares al 8.26 % y 11.51% de contenido de humedad para las semillas de quinua. 

Estas diferencias podrían atribuirse a los factores intrínsecos de cada variedad, como su 

tamaño, composición y condiciones de cultivo. 

La actividad de agua del grano entero fue de 0.42±0.087. Osmayo (2023), reportó 0.4 de 

actividad de agua en la quinua blanca y Pasankalla indicando que están por debajo de lo 
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indicado por CODEX (2018), según la norma Codex CAC/RCP 51-2003 establece que el 

crecimiento fúngico, en diferentes variedades de cereales, inhibe a una actividad de agua 

menor a 0.7, es decir, que la actividad de agua de 0.7 corresponde a un 15 % de humedad en 

quinua. Egas et al. (2010), en su investigación, la actividad de agua fue sometida a diferentes 

tratamientos, obteniendo valores que varió desde 0.29 a 0.37. Estos valores reportados 

ayudan en la estabilidad del producto durante su almacenamiento.  

Se obtuvo como resultado 0.04±0.014 % de saponina de la quinua Negra Collana indicando 

que es un grano dulce, donde Apaza et al. (2013), mencionan en su investigación que el 

contenido de saponina de la quinua Negra Collana es de 0.00 %, mientras que INIA (2013), 

reporta que el contenido de saponina de la quinua Negra Collana es de 0.015 a 0.018 %. La 

NTP 205.062 (2014) y Gamboa et al. (2018), indican que el contenido de saponina si es 

inferior a 0.12 % la quinua se considera dulce y amarga si sobrepasa ese valor.   

4.2. ANÁLISIS E INTERPRETACIÓN DE LA EXTRACCIÓN DE COMPUESTOS 

BIOACTIVOS DE LA QUINUA NEGRA COLLANA POR EL MÉTODO 

SÓLIDO-LÍQUIDO (HIDROALCOHÓLICO)  

4.2.1. Análisis fisicoquímico del extracto hidroalcohólico 

A continuación, se presentan los resultados de los análisis fisicoquímicos del extracto 

hidroalcohólico de la quinua Negra Collana en la Tabla 13, sólidos solubles, pH, viscosidad. 

Tabla 13: Análisis fisicoquímico del extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana. 

Extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana 

Características Cantidad 

°Brix 20.7±0.067 

pH 7.02±0.026 

Viscosidad (cP) 9.2 ±0.100 

Se realizó la extracción sólido-líquido de la quinua Negra Collana con un solvente 

hidroalcohólico a temperatura ambiente durante 24 horas. Una vez finalizado el proceso de 

extracción, en el extracto hidroalcohólico se observó un cambio de coloración amarillo-

verdoso. 

El pH del extracto hidroalcohólico obtenido fue de 7.02±0.026 a una temperatura de 18 °C 

a 20 °C, evidenciando que el disolvente empleado, etanol al 80 % en este caso, influyó 
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directamente en el pH final del extracto obtenido. Para la microencapsulación se reguló el 

pH con el ácido cítrico al 1 % p/v, puesto que la acidificación mejora su estabilidad. 

Imbacuan (2023), obtuvo 6.56±0.01 de pH en el extracto de quinua. Sandoval et al. (2004), 

indican que el rango de pH del extracto es de 3 a 7 y el óptimo es de 4 a 6 fuera de este rango 

presentan baja estabilidad, los extractos antes de concentrar y después de ser concentrado se 

encuentran dentro de los rangos mencionados por los autores.  

Se obtuvo un valor de 20.7±0.067 °Brix en el extracto hidroalcohólico de la quinua Negra 

Collana. Alvarez y Veliz (2015), obtuvo un valor de 19.7 °Brix del extracto concentrado de 

betarraga. Imbacuan (2023), tuvo como resultado 6.37±0.005 °Brix en el extracto de quinua. 

Osterloh et al. (1996), mencionan que el contenido de sólidos solubles está constituido por 

80 % a 95 % de azúcares, por ello, se encuentran asociadas con los azúcares disueltos en el 

jugo celular.  

La viscosidad del extracto hidroalcohólico fue de 9.2±0.100 cP a 18 °C. Zárate (2019), en 

su investigación la variedad blanca presentó mayor viscosidad 4128 cP y temperatura de 

gelatinización 74.5 °C, por otro lado, en la investigación realizada por Pardo et al. (2017), 

el extracto de pulpa de maracuyá presentó una viscosidad de 40 a 60 mPas estas varían según 

la concentración de solvente. 

4.2.2. Resultados de la extracción de compuestos bioactivos  

En la Tabla 14, se muestran los resultados de los compuestos bioactivos obtenidos del 

extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana. 

Tabla 14: Compuestos bioactivos del extracto hidroalcohólico de la quinua Negra 

Collana. 

Variable 

independiente 
Variable dependiente 

Factores Compuestos bioactivos 

Temperatura pH 

Betalaínas 

(mg/en 100 g de 

muestra) 

Flavonoides mg 

Catequina/100g 

de muestra 

Compuestos fenólicos 

(mg GAE/100g de 

muestra) 

 

20 °C 

4.5 2.539±0.005 66.094±0.169 88.843±0.108 

5.5 1.691±0.003 66.443±0.112 61.668±0.108 

6.5 1.405±0.000 41.926±0.00 57.223±0.000 
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30 °C 

4.5 2.291±0.000 53.442±0.169 82.020±0.108 

5.5 1.656±0.006 44.063±0.000 66.614±0.000 

6.5 1.478±0.001 52.722±0.112 76.755±0.339 

 

40 °C 

4.5* 3.194±0.013 68.456±0.169 130.848±0.217 

5.5 2.889±0.003 62.045±0.169 87.841±0.217 

6.5 1.644±0.003 49.798±0.172 73.875±0.143 

(*): Mejor tratamiento de la extracción de compuestos bioactivos 

Respecto a los resultados obtenidos en la Tabla 14, de los compuestos bioactivos del extracto 

hidroalcohólico de la quinua Negra Collana, el mejor Tratamiento fue a una temperatura de 

40 °C con un pH de 4.5, obteniendo: 3.194±0.013 mg/100 g de betalaínas totales, 

68.456±0.169 catequina mg/100 g de flavonoides y 130.848±0.217 mg GAE/100 g de 

compuestos fenólicos.  

La temperatura, pH y tiempo de extracción afectaron en el proceso de extracción sólido-

líquido, ya que influyeron directamente en la composición del extracto hidroalcohólica 

obtenido de la quinua Negra Collana, optimizando la extracción de los compuestos 

bioactivos. Las altas temperaturas y el tiempo son factores que causan la disminución y 

oxidación de los compuestos bioactivos por la luz, exposición de oxígeno y la degradación 

(Heras et al., 2013). 

4.2.3. Resultados de la extracción de betalaínas  

En la Tabla 15, se muestra los contenidos de betalaínas totales (sumatoria de betacianinas y 

betaxantinas) pigmentos responsables de su color característicos cuantificadas en el extracto 

hidroalcohólico de la quinua Negra Collana utilizando un método espectrofotométrico 

basado en la lectura de microplacas.  

Tabla 15: Cuantificación de betacianinas y betaxantinas  

 

T* 

 

Temperatura 

 

pH 

Absorbancia 
Contenido de 

betacianinas 

(mg/g) 

Absorbancia 
Contenido de 

betaxantinas 

(mg/g) Promedio Promedio 

T1 
20 °C 

4,5 0.033±0.001 0.002±0.000 0.518±0.001 0.023±0.000 

T2 5,5 0.026±0.000 0.002±0.000 0.339±0.001 0.015±0.00 
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T3  6,5 0.023±0.000 0.001±0.000 0.280±0.000 0.013±0.000 

T4 

30 °C 

4,5 0.028±0.000 0.002±0.000 0.470±0.000 0.021±0.000 

T5 5,5 0.023±0.001 0.001±0.000 0.335±0.001 0.015±0.000 

T6 6,5 0.023±0.001 0.002±0.000 0.295±0.001 0.013±0.000 

T7 

40 °C 

4,5 0.076±0.001 0.005±0.000 0.602±0.002 0.027±0.000 

T8 5,5 0.03±0.000 0.002±0.000 0.600±0.001 0.027±0.000 

T9 6,5 0.025±0.000 0.002±0.000 0.330±0.001 0.015±0.000 

T* = Tratamiento. 

Para la cuantificación de betacianinas se calculó utilizando un método espectrofotométrico 

a 538 nm. Se obtuvo como mínimo en el Tratamiento 3 y 6 (0.023±0.001 mg/100 g de 

muestra) y como máximo en el Tratamiento 7 (0.076±0.001 mg/100 g de muestra).   

Las betaxantinas se calcularon a partir de las lecturas de absorbancia de 483 nm. Como 

resultado obtuvimos valores mínimos en el tratamiento 3 y 6 (0.013±0.000 mg/g.) y valores 

máximos en el tratamiento 7 y 8 (0.027±0.000 mg/g.). Se observó mayor cantidad en 

betaxantinas que betacianinas en esta muestra de extracto hidroalcohólico de la quinua Negra 

Collana. 

Se observó también que al momento de regular la temperatura mayor a 40 °C, se degradan 

las betalaínas, es importante mencionar que el aumento de la temperatura o al someter a 

tratamientos térmicos, mayor es la inestabilidad y la degradación de estos compuestos 

bioactivos según Fernández-López et al. (2013).  

En la tabla 16, se muestra la concentración total de las betalaínas totales, calculada a partir 

de la suma de sus componentes individuales, determinada mediante espectrofotometría de 

lector de microplacas existentes en el extracto hidroalcohólico.  

Tabla 16: Cuantificación de betalaínas totales 

Tratamiento Temperatura pH 
BC 

(mg/g) 

BX 

(mg/g) 

BT 

(mg/g) 

BT (mg/en 

100 g de 

muestra 

T1 

20 °C 

4.5 0.002±0.000 0.023±0.000 0.025±0.000 2.539±0.005 

T2 5.5 0.002±0.000 0.015±0.000 0.017±0.000 1.691±0.003 

T3 6.5 0.001±0.000 0.013±0.000 0.014±0.000 1.405±0.000 



 

56 

 

<<continuación>> 

T4 

30 °C 

4.5 0.002±0.000 0.021±0.000 0.023±0.000 2.291±0.000 

T5 5.5 0.001±0.000 0.015±0.000 0.017±0.000 1.656±0.006 

T6 6.5 0.002±0.000 0.013±0.000 0.015±0.000 1.478±0.001 

T7 

40 °C 

4.5 0.005±0.000 0.027±0.000 0.032±0.000 3.194±0.013 

T8 5.5 0.002±0.000 0.027±0.000 0.029±0.000 2.889±0.003 

T9 6.5 0.002±0.000 0.015±0.000 0.016±0.000 1.644±0.003 

Nota: BC= Betacianinas, BX= Betaxantinas, BT= Betalaínas Totales.  

 

Figura 20: Gráfica de intervalos de Betalaínas totales. 

En la Tabla 16 y la Figura 20, se observa que el mejor resultado de la extracción 

hidroalcohólica de betalaínas totales fue a temperatura de 40 °C y pH 4.5 de acuerdo al 

análisis de varianza y la prueba de comparación Tukey (Anexo 16), se concluye que la 

temperatura y pH influyen significativamente en el contenido de betalaínas totales. Los 

intervalos de confianza al 95 % para la concentración de betalaínas totales (mg/100 g de 

muestra) en funciones de variación de pH y temperatura. Un pH más bajo (4.5) y 

temperaturas más altas (30 °C y 40 °C) favorecen una mayor concentración de betalaínas. 

La estabilidad y síntesis de betalaínas parecen ser óptimas a pH 4.5 y 6.5 a temperaturas 

elevadas. 

De acuerdo a los resultados mostrados en la Tabla 16, el tratamiento que obtuvo mejores 

resultados fue a temperatura de 40 °C y a un pH de 4.5, obteniendo los siguientes resultados: 

betacianinas 0.005±0.000 mg/100 g con una lectura de absorbancia de 538 nm, betaxantinas 
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0.027±0.000 mg/100 g con lectura de absorbancia de 483 nm y betalaínas totales de 3.194 

mg/en 100 g de muestra. En la investigación de Valencia et al. (2017), obtuvieron una 

concentración de betacianinas de 0.278 a 0.883 mg/100 g y para la betaxantina de 1.139 a 

13.760 mg/100 g en granos de quinua, químicamente las betalaínas son alcaloides que 

derivan de la tirosina y se divide en betacianinas (rojo-violáceo) con una adsorción de 540 

nm y betaxantinas (anaranjadas amarillentas) con una adsorción de 480 nm. En otra 

investigación de Vidaurre-Ruiz et al. (2017), para la obtención de betalaínas, se extrajeron 

los pigmentos betalámicos de la quinua mediante maceración con etanol al 96 % durante 24 

horas. La cuantificación espectrofotométrica a 537 nm y 479 nm revelaron diferencias 

significativas indicando que la variedad Negra Collana presentó un contenido ligeramente 

superior de betalaínas totales (0.17 mg/100 g) en comparación con la variedad Pasankalla 

(0.13 mg/100 g). Los resultados de betacianinas y betaxantinas descritos por los autores 

mencionados se asemejan a los valores obtenidos en la investigación. En la extracción de 

betacianinas por ultrasonido en cáscaras de quinua se obtuvo 96.477 mg de betalaínas/100 

g, los parámetros del ultrasonido fue amplitud de 70 %, un ciclo de 0.6 y con un tiempo de 

extracción de 9.2 segundos y para las betaxantinas 201,01 mg de betalaínas/100 g con una 

amplitud de 0.7 y un tiempo de 40 segundos hicieron una comparación con el método 

convencional donde el tiempo empleado para la extracción fue de 30 minutos a temperatura 

ambiente y obtuvieron resultados similares (Laqui-Vilca et al., 2018). 

4.2.4. Resultados de la extracción de flavonoides  

En la Tabla 17, se muestra los valores de medida de absorbancia de los extractos 

hidroalcohólicos de la quinua Negra Collana, los cuales son indicativos del contenido de 

compuestos bioactivos presentes en cada muestra. 

Tabla 17: Medida de absorbancia de cada extracto a 427 nm de la extracción sólido-

líquido de la quinua Negra Collana. 

 

Tratamientos 

 

Temperatura 

 

pH 

Absorbancias Concentración 

de Catequina 

mg/g 

Concentración 

Catequina mg 

Catequina/100 g 

de muestra 
Promedio 

T1  

20 °C 

4.5 0.421±0.001 0.661±0.002 66.094±0.169 

T2 5.5 0.620±0.001 0.664±0.001 66.443±0.112 

T3 6.5 0.402±0.000 0.419±0.000 41.926±0.000 
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T4 

30 °C 

4.5 0.346±0.001 0.534±0.002 53.442±0.169 

T5 5.5 0.421±0.000 0.441±0.000 44.063±0.000 

T6 6.5 0.498±0.001 0.527±0.001 52.722±0.112 

T7  

40 °C 

4.5 0.435±0.001 0.685±0.002 68.456±0.169 

T8 5.5 0.397±0.001 0.62±0.002 62.045±0.169 

T9 6.5 0.472±0.002 0.498±0.002 49.798±0.172 

 

Figura 21: Gráfica de intervalos de flavonoides. 

Respecto a los resultados de los flavonoides en la Tabla 17 y Figura 21, el mejor resultado 

de la extracción hidroalcohólica de flavonoides fue a temperatura 40 °C y pH 4.5 donde en 

el análisis de varianza y la prueba de comparación Tukey (Anexo 17), se concluye que la 

temperatura y pH influyen significativamente en el contenido de flavonoides, en la 

comparación de la prueba Tukey se muestra que a temperatura de 20 °C: pH 5.5 y 

temperatura de 20 °C: pH 4.5 comparten una media lo que indica que estos dos tratamientos 

no son diferentes. Los intervalos de confianza al 95 % para la concentración de flavonoides 

(mg de catequina/100 gr) en funciones de variación de pH y temperatura. Un pH más bajo 

(4.5) y temperaturas más altas (30 °C y 40 °C) favorecen una mayor concentración de 

flavonoides. La estabilidad y síntesis de los flavonoides parecen ser óptimas a pH 4.5 y 6.5 

a temperaturas elevadas. 
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En la Tabla 17, el mejor tratamiento T7 obtuvo como resultado 68.456±0.169 mg 

Catequina/100 g de muestra, este valor fue similar a los que reportó Vidaurre-Ruíz et al. 

(2017), quienes determinaron la cantidad de flavonoides en la variedad Negra Collana 

obteniendo 60,34 mg EC/100 g b.s y la variedad Pasankalla (45,67 mg EC/100 g b.s). Por 

otro lado, Repo-Carrasco y Encina Zelada (2008), determinó los flavonoides en diez 

variedades de quinua osciló entre 36,2 a 144,3 mg/100 g, los flavonoides presentes fueron 

la Quercetina y el kaempferol y en otras variedades se encontró miricetina e isorhamnetina. 

Esto se debe a que los flavonoides se acumulan en las vacuolas y estas están protegidas por 

las células, los flavonoides que se encuentran en más abundancia en los granos de quinua 

son los flavonoles como la quercetina, la miricetina y el kaempferol, La quercetina tiene la 

mayor capacidad antioxidante, por lo tanto, aporta múltiples beneficios a la salud (Cañarejo-

Antamba et al., 2021). Valencia et al. (2017), en la evaluación del contenido de flavonoides 

de la quinua obtuvo valores desde 0,119 mg de catequina/g y 1,029 mg de catequina/g. Tang 

et al. (2015), en los ecotipos blanco, rojo y negro de quinua, reportó valores cercanos a los 

0.5 equivalentes mg de catequina/g., inferiores a los resultados hallados en la investigación.  

4.2.5. Resultados de la extracción de compuestos fenólicos  

En la Tabla 18, se detallan los compuestos fenólicos y cuantificados en el extracto 

hidroalcohólico obtenido de la quinua Negra Collana. 

Tabla 18: Resultados de la extracción de compuestos fenólicos de la extracción sólido-

líquido de la quinua Negra Collana. 

Tratamientos Temperatura pH 
Absorbancia Concentración 

de ácido gálico 

mg/g 

Concentración 

de ácido gálico 

mg GAE/100g 

de muestra 
Promedio 

T1  

20 °C 

4,5 0.510±0.001 0.888±0.001 88.843±0.108 

T2 5,5 0.693±0.001 0.617±0.001 61.668±0.108 

T3 6,5 0.646±0.000 0.572±0.000 57.223±0.000 

T4  

30 °C 

4,5 0.473±0.001 0.820±0.001 82.020±0.108 

T5 5,5 0.746±0.000 0.666±0.000 66.614±0.000 

T6 6,5 0.854±0.004 0.768±0.003 76.755±0.339 

T7  

40 °C 

4,5 0.733±0.001 1.308±0.002 130.848±0.217 

T8 5,5 0.504±0.001 0.878±0.002 87.841±0.217 

T9 6,5 0.823±0.002 0.739±0.001 73.875±0.143 
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Figura 22: Gráfica de intervalos de los compuestos fenólicos. 

En la Tabla 18 y Figura 22, el rendimiento de la extracción hidroalcohólica de compuestos 

fenólicos el que presentó un mejor resultado fue a temperatura de 40 °C y pH 4.5. Los 

resultados del análisis de varianza y la prueba Tukey (Anexo N° 18), revelan que tanto la 

temperatura y pH influyen de manera considerable en la concentración de compuestos 

fenólicos, en comparación con la prueba Tukey son significativamente diferentes. Los 

intervalos de confianza al 95 % para la concentración de compuestos fenólicos (mg de 

GAE/100gr) en funciones de variación de pH y temperatura, proporcionan una medida de la 

precisión y confiabilidad de las estimaciones del valor medio. Un pH más bajo (4.5) y 

temperaturas más altas (30 °C y 40 °C), favorecen una mayor concentración de compuestos 

fenólicos. La estabilidad y síntesis de compuestos fenólicos parecen ser óptimas a pH 4.5 y 

6.5 a temperaturas elevadas. 

Respecto a los resultados de los compuestos fenólicos en la Tabla 18, se obtuvo 

130.848±0.217 mg GAE/100 g de muestra en el tratamiento T7, sin embargo, este valor 

estaría dentro de los resultados obtenidos por Repo-Carrasco y Encina Zelada (2008), reportó 

que los compuestos fenólicos en granos de quinua fluctuaron entre 35,29 a 139,94 mg EAG/ 

100 g b.s. Por otro lado, en la investigación realizada por Abderrahim (2015), reportó valores 

inferiores de 1.23 a 3.24 mg GAE /g de compuestos fenólicos en la quinua roja hallados en 

la investigación. Vidaurre-Ruiz et al. (2017), obtuvieron 142,3 mg GAE/ 100 g de muestra 

en la quinua Negra Collana y en la variedad Pasankalla obtuvo 108.9 mg GAE /100 g de 
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muestra. Por otro lado en la investigación realizada por Ramos (2020), según a sus resultados 

que obtuvo en su investigación la quinua Negra Collana antes de su extracción fue sometida 

a diferentes operaciones donde en la quinua de grano entero obtuvo 35.25 mg GAE/100g, 

en el grano escarificado 42.78 mg GAE/100g y grano tostado 43.83 mg GAE/100g sin 

embargo cabe mencionar que los resultados mostrados en la investigación se asemejan a los 

resultados mostrados de los diferentes autores. Tang et al. (2015), en su investigación 

realizada de ecotipos de quinua de color blanco, rojo y negro presentó contenidos entre 2 mg 

GAE/g y 3 mg GAE/g. Dini et al.  (2010), obtuvo 7.72 mg GAE/g en quinuas dulces y 8.64 

mg GAE/g. Es importante mencionar que los polifenoles son más solubles a solventes 

orgánicos de naturaleza polar de etanol, metanol, acetato de etilo, agua o la aplicación de 

ondas de ultrasonido que facilitan el pase de metabolitos desde el interior de las células al 

solvente de extracción.  

Muñoz et al. (2015), mencionan en su investigación que la mejor condición de extracción 

de compuestos fenólicos fue con el disolvente la mezcla de etanol 70:30 a una temperatura 

de 70 °C donde obtuvieron 5272,51 ± 424,89 μgAG/g de pulpa liofilizada (896,32 ± 72,23 

μg AG/g de pulpa húmeda), donde cabe mencionar que los polifenoles son más solubles a 

disolventes de etanol al 70 %. Teniendo en cuenta que la alta solubilidad en medios acuosos 

y alcohólicos generalmente incluyen una significativa proporción de difenoles y polifenoles, 

especialmente flavonoides, es plausible que la C. lineatifolia contenga una variedad de 

compuestos fenólicos enriqueciendo a su perfil fitoquímico.  

4.3. RESULTADOS DE LA MICROENCAPSULACIÓN AL MEJOR 

TRATAMIENTO DE LOS COMPUESTOS BIOACTIVOS (Betalaínas, 

flavonoides y compuestos fenólicos)  

El método utilizado en esta investigación fue secado por aspersión, Figueroa et al. (2016), 

menciona que es el método más fundamental en la industria alimentaria para impedir la 

degradación química y biológica.  

Según Carneiro et al. (2013), señalan que la eficiencia en el proceso de microencapsulación 

es influenciada por las matrices poliméricas que se forman a partir de los materiales de pared 

utilizados. Es decir, las emulsiones con un mayor estabilidad y tamaño de gota más pequeñas 

conducen a un mejor proceso de microencapsulación y mayor es la eficiencia (Shamaei et 

al., 2017; Barbosa-Cánovas et al., 2005).  
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Macias-Cortés et al. (2020), indica que los principales factores de la eficiencia de 

microencapsulación son las temperaturas de entrada como la temperatura de salida, por ende, 

dependen de la termosensibilidad. 

En la Tabla 19, se muestran los resultados de las eficiencias de la microencapsulación con 

dos concentraciones C1 (3 % gelatina sin sabor: 7 % maltodextrina), C2 (6% gelatina sin 

sabor: 14 % maltodextrina). 

Tabla 19: Resultados de las eficiencias de los compuestos bioactivos de la 

microencapsulación. 

Variable independiente Variable dependiente 

Concentración 
Temperatura 

entrada 
EMB (%) EMF (%) EMCF (%) 

C1 (3%:7%) 
160 °C 92.38±1.368 85.30±0.332 51.218±0.066 

180 °C 86.61±0.668 80.62±0.244 40.489±0.123 

C2 (6%:14%) 
160 °C 42.5±1.070 60.60±0.997 31.813±0.175 

180 °C 57.2±0.424 76.04±0.488 32.745±0.080 

 

4.3.1. Resultado de la eficiencia de microencapsulación de betalaínas totales  

Los resultados de las eficiencias de la microencapsulación de las betalaínas se muestran en 

la Tabla 20.   

Tabla 20: Resultados de las eficiencias de la microencapsulación de los compuestos 

bioactivos (Betalaínas) de la quinua Negra Collana. 

Concentración Temperatura entrada EMB % 

C1 (3%:7%) 
160 °C 92.38±1.368 

180 °C 86.61±0.668 

C2 (6%:14%) 
160 °C 42.5±1.070 

180 °C 57.2±0.424 
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Figura 23: Gráfica de intervalo de Eficiencia de Microencapsulación de Betalaínas 

Totales. 

En la Tabla 20, Figura 23 y en el ANOVA, se analizó los factores de concentración y 

temperatura de entrada (Anexo 19), según ANOVA, se observa que son significativos y que 

existe una diferencia. Así mismo, se muestra los valores de eficiencia de la 

microencapsulación de las betalaínas que variaron desde 42.5±1.070 % a 92.38±1.368 %. 

Obteniendo mayor eficiencia de betalaínas de 92.38±1.368 % en la concentración C1 (3 % 

de gelatina sin sabor: 7 % de maltodextrina) a una temperatura de entrada de 160 °C. 

Los datos obtenidos resultaron similares a algunos autores. Aguilar-Tuesta et al. (2018), 

reportaron a la eficiencia de microencapsulación de betacianina en el extracto de quinua de 

color como el valor más alto de 100 % en cada tratamiento de secado por pulverización. 

Vergara (2013), tuvo como resultado valores entre 95.5-99.7 % para betacianinas, así mismo, 

trabajaron con una temperatura de entrada de 210-175°C respectivamente y una relación de 

0,58:1- 5,42:1 de agente microencapsulante de tuna y Capsul, y 94.8-97.9 % de eficiencia 

betaxantinas con una temperatura de entrada de 175-133°C respectivamente, con una 

relación de 0,58:1 a 3:1 de agente microencapsulante tuna y Capsul. Para sistema de 

micropartículas con pulpa de tuna y agente encapsulante (K4484) varió entre 94.8-100 % de 

eficiencia de microencapsulación donde trabajaron a una temperatura de entrada entre 165°-

110°C respectivamente y 88.8-98.8 % con una temperatura de entrada entre 165-210°C 

respectivamente, indicando que la eficiencia tuvo alta interacción entre las betalaína con 

ambos agentes encapsulantes.  Castillo (2013), obtuvo una mayor eficiencia de valores entre 
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99,1-99,6 % y 98,3-99,3 % de encapsulación para betacianinas y betaxantinas a base de 

pulpa y extracto de tuna púrpura. Gandía-Herrero et at. (2010), reportaron que la eficiencia 

de las microcápsulas de indicaxantina formuladas con maltodextrina oscilaban entre 90-93 

% de eficiencia. Carmona (2013), obtuvo altos valores de eficiencia de encapsulación de 

betacianinas 96 % y de betaxantinas 98 % para todos los sistemas de micropartículas del 

extracto nanofiltrado y extracto ultrafiltrado de tuna púrpura. Calva (2021), logró una 

eficiencia de encapsulación de betalaínas del extracto de garambullo hasta un 83 %. 

4.3.2. Resultados de la eficiencia de microencapsulación de flavonoides  

En la Tabla 21, se presentan los resultados de la eficiencia de la microencapsulación de 

flavonoides. 

Tabla 21: Resultados de las eficiencias de la microencapsulación de los compuestos 

bioactivos (flavonoides) de la quinua Negra Collana. 

Concentración Temperatura entrada EMF % 

C1 (3%:7%) 
160 °C 85.30±0.332 

180 °C 80.62±0.244 

C2 (6%:14%) 
160 °C 60.60±0.997 

180 °C 76.04±0.488 

 

 

Figura 24: Gráfica de intervalos de Eficiencia de Microencapsulación de Flavonoides. 
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En la Tabla 21, Figura 24 y en el ANOVA (Anexo 20), se analizó los factores de 

concentración y temperatura de entrada respecto a la eficiencia de microencapsulación de 

flavonoides (Anexo 20). Según el análisis de varianza se observa que son significativos y 

que existe una diferencia, según la prueba de comparación Tukey las medias son 

significativamente diferentes.  

Se obtuvo 85.30±0.332 % de eficiencia de la microencapsulación de los flavonoides a una 

temperatura de entrada de 160 °C y a una concentración de gelatina sin sabor + maltodextrina 

(3 %:7 %).  

Los datos experimentales no evidenciaron diferencias notables entre el uso de maltodextrina 

y almidones como agentes encapsulantes. López y Figueroa (2020), reportó un valor de 

94.32 % de eficiencia del microencapsulado del extracto a partir de la cáscara de pitahaya 

roja con goma arábiga. Wainwright (2022), obtuvo una eficiencia de encapsulación de 23.94 

% para flavonoides con valores de solubilidad superiores a 90 %. Castro-Muñoz et al. 

(2015), 75.86 % de eficiencia obtuvo para flavonoides utilizando maltodextrina con gelatina 

como material encapsulante como soporte de encapsulación de jugo clarificado de nopal 

morado. Najera y Castillo (2022), reportó que la eficiencia de encapsulación de flavonoides 

totales se encuentra entre el 51.48 % y el 60.35 % encapsulados con maltodextrina, goma 

guar y gelatina. Vanden (2016), obtuvo el 77 % de eficiencia de microencapsulación de 

quercetina y genisteína en matrices de quitosano. 

4.3.3. Resultados de la eficiencia de microencapsulación de los compuestos fenólicos  

En la Tabla 22, se muestran los resultados obtenidos de la eficiencia de microencapsulación 

de los compuestos fenólicos.  

Tabla 22: Resultados de las eficiencias de la microencapsulación de los compuestos 

bioactivos (Compuestos fenólicos) de la quinua Negra Collana. 

Concentración Temperatura entrada EMCF % 

C1 (3%:7%) 
160 °C 51.218±0.066 

180 °C 40.489±0.123 

C2 (6%:14%) 
160 °C 31.813±0.175 

180 °C 32.745±0.080 
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Figura 25: Gráfica de intervalos de Eficiencia de Microencapsulación de Compuestos 

Fenólicos. 

En la Tabla 22 y Figura 25 y en el ANOVA (Anexo 21), se analizó los factores de 

concentración y temperatura de entrada respecto a la eficiencia de microencapsulación de 

compuestos fenólicos (Anexo 21), se observa que existen diferencias significativas según el 

análisis de varianza.  

Los valores de la eficiencia de la microencapsulación de compuestos fenólicos oscilaron 

entre 31.813±0.066 % y 51.26±0.066 %. En la C1 (3 % gelatina sin sabor: 7 % 

maltodextrina) a una temperatura de entrada de 160 °C considerando que el mejor resultado 

fue el 51.218±0.066 % de eficiencia de compuestos fenólicos. Los datos reportados de 

microcápsulas del extracto hidroalcohólico de la quinua Negra Collana son más cercanos a 

los mencionados por otros autores. Considerando que los valores superiores de eficiencias 

se ven influenciados principalmente por las concentraciones y características de los agentes 

microencapsulantes, así mismo, por las temperaturas de secado (Mehta et al., 2022).  

Salas (2019), obtuvo valores de eficiencia de encapsulación de fenoles totales entre 55 % a 

90 %. Rezende et al. (2018), reportaron que la eficiencia de encapsulación de fenoles totales 

de pulpa de acerola fue 69.34% por el método de secado por aspersión. Cilek et al. (2012), 

en su investigación obtuvo el 69% de eficiencia de microencapsulación de fenoles de orujo 

de cereza agria empleando una mezcla de maltodextrina y goma arábiga. Fernández y 
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Sancho (2023), evaluó la eficiencia del proceso de microencapsulación de los extractos de 

cúrcuma y jengibre mediante la cuantificación de fenoles totales, utilizando el método de 

Folin Ciocalteu, obteniendo un valor de 142.37 mg AG/g, mediante ello, determinaron el 

porcentaje de eficiencia que tuvo valor de 69.87. Luna-Guevara et al. (2017), reportaron que 

la eficiencia para la encapsulación de nuez con maltodextrina + gelatina + goma arábiga 

fueron 12.82 y 44.1 % que variaron el contenido inicial de aceite de nuez fueron los valores 

más bajos a una temperatura de entrada al secador (180 °C). Pérez y Rojas (2022), indica 

que a una temperatura de aire de entrada de 150 °C y con un flujo de alimentación a 500 

mL/h, la eficiencia de microencapsulado del extracto rico en polifenoles provenientes de la 

planta de sunfo presentó un valor más alto de 91.34 %.  

4.4. CARACTERIZACIÓN DE LAS PROPIEDADES FISICOQUÍMICAS Y 

FÍSICAS DE LAS MICROCÁPSULAS DE COMPUESTOS BIOACTIVOS 

OBTENIDAS DE LA QUINUA NEGRA COLLANA  

La caracterización de las propiedades fisicoquímicas y físicas de las microcápsulas se realizó 

únicamente al mejor tratamiento, los resultados se muestran en la Tabla 23.  

Tabla 23: La caracterización de las propiedades fisicoquímicas y físicas de las 

microcápsulas  

Variables independientes Variables dependientes 

Concentración 

 

 

Temperatura 

de entrada      

°C 

Propiedades 

fisicoquímicas 
Propiedades físicas 

Humedad       

% 

Actividad 

de agua 

Higroscopicidad 

% 

Densidad 

aparente 

g/cm3 

Solubilidad      

% 

Rendimiento 

% 

CI=(3%:7%) 
160 4.5±0.010 0.198±0.1 8.80±0.1 0.402±0.00 99.17±0.023 42.87±0.678 

 

4.4.1. Humedad  

El contenido de humedad determina diferentes propiedades que influyen en las reacciones 

físicas, químicas, enzimáticas y microbiológicas en las microcápsulas, además, es un 

parámetro muy importante en los productos deshidratados (Picot y Lacroix, 2004). Por ello, 

la humedad es una propiedad principal del polvo, que está vinculado con la eficiencia del 

secado (Cynthia et al., 2015).  



 

68 

 

El secado se realizó a una temperatura de 105° C durante 5 horas, obteniendo como resultado 

un 4.50±0.010 % de humedad en las microcápsulas. Resultados similares reportaron los 

siguientes autores. Rezende et al. (2018), obtuvieron 3.12 % a 7.05 % de contenido de 

humedad en la microencapsulación de extractos de compuestos bioactivos obtenidos a partir 

de la pulpa y residuo de acerola por los métodos de pulverización y liofilización. Sanchez 

(2016), menciona en su investigación que los valores de humedad de las microcápsulas 

varían entre 1.05 % a 4.00 % valores que están por debajo de las especificaciones mínimas 

de polvo seco para la industria alimentaria, estos se encuentran entre 3 a 4 %. Cynthia et al.  

(2015), reportaron que, el contenido de humedad de los polvos del extracto de pulpa de 

tamarindo varió entre 2.69 y 3.52 %. García-Gutiérrez et al. (2004), en su proyecto de 

investigación presentó 9.69 % en el contenido de humedad de los polvos a una temperatura 

de secado de 160 °C, con un flujo de alimentación 13 ml/min., como agente 

microencapsulante fue la maltodextrina al 5 %, a una temperatura de entrada de 140 °C, 

obteniendo 4.4 % de humedad. 

4.4.2. Actividad de agua 

La actividad de agua es distinta al contenido de humedad, ya que mide la disponibilidad de 

agua libre en el sistema alimentario que es responsable de los cambios deteriorativos y la 

humedad mide la composición del agua en un alimento (Fazaeli et al., 2012).  

Respecto a la actividad de agua se muestran valores bajos de 0.198±0.1, el valor bajo de 

actividad de agua de las microcápsulas se debe a las altas temperaturas del aire de secado y 

la temperatura de salida se mantuvieron desde 68 a 75 °C. Tonon et al. (2009), indican que 

mientras más alto sea su valor y se encuentre más cercano a 1, mayor será su inestabilidad y 

mientras los valores sean más bajos reflejan una mayor estabilidad de las cápsulas al 

presentar menos agua disponible, lo que a su vez extiende su vida útil. Queck et al. (2007), 

en su estudio, la actividad de agua de los polvos se reportó valores de 0.15 y 0.32, por lo que 

consideró que son estables microbiológicamente.  

El bajo valor de la actividad de agua de las microcápsulas se debe a las altas temperaturas 

del aire utilizados durante su proceso de secado, por consiguiente, las temperaturas de salida 

se fluctuaron entre 68 °C y 75 °C, lo que favoreció una mayor reducción del contenido de 

agua en las partículas.  
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4.4.3. Higroscopicidad  

Los resultados obtenidos en este proyecto de investigación se observó una correlación entre 

los cambios estructurales de las microcápsulas y su comportamiento higroscópico, indicando 

que la estructura de estas partículas influye en su interacción con la humedad.  

Las muestras de cada microcápsula, se tomó 1 gramo de polvo y se colocó en un desecador 

con solución saturada de NaCl durante una semana y se calculó en % de higroscopicidad 

obteniendo el 8.80±0.1 %, los resultados obtenidos están por debajo de los de Cai y Corke 

(2000), en su investigación, el resultado de higroscopicidad oscilaba entre 10 a 40.9 g/100g, 

por otro lado la higroscopicidad se asocia a la temperatura de transición vítrea Tg, es decir, 

aquella a la que un polímero amorfo pasa de un estado duro/vítreo a un estado 

blando/correoso o viceversa, donde altos valores de Tg muestra baja higroscopicidad, es 

importante mencionar que la maltodextrina como agente encapsulante permite que los 

valores de Tg sean altos (Sánchez, 2016). Huayllahuamán de la Cruz (2019), registro 6.31 g 

humedad/100 de sólido seco, además, menciona que a temperaturas entrada de aire más alta 

es más higroscópicos debido al menor contenido de humedad en las microcápsulas. Cyntia 

et al. (2015), indican que la higroscopicidad de las microcápsulas de pulpa de tamarindo el 

valor fue 0.54 a 0.72, durante 2 horas a 21 °C y una humedad relativa de 76 %, se presentaron 

en términos de la tasa de absorción de humedad en g de H2O/Kg de sólidos secos min-1. Sin 

embargo, los polvos de bajo peso molecular integran más grupos hidrófilos y estos suelen 

ser más vulnerables a la absorción del agua. Alvarez y Veliz (2015), obtuvieron valores de 

higroscopicidad en los polvos de betarraga que varían de 6.59 a 8.44 %. Newman y col 

(2008), indicaron que entre el valor de 2 a 15 % son considerados productos moderadamente 

higroscópicos, y estas al mismo tiempo sufren reacciones de inestabilidad durante su 

almacenamiento.  

4.4.4. Densidad aparente 

El valor obtenido de la densidad aparente de los microencapsulados fue de 0.402±0.00 g/cm3 

esto puede deberse a una menor humedad o a la cantidad de aire atrapado en el ticles, ya que 

la maltodextrina es un material que forma la piel por ello disminuye la densidad. Este valor 

se encuentra por debajo de los valores obtenidos por Cai y Corke (2000), 0.52 y 0.67 g/cm3 

de densidad aparente en las cápsulas de betacianina de amaranto. Aguilar-Tuesta et al 

(2018), obtuvieron valores que varió entre 0.41 a 0.55 g/cm3 de la quinua microencapsulado. 
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Weerachet et al. (2011), tuvo como valores 0.35 a 0.55 g/ml, indica que el aumento de la 

temperatura de aire de entrada provocó una disminución en la densidad aparente. Fazaeli et 

al. (2012), indican que a altas temperaturas pueden influir en la porosidad de las partículas 

esto debido a una tasa de evaporación de agua rápida que reduce la densidad aparente del 

polvo de secado por pulverización. Cuanto menor es la densidad aparente, mayor es la 

solubilidad de polvo. Goula y Adamopoulos (2010), mencionan que a medida que aumenta 

la temperatura, las tasas de evaporación son más rápidas, lo que resulta en un secado más 

rápido y en la formación de estructuras más porosas o fragmentadas es baja la contracción 

de las gotas, por ello, es menor la densidad del polvo. Por su parte, Cynthia et al. (2015), 

indican que a una menor densidad aparente favorece la retención de aire en los polvos, por 

ende, mayor es la posibilidad de oxidarse el producto y reduce la estabilidad del producto 

durante su almacenamiento.  

Las partículas producidas con maltodextrina y gelatina sin sabor mostraron la densidad 

aparente más baja, además, un aumento de la maltodextrina conduce a un aumento de la 

densidad aparente, quiere decir, que a cuanto mayor es la maltodextrina y menor sea el valor 

de temperatura de transición del vidrio más pegajosa será la mezcla (Goula y Adamopoulps, 

2010).  

4.4.5. Solubilidad 

De acuerdo a los resultados las microcápsulas obtuvieron un 99.17±0.023 % de solubilidad 

a temperatura de 160 °C, en la investigación de Sánchez (2016), obtuvo una máxima 

solubilidad de 88.27 % con un flujo de alimentación de 1L/h y a una temperatura de 200 °C, 

a una mayor temperatura y flujo de alimentación mejor es la solubilidad de las 

microcápsulas, Becerra y Venturo (2017), en sus resultados obtuvieron el 89.9 % de 

solubilidad a una temperatura de 130 °C con 15 % de maltodextrina, se define que el factor 

que influye en la solubilidad es la elevada temperatura de aire de secado por aspersión donde 

se produce mayor porosidad de los polvos, es importante mencionar que la temperatura 

utilizada en la presente investigación tuvo un efecto positivo en el alto % de solubilidad del 

polvo atomizado. Huayllahuamán de la Cruz (2019), registro en su T2 el 91.25 % de 

solubilidad de las microcápsulas de aceite esencial de menta negra. Ceballos et al. (2012), 

reportó valores de solubilidad entre 84.8 a 91.5 % para polvos deshidratados de frutas. 

Oberoi y Sogi (2015), indican que a bajas concentraciones de maltodextrina los tiempos de 

reconstitución disminuyen, es decir, la cantidad de maltodextrina reduce la solubilidad de 
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polvo. Weerachet et al. (2011), mencionan que el secado por atomización la temperatura de 

secado tiene un efecto positivo sobre la solubilidad, por ende, produce más porosidad de las 

microcápsulas.  

La maltodextrina fue la más utilizada como agente aditivo en secado por atomización debido 

a sus propiedades físicas, tales como alta solubilidad en agua (Cai y Corke, 2000).  

4.4.6. Rendimiento  

Las microcápsulas mostraron el 42.87±0.678 % de rendimiento con agentes 

microencapsulados de gelatina sin sabor y maltodextrina, esto se debe a que, con una mayor 

concentración de la emulsión afecta el rendimiento de manera negativa. Cerda y Cazorla 

(2018), microencapsuló la extracción a partir la de remolacha con maltodextrina (50 %) y 

gelatina sin sabor (30 %) a una temperatura de entrada de 140°C y de salida 80 °C obteniendo 

un rendimiento de 11.33 %, indicando que el mejor microencapsulante de betalaínas es la 

maltodextrina con gelatina sin sabor. Arteaga y Arteaga (2016), microencapsulado el polvo 

de arándano con mezclas de hidrocoloides (goma arábiga, maltodextrina y almidón 

modificado) presentaron un rendimiento de 12.09 % y 11.80 %, respectivamente. Ortega et 

al. (2018), desarrolló un saborizante microencapsulado de mango, microencapsulado con 

goma arábiga 14 %, maltodextrina 18%, gelatina base 1.5 %, 12 % de núcleo aromático y 

54.5 % de agua tratada y en el proceso de secado por atomización obtuvo un rendimiento de 

88%. Investigaciones similares mostraron que el porcentaje de rendimiento varía entre 27.48 

% a 49.60 % de producto, cabe mencionar que la temperatura de entrada, la alta velocidad 

de alimentación y la capacidad de succión del ciclón influyen bastante en el secado por 

atomización. Por ello la transferencia de calor y masa es más lenta, además, Tonon et al. 

(2008), demostró que el aumento de la concentración de maltodextrina disminuye el 

rendimiento del proceso debido al aumento de la viscosidad de la mezcla, así también, indica 

que la temperatura de aire de entrada presenta efectos significativos en el rendimiento del 

proceso de secado por aspersión del extracto de Euterpe oleracea. Además, al emplear mayor 

velocidad de alimentación se presentaron aglomeraciones de microcápsulas en el equipo de 

atomización, por ende, disminuye el rendimiento, así también lo refieren Roccia et al. 

(2014), indicando que a mayor temperatura de entrada se produce un incremento en la 

velocidad de evaporación del agua, finalmente se obtiene gran cantidad de 

microencapsulado.  
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Pajaro (2017), en su investigación realizada, trabajo a una temperatura de entrada de 160 °C 

y 12.5 % de maltodextrina donde obtuvo menos del 50% de rendimiento, donde indican que 

el agente microencapsulante (maltodextrina) es una agente que mejora el rendimiento de los 

productos atomizados, ya que al ser un oligosacárido incrementa los sólidos totales y su 

rendimiento.   

Otro factor que influye son los agentes microencapsulantes y la cantidad utilizados en la 

emulsión, entre mayor es el contenido de sólidos en la mezcla, la viscosidad aumenta, 

provocando que estos se aglomeran a la pared del atomizador, reduciendo así el rendimiento 

del microencapsulado (Rosenberg et al., 1990).     

4.4.7. Color 

En la Tabla 24, se presentan los parámetros de color CIELAB (L*, a*, b*) de las 

microcápsulas obtenidas. 

Tabla 24: Resultado de los parámetros de color CIELAB de las microcápsulas del mejor 

tratamiento  
 

Parámetro de color 

Muestra L* a* b* 

C1 (3%:7%) 

T° 160 °C 
104.7±0.064 1.207±0.064 3.63±0.108 

Nota: L*, representa la medida de luminosidad de un color variando desde cero para un negro 

hasta 100 para blanco; a* representa una medida del contenido de rojo o de verde de un color 

y b* (+) indican contenido de amarillo y (-) indican contenido de azul (Talens, 2017). 

 

Figura 26: Coordenadas del espacio de color CIELAB de las microcápsulas obtenidas.  
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En la Tabla 24 y Figura 26, se obtuvieron valores positivos de los polvos producidos a una 

temperatura de entrada (160 °C) con concentración (3 % gelatina sin sabor: 7% 

maltodextrina). Los parámetros de color de las microcápsulas obtenidas del mejor 

tratamiento fueron: L* 104.713±0.064 indicando que tiene una tonalidad bastante clara, 

puesto que, L* varía entre 0 para los colores negro y para los colores blancos debe estar cerca 

de 100, en la coordenada a* se obtuvo un valor de 1.207±0.064, esto sugiere una ligera 

tendencia hacia el color rojo porque los valores positivos de a* indican tonalidades rojos y 

en la coordenada b* se obtuvo 3.63±0.108 indicando una inclinación hacia el amarillo y 

valores positivos de b* corresponden a matices amarillos. La evaluación de los parámetros 

del color Cie L*, a*, b*, es un factor influyente, esto depende de los siguientes factores 

como: la temperatura de entrada, temperatura de salida, flujo de aire y las concentraciones 

de los agentes microencapsulantes. 

Por otro lado, en la investigación realizada por Sánchez (2016), mostró que las 

microcápsulas obtuvieron valores de L* 69,14 – 77,01 para valores de a* 5.00-7.12 y 

finalmente para valores de b* 12.89-5.50, se debió a que cuando se emplean encapsulante 

de color blanco y se encuentra en mayor proporción que el núcleo, los valores obtenidos para 

el parámetro brillo (L*) son más altos. Adicional a ello, el licor de cacao presenta un color 

marrón que puede causar la disminución del brillo con el aumento de su porcentaje en la 

mezcla (Janiszewska et al., 2015; De Souza et al., 2015). Lozano (2009), indica que la 

intensidad del color de un producto en polvo es definida como la absorbancia de una 

disolución determinada al valor de la longitud de onda máxima de absorción de las betaninas, 

además, señala que la maltodextrina mantiene el color de las microcápsulas.  

4.5. RESULTADOS DE LAS CARACTERÍSTICAS MORFOLÓGICAS DE LAS 

MICROCÁPSULAS DE COMPUESTOS BIOACTIVOS OBTENIDAS DE LA 

QUINUA NEGRA COLLANA 

4.5.1. Microscopía Electrónica de Barrido 

En cuanto a la morfología y tamaño de las microcápsulas del mejor tratamiento C1 (3 % de 

gelatina sin sabor: 7 % de maltodextrina) a una temperatura de entrada 160 °C presentaron 

formas irregulares, algunas esféricas, poliédricas y otras con deformaciones similares a 

cráteres como se muestra en la Figura 27. 
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a) con una barra de medida de 300µm-amplitud 500, b). con una barra de medida 200 µm-amplitud 650, c). 

con una barra de medida 100 µm-amplitud 1000 las microcápsulas presentan poca aglomeración, y al observar 

las micrografías: d). con una barra de medida 50 µm-amplitud 2500, e). con una barra de medida 20 µm-

amplitud 6500, f). con una barra de medida 10 µm-amplitud 12000 g). con una barra de medida 2 µm-amplitud 

65000 se observa las microcápsulas de forma esférica.   

Figura 27: Micrografías obtenidas por Microscopía Electrónica de Barrido (SEM) de 

las microcápsulas del mejor tratamiento. 

a b 

c 

f 

d 

e 

g 
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En la Figura 27, se analizaron las microcápsulas en diferentes escalas de tamaño con el 

Microscopio Electrónico de Barrido (MEB), observando las siguientes imágenes: a) con una 

barra de medida de 300µm y una amplitud de 500, b) barra de medida 200 µm con una 

amplitud de 650, c) con una barra de medida 100 µm con una amplitud 1000. En estas 

micrografías, las microcápsulas muestran poca aglomeración, y al observar imágenes: d) con 

una barra de medida 50 µm y amplitud de 2500, e) con una barra de medida 20 µm y amplitud 

de 6500, f). Barra de medida 10 µm y amplitud de 12000 g) con una barra de medida 2 µm 

y amplitud de 65000, se observa que la mayoría de las microcápsulas presentan una forma 

esférica, sin embargo, hay algunas microcápsulas tienen una forma irregular, es decir, 

presentan abolladuras superficiales. Esto podría deberse a que, durante el secado por 

aspersión, la muestra pudo haber sufrido algún tipo de modificación lo cual sería provocado 

por la temperatura de entrada y salida. Santiago-Adame (2015), indicaron que las 

irregularidades morfológicas de las microcápsulas están asociadas a la velocidad de 

evaporación de agua en el transcurso del proceso de secado por atomización. Pastuña-

Pullutasig et al. (2016), menciona que las características de la morfología de las 

microcápsulas se confieren a que en el método secado por atomización sucede una 

transferencia de calor y masa, los agentes microencapsulantes son atomizadas dentro de la 

cámara de secado, a una presión de aire que se genera en el equipo, por ende, la rápida 

evaporación del solvente en el flujo de aire caliente provoca que las gotas se sequen 

rápidamente, formando esferas donde el material insoluble queda encapsulado en el interior 

y la parte soluble se solidifica en la superficie, constituyendo así la cubierta de la 

microcápsula. Figueroa et al. (2016), en las microcápsulas que obtuvo con maltodextrina 

mostraron una estructura esférica y redondeada con una superficie lisa como también 

algunas con pequeñas abolladuras.  

Las deformaciones de las microcápsulas son comunes en el proceso por atomización, por 

ende, se atribuye al porcentaje alto de sólidos contenidos en la emulsión o a un secado 

variable. (Karaca et al., 2013). Esquivel et al. (2015), indican que a temperaturas bajas 

provoca una baja velocidad de evaporación, por lo tanto, las microcápsulas son capaces de 

aglomerarse, además, pueden contener un alto contenido de agua y poca fluidez. Y a 

temperaturas altas de aire de entrada provoca una evaporación excesiva y llega a romperse 

la membrana provocando una degradación de los ingredientes del microencapsulado. 
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Los microscopios electrónicos de barrido trabajan a un vacío de 10-6 torr para evitar la 

dispersión del haz de electrones y asegurar una mayor duración de la fuente de emisión 

electrones, las muestras orgánicas tales como las microcápsulas de quinua requieren ser 

recubiertas de oro porque son un buen conductor de calor y electricidad o se recubren con 

carbono cuando se quiere realizar análisis químico elemental con el EDX, para así evitar una 

carga eléctrica y se produzcan daños por radiación (Kang et al., 2013). 

El tamaño y forma de las microcápsulas dependen mucho de los métodos de obtención. En 

la Tabla 25, se muestra el análisis de la morfología superficial – SEM de las microcápsulas 

obtenidas del mejor tratamiento. 

Tabla 25: Análisis de morfología superficial – SEM. 

Resultados de análisis de morfología superficial – SEM 

N° Código de muestra Morfología 
Diámetro 

promedio 

1 23-0015-M2 Esférica y poliédricas 8.68 µm 

La morfología y el tamaño de las microcápsulas es un parámetro fisicoquímico importante 

que se analiza con el Microscopio Electrónico de Barrido para obtener características 

micrométricas (Calero et al., 2008). Las micropartículas obtenidas del extracto 

hidroalcohólico de los compuestos bioactivos de la quinua Negra Collana presentaron 

formas esféricas y poliédricas, además, se observó que las partículas examinadas exhiben 

dimensiones que varían con diámetros específicos de: 7.98 μm (radio=3.99 μm), 14.68 μm 

(radio =7.34 μm) y 3.38 μm (radio =1.69 μm). El diámetro promedio de estas micropartículas 

obtuvo un valor de 8.68 μm, por ende, podría favorecer una liberación controlada de los 

compuestos bioactivos, así mismo, es ideal para aplicaciones alimentarias. 

La esfericidad y la superficie lisa de las micropartículas en su mayoría es por la presencia de 

la maltodextrina (Figueroa et al., 2016; Ozkan et al., 2019). Los factores que afectan el 

tamaño y la morfología de las micropartículas son: la concentración de la solución de los 

agentes microencapsulantes, el tamaño de orificio de goteo, la distancia de goteo, la 

velocidad del flujo, las altas temperaturas, entre otros. (Leong et al., 2016).  
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Tabla 26: Análisis químico proximal elemental con el EDX (Espectro de Energía 

Dispersiva). 

Resultados de análisis químico elemental con el EDX 

Muestra Resultados de la composición elemental de la muestra 

 

 

23-0015-M1 

Elemento % Peso 

C 82.35 

O 17.65 

S 0.0 

  100.00 

 

Resultados de análisis químico elemental con el EDX 

Muestra Resultados de la composición elemental de la muestra 

 

 

23-0015-M1 

Elemento % Átomo 

C 86.14 

O 13.86 

S 0.0 

  100.00 

 

 

Figura 28: Micrografía de las microcápsulas del extracto hidroalcohólico de la quinua 

Negra Collana a una medida de barra de 5 m. 

En la Figura 28, se muestra la microcápsula a una medida de barra 5 m, la imagen de 

resolución fue de 1024 by 682, el tamaño de pixel 0.03 m, Acc. Tensión 15.0 kV y la 

magnificación de 7500, presentando una forma predominantemente esférica, lo cual es 

común en la microencapsulación. Esta forma esférica indica que puede contribuir a una 

mejor protección del compuesto encapsulado. Y las formas con superficie rugosa podría 

indicar la presencia de poros o irregularidades.   
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Figura 29: Análisis químico elemental por EDX. 

La Espectroscopia de Energía Dispersiva es una técnica analítica que permite caracterizar el 

análisis elemental de las microcápsulas por una fuente de energía (haz de electrones del 

Microscopio Electrónico de Barrido), lo que provoca que los electrones de los átomos se 

mueven a niveles de energía muy altos (De la Torre Mendoza, 2022). En la Tabla 26 y Figura 

29 el análisis por EDX mostró el porcentaje átomo: C=86.14%, O= 13.86% y S= 0%, como 

elementos mayoritarios en las microcápsulas fueron el carbono y oxígeno, este análisis 

químico elemental se midió a recuentos de escala completa (14733) y las cuentas integrales 

(148389).  
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CAPÍTULO V 

CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

5.1. CONCLUSIONES  

- La mejor concentración de compuestos bioactivos del extracto hidroalcohólico de la 

quinua Negra Collana fue el tratamiento 7 (T = 40 °C y pH = 4.5), los resultados 

obtenidos fueron: 3.194±0.013 mg/100 g de betalaínas totales, 68.456±0.169 mg 

catequina/100 g de flavonoides y 130.848±0.217 mg GAE/100 g de compuestos 

fenólicos, de esta manera se pudo evidenciar que la temperatura y pH si es un factor 

importante que influye en la extracción. 

- La eficiencia de microencapsulación de los compuestos bioactivos, los factores que 

influyeron fueron la temperatura y pH de acuerdo a los resultados obtenidos en el 

primer objetivo, siendo significativos al 95% según ANOVA. Como mejor 

tratamiento y mayor eficiencia de microencapsulación fue la concentración C1 (3 % 

gelatina sin sabor:  7 % maltodextrina) con temperatura de entrada de 160 °C. Las 

eficiencias de microencapsulación fueron: 92.38±1.368 % de EMB, 85.30±0.332 % 

de EMF y 51.218±0.066 % de EMCF.  

- Las propiedades fisicoquímicas y físicas de las microcápsulas de los compuestos 

bioactivos del mejor tratamiento fueron: humedad 4.5±0.010 %, 0.198±0.1 actividad 

de agua, higroscopicidad 8.80±0.1 %, densidad aparente 0.402±0.00 g/cm3, 

solubilidad 99.17±0.023 % y rendimiento 42.87±0.678 %. Los parámetros de color 

fueron: (L*) 104.7±0.064, (a*) 1.207±0.064 y (b*) 3.63±0.108.  

- Respecto a las características morfológicas y tamaño, la morfología de las 

microcápsulas fue analizada a diferentes escalas. Se obtuvieron morfologías en forma 

esférica y poliédrica (con abolladuras superficiales) y un diámetro promedio 8.68 µm 

en las microcápsulas de la C1 (3 % gelatina sin sabor:  7 % maltodextrina) con 

temperatura de entrada de 160 °C, mucho depende del método de obtención.  
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5.2. RECOMENDACIONES  

A partir de los hallazgos de esta investigación, se proponen las siguientes recomendaciones:  

- Trabajar a diferentes temperaturas, tiempo y pH en la extracción hidroalcohólica de 

la quinua Negra Collana, ya que estos parámetros son más influyentes en la 

degradación de algunos compuestos bioactivos, por ejemplo, en las betalaínas, altas 

temperaturas degradan su contenido y estabilidad de betacianinas y betaxantinas.  

- Realizar variaciones de temperaturas de entrada en el método de secado por 

atomización para determinar los efectos de la temperatura en las microcápsulas.  

- Se recomienda realizar un estudio exhaustivo de la estabilidad fisicoquímica de las 

microcápsulas durante su almacenamiento para evaluar su comportamiento a largo 

plazo. 

- Utilizar un material para el refuerzo de la matriz, para mayor estabilidad del agente 

microencapsulante, por ejemplo: goma arábiga, alginato de sodio, lípidos, etc.  
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ANEXOS 

Anexo 1: Determinación de humedad (AOAC 950.27, 2005). 

Procedimiento 

Se realizó el tarado de la cápsula de porcelana previamente.  

Se pesó 1 g de muestra en una placa Petri.  

Se colocó en la estufa a 105 ºC por un lapso de 5 horas.  

Se enfrió en el desecador durante 10 minutos hasta que el peso sea constante. Regresándole 

10 minutos a la estufa, enfriarlas y pesarlas nuevamente.   

Se realizó por triplicado. 

ss(%) =
m2 − m1

m1 − m
× 100 

Donde:  

SS = Sustancia seca en porcentaje en masa   

m = Masa de la cápsula en g   

m1 = Masa de cápsula con la muestra en g   

m2 = masa de la cápsula con la muestra después del calentamiento en gr. 

Anexo 2: Procedimiento para la determinación de los grados °Brix (AOAC 931.12, 2005). 

Los grados °Brix se determinaron empleando refractómetros calibrados a 20 ºC. 

Independientemente de la escala del equipo, todo refractómetro debe ser calibrado con agua 

destilada antes de cada medida. 

Procedimiento 

Poner una o dos gotas de muestra sobre el prisma del refractómetro. 

Cubrir el prisma con la tapa con cuidado 

Al cerrar, la muestra debe distribuirse sobre la superficie del prisma. 

Orientando el aparato hacia una fuente de luz, mirar con el ojo a través del campo visual. 
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En el campo visual, se observó una transición de un campo claro a uno oscuro. 

Leer el número correspondiente en la escalera. 

Luego abrir la tapa y limpiar la muestra del prisma con un pedazo de papel suave o gasa 

limpia. 

Anexo 3: Determinación de pH  (AOAC 981.12, 2005). 

Limpiar el potenciómetro con agua desmineralizada. 

Secar el bulbo del potenciómetro. 

Calibrar con soluciones buffer de 7, 4 y 10 respectivamente. 

Verificar el funcionamiento del potenciómetro. 

Proceder a realizar las distintas mediciones correspondientes. 

Anexo 4: Determinación para la actividad de agua (Huayllahuamán de la Cruz, 2019). 

Se realizó con dos muestras y se determinó con el equipo de Aqualab. 

Se midió por triplicado.  

Anexo 5: Determinación para la viscosidad (Barreto et al., 2017). 

La muestra del extracto se midió en un viscosímetro Fungilab digital empleando una 

velocidad de agitaciones de 100 rpm, a una temperatura de 25 °C y con un tiempo de 

agitación de 1 minuto. 

Se realizó la lectura directa en el equipo, en unidades de Centipoise (cP). 

Anexo 6: Determinación de betalaína (Castellanos-Santiago y Yahia, 2008). 

Se tomó 14 ml de la muestra preparada y se aforó con la solución buffer McIlvaine en un 

matraz de aforo de 10 ml. 

Se leyó en un espectrofotómetro a longitudes de onda de 538 nm y 483 para betacianinas y 

betaxantinas respectivamente.  

Se midió la absorbancia en presencia de agua destilada como referencia.  

El contenido de betalaína se calculó con la siguiente fórmula:  
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Betalainas = (
A ∗ FD ∗ PM ∗ Vd

E ∗ L
) 

Donde:  

A= Absorbancia a 538 nm para la determinación de betacianinas y 483 nm para betaxantinas.  

FD= Factor de dilución  

PM= Peso molecular de betanina 550g/mol  

Vd= volumen de extracto ml  

E= Coeficiente de extinción molar 60000 L/mol cm. Aplicado para cuantificar las 

betacianinas y 48.000 L/mol cm. Para betaxantina.  

L= Longitud de camino (1 cm) de la cubeta. 

Contenido de betalaínas totales. 

𝐵𝑇 (
mg

g
) = 𝐵𝐶 (

mg

g
) + 𝐵𝑋 (

mg

g
)  

Donde: 

BT= Betalaínas totales 

BC= Betacianinas 

BX= Betaxantinas  

Anexo 7: Determinación de flavonoides (método de tricloruro de aluminio) (Tarquino, 

2018). 

Fundamento  

Las flavonas y flavonoles, forman complejos estables con el tricloruro de aluminio, además, 

son susceptibles de analizar mediante espectrofotometría UV-Vis el método básicamente 

consiste en que el complejo de aluminio-flavonoide presenta una coloración rosa salmón que 

absorbe a 490 nm. (Tarquino, 2018). 

a. Preparación de reactivos 

Preparación de la curva de calibración: el patrón de Quercetina será usado para realizar la 

curva de calibración 5 mg del reactivo fueron disueltos en etanol al 80% posteriormente 

diluidos a 5, 10, 15 y 20 μ/ml. 
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Preparación de cloruro de aluminio al 10 % p/v: se pesó 1,8289 g de AlCl3x6H2O y se aforó 

a 10 mL con agua destilada. 

Preparación de Acetato de Potasio 1M. Se pesó 0,9913 g de C2H3NaO2 y se aforó a 10 ml 

con agua destilada. 

b. Determinación de flavonoides  

Las disoluciones de los estándares se tomaron 0,5 ml, fueron mezclados con 1,5 ml de etanol 

al 80 %; 0,1 ml de cloruro de aluminio del 10 %, 0,1 ml de acetato de potasio 1 M y 2,8 ml 

de agua destilada. 

Luego estuvieron incubados a temperatura ambiente por 30 minutos, la absorbancia de la 

mezcla de reacción fue medida a 427 nm (para el blanco se utilizará agua destilada). 

Análogamente, 0,5 ml del extracto en 1000 ppm, se hizo reaccionar con cloruro de aluminio 

para la determinación del contenido de flavonas y flavonoles.  

Anexo 8: Determinación de compuestos fenólicos (Kim et al., 2003). 

a. Metodología  

Preparación del extracto hidroalcohólico: 

Pesar 5 gr de la muestra, adicionar 50 ml de etanol al 80 %. 

Centrifugar a 6000 rpm durante un tiempo de 10 minutos y temperatura de 4°C. 

Se procedió a filtrar con papel filtro, luego se concentró en rotavapor a 40 °C hasta eliminar 

la totalidad de etanol. 

El extracto hidroalcohólico permaneció en condiciones de oscuridad (frascos ámbar).  

b. Determinación de compuestos fenólicos  

Se añadió al extracto 250 μL del reactivo de Folin-Ciocalteu (diluido 1:1), posteriormente 

se agitó en vortex. 

Se añadieron 500 μL de solución saturada de carbonato de sodio y 4 ml de agua destilada. 

Se agitó y se mantendrá a temperatura ambiente, protegido de la luz durante 25 minutos. 

Posteriormente, se centrifugó durante 10 minutos a 3000 rpm.  
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Para el blanco se utilizó 250 μL en lugar de la muestra en las mismas condiciones. Medido 

a una absorbancia de 725 nm en el espectrofotómetro. 

Los resultados se llevaron a la curva de patrón de ácido gálico y se expresó en mg de ácido 

gálico equivalente (mg/GAE) (Corilla, 2019).  

Preparación de la curva de calibración estándar de ácido gálico  

Se preparó una solución stock de 0.1 mg/ml, se pesó 5 mg de ácido gálico. 

Se aforó a 50 ml con agua destilada, se preparó cinco diluciones con diferentes 

concentraciones de ácido gálico. Ver Tabla 27.  

Tabla 27: Diluciones para la preparación de la curva de calibración estándar 

Diluciones en 

(mg/mL) para 

realizar la curva 

estándar 

Concentraciones 

(mg/ml) 

Solución 

Stock (ml) 
Agua (ml) Total (ml) 

0.02 1 4 5 

0.04 2 3 5 

0.06 3 2 5 

0.08 4 1 5 

0.1 5 0 5 

 

Tubos 
Concentración 

(mg/mL) 

Dilución 

de Ácido 

Gálico 

(mL) 

Agua 

(mL) 

Folin 

Ciocalteu 

0.2N 

(mL) 

Reposo 

Carbonato de 

sodio 7.5 % 

(mL) 

Blanco 0 - 0.5 2.5 5 min. 2 

P1 0.02 0.5 - 2.5 5 min. 2 

P2 0.04 0.5 - 2.5 5 min. 2 

P3 0.06 0.5 - 2.5 5 min. 2 

P4 0.08 0.5 - 2.5 5 min. 2 

P5 0.1 0.5 - 2.5 6 min. 2 

 

Se mezcló y se dejó en reposo durante 30 minutos en oscuridad. Pasado el tiempo se observó 

la absorbancia a 765 nm. 
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Anexo 9: Determinación de higroscopicidad (Cai y Corke, 2000). 

Las micropartículas (1 – 2 g), se colocaron en una placa Petri dentro de un desecador sellado 

herméticamente, que contendrá una solución de Na2SO4 al 81 % de humedad relativa, a una 

temperatura de 25 °C durante 7 días en el desecador cerrado herméticamente.  

Los resultados se expresaron como g de humedad por 100 g de sólidos secos (g/100 g), según 

la fórmula: 

%HG =

m1 − m2

m3

1 −  Xw
x100 

Donde:  

m1= masa de la placa + la muestra hidratada (g). 

m2= masa de la placa + la muestra inicial (g). 

m3= masa de muestra inicial (g). 

Xw= humedad de la muestra inicial (g de agua/g de muestra). 

 

Anexo 10: Determinación de densidad aparente g/ml (Cai y Corke, 2000). 

Se pesó 2 g de microencapsulado y se agregó en una probeta en donde se buscará definir su 

volumen. 

El volumen se leyó después de dos golpes suaves en la superficie plana. 

Se calculó el volumen ocupado. 

La medición se realizó por triplicado. 

% R =  
m

v
 

Donde:  

m= masa. 

v= volumen. 

Anexo 11:  Determinación del rendimiento (Olguín-Rojas, 2019). 

El rendimiento de producción refleja el porcentaje de microesferas que se obtuvo con 

respecto a la cantidad total. 
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Se determinó con la siguiente fórmula: 

% R =  
cantidad final

cantidad inicial
∗ 100 

Anexo 12: Determinación de la solubilidad (Cano-Chauca et al., 2005). 

Se pesó 1 g de polvo. 

Se colocó en 100 ml de agua destilada y se agitó manualmente hasta que se solubiliza la 

muestra. 

Se transfirió a tubos eppendorf para su centrifugación a 5260 rpm, durante 5 minutos. 

Se añadieron 25 ml de la muestra y se transfirió a placas Petri.  

Se secó en estufa a una temperatura de 105 °C por un tiempo de 5 h. y se procedió a calcular 

con la siguiente fórmula. 

Solubilidad = (
m1 − m2

m1
) ∗ 100 

Donde: 

m1= peso inicial de la muestra. 

m2= peso final de la muestra. 

 Anexo 13: Determinación de color – Escala CIElab (Colchado y Velasquez, 2015). 

Equipo  

Colorímetro portátil, Konica minolta 

Procedimiento 

El color se determinó mediante un colorímetro, utilizando el sistema CIE L* (luminosidad), 

a* (-verde y +rojo), b* (-azul +amarillo). 

Se realizaron 3 a 4 lecturas en diferentes puntos de la muestra. 

Se registró los valores de los parámetros L*, a*, b* y se promediaron las lecturas. 

Anexo 14: Determinación de morfología (tamaño y geometría) (Lozano, 2009). 

El Microscopio Electrónico de barrido cuenta con un haz iónico focalizado Scios 2 para la 

preparación de muestras de alta calidad y caracterización en 3D de muy alta resolución. 
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Las microcápsulas se caracterizaron en relación a su tamaño y geometría mediante 

Microscopía Electrónica de Barrido (SEM), que proporciona imágenes de gran resolución y 

profundidad de campo con una apariencia tridimensional.  

Se realizó un estudio por Microscopía Electrónica de Barrido de las microcápsulas con un 

equipo Scios 2 DualBeam de Thermofisher empleando el software opcional Thermo 

Scientific Auto Slice & View 4 (AS&V4), que permite la adquisición totalmente 

automatizada y con alta calidad de datos 3D multimodales.  

Las micropartículas obtenidas se colocaron en un portamuestras SEM tipo pin Stub de 

aluminio de 0.5 pulgadas con una cinta de carbón de doble cara para el pegado de la muestra.  

Luego se hizo una limpieza con aire comprimido. 

Para el correcto estudio de las muestras, éstas tendrán que ser metalizadas con una capa de 

oro durante 120 segundos. 

El metalizado servirá para que los pequeños granos de polvo se encuentren más estables y 

no se muevan cuando la precisa lente del microscopio se encuentre cerca de ellos para 

visualizarlos.  

 

Figura 30: Microscopio Electrónico de Barrido Scios 2 DualBeam Microscopes. 

FUENTE: Thermo Fisher Scientific (2024). 
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Anexo 15: Panel fotográfico del proyecto de investigación. 

RECEPCIÓN DE MATERIA PRIMA Y DETERMINACIÓN DE SAPONINA 

  

Se recepcionó 5 kg de semilla de quinua 

Negra Collana del INIA-Puno. 

Se determino saponina (%) por el método 

afrosimétrico. 

MOLIENDA Y TAMIZADO DE LA MATERIA PRIMA 

  

Se realizó la molienda de los granos de 

quinua Negra Collana en el pulverizador 

eléctrico. 

Harina de la quinua Negra Collana 

tamizada (tamiz malla N° 40). 
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ACONDICIONAMIENTO DEL EXTRACTO HIDROALCOHÓLICO 

 

 

Extracción sólido-líquido durante 24 horas. Muestras centrifugadas. 

     
   

Filtración de muestras Muestras filtradas 

 

 

Preparación del ácido cítrico al 1N Regulación de pH a 4.5, 5.5 y 6.5 
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Medida espectrofotométrica del extracto 

hidroalcohólico para determinar los 

compuestos bioactivos. 

Lectura espectrofotométrica del extracto 

hidroalcohólico para determinar 

compuestos bioactivos.  

PREPARACIÓN Y CONCENTRACIÓN DEL EXTRACTO 

HIDROALCOHÓLICO AL MEJOR TRATAMIENTO 

        

Filtrado y concentración de las muestras en el rotavapor  

  

Extracto óptimo concentrado Dilución del colorante en agua en relación 

(10 mL de colorante con 90 mL de agua) 
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Mezcla del micro encapsulante y el 

colorante diluido) 

Atomización del colorante betalaínas de 

quinua 

  

Micropartículas obtenidas 

  

Envasado del polvo obtenido Envasado del polvo del mejor tratamiento 

(Temperatura 160°C, concentración 10 %) 
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- Dilución de los polvos obtenidos (0.5 g en 10 mL de agua destilada). 

- Barrido espectrofotométrico a 483 nm y 538 nm para determinar betalaínas. 

  

Barrido espectrofotométrico a 765 nm para 

determinar compuestos fenólicos de los 

microencapsulados. 

Barrido espectrofotométrico a 765 nm para 

determinar compuestos fenólicos del mejor 

tratamiento. 

  

Se realizó la Microscopia Electrónica de Barrido de las microcápsulas con un equipo Scios 

2 DualBeam de Thermofisher. Las muestras fueron metalizadas con una capa de oro 

durante 120 segundos, con la finalidad de que los pequeños granos de polvo se encuentren 

más estables y puedan ser visualizados con más precisión. 
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Anexo 16: Análisis de datos de la extracción hidroalcohólica de las betalaínas. 

Análisis de Varianza         

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

  Temperatura 2 3.2411 1.62056 54026.19 0.000 

  pH 2 6.1136 3.05681 101908.22 0.000 

  Temperatura*pH 4 1.1135 0.27837 9280.21 0.000 

Error 18 0.0005 0.00003     

Total 26 10.4687       

 

Resumen del modelo     

S R-cuad. 

R-cuad. R-cuad. 

(ajustado) (pred) 

0.0054768 99.99% 99.99% 99.99% 

 

Comparaciones para BETALAINAS TOTALES (mg/en 100 g de muestra) 

Comparaciones por parejas de Tukey: Temperatura*pH 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Temperatura*pH N Media Agrupación 

40                  4.5 3 3.19443 A        

40                  5.5 3 2.889  B       

20                  4.5 3 2.53908   C      

30                  4.5 3 2.29075    D     

20                  5.5 3 1.69101     E    

30                  5.5 3 1.65593      F   

40                  6.5 3 1.64416      F   

30                  6.5 3 1.4784       G  

20                  6.5 3 1.40525        H 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 

Anexo 17: Análisis de datos de la extracción hidroalcohólica de los flavonoides. 

Análisis de Varianza         

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

  Temperatura 2 507.7 253.849 13547.7 0.000 

  pH 2 976.62 488.309 26060.64 0.000 

  Temperatura*pH 4 913.66 228.415 12190.31 0.000 

Error 18 0.34 0.019     

Total 26 2398.31        
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Resumen del modelo     

S R-cuad. 
R-cuad. R-cuad. 

(ajustado) (pred) 

0.136885 99.99% 99.98% 99.97% 

 

Comparaciones para FLAVONOIDES (mg catequina/100g) 

Comparaciones por parejas de Tukey: Temperatura*pH 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Temperatura*pH N Media Agrupación 

40                  4.5 3 68.456 A                 

20                  5.5 3 66.443   B 
      

  

20                  4.5 3 66.094   B 
      

  

40                  5.5 3 62.045   
 

C 
     

  

30                  5.5 3 53.442   
  

D 
    

  

30                  6.5 3 52.722   
   

E 
   

  

40                  6.5 3 49.761   
    

F 
  

  

40                  5.5 3 44.063   
     

G 
 

  

20                  6.5 3 41.926   
      

H   

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 

Anexo 18: Análisis de datos de la extracción hidroalcohólica de los compuestos fenólicos. 

Análisis de Varianza 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

  Temperatura 2 4006.9 2003.43 68163.64 0 

  pH 2 5401 2700.48 91879.71 0 

  Temperatura*pH 4 2015.6 503.89 17144.03 0 

Error 18 0.5 0.03     

Total 26 11423.9         

 

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. R-cuad. 

(ajustado) (pred) 

0.171439 100.00% 99.99% 99.99% 
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Comparaciones para COMPUESTOS FENÓLICOS (mg GAE/100 de muestra) 

Comparaciones por parejas de Tukey: Temperatura*pH 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Temperatura*pH N Media Agrupación 

40                  4.5 3 130.848 A         

20                  4.5 3 88.843  B        

40                  5.5 3 87.841   C       

30                  4.5 3 82.02    D      

30                  6.5 3 76.755     E     

40                  6.5 3 73.875      F    

30                  5.5 3 66.614       G   

20                  5.5 3 61.668        H  

20                  6.5 3 57.223         I 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 

          

Anexo 19: Análisis de datos de la eficiencia de microencapsulación de betalaínas totales. 

Análisis de Varianza 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

Concentración de matrices 

poliméricas 

1 4716.76 4716.76 5174.73 0.000 

Temperatura de entrada  1 59.9 59.9 65.71 0.000 

Concentración de matrices 

poliméricas*Temperatura 

de entrada  

1 314.27 314.27 344.78 0.000 

Error 8 7.29 0.91     

Total 11 5098.22       

 

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. R-cuad. 

(ajustado) (pred) 

0.954725 99.86% 99.80% 99.68% 
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Comparaciones para Eficiencia de Microencapsulación de Betalaínas Totales 

Comparaciones por parejas de Tukey: Concentración de matrices poliméricas 

*Temperatura de entrada 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Concentración de matrices 

poliméricas*Temperatura de entrada 
N Media Agrupación 

C1(3%:7%) 160 3 92.38 A 
   

C1(3%:7%) 180 3 86.6133 
 

B 
  

C2(6%:14%) 180 3 57.1967 
  

C 
 

C2(6%:14%) 160 3 42.4933 
   

D 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 

Anexo 20: Análisis de datos de la eficiencia de microencapsulación de los flavonoides.  

Análisis de Varianza 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

Concentración de matrices 

poliméricas 

1 643.06 643.062 1833.33 0.000 

Temperatura de entrada  1 86.74 86.742 247.3 0.000 

Concentración de matrices 

poliméricas*Temperatura de 

entrada  

1 303.76 303.762 866.01 0.000 

Error 8 2.81 0.351      

Total 11 1036.37       

 

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. R-cuad. 

(ajustado) (pred) 

0.592251 99.73% 99.63% 99.39% 

 

Comparaciones para Eficiencia de Microencapsulación de Flavonoides 

Comparaciones por parejas de Tukey: Concentración de matrices poliméricas * 

Temperatura de entrada 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Concentración de matrices poliméricas*Temperatura 

de entrada 
N Media Agrupación 

C1(3%:7%) 160 3 85.3013 A 
   

C1(3%:7%) 180 3 80.616 
 

B 
  

C2(6%:14%) 180 3 76.0377 
  

C 
 

C2(6%:14%) 160 3 60.598 
   

D 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 
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Anexo 21: Análisis de datos de la eficiencia de microencapsulación de compuestos 

fenólicos. 

Análisis de Varianza 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 

Concentración de matrices 

poliméricas 

1 552.801 552.801 39077.58 0.00 

Temperatura de entrada  1 72.006 72.006 5090.08 0.00 

Concentración de matrices 

poliméricas*Temperatura de 

entrada  

1 101.973 101.973 7208.45 0.00 

Error 8 0.113 0.014    
Total 11 726.892       
 

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. R-cuad. 

(ajustado) (pred) 

0.118938 99.98% 99.98% 99.96% 

 

Comparaciones para Eficiencia de Microencapsulación de Compuestos Fenólicos 

Comparaciones por parejas de Tukey: Concentración de matrices poliméricas * 

Temperatura de entrada 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Concentración de matrices poliméricas*Temperatura de 

entrada 
N Media Agrupación 

C1(3%:7%) 160 3 51.218 A 
   

C1(3%:7%) 180 3 40.4887 
 

B 
  

C2(6%:14%) 180 3 32.7443 
  

C 
 

C2(6%:14%) 160 3 31.8133 
   

D 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes.         

Anexo 22: Resultados de la extracción de Betacianinas con 3 réplicas. 

Temperatura °C pH 
Absorbancias  Contenido de 

betacianinas 

(mg/mL) R1 R2 R3 Promedio 

20 

4,5 0.034 0.033 0.033 0.033 0.002±0.000 

5,5 0.028 0.028 0.028 0.028 0.002±0.000 

6,5 0.078 0.076 0.076 0.077 0.001±0.000 

30 

4,5 0.026 0.026 0.026 0.026 0.002±0.000 

5,5 0.024 0.023 0.023 0.023 0.001±0.000 

6,5 0.030 0.030 0.030 0.030 0.002±0.000 
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<<continuación>> 

40 

4,5 0.023 0.023 0.023 0.023 0.005±0.000 

5,5 0.024 0.024 0.023 0.024 0.002±0.000 

6,5 0.025 0.025 0.025 0.025 0.002±0.000 

Anexo 23: Resultados de la extracción de Betaxantinas con 3 réplicas.  

Temperatura 

°C 
pH 

Absorbancias Contenido de 

betaxantinas 

(mg/mL) R1 R2 R3 
Promedio 

20 

4,5 0.518 0.518 0.517 0.518 0.023±0.000 

5,5 0.340 0.339 0.339 0.339 0.015±0.00 

6,5 0.280 0.280 0.280 0.280 0.013±0.000 

30 

4,5 0.470 0.470 0.470 0.470 0.021±0.000 

5,5 0.336 0.335 0.335 0.335 0.015±0.000 

6,5 0.295 0.295 0.296 0.295 0.013±0.000 

40 

4,5 0.603 0.602 0.600 0.602 0.027±0.000 

5,5 0.601 0.600 0.600 0.600 0.027±0.000 

6,5 0.331 0.330 0.330 0.330 0.015±0.000 

Anexo 24: Resultados de la extracción de Betalaínas totales con 3 réplicas.  

Temperatura pH BC BX BT 
BT (mg/en 100 

g de muestra 

20°C 

4.5 0.002 0.023 0.025 2.539±0.005 

5.5 0.002 0.015 0.017 1.691±0.003 

6.5 0.001 0.013 0.014 1.405±0.000 

30°C 

4.5 0.002 0.021 0.023 2.291±0.000 

5.5 0.001 0.015 0.017 1.656±0.006 

6.5 0.002 0.013 0.015 1.478±0.001 

40°C  

4.5 0.005 0.027 0.032 3.194±0.013 

5.5 0.002 0.027 0.029 2.889±0.003 

6.5 0.002 0.015 0.016 1.644±0.003 
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Anexo 25: Resultados de flavonoides con 3 réplicas.  

Anexo 26: Resultados de la extracción de compuestos fenólicos con 3 réplicas.  

 

 

 

Temperatura 

°C 
pH 

Absorbancias  Concentración 

de Catequina 

mg/g 

Concentración 

Catequina mg 

Catequina/100g 

de muestra 
R1 R2 R3 Promedio 

 

20°C 

4.5 0.421 0.422 0.420 0.421 0.661 66.094±0.169 

5.5 0.620 0.621 0.619 0.620 0.664 66.443±0.112 

6.5 0.402 0.402 0.402 0.402 0.419 41.926±0.000 

 

30°C 

4.5 0.347 0.346 0.345 0.346 0.534 53.442±0.169 

5.5 0.421 0.421 0.421 0.421 0.441 44.063±0.000 

6.5 0.499 0.497 0.498 0.498 0.527 52.722±0.112 

 

40°C  

4.5 0.436 0.435 0.434 0.435 0.685 68.456±0.169 

5.5 0.398 0.397 0.396 0.397 0.62 62.045±0.169 

6.5 0.472 0.473 0.470 0.472 0.498 49.798±0.172 

Temperatura °C pH 

Absorbancias 
Concentración 

de ácido gálico 

mg/g 

Concentración 

de ácido gálico 

mg GAE/100g 

de muestra R1 R2 R3 Promedio 

 

 

20 

4,5 0.510 0.509 0.510 0.510 0.888 
88.843±0.108 

5,5 0.692 0.694 0.694 0.693 0.617 
61.668±0.108 

6,5 0.646 0.646 0.646 0.646 0.572 
57.223±0.000 

 

30 

4,5 0.474 0.473 0.473 0.473 0.82 
82.020±0.108 

5,5 0.746 0.746 0.746 0.746 0.666 
66.614±0.000 

6,5 0.850 0.855 0.857 0.854 0.768 
76.755±0.339 

 

40 

4,5 0.734 0.734 0.732 0.733 1.308 
130.848±0.217 

5,5 0.503 0.505 0.505 0.504 0.878 
87.841±0.217 

6,5 0.823 0.822 0.825 0.823 0.739 
73.875±0.143 
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Anexo 27: Resultados de la eficiencia de microencapsulación de las betalaínas totales con 

3 réplicas. 

Concentración 
Temperatura 

entrada 

BT (mg/en 100 g de muestra) 

R1(%) R2(%) R3(%) EMB (%) 

C1 (3%:7%) 
160°C 90.97 93.70 92.47 92.38±1.368 

180°C 87.23 85.90 86.71 86.61±0.668 

C2 (6%:14%) 
160°C 41.26 43.03 43.19 42.5±1.070 

180°C 56.73 57.30 57.56 57.2±0.424 

Anexo 28: Resultados de la eficiencia de microencapsulación de flavonoides con 3 

réplicas.  

Concentración 
Temperatura 

entrada 

Concentración Catequina mg GAE/100g de muestra 

R1(%) R2(%) R3(%) EMF (%) 

C1 (3%:7%) 
160°C 85.674 85.195 85.035 85.30±0.332 

180°C 80.882 80.403 80.563 80.62±0.244 

C2 (6%:14%) 
160°C 61.716 59.799 60.279 60.60±0.997 

180°C 76.570 75.612 75.931 76.04±0.488 

 

Anexo 29: Resultados de la eficiencia de microencapsulación de los compuestos fenólicos 

con 3 réplicas.  

Concentración 
Temperatura 

entrada 

Concentración Acido Gálico mg GAE/100g de 

muestra 

R1(%) R2(%) R3(%) EMCF (%) 

C1 (3%:7%) 
160°C 51.256 51.142 51.256 51.218±0.066 

180°C 40.348 40.578 40.540 40.489±0.123 

C2 (6%:14%) 
160°C 31.966 31.622 31.852 31.813±0.175 

180°C 32.770 32.655 32.808 32.745±0.080 

Anexo 30: Resultados del color Cie L*a*b* de las microcápsulas. 

 
Parámetro de color 

Muestra L* a* b* 

C1 (3%:7%) 

T° 160°C 

104.74 1.28 3.72 

104.76 1.16 3.51 

104.64 1.18 3.66 

Promedio 104.71 1.20 3.63 
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Anexo 31: Informe de resultado del Centro de Microscopía Electrónica – UNSA. 
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Anexo 32: Informe de análisis fisicoquímicos y físicas de las microcápsulas obtenidas por 

el método secado por atomización. 
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