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RESUMEN 
 

Esta investigación tuvo como objetivo evaluar el efecto de la incorporación de extracto de 

propóleo verde (EAP) en la caracterización y elaboración de films activos a partir de almidón 

de papa nativa Yana Winku. Este estudio fue realizado en el laboratorio de Biopolímeros 

Agroindustriales del Departamento de Química de la Universidad de São Paulo. El EAP se 

obtuvo con 10 g de propóleo molido en 50 mL de solución de NaOH al 15% de concentración 

alcalina. Los films se prepararon usando una concentración de almidón nativo de 3 p/v, glicerol 

(35 g de plastificante / 100 g de almidón) y diferentes concentraciones de EAP (0, 0.5, 10 y 

30% en relación al almidón), utilizando la metodología de Casting. Fue usado un diseño 

experimental completamente al azar (DCA), con un análisis de varianza para comparación de 

medias de TUKEY para establecer diferencias significativas en las formulaciones de los films. 

Los films se acondicionaron por 48 horas antes de su caracterización (UR = 58%, 25 °C). Los 

films fueron caracterizados en relación a las propiedades mecánicas, de barrera al vapor de 

agua, humedad, solubilidad en agua y etanol, ángulo de contacto, propiedades antioxidantes 

(ABTS y DDPH) y compuestos fenólicos (Folin Ciocalteu). Todos los films obtenidos fueron 

atractivos, homogéneos, con ligero brillo, fáciles de manejar y con ausencia de partículas 

insolubles observadas visualmente. La incorporación de EAP provoco un aumento en la 

opacidad, un viraje de color a un naranja profundo, menor humedad, una superficie más 

hidrofóbica debido a la presencia de moléculas hidrofóbicas presentes en el extracto; así como 

una reducción en la tensión y elongación del material a concentraciones de 10 y 30% EAP. En 

tanto, las propiedades de PVA y solubilidad en agua (con excepción film de 10% de EAP) no 

fueron afectadas por la incorporación del extracto. Con la adición del EAP a la matriz 

polimérica se logró obtener films activos debido al aumento de compuestos fenólicos totales y 

antioxidantes, este aumento estuvo en función a la concentración utilizada de EAP. Se concluyó 

que la adición de 10% de EAP mejoró las características de opacidad, solubilidad en agua, 

solubilidad en etanol, humedad y ángulo de contacto del film de almidón Yana Winku, 

añadiéndole características activas al film con valores de compuestos fenólicos totales (CFT) 

de 336.13 mg GAE/ 100g film, actividad antioxidante de 79.23 % inhibición del radical de 

DPPH. y 11496.00 μmol TE/100g film por ABTS; posicionándose como opción viable en la 

conservación de alimentos susceptibles a la oxidación. 

 

Palabras claves: films bioactivos, almidón nativo, extracto acuoso de propóleo. 
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ABSTRACT 
 

The aim of this research was to evaluate the effect of the incorporation of green propolis extract 

(EAP) in the characterization and elaboration of active films from Yana Winku native potato 

starch. This study was carried out in the Agroindustrial Biopolymers laboratory of the 

Chemistry Department of the University of São Paulo. EAP was obtained with 10 g of ground 

propolis in 50 mL of NaOH solution at 15% alkaline concentration. The films were prepared 

using a native starch concentration of 3 w/v, glycerol (35 g of plasticizer / 100 g of starch) and 

different concentrations of EAP (0, 0.5, 10 and 30% in relation to starch), using the Casting 

methodology. A completely randomized experimental design (CRD) was used, with an analysis 

of variance for comparison of means by TUKEY to establish significant differences in the film 

formulations. The films were conditioned for 48 hours prior to characterization (UR = 58%, 25 

°C). The films were characterized with respect to mechanical properties, water vapor barrier, 

moisture, water and ethanol solubility, contact angle, antioxidant properties (ABTS and DDPH) 

and phenolic compounds (Folin Ciocalteu). All films obtained were attractive, homogeneous, 

with slight gloss, easy to handle and with absence of visually observed insoluble particles. The 

incorporation of EAP caused an increase in opacity, a color change to a deep orange, lower 

moisture, a more hydrophobic surface due to the presence of hydrophobic molecules present in 

the extract; as well as a reduction in the tension and elongation of the material at concentrations 

of 10 and 30% EAP. Meanwhile, the PVA properties and water solubility (with the exception 

of 10% EAP film) were not affected by the incorporation of the extract. The addition of EAP 

to the polymeric matrix resulted in active films due to the increase of total phenolic compounds 

and antioxidants, this increase was a function of the concentration of EAP used. Conclusions 

were reached that the addition of 10% EAP improved the characteristics of water solubility, 

ethanol solubility, moisture and contact angle of the starch film, adding active characteristics 

to the film with total phenolic compounds (CFT) values of 336.13 mg GAE/ 100g film, 

antioxidant activity of 79.23 % DPPH radical inhibition and 11496.00 μmol TE/100g film by 

ABTS; positioning it as a viable option in the preservation of foods susceptible to oxidation. 

Keywords: bioactive films, native starch, propolis aqueous extract. 
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INTRODUCCIÓN 
 

Los plásticos son un material versátil e indispensable en la economía global. Su 

popularidad se atribuye a las grandes ventajas que ofrece (ligero, duradero, 

moldeable, bioinerte, hidrófobo y económico) (1,2). Solo en el 2018 su producción 

mundial fue de alrededor de 360 millones de toneladas, siendo las poliolefinas los 

materiales más demandados (3). Estos plásticos sintéticos se fabrican a partir de 

petróleo, una fuente no renovable y con resistencia a la degradación natural que 

puede demorar hasta 500 años para su degradación completa (4,5). La elevada 

producción de plástico ha llevado a una descomunal cantidad de residuo que llega 

a terminar en los océanos, se estima a la actualidad más de más de 150 millones de 

toneladas de desechos plásticos en los océanos (6,7). Representando una gran 

amenaza para los ecosistemas oceánicos y las cadenas alimentarias.   

En los últimos años hay un creciente interés en el desarrollo de envases 

biodegradables y activos, elaborados a través de materias primas renovables y 

sustentables que ofrezcan propiedades antimicrobianas y antioxidantes para alargar 

la vida en anaquel de productos alimenticios y reducir el uso de conservantes 

químicos (8). Los films pueden ser elaborados a partir de biopolímeros 

(polisacáridos, proteínas y lípidos) con la adición de aditivos (plastificantes, 

emulsionantes) e ingredientes antimicrobianos y antioxidantes naturales o sintéticos 

(9–11). 

El almidón es una materia prima muy utilizada para la elaboración de films 

biodegradables dado que ofrece una serie de ventajas que incluyen facilidad de 

manejo, bajo costo, disponibilidad, fuente renovable, transparencia, sin sabor, 

inodoro, sin toxicidad y buenas propiedades de barrera (12–15). Sin embargo, su 

aplicabilidad es limitada por su alta solubilidad en agua y malas propiedades 

mecánicas (16–20). Para superar estas deficiencias y obtener propiedades 

funcionales, se puede combinar el almidón con otros polímeros y extractos 

naturales (21).  

El propóleo tiene un alto potencial para actuar como aditivo en materiales 

poliméricos (22). Es un material resinoso recolectado por las abejas (Apis Mellifera 
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L.); su composición química, color y propiedades depende del tipo de planta, las 

resinas y las especies de abejas. Por lo que es un producto que puede variar en 

composición según la fuente de origen (23–25). Ha logrado un renombre mundial 

por sus propiedades antioxidantes, antimicrobianas y medicinales (antivirales, 

antinflamatorias, antitumorales, hepatoprotectores e inmunomoduladores) (26,27). 

Esta investigación tiene como objetivo evaluar el efecto de la incorporación de 

extracto de propóleo verde en la caracterización y elaboración de films activos a 

partir de almidón de papa nativa Yana Winku. 
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HIPÓTESIS 
 

La hipótesis considerada se basa en que el almidón de papa nativa Yana Winku 

posee compuestos fenólicos y capacidad antioxidante a diferencia de otros 

almidones por lo cual su incorporación les otorgara tales propiedades a los films. 

Así mismo, la adición de un antioxidante natural como el extracto de propóleo verde 

ayudara a mejorar las propiedades de barrera, mecánicas, microestructural, ópticas 

y antioxidantes por su elevada composición antioxidante, presencia de moléculas 

hidrofóbicas en el extracto y opacidad de los films que evitara la oxidación de los 

alimentos sensibles a la luz. 
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OBJETIVOS 
 

Objetivo general 
 

Esta investigación tiene como objetivo utilizar el almidón de papa nativa Yana 

Winku para el desarrollo de films activos y mejorar sus propiedades de barrera, 

mecánicas, microestructural, ópticas y antioxidantes con la incorporación del 

extracto de propóleo verde. 

Objetivos específicos 
 

1. Evaluar el efecto de la adición de diferentes concentraciones del extracto de 

propóleo verde en las propiedades de barrera, mecánicas, microestructural, 

ópticas y antioxidantes de los films a base de almidón. 

2. Desarrollar films a base de almidón/extracto de propóleo verde. 

3. Caracterizar las propiedades de barrera, mecánicas, microestructural, 

ópticas y antioxidante del film a base de almidón de papa nativa Yana 

Winku. 

4. Comparar los films de almidón con almidón/ extracto de propóleo verde. 
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CAPÍTULO I 

MARCO TEÓRICO 

 

1.1 Papas nativas  
 

La papa es originaria de América del sur, donde los incas cultivaban y consumían 

hace unos 13,000 años. La historia de la papa en Europa y otras partes del mundo 

inicio después del descubrimiento de América, grandes cantidades de oro y papa 

fueron llevadas en la época de la conquista del Perú (28). En el 2016, el área de 

cultivo de la papa en nuestro país fue de 69,500 ha; donde más de 600 mil hogares 

dependían de su producción para sustentar su economía, con un rendimiento medio 

de 28,777 Kg/ ha y una producción total de 2 millones de toneladas (29).  

  

Figura Nº 1. Papas nativas de los andes centrales del Perú. 

* Adaptado de Haan & Rodriguez (29). 

Según el Instituto Nacional de Innovación Agraria (INIA), el Perú posee 6,408 

registros de variedades de papas nativas (30). Por ende, existe una amplia 

diversidad genética que permite encontrar individuos con diferentes tipos de ploidía 

(diploides a pentaploides) que se manifiesta en el fenotipo a través de las diferencias 

en la forma y tamaño del tubérculo, color de la pulpa y / o piel, ciclo de cultivo, 

productividad, contenido nutricional y funcional (31). Los datos publicados sobre 
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el grado de variación con respecto a los contenidos de antioxidantes y minerales 

dentro del germoplasma de papa nativa son escasos debido a que solo existe 

estudios con números limitados de genotipos de papa (32,33).  

Las papas nativas han despertado el interés de parte de los consumidores y la 

industria por su riqueza en compuestos fenólicos entre ellos destaca: el ácido 

cafeico (280 mg / kg), escopolina (98 mg / kg), ácido clorogénico (16-71 mg / kg), 

ácido ferúlico (28 mg / kg), ácido criptoclorogénico (11 mg / kg) y la tirosina (770-

3900 mg / kg) (34,35). Campos et al. (32), realizo la caracterización de 15 genotipos 

de papas nativas obtenidas de los campos experimentales del CIP en Huancayo 

(3700-3800 m); donde reportó la cantidad de compuestos fenólicos totales (0.64 a 

2.32 mg g−1), antocianinas totales (0.08 a 0.8 mg g−1), carotenoides totales (2 a 5 

µg g−1), capacidad antioxidante hidrofílica (860 a 3780 µg Trolox g−1) y capacidad 

antioxidante lipofílica (115 a 361 µg Trolox g−1). A partir de estos resultados, 

destaca su potencial como una nueva fuente de nutracéuticos y para la producción 

de nuevos y únicos productos (funcionales y saludables). 

 

Figura Nº 2. Principales ácidos fenólicos en papas. 

* Adaptado de Jaromír et al. (35). 

Las papas nativas que poseen una coloración morada o roja en la pulpa poseen un 

alto contenido de antocianina, en particular los derivados acilados. Estas papas 

nativas pueden poseer tres veces más de contenido fenólico y actividad 
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antioxidantes comparado con las papas nativas de pulpa blanca y amarilla. Mientras 

tanto las papas de coloración blanca y amarilla poseen principalmente ácido 

clorogénico, ácido gálico, ácido cafeico y catequina (36–38). En tanto, las papas de 

pulpa moradas y roja contienen acilados de pelargonidina, glucósidos acilados de 

malvidina, petunidina, peonidina y delfinidina (38,39).  

 

Figura Nº 3. Estructura de las principales agliconas de antocianinas de papas. 

*Adaptado de Lachman et al. (38). 

1.1.1 Papa nativa Yana Winku 
 

La papa nativa Yana Winku o llamada también Wenccos, Cacho de Toro, Papa 

Pilush o Yana Waqras (subespecie Andigena); tiene como origen la provincia de 

Tayacaja de la región Huancavelica. Su cultivo alcanza una altitud de hasta 4,200 

metros sobre el nivel del mar, la textura de la papa es harinosa y posee una 

coloración morada en la pulpa (40,41).  
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Figura Nº 4. Fotografías de la planta de papa Yana Winku (A) y papa Yana Winku 

(B). 

* Adaptado del Ministerio de Agricultura del Perú (42). 

Tabla Nº 1. Descripción morfológica. 

Descripción Morfológica 

Hábito de crecimiento  Semi-erecto 

Color del tallo Verde con muchas 

manchas pigmentadas 

Forma de las alas del tallo Recto  

Tipo de disección de la hoja Disectada  

Numero de pares de foliolos laterales 4 

Forma del foliolo terminal Elíptico  

Forma de la corola Muy rotada  

Color predominante de la flor Blanco 

Intensidad del color predominante en la flor Pálido 

Color secundario de la flor Ausente  

Distribución del color secundario de la flor Negruzco 

Color predominante de la piel del tubérculo Intermedio  

Intensidad del color predominante de la piel del tubérculo Ausente  

Distribución del color de la piel del tubérculo Ausente 

Color principal de la pulpa Morado  

Color secundario de la pulpa Blanco 

Distribución del color secundario de la pulpa Pocas manchas  

A B 
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Forma general del tubérculo Elíptico  

Variante de la forma del tubérculo Fusiforme  

Profundidad de los ojos Superficial  

Color predominante del brote Violeta  

Color secundario del brote Ausente 

Distribución del color secundario del brote Ausente 

* Adaptado de Roldan et al. (41). 

Tabla Nº 2. Evaluación agronómica. 

Evaluación agronómica 

Numero promedio de tubérculo/planta 9 

Peso promedio de tubérculo (Kg)/planta 0.10 

* Adaptado de Roldan et al. (41). 

1.2 Almidón 
 
El almidón es un polisacárido de reserva en el reino vegetal que se deposita en los 

cloroplastos, se clasifica como homopolisacárido, su unidad básica es la glucosa, el 

peso molecular varía entre 106 -108 unidades y está compuesta por dos 

macromoléculas (amilosa y amilopectina). Su proporción de amilosa / amilopectina 

depende de la fuente y la edad del almidón. La amilosa es esencialmente un 

polímero lineal, ligado a α-1,4 (~ 99%) que contiene puntos de ramificación α-1,6- 

(~ 1%) que contribuyen principalmente a la fase amorfa del gránulo de almidón 

(43). Por el contrario, la amilopectina es una estructura altamente ramificada que 

contiene enlaces α-1, 4 unidas al α-1, 6 con puntos de ramificación cada 20-30 

unidades de glucosa. La amilopectina contribuye predominantemente a la 

organización cristalina periférica de los gránulos de almidón.  
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Figura Nº 5. Estructuras químicas de las macromoléculas de amilosa (A) y 

amilopectina (B) del almidón. 

* Adaptado de Xie et al. (18). 

Se denomina almidón "normal" a los que poseen un contenido de amilosa de 25-

30%. Mientras que los que poseen un contenido de amilopectina de 98-99%, se les 

denomina almidón "ceroso" (44). La presencia de regiones amorfas y cristalinas en 

los gránulos de almidón, le concede una entidad semicristalina. Mediante la técnica 

de difracción de rayos X, se puede determinar los patrones específicos de 

cristalinidad en los gránulos de almidón. Estos patrones se utilizan para diferenciar 

almidones de cereales y tubérculos  (45,46). Todas las características como la forma 

y tamaño, relación amilosa / amilopectina, longitud de la cadena distribución y 

disposición de componentes están involucrados en la funcionalidad del biopolímero 

(44,47).  

El almidón nativo se denomina cuando se extrae de la planta sin alteración. 

Mccomber et al. (48) sugiere que los almidones nativos, seleccionados de cultivares 

adecuados pueden tener el potencial de reemplazar a los almidones químicamente 

modificados. Los gránulos de almidón se encuentran principalmente en semillas, 

raíces y tubérculos, pero igualmente son encontrados en tallos, hojas, frutos e 

incluso en el polen (49,50). Sim embargo las principales fuentes comerciales de 

almidón son los cereales (maíz) y los tubérculos- raíces (papa y la yuca) (51).  
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Las técnicas de extracción de almidón presentes en la literatura son diversas desde 

una simple extracción con agua pura hasta el uso de diferentes reactivos químicos. 

Según su contenido de proteínas, lípidos, fibras y cenizas se evalúa la calidad de la 

extracción del almidón. Cuanto menor es el contenido de estos componentes, mayor 

será la calidad del proceso de extracción. Una extracción con agua significa la 

máxima conservación del granulado de almidón y de sus propiedades funcionales; 

aunque este método de extracción provoca un mayor contenido de proteínas y 

lípidos (52). 

El almidón es utilizado en diferentes industrias (textil, papelera, farmacéutica, 

plástica y alimentaria) por sus funciones y aplicaciones. El mercado de este 

polímero ha ido en alza. Es una fuente de ingreso para muchos agricultores y se 

encuentra en constante mejora para lograr satisfacer las demandas del mercado 

actual (53,54). 

Tabla Nº 3. Funciones de los almidones en varios sistemas alimentarios. 

Función Alimentos 

Adhesión Alimentos rebozados y empanizados 

Unión Carne formada, condimentos para 

bocadillos. 

Enturbiamiento Bebidas. 

Crujiente Alimentos fritos y horneados, 

bocadillos. 

Estabilización de emulsión Bebidas, cremas 

Encapsulamiento Sabores. 

Expansión Snacks, cereales 

Reemplazo de grasa helados, aderezos para ensaladas, 

pastas para untar. 

Estabilización de espuma Malvaviscos 

Gelificación Centros de goma de mascar 

Retención de humedad Pasteles, carnes 

Espesamiento Salsas, rellenos para tartas, sopas  

* Adaptado de Mason (55). 
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1.2.1 Almidón de papa  
 

En los tubérculos de papa, el almidón representa aproximadamente el 15-20% de 

su peso. Posee una baja cantidad de proteínas y lípidos, en comparación a los 

almidones extraído de cereales (56–58). La amilopectina de la papa es menos 

ramificada que la de otros almidones y posee cadenas más largas que pueden estar 

relacionadas al perfil de cristalinidad de tipo B, donde se encuentra por difracción 

de rayos x, un pico más fuerte a 17 °, algunos picos medios a 5.6°, 14.4°, 22 ° y 24° 

y un pico débil a 19.5° (59–65). 

La digestibilidad también puede estar influenciada por el tipo de estructura 

cristalina de los gránulos de almidón. El patrón tipo A, característico de almidones 

de cereales son altamente digestibles; mientras que el patrón tipo B presente en 

tubérculos son más resistentes a la digestión. En cambio, el patrón tipo C presente 

en semillas de leguminosas son algo resistentes a la hidrólisis por α-amilasa (66,67). 

 

Figura Nº 6. Diagrama de difracción de rayos X de almidones de diferentes tipos 

de patrones de cristalinidad. 

*Adaptado de Bogracheva et al. (68). 

La morfología del granulo del almidón depende del genotipo de planta, las prácticas 

culturales utilizadas en el cultivo, la bioquímica del cloroplasto / amiloplasto y la 

fisiología de la planta. Existe una diferencia en tamaño y forma entre los gránulos 

a) Maíz de tipo silvestre 

b) Papa de tipo silvestre 

c) Guisante de tipo silvestre 
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de almidón de papa y cereales. Singh et al. (69),  estudio la morfología de los 

gránulos de almidón de diferentes cultivares de papa por la metodología de SEM, 

comprobando la variación morfológica de los gránulos de las diferentes variedades 

de papa. Los gránulos pequeños y medianos presentaban formas ovaladas. A 

diferencia de los gránulos grandes que presentaban una forma irregular o cuboide.  

La variación de la forma con el tamaño del granulo de almidón de papa puede estar 

relacionada con el empaquetamiento de los gránulos durante el crecimiento de los 

órganos de almacenamiento. La disponibilidad limitada de espacio en las células 

del tubérculo puede provocar una alteración en la forma del gránulo cuando se 

encuentra en crecimiento. Los gránulos de almidones de arroz, trigo, y maíz 

también poseen diferentes formas. El almidón de maíz posee una forma angular, el 

almidón arroz posee una forma pentagonal y angular; mientras que el almidón de 

trigo posee una forma esférica y lenticular (Figura 7) (70,71).  

 

Figura Nº 7. Micrografías electrónicas de barrido de almidones de diferentes 

fuentes (bar = 10μm). 

* Adaptado de Singh et al. (72).  

La amilopectina de papa posee grupos éster monofosfato, una característica única 

en el almidón de este tubérculo, estos grupos se encuentran en las partes amorfas 

de los gránulos de almidón (56,71).  Estos grupos de monofosfato les confieren a 

Arroz Trigo 

Papa Maíz 
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los almidones de papa; una alta capacidad de retención de agua, viscosidad, 

claridad, estabilidad a la congelación-descongelación y temperatura más baja de 

gelatinización (73–75). Se encontró trazas de diferentes cationes (potasio, sodio, 

calcio y magnesio); como componentes menores en los gránulos de almidón, 

aparentemente en coordinación con los grupos fosfato (76). 

Tabla Nº 4. Características de diferencias almidones comerciales.   

 

* Adaptado de Grommers & van der Krogt (28). 

1.3 Propóleo 
 

Es una sustancia resinosa y fuertemente adhesiva que las abejas (Apis mellifera L.) 

recolectan, transforman y lo usan para sellar agujeros en sus panales, suavizar las 

paredes internas, proteger la entrada contra intrusos y cubrir los cadáveres de los 

intrusos que murieron dentro de la colmena (proceso similar al efecto de 

embalsamamiento) (24,25). Para cortar y recolectar el material resinoso las abejas 

utilizan sus mandíbulas, el material recolectado es traslada para las patas traseras 

Composición y 

características 

Papa Maíz Trigo Tapioca Maíz 

ceroso 

Patata 

cerosa 

 

Forma de gránulos esférico 

ovalado 

 

poligonal 

redondo 

lenticular 

redondo 

 

redondo 

truncado 

 

poligonal 

redondo 

 

esférico 

ovalado 

Diámetro, rango (𝜇m) 5-100 

 

2-30 

 

0.5-4.5 4-35 2-30 5-100 

Diámetro, promedio 

numérico (𝜇m) 

 

23 10 8 15 10 23 

Diámetro, peso 

promedio (𝜇m) 

 

45 15 25 25 15 45 

Número de gránulos 

por gramo 

100 1300 2600 500 1300 100 
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(Corbículas). Este material recolectado se lleva a la colmena donde otra abeja saca 

este material usando las mandíbulas y añadiendo secreciones y enzimas (77). Si 

bien el propóleo es un producto animal, una proporción de sus componentes son 

derivados de plantas y justamente estos compuestos presentan actividad biológica 

(78). 

 

Figura Nº 8. Colecta de la resina por parte de las abejas para la fabricación de 

propóleo. 

* Adaptado de Matsuda  (77). 

La composición química, color y olor del propóleo está directamente relacionada 

con la de los exudados de brotes recolectados por las abejas de varios árboles; álamo 

(Populus spp.), abedul (Betula alba), haya (Fagus sylvatica), castaño de indias 

(Aesculus hippocastanum), aliso (Alnus glutinosa) y varias coníferas (23). Esto va 

a depender de la vegetación geográfica del sitio de recolección, por eso se han 

venido estudiado ampliamente sus propiedades en diversos orígenes geográficos 

(79). En Santiago del Estero (Argentina), las muestras de propóleo recolectadas 

mostraron una variabilidad en la actividad antioxidante de propóleo de un mismo 

departamento, esto se atribuye a las diferencias observadas en las especies arbóreas 

para cada localidad ya que un departamento no es un grupo homogéneo (80). 

Hasta el momento se han identificado más de 420 compuestos químicos en muestras 

de propóleo procedentes de diversas regiones geográficas del mundo (81). Los 

flavonoides (flavonas, flavonoles y flavononas), ácidos aromáticos, ácidos 

diterpénicos y compuestos fenólicos parecen ser los principales componentes 

responsables de las actividades biológicas de las muestras de propóleos (79). 

Se ha informado que el propóleo posee propiedades antibacterianas (bacterias 

Gram-positivas y bacterias Gram-negativas), antivirales, antitumorales, 
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antiinflamatorias, anticancerígenas, antifúngicas y antitumorales. El propóleo se ha 

utilizado en alimentos y productos farmacéuticos para mejorar la salud y prevenir 

enfermedades como el cáncer, la inflamación, la diabetes y las enfermedades del 

corazón (23,82,83). Ristivojević et al. (84), recolecto un total de 53 muestras de 

propóleos de diferentes regiones de Serbia durante 2010 y 2011. Encontró que los 

picos más relevantes que influyen en la actividad antimicrobiana del propóleos 

contra todas las cepas bacterianas son los compuestos fenólicos (ácido cafeico, 

quercetina, luteolina, apigenina, ácido p-cumárico, kaempferol, naringenina, 

pinobanksina y dos compuestos desconocidos a RF = 0,60 y 0,70). Por su 

propiedades antioxidantes y antimicrobianas, el propóleos se ha ganado en las 

últimas décadas una reputación mundial y una amplia aceptación como producto 

natural en numerosos países.  

Independientemente de su origen, el propóleo crudo no es adecuado para su uso en 

productos alimenticios, debido a su alto contenido de contaminantes 

(principalmente ceras, resinas y sustancias peligrosas) y poca solubilidad en agua. 

El propóleo debe pasar por un proceso de purificación por solvente. La extracción 

etanolíca en propóleo es útil para obtener un alto contenido de compuestos 

bioactivos; pero con un bajo contenido de cera (85,86). No obstante, presenta como 

desventajas un fuerte sabor residual e intolerancia de algunos consumidores al 

alcohol (87). La industria y los investigadores están interesados en producir un 

extracto que posea los mismos compuestos extraídos por el método etanolíco, pero 

sin las desventajas (85). Otra alternativa es la extracción acuosa, aunque todavía los 

datos de investigación son escasos. Algunos autores han mencionado que la 

extracción acuosa es menos eficiente que la extracción etanolíca, puesto que 

disminuye el contenido fenólico en 10 veces (85,88,89). Mientras que autores como 

Laskar et al. (90), contradicen informes anteriores, ya que señalan que la extracción 

acuosa es más eficiente que la extracción etanolíca, dado que extrae mejor los 

compuestos fenólicos y antioxidantes del propóleos de la india. En esta misma línea 

el autor Lemos Costa (91), logro optimizar el proceso de extracción acuoso de 

propóleo, evaluando el efecto de la concentración de hidróxido de sodio, tamaño de 

partícula y tiempo de extracción. Concluyendo que el extracto acuoso en medio 

alcalino tiene una composición y propiedades similares al extracto de etanol 

comercial de propóleos. Sun et al. (92), señala que los disolventes de etanol / agua 
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mostraron un efecto significativo sobre la composición fenólica y las propiedades 

antioxidantes de los extractos de propóleo de Beijing, en especial el disolvente de 

etanol / agua al 75% en peso. Con lo cual, los diferentes disolventes utilizados en 

la extracción va afectar directamente la composición de los compuestos fenólicos y 

antioxidantes de los extractos de propóleos. 

1.3.1 Propóleo verde 
 

Brasil es un importante proveedor de propóleo en el mercado mundial (93). La gran 

biodiversidad ecológica vegetal brasileira proporciona una composición única y 

variable, se han identificado 13 grupos distintos de acuerdo a sus características 

fisicoquímicas y localización geográfica (94,95). Sin embargo, varios otros tipos de 

propóleos se pueden encontrar en Brasil y su composición química y actividad 

biológica están actualmente en estudio (96).  

  

Figura Nº 9. Fotografías de abejas recolectando hojas de Baccharis 

dracunculifolia para traerlas de regreso a su nido como propóleo. 

* Adaptado de Kumazawa et al. (97). 

El propóleo del grupo 12 es conocido como propóleo verde, su fuente principal es 

la planta nativa Baccharis dracunculifolia que es recolectada en los estados de São 

Paulo y Minas Gerais (98). La coloración de este propóleo varía entre amarillo 

 

  

Hojas de 
Baccharis 
dracunculifolia 

Nido 
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verdoso a verde intenso. Esta coloración está relacionada con la clorofila presente 

en los brotes vegetativos y hojas sin expandir de B. dracunculifolia (78).  

El propóleo verde posee una composición fenólica particular que incluye ácido p-

cumárico y artepilina C, estos contribuyen a su alta capacidad antioxidante 

(99,100). El estado de madurez de las hojas del Baccharis se asocia a la cantidad 

de Artepilina C presentes en el extracto (101). Park et al. (102); investigo los 

constituyentes químicos presentes en los extractos etanólicos de exudados resinosos 

de B. dracunculifolia y del propóleo del grupo 12. Mostrando que los perfiles por 

HPLC de los flavonoides y compuestos fenólicos del propóleo de grupo 12 era 

exactamente igual al del extracto de yemas de las hojas de B. dracunculifolia. 

Además, encontraron altas concentraciones del compuesto artepilina C en 

comparación con los otros compuestos químicos (Tabla 5). Similares apreciaciones 

fueron señaladas por otros autores que le atribuyen la actividad biológica del PR 

verde a los niveles altos de los ácidos p-cumaricos prenilados, principalmente 

Artepilina C (103–105). Veiga et al. (106), destaco la actividad antimicrobiana de 

los extractos de propóleo verde y Baccharis dracunculifolia DC frente aislados 

clínicos de Staphylococcus aureus sensible a meticilina y Staphylococcus aureus 

resistente a meticilina. Esta propiedad antimicrobiana y antioxidante está 

relacionada con la presencia de artepilina C y la presencia de otros componentes de 

los extractos. Por otro lado, se demostró que la reducción del tamaño de partícula 

en el propóleo produce una pérdida de compuesto bioactivos, esto se explica por 

qué al reducir el tamaño tenemos perdida de las ceras que ejercen un efecto de 

protección de los procesos oxidativos. Paralelamente se verifico la actividad 

antibacteriana del propóleo verde contra Staphylococcus aureus . 



 
 

20 

 

Figura Nº 10. Estructuras de compuestos fenólicos aislados de propóleo verde. 

(A) 2,2-dimetil-8-prenilcromo; (B) ácido 4-hidroxi-3,5-diprenilcinámico 

(artepilina C); (C) éster alílico del ácido 3-prenilcinámico; (D) kaempferide; (E) 

propóleo benzofurano A. 

*Adaptado de Salatino et al. (78).      

Tabla Nº 5. Composición química del propóleo del grupo 12 (G 12) y B. 

dracunculifolia. 

Composición química 

(mg / g de extracto) 

Propóleo G 12 B. dracunculifolia 

Ácido cumárico 10.67 4.23 

Ácido ferúlico 2.40 4.80 

Ácido cinámico 2.62 0.68 

Pinobanksina 1.66 7.20 

Kaempferol 1.30 1.10 

Isosakuranetina 4.87 1.22 

Crisina 1.86 1.05 

Acacetina 6.65 2.33 

Kaempferide 12.57 8.15 
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Artepillin C 38.58 40.54 

* Adaptado de Park et al. (102). 

1.4 Filmes Biodegradables  
Los films tradicionales pueden demorarse hasta 500 años para su degradación 

completa; mientras que los films biodegradables demoran aproximadamente 20 días 

(107,108). La ASTM, define los plásticos degradables como aquellos que sufren un 

cambio significativo en su estructura química perdiendo sus propiedades mecánicas 

y físicas, bajo condiciones ambientales especificas (luz, calor, humedad, actividad 

biológica y condiciones químicas), mientras que la IUPAC lo define como 

“macromoléculas o sustancias poliméricas susceptibles de degradarse por la 

actividad biológica mediante la disminución de las masas molares de las 

macromoléculas que forman las sustancias” (109).  

 

Figura Nº 11. Ciclo de vida de los materiales de envasado a partir de 

biopolímeros. 

*Adaptado de Popovic´ et al. (110). 

Los films son capas delgadas de un material biodegradable que se aplica como 

barrera entre los alimentos y el medio ambiente. Por lo tanto, protege el producto 

de daños físicos y biológicos aumentando así su vida útil, ya que controla la 



 
 

22 

transferencia de humedad, oxigeno, dióxido de carbono, sabor y aroma entre los 

componentes del producto alimenticio y la atmósfera que los rodea. Dependiendo 

de la materia prima utilizada puede ser consumido como parte del producto (111–

113). Son elaborados a partir de biopolímeros tales como proteínas (caseína, 

proteína de suero, proteína de maíz (zeína), proteína de trigo (gluten), colágeno, 

gelatina), polisacáridos y sus derivados (celulosa, quitosano, almidón, alginatos, 

pectinas, gomas) (114). Estos polímeros son capaces de formar una red 

tridimensional semirrígida, que retiene el solvente. La red tridimensional está 

formada por asociaciones inter e intramoleculares o enlaces cruzados de cadenas de 

polímeros (115).  

Las características de los films están íntimamente relacionadas con las propiedades 

del biopolímero utilizado (conformación, peso molecular, distribución de carga y 

polaridad) y a las condiciones de fabricación del film (concentración del polímero 

en la solución filmogénica; pH, tratamiento térmico de la solución, temperatura y 

HR durante el secado; tipo y concentración de aditivos utilizados (plastificantes)). 

Se han venido estudiado diversas materias primas derivadas de recursos naturales 

con el propósito de conocer y mejorar las características finales del film formado 

(resistencia mecánica, flexibilidad, color, opacidad, permeabilidad al vapor de agua 

y gases, solubilidad, entre otros) (116,117). 

 

Figura Nº 12. Film a base de almidón de yuca. 

*Adaptado de Adjoumar et al. (118). 

Los plastificantes comúnmente usados para mejorar las propiedades físicas y 

mecánicas de los films son los compuestos hidrofílicos, como los polioles (glicerol, 

sorbitol y polietileno glicol) (110). El rol del plastificante consiste en la eliminación 

Apariencia física B Flexibilidad del film 
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de enlaces de hidrógeno, causando un aumento en el volumen libre, lo que lleva a 

una mayor movilidad de las cadenas de almidón y una disminución de la Tg (119). 

Debido a esto se produce una variación en las propiedades de los films que va a 

depender del tipo y cantidad de plastificante.  

El glicerol es uno de los plastificantes más utilizados en la formación de films, por 

su naturaleza hidrofílica dado que absorbe más moléculas de agua, que actúan como 

un plastificante adicional. Las moléculas de glicerol son pequeñas y acceden 

fácilmente entre las cadenas de polisacáridos a través de enlaces de hidrógeno, 

reduciendo las interacciones intermoleculares de polisacáridos, aumentando el 

espaciamiento intermolecular y, en consecuencia, la velocidad de transferencia de 

vapor de agua. Proporcionando que los films tengas una estructura más flexible y 

ajustándolas al proceso de producción del empaque.  Aunque su uso puede llegar a 

afectar las propiedades de barrera como PVA y solubilidad (119) Otro aspecto 

crucial son los solventes utilizados para la formación de los filmes biodegradables 

normalmente son agua, etanol o una combinación de los dos, de la solubilidad del 

biopolímero depende su homogeneidad en los films (120). Cabe señalar que el agua 

también es un plastificante menos estable que otras moléculas debido a su tendencia 

a evaporarse a altas temperaturas de proceso y durante el almacenamiento dando 

como resultado la contracción del material (121). 

1.4.1 Films de almidón 
 

Se han publicado diversos estudios acerca de la caracterización de las propiedades 

mecánicas, ópticas, de barrera y microestructurales de los films a base de almidón, 

principalmente por la gran variedad de almidones con las podemos trabajar ya sea 

almidones nativos o modificados (química, física o genética); mostrándose como la 

materia prima más prometedora para la producción de films biodegradables. 

El almidón posee una gran capacidad para la formación de films cuando se procesan 

bajo condiciones específicas, es insoluble en agua fría por los enlaces de hidrogeno 

que mantienen unido el polímero (122). Asimismo, no se funde como los 

termoplásticos convencionales por su temperatura de degradación que es más baja 

que su punto de fusión. Sin embargo, si se añade fuerza de cizallamiento, energía 

térmica y plastificante, sus gránulos van a perder su estructura semicristalina de 
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manera irreversible y se convierten en una matriz continua. Este comportamiento 

se utiliza ampliamente para la realización de plásticos biodegradables (109,123) . 

Se produce en 3 pasos para ruptura de los gránulos de almidón (hinchamiento 

granular, rotura del grupo de amilopectina y solubilización de amilosa / 

amilopectina).  En la primera etapa se produce un hinchamiento del granulo por la 

absorción del agua en sus dominios amorfos, esta etapa es reversible si la 

temperatura permanece baja (124). Cuando se supera la temperatura de 

gelatinización (Tgel), la estructura cristalina se rompe y los grupos hidroxilo de la 

amilosa y amilopectina interactúan con las moléculas de agua dando como resultado 

la disolución del almidón en agua por lo tanto la amilosa y la amilopectina se 

entrelazan formando una fase continua (film) de almidón.  

Los films pueden llegar a tener características amorfas o exhibir algún orden 

molecular (proceso de ruptura incompleto o por la retrogradación), esto va a 

depender en gran medida de las condiciones de almacenamiento de los films 

(18,109,125). 

 

Figura Nº 13. Esquema ilustrativo de la ruptura de los gránulos de almidón con la 

temperatura de gelatinización.  

*Adaptado de Pelissari et al. (109). 

Según varios trabajos de investigación las propiedades de los films de almidón están 

influenciadas por el contenido de amilosa, cristalinidad, fuente de almidón, tipo y 

contenido de plastificante (125–130). Con un alto contenido de amilosa en el 
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almidón se obtiene una excelente capacidad de formación de films y excelentes 

propiedades mecánicas (50,126,131–134). Las cadenas lineales de amilosa se 

entrelazan eficazmente y forman fuertes enlaces cruzados, principalmente por 

enlaces de hidrógeno y cristalización local, que dan como resultado materiales 

fuertes y coherentes (50). Zobel, (135) señalo que la amilosa se destaca justamente 

por esas propiedades mientras que los films a base de amilopectina tienden a ser 

más frágiles. La cantidad de cristalinidad de tipo B presente en los almidones 

aumenta la rigidez y la tensión en la rotura del film (50). Un factor importante son 

las condiciones de secado que incluyen la temperatura de secado del aire y la HR 

(136,137). 

Para realizar la conversión del almidón a films biodegradables se realiza mediante 

la gelatinización seguida de fundición en solución (proceso húmedo o Casting) o 

mediante procesamiento por fusión (proceso seco)(109,138,139). El proceso seco 

es el más utilizado a nivel industrial mientras que el proceso húmedo es más 

aplicado a escala de laboratorio. Do Val Siqueira et al. (140), destaca que el método 

de Casting es el más usado en las publicaciones para la producción de envases a 

partir almidón, esta información sugiere que la mayoría de tipos de investigación 

en este campo se encuentran aún en una etapa inicial de verificación de la 

formulación. La comprensión de la formulación va a ser vital en las siguientes 

etapas de investigación con el objetivo de la lograr una producción a gran escala. 

 

Figura Nº 14. Número de artículos (2015-2020) que se encuentran en la base de 

datos de Web of Science para los siguientes métodos de producción de envases de 

almidón: Casting, Moldeo y Extrusión. 
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*Adaptado de Val Siqueira et al. (140). 

El método de Casting, se basa en la gelatinización del almidón para formar una 

solución. El almidón se mezcla con el agua hasta aproximadamente 3 a 12% en 

peso, seguidamente se calienta esta mezcla a una temperatura superior a la Tgel 

durante un período de tiempo. Por la elevada cantidad de agua, el proceso de 

gelatinización completo no requiera fuerza de cizallamiento. Finalmente, la 

solución filmogénica es vertida en placas (Acrílico, teflón o placas de Petri). El 

espesor del film va estar en función a la masa de la solución filmógena que no se 

pierde durante la etapa de secado. El proceso de secado se puede realizar a 

temperatura ambiente o contralada (30 a 40 ° C) y con tiempos de secado de 6 a 48 

h (141).  

El proceso seco incluye los métodos de moldeo y extrusión. El almidón nativo no 

se comporta como un polímero termoplástico, pero cuando el contenido de agua es 

limitado, se adiciona plastificantes y es sometido a presión, cizallamiento y 

temperaturas altas (120-200 ℃) se produce el ablandamiento y colapso de los 

grupos de amilopectina generando una matriz continúa fundida provocando a la vez 

una alteración de la estructura semicristalina original del gránulo de almidón 

(109,139). El almidón termoplástico (TPS) es el almidón interrumpido por el 

procesamiento en seco (109). 

El método de moldeo por compresión consiste en calentar una resina 

termoendurecible bajo presión en un molde. Mientras que le moldeo por inyección 

se basa en inyectar una pasta en un molde en las que se tiene diversas variables de 

control (granulación del polvo, temperatura de la pasta, velocidad de llenado y 

temperatura del molde). El moldeo por compresión se destaca por la poca pérdida 

del material en la etapa de moldeo; mientras que el moldeo por inyección se destaca 

por su capacidad de producción a bajos costos (141). 

El método de extrusión se basa en la entrada de un material en estado sólido o 

semilíquido a un extrusor pasando por un troquel que da forma al material donde 

los gránulos de almidón nativo se someten a un esfuerzo de cizallamiento, 

provocando la deformación y desorden de los gránulos cristalinos, 

transformándolos en un material homogéneo y amorfo (109,122) 
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Los films a base de almidón ofrecen una serie de ventajas: se originan de fuentes 

renovables, amplia disponibilidad, compostabilidad total sin dejar residuos tóxicos, 

bajo costo, son capaces de actuar como portadores de aditivos alimentarios (es 

decir, antioxidantes y antimicrobianos), proporcionan una apariencia estética, son 

comestibles (es decir, pueden ser consumido con la comida que contienen), 

económica, buenas propiedades ópticas y de barrera para los lípidos y oxígeno (18–

20). Otra principal ventaja es la valorización de derivados de productos agrícolas 

ya que su uso como materia prima aumenta la producción y uso de estos productos. 

El fenómeno de retrogradación, las malas propiedades mecánicas y la naturaleza 

hidrofílica de los films de almidón son sus mayores desventajas, limitando así su 

aplicabilidad (142). Mejorarlos es un gran desafío, para la obtención de materiales 

más estables con propiedades mejoradas. Actualmente hay una intensa búsqueda en 

el desarrollo de films biodegradables a partir de almidón en escala laboratorio. Las 

políticas gubernamentales, las acciones de sostenibilidad de las industrias y los 

cambios en el comportamiento del consumidor han impulsado este desarrollo a 

través de incentivos (141). Para lograr esta mejora se están agregando algunos 

aditivos, como lípidos, otros hidrocoloides o agentes de refuerzo (113).  

1.5 Filmes Activos 
 

Las principales causas de perdida de alimentos se dan por la acción de 

microrganismos y la oxidación de los componentes alimentarios (lípidos y 

vitaminas). Los principales conservantes y antioxidantes sintéticos utilizados en la 

industria alimentaria para lograr extender la vida útil de productos alimenticios son 

BHT, BHA, sales sulfito, metabisulfito, ácido benzoico, óxido de etileno, nitratos, 

nitritos, ácido propiónico, óxido de propileno, ácido sórbico y dióxido de azufre 

(143–145).  Sim embargo, actualmente estos productos químicos representan serias 

preocupaciones al consumidor debido a su posible efecto contra la salud humana; 

por eso se está limitando su uso en diversos países (146–149). 
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Figura Nº 15. Incorporación de compuestos activos en sistemas de envasado de 

alimentos. (A) Formulación del producto, (B) revestimiento y (C) films 

biodegradables. 

*Adaptado de Pelissari et al. (109). 

Los films activos aportan nuevos enfoques innovadores para mejorar el envasado 

tradicional, interactuando directamente con el producto, este tipo de sistema tienen 

una funcionalidad adicional como soporte de sustancias antioxidantes y 

antimicrobianas. Así, la incorporación de estos compuestos en los films 

biodegradables promoverá una nueva forma de mejorar la seguridad y la vida útil 

de los alimentos (150–152). Logrando satisfacer las demandas de los consumidores 

proporcionando una alta calidad y seguridad (113,153). Este envasado se basa en 

las interacciones "alimentos / envasado". La incorporación de los agentes activos 

en el envasado puede darse en forma suelta dentro del envase, adheridos al interior 

de los materiales o incorporados dentro de los mismos materiales de envasado 

(154,155). Benbettaïeb et al. (156), señala que la incorporación de agentes 

antimicrobianos en la formulación de films logra incrementar el tiempo de su 

actividad antimicrobiana. La incorporación de los agentes antimicrobianos y 

antioxidantes en films ha incitado diferentes investigaciones que buscan evaluar su 

posible uso como matriz para la obtención de envasado activo. Existe una variación 
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de las propiedades físicas y funcionales por la incorporación e interacción de estos 

compuestos con los biopolímeros formadores del film (157). 

Tabla Nº 6. Avances recientes en films comestibles que contienen compuestos 

antioxidantes y antimicrobianos. 

Componentes 

de la matriz 

Compuesto 

antioxidante / 

antimicrobiano 

Propiedades mejoradas Referencia   

Quitosano Extractos de metanol de 
tallo, hoja y semilla 
obtenidos de Pistacia 
terebinthus 

La adición del extracto de 
plantas mejoro las 
propiedades antioxidantes y 
antimicrobianas. Además de 
mejorar la elasticidad en los 
films quitosano-semilla y 
quitosano-tallo. 

(158) 

 
Goma guar, 
quitosano y 
aislado de 
proteína de 
suero 

 
Eugenol, carvacrol y 
citral 

 
Disminución de PVA y 
mejora en la actividad 
antimicrobiana. 
 

 
(159) 

 
Quitosano 

 
Nanopartículas de 
quitosano 

 
Disminución de la humedad y 
PVA. Mejora de las 
propiedades antimicrobianas. 
 

 
(160) 

Films 
comestibles de 
pectina a base de 
manzana, 
zanahoria e 
hibisco 

Carvacrol y 
cinamaldehído 

Mejora de las propiedades 
antimicrobianas contra 
Listeria monocytogenes en 
jamón y mortadela 
contaminadas. 

(161) 
 

Pectina 
 

Aceite esencial de clavo Mejora en las propiedades 
mecánicas y PVA. 
Conjuntamente de una mejora 
en su actividad antibacteriana 
contra E. coli y S. aureus. 

(162) 

 
Almidón de 
guisante y goma 
guar 

 
Epigalocatequina-3-
galato (EGCG) y dos 
plantas nativas de 
Australia: extractos de 
piel de fruta de arándano 
y macadamia  

 
Actividad antimicrobiana 
contra S. typhimurium y 
Rhizopus sp. 

 
(163) 
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kappa-
carragenina 

 
Nanoarcilla de 
montmorillonita y aceite 
esencial de Zataria 
multiflora Boiss 

 
Mejora en las propiedades 
mecánicas y antimicrobianas. 
Además de una mejora en la 
disminución de PVA. 

 
(164) 

    

Gelatina  Extracto de té verde  Mejora la actividad 
antioxidante y la resistencia a 
la tracción. Al mismo tiempo 
disminuyo el PVA, 
alargamiento a la rotura y 
solubilidad en agua. 
 

(146) 

Gelatina y agar Extracto de té verde 
Antioxidante 

Otorga propiedades 
antioxidantes y 
antimicrobianas. 

(165) 

 
Quitosano 

 
Extracto de té verde 

 
Mejoró las propiedades 
mecánicas, PVA, contenido 
polifenólico y actividad 
antioxidante. 
 

 

(166) 

Quitosano Aceite esencial de y 
extracto de 
semilla de uva 

Aumenta la humectabilidad 

de la superficie, los 

compuestos fenólicos y la 

actividad antioxidante. 

(167) 

    

*Adaptado de Navneet Kumar & Rajni (113). 

1.5.1 Filmes con actividad antimicrobiana 
 

La aplicación directa de sustancias antibacterianas en los alimentos ofrece 

beneficios limitados porque las sustancias activas pueden neutralizarse 

parcialmente, inactivarse, deteriorarse sensorialmente o difundirse fácilmente 

cuando entran en contacto con la masa de alimentos. Por lo tanto, el uso de films 

que incorporan agentes antimicrobianos puede ser más eficiente, ya que se liberen 

los agentes antimicrobianos gradualmente del paquete durante un período de 

almacenamiento prolongado (168). Esto se logra a través de reducir, inhibir o 

retrasar el crecimiento de microorganismos en la superficie de los productos 



 
 

31 

alimenticios, al mismo tiempo, se puede usar como portadores de nutrientes para 

aumentar el valor nutricional (169–171).  

Los antimicrobianos más comúnmente utilizados son los ácidos orgánicos, 

quitosano, nisina, sistema de lactoperoxidasa y algunos extractos de plantas y sus 

aceites esenciales (172). Al seleccionar un antimicrobiano se debe considerar su 

efectividad contra el microorganismo objetivo y las posibles interacciones entre el 

antimicrobiano, el biopolímero formador de film y otros componentes alimenticios 

presentes. Estas interacciones pueden modificar la actividad antimicrobiana y las 

características del film (173). 

1.5.2 Films con actividad antioxidante 
 

La autooxidación es un mecanismo autocatalítico de radicales libres, que puede 

generarse como resultado de la acción de iniciadores, como la luz, la temperatura o 

los iones metálicos. Consta de 3 fases (iniciación, propagación y terminación). La 

reacción de iniciación produce el radical alquilo del ácido graso, que a su vez 

reacciona con el oxígeno para formar radicales peróxidos en la reacción de 

propagación. Los radicales peróxidos reaccionan con ácidos grasos insaturados y 

forman hidroperóxidos, que luego se descomponen para producir compuestos 

aromáticos volátiles que dan un sabor no deseado y un olor rancio. La interacción 

de los radicales alquilo y peróxido conduce a la formación de productos tales como 

aldehídos, alcanos y dienos conjugados. La formación de aldehído se ha relacionado 

directamente con el cambio de color y sabor (174).  

Los antioxidantes son sustancias que retrasan o impiden la oxidación de los 

sustratos, lo que los hace no disponibles para la formación de especies oxidantes. 

Al inhibir o retrasar la oxidación, los antioxidantes pueden eliminar los radicales 

libres (actividad de eliminación), en cuyo caso se describen como un antioxidante 

primario o pueden actuar a través de una variedad de mecanismos, que incluyen la 

unión de iones metálicos, eliminación / secuestro de oxígeno, conversión de 

hidroperóxidos en especies no radicales, absorción de radiación UV o desactivación 

de oxígeno singlete, en cuyo caso se describen antioxidantes secundarios. Dentro 

del grupo de antioxidantes se encuentran las antocianinas, fenólicos, carotenoides 

y ácidos orgánicos, como el ácido ascórbico y otros. 
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El empaque activo antioxidante busca prevenir o ralentizar la oxidación de estos 

componentes alimenticios, como lípidos y proteínas. Este enfoque de material 

activo requiere la incorporación intencional de antioxidantes dentro de los 

materiales de empaque para su posterior migración (175,176). 

1.6  Caracterización de los films 
 

Los films biodegradables deben cumplir con una serie de características que 

dependen en gran medida de su aplicación.  Estas propiedades están en función a 

los componentes de los films y su formación. Se puede agregar plastificantes, 

agentes de reticulación, antimicrobianos, agentes anti-oxígeno, agentes de textura, 

etc. para mejorar sus propiedades (177,178). 

1.6.1 Propiedades de barrera 
 

El vapor de agua y el oxígeno son dos de los principales permeantes estudiados en 

las aplicaciones de empaque, ya que pueden transferirse del ambiente interno o 

externo a través de la pared de empaque de polímero, lo que resulta en un cambio 

continuo en la calidad del producto y la vida útil (179). Se pueden producir pérdidas 

significativas de la calidad de los alimentos debido al efecto de transferencia de 

humedad, gases, aroma, sabor o color hacia y desde el entorno (180). 

La propiedad de solubilidad orienta la aplicación de los films para el envasado de 

productos alimenticios, debido a que la solubilidad del film en agua afecta 

directamente las propiedades de barrera contra la humedad, disminución en la 

resistencia a la tracción y módulo elástico; y un aumento en la elongación. 

Los biopolímeros altamente polares, como los films a base de almidón y proteínas, 

generalmente exhiben una alto PVA, pero una baja permeabilidad a los gases. La 

adición de plastificantes reduce la rigidez de los films y aumenta su permeabilidad 

al vapor (181). Es importante enfatizar que hasta el momento no se ha desarrollado 

ningún film comestible que tenga un PVA más bajo que las películas plásticas de 

polímero artificial (182). 

1.6.2 Propiedades microestructurales 
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Las características microestructurales están relacionadas con las pruebas mecánicas 

y de barrera de los films. Además de la formulación y proceso de fabricación (183). 

Se utilizan varias técnicas, incluida la microscopía electrónica de barrido (SEM), la 

espectroscopia de fotoelectrones de rayos X, la espectroscopia infrarroja 

transformada de Fourier (FTIR) y el ángulo de contacto para el análisis estructural 

y la observación de las disposiciones de los componentes en la estructura del film. 

(184).  

1.6.3 Propiedades ópticas 
 

Las propiedades ópticas (color, transparencia y brillo) de los films llegan a tener un 

gran impacto en la apariencia del producto alimenticio y en la aceptabilidad del 

consumidor (185). La opacidad y transparencia del polímero se debe a la morfología 

o estructura química relacionada con el peso molecular del material. El color se 

define en términos de L*, a*, b* y ∆E*. L* se define como la claridad del color y 

se refiere a la relación entre la luz reflejada y absorbida, a valores de 0 denota color 

blanco y a valor de 100 denota una coloración negra (178). 
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CAPÍTULO II 

MATERIALES Y MÉTODOS 

2.1 Lugar de ejecución 
 

El trabajo de investigación se realizó en el Departamento de Química de la Facultad 

de Filosofía, Ciencias y Letras de Ribeirão Preto de la Universidad de São Paulo en 

el Laboratorio de Biopolímeros Agroindustriales –FFCLRP. 

2.2 Materiales  
 

2.2.1 Muestras y/o unidades biológicas. 
 

La muestra de almidón fue suministrada por el Laboratorio de Biopolímeros 

Agroindustriales de la USP. Este almidón fue aislado de la variedad de papa nativa 

Yana Winku cultivada en la comunidad campesina Marcavalle (-12.184553, -

75.148778) del Departamento de Junín por el método de molienda humedad. Esta 

muestra fue almacenada a una temperatura de -4 º C. En la tabla 07, se muestra las 

características fisicoquímicas, morfológicas y bioactivas del almidón de papa nativa 

Yana Winku. 

Tabla Nº 7. Características del almidón de papa Yana winku. 

Características del almidón de papa Yana winku 

Humedad (%) 11.36 

Cenizas (%) 0.56 

Proteínas (%) 2.03 

Lípidos (%) 0.04 

Actividad antioxidante por DPPH (μmol TE/100 g b.s) 23.70 

Actividad antioxidante por ABTS (μmol TE/100 g b.s) 167.50 

Compuestos fenólicos (mg GAE/100g b.s) 45.06 

Distribución de tamaño de partícula Bimodal  

Índice de cristalinidad (%) 14.2 

*Adaptado de Iquiapaza et al. (186).  
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Figura Nº 16. Apariencia visual y microscopia de barrido por SEM del almidón 

de papa nativa Yana Winku. 

*Adaptado de Iquiapaza et al. (186). 

El propóleo fue donado por la empresa Vale do Mel Indústria e Comércio LTDA.  

El propóleo estudiado fue el propóleo verde, referido a la floración de Baccharis 

dracunculifolia de la ciudad de Muzambinho-MG, recolectada en septiembre de 

2017.  

 

Figura Nº 17. Muestra de propóleo verde que se utilizara en la investigación.  

2.2.2 Material de laboratorio.  
 

2.2.2.1 Materiales de vidrio y plástico 
 

• Alcoholímetro  

Forma esférica 
Almidón 

Microscopia de barrido por SEM 
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• Bagueta 

• Beackers 

• Embudo 

• Espátula 

• Fiolas (5,10, 25,50 y 100 mL) 

• Gradilla  

• Matraz de Erlenmeyer  

• Matraz de Kitasato 

• Micropipetas 0-1000 𝜇L 

• Pipeta 

• Placas de acrílico  

• Placas Petri  

• Probeta 

• Puntas para pipeta 

• Soportes de aluminio 

• Tubos de ensayo 

• Tubos Eppendorfs 

• Tubos falcón  

   

2.2.2.2 Equipos e instrumentos 
 

• Agitador magnético  

• Balanza 

• Balanza semi-analítica (Sartorius-BL210S, Alemania) 

• Baño ultratermoestatizado (IKA C-MAG HS7-Marconi, Piracicaba-Brasil) 

• Bomba al vacío  

• Centrifuga (modelo Q222RM - Quimis, São Paulo, Brasil.) 

• Computadora  

• Desecador 

• Difractómetro de rayos X de Siemens (modelo D5005) 

• Equipo OCA-20 Dataphysiscs 

• Espectrofotómetro (Femto 600 Plus, Brasil) 



 
 

38 

• Estufa (Quimis, Q314M292, Brasil) 

• Micrómetro digital Zaas-Precision con una punta plana 

• Refrigerador  

• Shaker (Solab SL-223, Piracicaba, Brasil) 

• Texturómetro TA XT Plus 

• Ultrasonido (Modelo USC – 1400) 

 

2.2.2.3  Insumos y reactivos químicos 
 

• 2,2-Diphenyl-1-picrylhydrazyl (Sigma Aldrich, São Paulo, Brazil) 

• ABTS, 2,2′-Azino-bis (3-ethylbenzothiazoline-6-sulfonic acid) (Sigma 

Aldrich, São Paulo, Brazil) 

• Ácido Acético Glacial (Dinamica, São Paulo, Brasil) 

• Acido gálico  

• Agua destilada 

• Alcohol etílico Absoluto (Exodo científica, São Paulo, Brasil)  

• Bromuro de sodio 

• Carbonato de sodio Anhidro  

• Folin Ciocalteu  

• Glicerina (Synth, São Paulo, Brasil) 

• Hidróxido de sodio 

• Metanol (≥ 95%) 

• Papel filtro 

• Persulfato de potasio  

• Trolox (6-Hydroxy-2,5,7,8-tetramethylchromane-2-carboxylic acid) 

 

 

2.3 Métodos  
 

2.3.1 Extracto acuoso de propóleo (EAP) 
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Para la obtención del extracto acuoso de propóleo fue utilizada la metodología de 

Lemos Costa (91). Se añadió 10 g de propóleo molido en 50 mL de solución de 

hidróxido de sodio al 15% de concentración alcalina. Esta solución se agito por 10 

minutos en un agitador mecánico a una velocidad de 650 rpm (Heidolph, Modelo 

RZR 2020). Posteriormente se dejó en el shaker (Solab SL-223, Piracicaba, Brasil) 

por 12 h. Después se volvió nuevamente agitar en el agitador mecánico a 650 rpm 

por 10 min, concluido el tiempo se filtró con la ayuda de la bomba al vacío. 

 

Figura Nº	18. Extracto acuoso de propóleo.  

2.3.2 Elaboración de los films 
 

Los films se realizaron por la técnica de Casting a partir de una solución de 3% 

(p/v) de almidón de papa nativa en agua destilada, esta solución se agito lentamente 

para evitar la formación de burbujas. Luego, la suspensión se calentó a 75 °C con 

agitación magnética (IKA C-MAG HS7-Marconi, Piracicaba-Brasil) durante 30 

min. Se añadió el agente plastificante que es el Glicerol (35 g de plastificante / 100 

g de almidón) y el extracto acuoso de propóleo (0.5, 10 y 30% de extracto de 

propóleo seco en relación al almidón) cinco minutos antes del tiempo final de 

calentamiento de las soluciones. Las soluciones pasaron por el ultrasonido (Modelo 

USC-1400) durante 30 minutos para la eliminación de las burbujas.  
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Posteriormente, se colocó la suspensión con un peso de 0.15 g / m2 sobre placas de 

acrílico (18 x 21 cm) y se secó en un horno de circulación forzada (BOD modelo 

SL 200-364, marca SOLAB, Piracicaba, Brasil) a 42 °C durante 20 horas. 

Antes de la caracterización, los films secos se despegaron de las placas de acrílico, 

se cortaron en formas específicas para diversas pruebas y se almacenaron a 25 °C a 

una HR de 58% durante 48 h en desecadores que contienen una solución saturada 

de NaBr.  

Tabla Nº 8. Formulación de los films a base de almidón de papa nativa y extracto 

acuosos de Propóleos. 

% Almidón % Extracto de propóleos 

 

3 

0 

0.5 

10 

30 

 

2.3.3 Caracterización de los films 
 
2.3.3.1 Opacidad 
 

La opacidad del film se midió usando el espectrofotómetro Femto 600 Plus, (Brasil) 

(187). Los films fueron cortados en piezas rectangulares y se colocaron dentro de 

la celda de prueba del espectrofotómetro. La celda en blanco se usó como 

referencia. La absorbancia de las películas se registró a 600 nm y la opacidad se 

calculó según la siguiente ecuación 5: 

Opacidad = !!""
"

 

Ecuación N°	1. Determinación de la opacidad del film. 

Donde: 

A600: absorbancia del film a 600 nm  

D: espesor del film (mm). 
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2.3.3.2 Espesor del film 
 

El grosor de los films preacondicionados (58% HR, 25 ° C) se evaluó con la ayuda 

de un micrómetro digital Zaas-Precision con una punta plana (con una resolución 

de 1 μm). Se realizaron 10 mediciones en posiciones aleatorias para determinar el 

grosor promedio. 

2.3.3.3 Humedad 
 

La humedad de los films se determinó de acuerdo con la técnica de ASTM D644-

99 (188). Se colocó aproximadamente 1 g del film en una placa y se llevó a la estufa 

(Quimis, Q314M292, Brasil) a 105 º C por 24 horas. El contenido de humedad de 

los films se calculó utilizando la siguiente ecuación: 

Contenido de humedad (%) = (1- #$
#%
)	𝑥	100 

Ecuación N° 2. Contenido de humedad. 

Donde:  

Mi: masa inicial de los filmes (g) 

Mf: masa final de los filmes (g). 

2.3.3.4 Propiedades mecánicas 
 

Se realizaron pruebas de tracción mecánica en un texturómetro TA XT Plus (TA 

Instrument, Inglaterra) utilizando el software de la versión “Texture Expert 1.22”. 

Los análisis se realizaron por sextuplicado. La resistencia a la tracción y el 

alargamiento a la rotura en las pruebas de tracción se determinaron de acuerdo con 

el estándar ASTM D882-95 (189).  

Los films se cortaron de acuerdo con la figura 19 y se sometieron a tracción con 

una velocidad de 1.0 mm / s, comenzando desde una separación inicial de 80 mm, 

hasta la ruptura del film. El módulo de elasticidad, o módulo de Young, se obtuvo 

de la tangente en la región lineal de la curva. 
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Figura Nº 19. Muestra para prueba de tracción. 

*Adaptado de Maniglia (190). 

 

Figura Nº 20. Muestra de film almidón fijada en agarres del texturómetro lista 

para ejecutar la prueba mecánica de acuerdo con el método estándar ASTM D882-

95.   

2.3.3.5 Permeabilidad al vapor de agua (PVA) 
 

La permeabilidad al vapor de agua de los films se determinó de acuerdo con el 

método estándar ASTM E96-95 modificado (191). Las determinaciones se llevaron 

a cabo por triplicado. Las muestras de film se fijaron en soportes de aluminio con 

una abertura circular de 34 mm, correspondiente al área del film expuesta para el 
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intercambio, sellada herméticamente y que contenía gel de sílice en el interior (0% 

HR). Los soportes de aluminio se colocaron dentro de desecadores que contenían 

agua destilada (100% HR, P = 3.167 KPa a 25 ° C ± 2 ° C), con un ambiente 

equilibrado durante 48 h antes del análisis. 

 

Figura Nº 21. Esquema del medio utilizado para determinar la permeabilidad al 

vapor de agua de PVA. 

* Adaptado de Maniglia (190). 

La masa del sistema (soporte + film) se determinó en una balanza semi-analítica 

(Sartorius-BL210S, Alemania) a intervalos de 1 hora durante 7 horas. La tasa de 

permeabilidad al vapor de agua (PVA) se calculó utilizando la ecuación: 

PVA= &'
(	!	∆+

	(𝑔.𝑚,-. ℎ,-. 𝐾𝑃𝑎,-) 

Ecuación N° 3. Permeabilidad de vapor de agua. 

Dónde:  

w / t: relación calculada por regresión lineal de los puntos experimentales de 

ganancia de masa (g) de la celda fue medida en función del tiempo (h) para la zona 

de estado estable (r2 = 0,98). 

A: área de permeación del film (0.00196 m2). 

δ: espesor promedio del film (m). 

ΔP: diferencia entre la presión parcial de la atmósfera sobre el gel de sílice y el agua 

pura (3.168 kPa, a 25 º C). 

Soporte de aluminio 

Agua destilada 
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Figura Nº 22. Prueba de PVA con el método estándar AS96 E96-95 a los films: 

(A) Almidón- 0% EAP y (B) Almidón-10% EAP.  

2.3.3.6 Solubilidad en agua 
 

La solubilidad en agua de los films se calculó como el porcentaje de materia seca 

de film solubilizada después de la inmersión durante 24 horas en agua a 25 ± 2 ºC 

(192), según lo descrito por Tapia-Blácido et al. (193). 

Se sumergieron tres discos de cada muestra de film, de 2 cm de diámetro, 

previamente pesados, en 50 mL de la solución de agua. Se mantuvieron durante 24 

horas a 25 ° C, bajo agitación en un shaker (Solab SL-223, Piracicaba, Brasil), 

después de lo cual se determinó el contenido de materia seca no solubilizada. La 

solubilidad se calculó de acuerdo con la ecuación: 

Solubilidad del film (%) = (1-#$
#%
)	𝑥	100 

Ecuación N° 4. Solubilidad del film en agua. 

Donde: 

mf: masa final del film. 

mi: masa inicial del film. 

2.3.3.7 Solubilidad en etanol 
 

A B 
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La solubilidad en etanol de los films se calculó como el porcentaje de materia seca 

de film solubilizada después de la inmersión durante 24 horas en etanol al 70% a 

25 ± 2 ºC (192), según lo descrito por Tapia-Blácido et al. (193). Similar al ítem 

3.3.5, la solubilidad en etanol se calculó de acuerdo con la ecuación: 

Solubilidad del film en etanol (%) = (1-#$
#%
)	𝑥	100 

Ecuación N° 5. Solubilidad del film en etanol al 70%. 

Donde: 

mf: masa final del film. 

mi: masa inicial del film. 

2.3.3.8 Humectabilidad del film (ángulo de contacto) 
 

La determinación de la humectabilidad del film se realizó mediante mediciones del 

ángulo de contacto con la ayuda del equipo OCA-20 Dataphysiscs (OCA 20, 

Dataphysiscs, Alemania). Las imágenes de una gota de agua (tensión superficial 

72.7 mN / m) se tomaron cada 2 minutos a temperatura ambiente. Se tuvo cuidado 

de dejar la superficie expuesta al secado para la inserción de la gota de agua 

desionizada. El software que se usó para el procesamiento de imágenes fue GIMP 

2.6.8. Los valores de los ángulos de contacto se obtuvieron por triplicado (los 

ángulos de contacto se midieron con la deposición de gotas de agua desionizada en 

diferentes regiones del film). 

 

Figura Nº 23. Esquema ilustrativo del ángulo de contacto formado por la gota 

depositada sobre la superficie del film.  

* Adaptado de Cappelari et al. (194). 

Ángulo de 
contacto q 

Tangente a la 
superficie del 

líquido en contacto 
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Figura Nº 24. Determinación del ángulo de contacto en films de almidón nativo y 

extracto de propóleo al 0.5%.  

2.3.3.9 Propiedades bioactivas 
 

A) Extracto para la determinación de las propiedades bioactivas  

Se añadió 100 mg de muestra de film en 2 mL del solvente (Agua) y se agito en un 

shaker (Solab SL-223, Piracicaba - Brasil) a temperatura ambiente (~ 25 °C) 

durante 24 horas, en ausencia de luz y luego se filtró con papel de filtro para obtener 

el extracto.  

 

Figura Nº 25. Extracto de los films: (A) Almidón-0% EAP, (B) Almidón-0.5% 

EAP, (C) Almidón-10% EAP y (D) Almidón-30% EAP. 

A B C D 
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B) Compuestos fenólicos totales 

El método de Folin- Ciocalteu es un método colorímetro que consiste en una 

reacción basada en la transferencia de electrones que miden la capacidad reductora 

de la muestra, esta metodología es la más utilizada para la determinación de 

compuestos fenólicos en muestras biológicas y alimentarias (195–198). 

El reactivo de Folin-Ciocalteu es una mezcla de ácidos (fosfotúngstico y 

fosfomolíbdico), que se encuentran en el estado de oxidación 6+. Este reactivo se 

oxida con los iones fenolato, que se generan a partir de la ionización de los 

compuestos fenólicos en medio alcalino con la adición de carbonato de sodio 

(196,199). Los fenolatos oxidados generan estructuras quinoides y agentes 

oxidantes (Mo + 6 / W + 6), al reducirse, cambian el estado de oxidación de (+6) a 

(+5), generando complejos de color azul (200–202). Esta coloración azul es 

determina por espectrofotometría y refleja la concentración de CFT, para su 

expresión se realiza una curva patrón con ácido gálico (GAE) o su equivalente 

catequina. 

 

Figura Nº 26. Generación de ion fenolato por el método de Folin-Ciocalteu, (A) y 

la reducción de los compuestos de Molibdeno y Wolframio por el ion fenolato, 

(B).  

* Adaptado de Camarena (202). 

A 

B 
Anión 

Anión Complejos azules 
Estructura 
quinoide 
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La determinación de los compuestos fenólico en los films fue realizada por el 

método de Folin-Ciocalteu, con la metodología de descrita por Hillis & Swain 

(203).  

Se añadieron 500 𝜇L del extracto con 500 𝜇L de la solución Folin-Ciocalteu 

(solución acuosa 1: 7), para su posterior agitación de 3 minutos. A continuación, se 

agregaron 1.0 mL de solución de carbonato de sodio (0,5 M) y se mantuvo en 

agitación en el shaker (Solab SL-223, Piracicaba - Brasil) por 10 minutos. La 

absorbancia se midió a 725 nm en el espectrofotómetro (Femto 600 Plus, Brasil). 

La curva estándar fue construida con ácido gálico (5 a 45 mg. L-1), esta se utilizó 

para expresar el contenido de CFT en las muestras, los resultados se expresaron en 

mg de ácido gálico equivalente (EAG) por 100 g de muestra. Los análisis se 

realizaron por triplicado, se utilizó un blanco compuesto por el solvente (Agua) y 

reactivos sin extracto. 

C) Actividad antioxidante por ABTS 

El método ABTS se basa en la cuantificación de la decoloración del radical ABTS•+ 

por la reacción con el antioxidante, permite determinar la capacidad antioxidante 

de compuestos hidrófilos y lipófilos debido a la solubilidad del ABTS•+ en agua y 

disolventes orgánicos (204). El catión radical ABTS (cromóforo azul / verde) es 

generado mediante la oxidación de ABTS con persulfato de potasio y se reduce en 

presencia de donadores de hidrogeno. La disminución de la coloración del catión 

ABTS•+ al reaccionar con el antioxidante permite la determinación por 

espectrofotometría a 734 nm. Se expresa la actividad antioxidante en función a la 

curva patrón con Trolox, un análogo soluble en agua de la vitamina E (205,206). 

 

Figura Nº 27. Mecanismo de reacción para el ensayo ABTS. 

* Adaptado de Huang et al. (198). 

antioxidante 
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La actividad antioxidante del film se midió mediante el método de captura de 

radicales libres ABTS•+ (207). El radical libre ABTS•+ se preparó a partir de la 

reacción de 5 mL de solución madre ABTS (7 mM) con 88 µL de la solución de 

persulfato de potasio (140 mM). La solución se almacenó en la oscuridad a 

temperatura ambiente durante 16 horas. Después de este período, se diluyó 1 mL 

de la solución en alcohol etílico hasta que se obtuvieron valores de absorbancia de 

0.70 nm ± 0.05, a 734 nm. Posteriormente, se añadieron 3 mL del radical ABTS•+ 

a 30 µL de extracto, para luego agitar la solución en un shaker (Solab SL-223, 

Piracicaba - Brasil) durante 10 minutos. Se determinó la cantidad de radical ABTS•+ 

restante midiendo la absorbancia a 734 nm utilizando un espectrofotómetro (Femto 

600 Plus, Brasil). Para expresar los resultados se realizó una curva estándar de 

Trolox, en concentraciones de 10 a 2000 µM.  Los resultados de la actividad 

antioxidante se expresaron en mg de equivalente de Trolox (TE) en 100g de 

muestra. El análisis se realizó por triplicado. 

D) Actividad antioxidante por DPPH 
 

Esta metodología se basa en la medición de la capacidad reductora de los 

antioxidantes frente al radial de DPPH (2,2-difenil-1-picrilhidrazilo) (206).  

El DPPH es conocido como un radical libre estable en virtud de la deslocalización 

de un electrón desapareado sobre la molécula completa, por lo cual la molécula no 

se dimeriza, como es el caso de la mayoría de los radicales libres. Esta 

deslocalización da lugar al color violeta intenso. Cuando la solución de DPPH se 

mezcla con una sustancia donadora de átomos de hidrógeno da lugar la forma 

reducida de DPPH, perdiendo la coloración violeta y virando a un color amarillo 

pálido residual del grupo picril restante (196,208). El viraje del color es 

monitorizado por espectrofotometría a una banda de absorción típica del DPPH de 

517 nm (en etanol) (209). 
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Figura Nº 28. Mecanismo de acción del radical 1,1-difenil-2-picrilhidracilo 

(DPPH). 

* Adaptado de Jennifer (210). 

La actividad antioxidante del film se medió utilizando el radical estable 2,2-difenil-

1-picrylhydrazyl (DPPH) con la metodología de Martins, Cerqueira, & Vicente 

(211). 

Se añadió 500 µL del extracto con 2 mL de la solución de DPPH (0.06 mM), se 

coló en agitación por 30 minutos en oscuridad y protegidos de la luz. El control 

utilizado fue 500 µL de solución etanolíca DPPH (0.06 mM), sin el film y para el 

blanco, solo se usó etanol. El DPPH remanente fue determinado en 517 nm en un 

espectrofotómetro (Femto 600 Plus, Brasil). La actividad antioxidante del film, se 

calculó de acuerdo con la ecuación y se expresó como un porcentaje de la actividad 

antioxidante (AADPPH). 

AADPPH = 100 x (1- (!#$%&'()
!*+,'(+-

)) 

 Ecuación N° 6. Determinación de DPPH en porcentaje. 

Dónde: 

AADPPH: actividad antioxidante por DPPH. 

Amuestra: La absorbancia de la solución que contiene la muestra 

Acontrol: La absorbancia de la solución DPPH sin adición de película. 

2.4 Diseño experimental 
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En la figura 29, se muestran todas las operaciones y análisis que se realizaron para 

desarrollar y caracterizar lo films de almidón de papa nativa con incorporación del 

extracto de propóleos verde.
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Figura Nº 29. Esquema experimental general de la investigación. 
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2.5 Análisis Estadístico 
 

En esta investigación se empleó un diseño completamente al azar (DCA). Los 

análisis se realizaron mediante el programa estadísticos Statgraphics 19. Los datos 

se sometieron a análisis de varianza (ANOVA) y la comparación de medias se 

realizó mediante Tukey. Se consideró que las diferencias eran significativas en p 

<0.05. Todos los experimentos se realizaron por triplicado a menos que se indique 

lo contrario. Se calcularon las medias y las desviaciones estándar. 

Modelo estadístico lineal (DCA) 

  
Donde: 

§ μ = Es el efecto de la media general. 

§ 𝜏i = Efecto del i-ésima tratamiento. 

§ 𝜀ij = Error experimental del j-esimo tratamiento en la j-esima repetición. 
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CAPÍTULO III 

RESULTADOS Y DISCUSIONES 

3.1 Caracterización de películas 
 

3.1.1 Aspecto visual y opacidad de los films  
 

Las propiedades ópticas como el color, opacidad y transparencia del film son 

fundamentales debido que puede influir en el interés del consumidor en el producto 

final en función a su apariencia. Estas propiedades también influyen en la 

protección del film contra la exposición de luz que acelera la degradación de los 

alimentos, un mayor valor de opacidad ayuda a proteger a alimentos sensibles a la 

luz contribuyendo a mantener la frescura, color y calidad en general del producto 

alimenticio (212). La figura 28, muestra cortes representativos y los valores de la 

opacidad en films elaborados a partir de almidón nativo y EAP. Todos los films 

fueron atractivos, homogéneos, con un ligero brillo, fáciles de manejar y con 

ausencia de partículas insolubles observadas visualmente. La incorporación de EAP 

en la matriz polimérica provoco una coloración naranja profundo en los films, 

diferente al film de almidón que lucía transparente. A una mayor concentración 

EAP, se observó un aumento en la coloración naranja en los films por la presencia 

de pigmentos naturales como la clorofila y los carotenoides característicos del 

extracto de PR. Este efecto era esperado debido a que la coloración del extracto de 

PR va a tener influencia en la coloración del film debido a que no tiene que competir 

con la coloración del almidón por ser incolora (213–215). Sivarooban et al. (216), 

señalaron que la incorporación de extractos que poseen compuestos fenólicos, como 

el extracto de semilla de uva otorgan una coloración rojiza-amarillenta en los films 

a base de gelatina. Reyes et al. (217), indica que el extracto etanolico de propóleo 

rojo le otorga una coloración rojiza a films a base de gelatina, por la presencia de 

pigmentos rojos como retusapurpurina B y retusapurina A (chalcones condensadas 

en una isoflavona) en el extracto de PR. Farias (212), mostro que la incorporación 

de EAP no produjo una variación significativa en la coloración del film a base de 

almidón de yuca por la incorporación de harina de Nopal a la matriz polimérica, 

pues este tuvo mayor influencia la coloración del film. La opacidad de los films 

estuvo en un rango de 2.31 a 8.89, el menor valor de opacidad se encontró en el 



 

 
 

56 

film de almidón nativo. El aumento en la concentración de EAP provoco un 

aumento en la opacidad, indicándonos que podría disminuir la transparencia de los 

films. Se ha reportado efectos similares en films a base de polisacáridos que 

incorporan compuestos fenólicos naturales (21,218,219). Lopes de Paula (215), 

obtuvo valores más altos de opacidad con la incorporación de harina de cúrcuma 

por el aumento en la concentración de curcuminoides. Mironescu et al. (220) 

indican que la incorporación de PR en films de almidón conduce a un color más 

atractivo señalado por el panel sensorial, con lo cual puede ser una ventaja para la 

aplicabilidad del PR en la industria de empaques.  

 

Figura Nº 30. Aspecto visual y opacidad de los films, A) Almidón-0% EAP, B) 

Almidón-0.5% EAP, C) Almidón-10% EAP y D) Almidón-30% EAP. Opacidad 

se expresó en A600/mm.  

*Los valores son la media de tres repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05). 

 

3.1.2 Espesor de los films 
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El espesor de los films se mantuvo en un rango de 0.072 – 0.090 mm, sin diferencia 

estadística entre los films analizados. Esto demuestra que la incorporación de EAP 

no tuvo ningún efecto en esta característica.  Similares resultados fueron reportados 

por Farias (212), Oliveira (221), Bitencourt et al. (222), Kanmani & Rhim (223) y 

Wu et al. (146); que muestran la no interferencia de extractos vegetales (propóleos, 

pitangueira, guaraná, menta, cúrcuma, extracto de semilla de uva, té verde) en el 

espesor de los films a base de diferentes polímeros. 

Tabla Nº 9: Espesor en films a base de almidón y EAP. 

Extracto acuoso de propóleos (%) Espesor (mm) 

0 0.081±0.01a 

0.5 0.072±0.02a 

10 0.090±0.03a 

30 0.085±0.01a 

*Los valores son la media de diez repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05). 

 

3.1.3 Propiedades mecánicas de los films 
 

La tabla 10, muestra el efecto de la incorporación del EAP en las propiedades 

mecánicas (tensión, elongación y módulo de Young) en los films a base de almidón 

de papa nativa.  

La incorporación de EAP a concentraciones de 10 y 30%, logro afectar la tensión y 

elongación del material. Este comportamiento se da puesto que el extracto posee 

compuestos antioxidantes, fenoles y flavonoides que podrían llegar afectar las 

interacciones intermoleculares entre la cadena de almidón interrumpiendo su 

estructura cristalina. Además, el propolis es un material de naturaleza amorfa que 

va alterar la configuración espacial entre las cadenas de almidón del material 

(224,225). Similares resultados fueron reportados en otros trabajos de investigación 

que trabajaron con extractos naturales, señalando que posiblemente la dispersión de 

los componentes antioxidantes en la matriz polimérica puede haber provocado la 

aparición de áreas discontinuas (22,215,221). Respecto al MY, se puede apreciar 
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que el film que incorpora 10% de EAP es un material más rígido comparado con 

los otros films; mientras que el film menos rígido fue el que incorpora EAP al 0.5%. 

Hasta la fecha existen pocos trabajos en la literatura que hayan investigado la 

interacción del extracto acuoso de propóleo con diferentes matrices poliméricas. 

Estos resultados demuestran que la incorporación EAP en la matriz polimérica de 

almidón llega a tener un impacto estadísticamente significativo en las propiedades 

mecánicas del material, sim embargo este impacto es leve comparando a los 

beneficios que otorga la incorporación del extracto en mi material especialmente 

por sus compuestos bioactivos que son de gran interés para la industria alimentaria.  

Tabla Nº 10. Las propiedades mecánicas de los films con almidón y EAP 

(Tensión, Alargamiento y Módulo de Young). 

Extracto acuoso de 

propóleos (%) 

TS 

(MPa) 

E 

(%) 

MY 

(MPa) 

0 3.94±0.22a 39.43±0.46a 55.43±7.70ab 

0.5 3.99±0.32a 39.08±5.85a 69.03±4.96a 

10 2.58±0.12b 27.62±2.68b 51.53±6.97b 

30 2.28±0.23b 20.24±0.93b 66.33±9.37ab 

*Los valores son la media de seis repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05). 

 

3.1.4 Humedad y PVA de los films. 
 

Entre los principales problemas de los films a base de polisacáridos es la 

sensibilidad al agua debido a que la función de los films es a menudo impedir la 

transferencia de humedad entre los alimentos y la atmósfera circundante, o entre 

dos componentes de un producto alimenticio heterogéneo. Los valores de Humedad 

y PVA de los films se encuentran en la tabla 11. El contenido de humedad del film 

de almidón nativo fue de 15.65%, similar a lo reportado en otros trabajos de 

investigación que utilizaron almidón de papa y almidón de yuca como matriz 

polimérica (212,226). El EAP en la matriz polimérica provoco una disminución 
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significativa (p<0.5) de esta característica en función a su concentración. 

Posiblemente este efecto este ligado a la gran cantidad de moléculas hidrofóbicas 

presentes en el PR, como las ceras y aceites esenciales (91). Este resultado fue 

similar a lo reportado por Ismail, et al. (227), Bodini, (22);  Farias (212); y Pérez-

Vergara et al. (226). Se han realizado varios estudios relacionados con la 

disminución del contenido de humedad por el aumento de la hidrofobicidad de los 

films. Martins, Cerqueira, & Vicente (211) encontraron que la adición de ∝- 

tocoferol (Vitamina E) condujo a una disminución en la humedad en los films de 

quitosano y esta disminución de la humedad está en función a la concentración ∝- 

tocoferol; este comportamiento se atribuye a la naturaleza hidrófoba del ∝-

tocoferol. En tanto Correa Pacheco et al. (228); menciono que la adición de EEP 

(10, 20 y 30%) en films de quitosano y nanopartículas de quitosano no tienen efecto 

significativo en el contenido humedad en los films.  

Los valores de PVA de los films estuvieron en un rango de 10.99 - 15.38 x 10-9 

g.m/(min.m2.Pa). La incorporación del EAP en los films no produjo cambios 

significativos en esta característica, probablemente por un efecto equilibrado con la 

adición de EAP, a pesar del carácter hidrofóbico del extracto. Hromiš et al. (229) y 

Bonilla et al. (230), mencionan que existen diferentes factores afectan al PVA, 

cuando se incorpora un componente hidrofóbico : 1) aumento de la naturaleza 

hidrofóbica de la matriz polimérica, 2) las interacciones polímero-lípido y 3) su 

efecto en las fuerzas de unión de las cadenas de la red. Puede ocurrir efectos 

contrarios con la adición de un compuesto hidrofóbico en una matriz polimérica de 

quitosano provocando la debilitación de las fuerzas de agregación de la cadena del 

quitosano que desemboca en la disminución de las fuerzas de cohesión de la red de 

polímeros y el aumento en general el carácter hidrofóbico de la matriz polimérica 

por la adición de este componente hidrofóbico. Si el carácter hidrofóbico de la 

matriz polimérica predomina sobre el efecto de la pérdida de cohesión de la matriz 

provoca PVA limitado. Otra posibilidad es el efecto equilibrado, en la que no se 

produce ningún cambio en la PVA por la adición de componentes hidrofóbicos. 

Bodini (22) reporto que las altas concentraciones de EEP altera la interacción de la 

matriz polimérica con el agua, mostrando una reducción del PVA en función de la 

concentración EEP en films plastificados con citrato de acetiltributilo. Del mismo 

modo Pastor et al. (21), indica que la incorporación de EEP en la matriz polimérica 
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de hidroxipropilmetilcelulosa (HPMC), reduce el PVA. Los autores indicaron que 

mayor cantidad de EEP, modificaba las relaciones de agua-HPMC, por lo tanto, 

reducirá la capacidad de las cadenas de polímero para unirse con moléculas de agua. 

Mientras que una baja cantidad de EEP, la matriz polimérica era la principal 

responsable de la absorción de agua y no parece tener lugar las interacciones 

notables con los compuestos de EEP. Siripatrawan & Vitchayakitti (231) indican 

que la adición de EAP condujo a una disminución del PVA, esta disminución no 

cambio con cantidades crecientes de PR en films de quitosano. El autor también lo 

atribuye a la unión de los compuestos fenólicos en la matriz de quitosano limitando 

a la formación de enlaces con el agua.   

Tabla Nº 11. Humedad y la permeabilidad al vapor de agua (PVA) en films a 

base de almidón nativo y EAP. 

Extracto acuoso de propóleos 

(%) 

Humedad (%) PVA 

 0 15.65 ± 0.96a 12.84 ± 1.77a 

0.5 13.72 ± 1.57ab 10.99 ± 1.23a 

10 9.81 ± 0.30c 15.38 ± 2.84a 

30 11.80 ± 0.99bc 15.09 ± 2.03a 

*Los valores son la media de tres repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05). 

*PVA (10-9 g.m/(min.m2.Pa)). 

 

3.1.5 Solubilidad de los Films 
 

En la tabla 12, muestra la solubilidad en agua y etanol al 70% de los films a base 

de almidón y EAP. Generalmente, una mayor solubilidad indicaría una menor 

resistencia al agua. No obstante, una alta solubilidad puede ser una ventaja para 

algunas aplicaciones y puede ser un factor importante que determina la 

biodegradabilidad de los films cuando se usa como envoltura de embalaje. La 

solubilidad en agua del film oscilo entre 14.04 a 25.33%, la incorporación de EAP 

no produjo diferencia significativa entre las formulaciones, con excepción de la 
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concentración de EAP al 10%. Similar a lo que ocurrió en PVA, puesto que la 

adición de EAP en la matriz polimérica produjo un efecto equilibrado, a pesar de 

los compuestos hidrofóbicos que contiene el PR. Estas diferencias en la solubilidad 

de los films ofrecen innumerables ventajas en su aplicabilidad: para mantener la 

integridad del producto se requieren films con baja solubilidad y para 

revestimientos comestibles de productos frescos o mínimamente procesados se 

requerirá films alta solubilidad (232,233). Oliveira (221), evidencio que la 

incorporación de extractos naturales (pitangueira, guaraná, menta) no produjo 

ningún efecto en la solubilidad en agua del film a base de gelatina, con lo cual no 

contribuyeron a alterar la hidrofobicidad/hidrofilia de los films. Bodini (22), 

menciona que la incorporación de EEP produjo una ligera disminución de 

solubilidad en agua de los films a base de gelatina, lo atribuye a la distribución del 

extracto de PR en la matriz y las posibles interacciones de los polifenoles con la 

proteína. Pérez-Vergara et al. (226) mencionan la disminución de la solubilidad en 

agua de los films por la incorporación de componentes hidrofóbicos, por la fuerte 

interacción del componente hidrofóbico con la matriz polimérica y disminución por 

la afinidad del film hacia el agua. Similares reportes fueron encontrados 

mencionando la disminución de solubilidad de agua con la incorporación del 

componente hidrofóbico en la matriz polimérica (227,228,234). 

Los films serán utilizados para recubrir productos alimenticios con lo cual es 

necesario evaluar su interacción con los desinfectantes, como el hipoclorito de 

sodio al 0.5% (NaClO) y productos a base de etanol (al menos 70%). Debido a que 

la mayoría de consumidores a menudo eligen con cuidado los alimentos que van a 

comprar, leen las etiquetas en productos embalados o los tocan cada vez que 

recogen un producto o devuelven productos a la estantería con lo cual es necesario 

su desinfección antes del consumo y más en esta situación de emergencia sanitaria. 

En la tabla 12, se puede observar que no existe diferencia significativa en los films 

que incorporación EAP a una concentración de 0.5 y 10% con respecto al film de 

almidón nativo. Sim embrago a una concentración de 30% si existe tal diferencia 

estadística, obteniéndose un aumento en la solubilidad en etanol de 19.86% a 

26.09%.  

 



 

 
 

62 

Tabla Nº 12. Solubilidad en agua y etanol al 70% en films a base de almidón 

nativo y extracto acuosos de propóleos. 

Extracto acuoso de 

propóleos (%) 

Solubilidad en agua (%) Solubilidad en alcohol 

70% (%) 

0 25.33 ± 1.58a 19.86 ± 0.98b 

0.5 23.33 ± 2.38a 22.13 ± 1.20b 

10 14.07 ±2.18b 21.00 ± 1.58b 

30 22.15 ± 1.04a 26.09 ± 1.58a 

*Los valores son la media de tres repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05). 

 

3.1.6 Ángulo de contacto de los Films 
 

En la tabla 13, se observar los valores de ángulo de contacto en el film de almidón 

nativo y films que incorporan EAP. El ángulo de contacto en el film de almidón se 

encuentra en un valor de 44.35°, mostrando una superficie hidrofílica. La 

incorporación de EAP a la matriz polimérica mostro diferencias significativas entre 

las diferentes formulaciones de films, para la formulación de 0.5% de EAP se 

encontró el valor más bajo de ángulo de contacto (30.50°). Contrariamente a una 

concentración de 10 y 30% EAP se encontró los valores más altos de ángulo de 

contacto (57.13° y 63.58°), sin diferencia estadística entre ellos. Este 

comportamiento se atribuye a que el EAP tiende a cambiar las propiedades 

superficiales de los films a dominios más hidrofóbicos por su composición 

(hidrofobicidad presente en las ceras) (212). En el mismo sentido se encontraron 

otros trabajos de investigación que reportaron el aumento de la hidrofobicidad en 

la superficie del film, por la incorporación de componentes hidrofóbicos en la 

matriz polimérica (228,235). Farias (212), reporta un incremento de 57.7° a 67.33° 

con la adición de 0.066 g de extracto seco de PR a la matriz polimérica de almidón 

de yuca. En la misma dirección Eskandarinia et al. (236), encontró un aumento de 

hidrofobicidad en la superficie del film de 47.30° a 73.45° en función a la 

concentración del EEP añadida a una matriz polimérica de almidón de maíz. 
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Tabla Nº 13. Ángulo de contacto en films a base de almidón nativo y extracto 

acuosos de propóleos. 

Extracto acuoso de propóleos (%) Ángulo de Contacto (°) 

0 44.35±3.91b 

0.5 30.50 ± 2.02c 

10 57.13±2.97a 

30 63.58±1.02a 

*Los valores son la media de tres repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05). 

 

3.1.7 Compuestos bioactivos 
 

Los CFT de los films de almidón nativo y EEP se puede observar en la Tabla 14. 

Encontrándose diferencias estadísticas en las diferentes formulaciones de los films, 

CFT está en un rango de 5.90 - 641.64 mg GAE/ 100g film. El film de almidón 

nativo presento una baja concentración de compuestos fenólicos, esto se debe a la 

baja concentración utilizada (3%) en el film. El almidón utilizado proveniente de la 

papa nativa Yana Winku posee un alto valor de CFT (761.31 mg TE/100 g b.s). La 

incorporación de EAP a una concentración de 0.5% (EAP) no evidencio diferencia 

significativa con el film que contenía solo almidón, probablemente por la 

concentración baja utilizada de EAP. Contrariamente a concentraciones de 10 y 

30% de EAP, donde si se encontró una diferencia significativa de CFT, su 

incremento estaba en función a la concentración de EAP. Similar a lo reportado por 

Costa et al. (237) y Siripatrawan & Vitchayakitti (231), que reportaron el aumento 

lineal de CFT en función a la concentración de extracto PR. El film que incorpora 

una concentración de 30% EAP posee el valor más alto de CFT (641.64 mg GAE/ 

100g film), esto esta relaciona con la coloración tan intensa de este film. De esta 

manera se comprueba que la matriz polimérica fue capaz de preservar los 

compuestos fenólicos del EAP, durante el periodo de homogenización con 

temperatura (75 º C por 30 min) y el proceso de secado (42 º C por 20 h). García 

Silveira (238) señalo el fenómeno de la reducción de los CFT en el proceso de 
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elaboración de los films por la sensibilidad de los compuestos activos a la 

temperatura en la etapa de homogenización (85 º C por 2 h). 

La importancia de la incorporación de compuestos fenólicos en la matriz polimérica 

de los films ayuda a inhibir la reacción de oxidación lipídica que se puede producir 

en diversos alimentos, por las propiedades reductoras de estos compuestos que 

llegan a reaccionar con los radicales libres conduciendo a la inhibición de la 

peroxidación lipídica evitando olores rancios, sabores desagradables en el alimento, 

formación de aldehídos y perdida nutricional (231,239).  

Tabla Nº 14. Compuestos fenólicos totales de los films. 

Extracto acuoso de propóleos (%) 
 

CFT (mg GAE/ 100g film) 

0 5.90 ±2.19c 

0.5 38.36 ± 4.48c 

10 336.13 ±7.45b 

30 641.64 ±54.03a 

*Los valores son la media de tres repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05). 

 

La actividad antioxidante de los films a base de almidón nativo con incorporación 

de EAP, puede ser observada en Tabla 15. Estas fueron evaluadas por las 

metodologías de DPPH y ABTS. Estas metodologías, aunque tienen el mismo 

principio de eliminación del radical poseen ciertas diferencias. El método DPPH 

permite solo determinar compuestos hidrofílicos diferente al método ABTS que 

determina compuestos hidrofílicos y lipofílicos (240). Se puede apreciar que el film 

de almidón de papa nativa Yana Winku no posee actividad antioxidante dando por 

ABTS como por DPPH, esto se debe principalmente a la concentración utilizada. 

Sim embargo al evaluar por ambos métodos la capacidad antioxidante de las 

diferentes formulaciones se encontró diferencias significativas en función a la 

concentración utilizada de EAP, obteniéndose valores más altos de capacidad 

antioxidante a mayor concentración de EAP.  
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En el caso de DPPH se expresó en porcentaje de inhibición, los resultados están en 

un rango de 0 - 79.23%. En el caso de la concentración de EAP de 10 y 30%, no se 

encontró diferencias significativas, esto se pudo deber a la interferencia de la 

coloración del extracto. Estos resultados eran los esperados por la elevada 

capacidad antioxidante presente EAP (91).  Los resultados por el método ABTS se 

encontraron en un rango de 0-11496.00 μmol TE/100g film. La contracción de 30% 

EAP, presento el valor más alto de inhibición del radical ABTS.+. Similares 

resultados fueron reportados con la adición de extractos vegetales 

(213,214,217,240–243). Oliveira, (2017); mostro el aumento de la actividad 

antioxidante por ABTS y DPPH en los films que incorporan los extractos acuosos 

de vegetales (Pitangueira, Guaraná y Menta), este incremento en la actividad 

antioxidante está en función a la contracción de los extractos. Zhao & Saldaña 

(244); observo el aumento de la actividad antioxidante y compuestos fenólicos con 

la incorporación de cascara de papa en los films con almidón de descarte, en función 

a la cantidad de cascara añadida (CFT, aumento de 0,3 - 6,1 mg de equivalente de 

ácido gálico / g de film; mientras que para FRAP y DPPH aumenta en 1.1 – 73.1 

mg de TE equivalente / g film y 1.5 – 93.2 mg equivalente TE / g film, 

respectivamente). 

Tabla Nº 15. Actividad antioxidante de los films 

Extracto acuoso de propóleos 

(%) 
 

DPPH (%) ABTS (μmol TE/100g 

film) 

0% 0.00 ± 0.00c 0.00 ±0.00c 

0.5% 31.38 ± 2.36b 53.96 ± 10.13c 

10% 79.23 ± 2. 82a 3873.72 ±904.46b 

30% 74.26 ± 1.06a 11496.00 ±247.00a 

*Los valores son la media de tres repeticiones ± desviación estándar. Los 

superíndices diferentes en las mismas columnas indican una diferencia significativa 

entre los films, según la prueba de Tukey (p <0.05).
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CONCLUSIONES 
 

Este trabajo de investigación demostró que la incorporación de extracto acuoso de propóleos 

(EAP) en films a base de almidón de papa nativa (Yana Winku) les confirió propiedades 

activas a los films (compuestos fenólicos totales y compuestos antioxidantes) debido a la 

presencia de compuestos fenólicos en el EAP, los cuales se mantienen en el filme.  

La humedad y humectabilidad de los films tuvieron mudanzas en función a la adición del 

EAP, provocando el aumento de la hidrofobicidad en la superficie del film y disminuyendo 

la humedad causada por la presencia de ceras en el extracto de propóleo. Las propiedades 

mecánicas también fueron levemente afectadas a una concentración de 10 y 30% de EAP 

debido principalmente a la naturaleza amorfa del extracto y a los compuestos antioxidantes 

que pueden afectar las interacciones intermoleculares de la cadena del almidón. Las 

propiedades de PVA y solubilidad en agua de los films no presentaron diferencias 

significativas, con excepción del film con 10% de extracto EAP. Con lo cual si bien el EAP 

no mejoro dichas características tampoco afectó las características iniciales por su efecto 

equilibrado que produce con su incorporación en la matriz polimérica.  

El mejor resultado se obtuvo con una formulación de 10% de EAP en la matriz polimérica; 

puesto que le otorgó mejores características al film de almidón: mayor ángulo de contacto 

(superficie más hidrofóbica); y disminución de la humedad, solubilidad en agua, y 

solubilidad en etanol. Asimismo, le proporciona características activas al film de almidón 

por los valores elevados de CFT (336.13 ±7.45 mg GAE/ 100g film) y capacidad 

antioxidante (79.23 ± 2. 82 % de inhibición del radical de DPPH y 11496.00 ±247.00 μmol 

TE/100g film). 
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RECOMENDACIONES 
  

Para dar continuidad al estudio de extracto acuosos de propóleos y almidón nativo de papa 

como materias primas para la elaboración de films biodegradables, son presentadas algunas 

sugerencias para futuros trabajos de investigación: 

• Estudio de la biodegradabilidad de los films. 

• Estudiar la actividad antimicrobiana de los films de almidón con extracto acuoso de 

propóleos contra diferentes microrganismos que afecten la industria alimentaria. 

• Estudio de la aplicabilidad como cobertura de los films elaborados partir de almidón 

de papa nativa con incorporación de extracto de propóleos. 

• Incorporación de agentes antimicrobianos en la matriz polimérica, con la finalidad 

de otorgar actividad antimicrobiana contra microrganismos que afectan a la industria 

alimentaria. 

• Estudiar el efecto de la incorporación de agentes de refuerzo en la matriz polimérica, 

para la mejorar de las propiedades de barrera y microestructurales de los films. 
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ANEXOS 
ANEXO Nº 1. Curva estándar para la cuantificación de compuestos fenólicos expresados 

en ácido gálico (5-40 mg/L de ácido gálico). 

 

ANEXO Nº	2. Curva estándar para la cuantificación de actividad antioxidante por el 
método ABTS expresado en Trolox (10-2000𝜇M trolox). 

 

 

ANEXO Nº 3. ANOVA para la opacidad, realizado por statgraphics. 

y = 0.021x + 0.0337
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Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 92.0414 3 30.6805 20.88 0.0004 

Intra grupos 11.7538 8 1.46922   

Total (Corr.) 103.795 11    

 
 

ANEXO Nº 4. Prueba de Tukey para la opacidad, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

C 3 2.30799 X 

A 3 4.5967   X 

D 3 8.59809     X 

B 3 8.89298     X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B * -2.28871 2.28223 

A - C * -6.2901 2.28223 

A - D * -6.58499 2.28223 

B - C * -4.00139 2.28223 

B - D * -4.29629 2.28223 

C - D  -0.294891 2.28223 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 5. ANOVA para el espesor, realizado por statgraphics. 

 
Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 0.000157932 3 0.000052644 0.95 0.4604 

Intra grupos 0.00044237 8 0.0000552962   

Total (Corr.) 0.000600302 11    

 
 

ANEXO Nº 6. Prueba de Tukey para el espesor, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 
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Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

C 3 0.0756667 X 

A 3 0.0811111 X 

D 3 0.0838333 X 

B 3 0.0851111 X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  -0.00399997 0.0194364 

A - C  0.00544447 0.0194364 

A - D  -0.00272217 0.0194364 

B - C  0.00944443 0.0194364 

B - D  0.0012778 0.0194364 

C - D  -0.00816663 0.0194364 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 7. ANOVA para tensión de rotura, realizado por statgraphics. 

 
Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 131.0024 1 131.0024 0.0000 0.00006 

Intra grupos 7.9981 3 2.6660   

Total (Corr.) 0.4857 9    

 
 

ANEXO Nº 8. Prueba de Tukey para la tensión de rotura, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

D 3 2.2795 X 

C 3 2.5829666 X 

A 3 3.9449333     X 

B 3 3.9892     X 

 

Contraste Sig. Diferencia - Límites + Límites 
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A - B  -0.04426666 -0.473367377 0.384834044 

A - C * 1.361966666 0.932865956 1.79106738 

A - D * 1.665433333 1.26404637 2.06682029 

B - C * 1.406233333 0.977132623 1.83533404 

B - D * 1.7097 1.30831304 2.11108696 

C - D  0.303466666 -0.0979202943 0.704853628 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 9: ANOVA para la elongación, realizado por statgraphics. 

 
Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 12353.5647 1 12353.5647 0.0000 0.00015 

Intra grupos 905.362006 3 301.787335   

Total (Corr.) 119.209955 9    

 
 

ANEXO Nº 10: Prueba de Tukey para la elongación, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

D 3 20.24 X 

C 3 25.521 X 

B 3 39.077     X 

A 3 39.4276667     X 

 

Contraste Sig. Diferencia - Límites + Límites 

A - B  0.350666667 -5.93738611 6.63871944 

A - C * 13.9066667 7.18445549 20.6288778 

A - D * 19.1876667 12.4654555 25.9098778 

B - C * 13.556 7.26794723 19.8440528 

B - D * 18.837 12.5489472 25.1250528 

C - D  5.281 -1.44121117 12.0032112 

* indica una diferencia significativa. 
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ANEXO Nº 11. ANOVA para el Módulo de Young, realizado por statgraphics. 

 
Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 46980.0324 1 46980.0324 0.0000 0.03352 

Intra grupos 704.528002 3 234.842667   

Total (Corr.) 465.388675 9    

 
 

ANEXO Nº 12. Prueba de Tukey para el Módulo de Young, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

C 3 51.5333333 X 

A 3 55.4333333 XX 

D 3 66.3333333 XX 

B 3 69.0325     X 

 

Contraste Sig. Diferencia - Límites + Límites 

A - B * -13.5991667 -26.0233492 -1.17498418 

A - C  3.9 -9.38200977 17.1820098 

A - D  -10.9 -24.1820098 2.38200977 

B - C * 17.4991667 5.07498418 29.9233492 

B - D  2.69916667 -9.72501582 15.1233492 

C - D * -14.8 -28.0820098 -1.51799023 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 13. ANOVA para humedad, realizado por statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 47.2171 3 15.739 12.45 0.0034 

Intra grupos 8.8466 7 1.2638   

Total (Corr.) 56.0637 10    
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ANEXO Nº 14. Prueba de Tukey para humedad, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Col_2 Casos Media Grupos Homogéneos 

C 2 9.81027 X 

D 3 11.8004 XX 

B 3 13.7163  XX 

A 3 15.6466   X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  1.93023 3.03334 

A - C  * 5.8363 3.39137 

A - D  * 3.84617 3.03334 

B - C  * 3.90606 3.39137 

B - D  1.91593 3.03334 

C - D  -1.99013 3.39137 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 15. ANOVA para PVA, realizado por statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 37.7235 3 12.5745 2.88 0.1125 

Intra grupos 30.5605 7 4.36579   

Total (Corr.) 68.2841 10    

 

ANEXO Nº	16. Prueba de Tukey para PVA, realizado por statgraphics 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

B 3 10.9895 X 

A 2 12.8399 X 

D 3 15.0922 X 

C 3 15.3761 X 
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Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  1.85032 6.3033 

A - C  -2.53622 6.3033 

A - D  -2.25232 6.3033 

B - C  -4.38653 5.63784 

B - D  -4.10263 5.63784 

C - D  0.2839 5.63784 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 17. ANOVA para solubilidad en agua, realizado por statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 216.464 3 72.1545 20.64 0.0004 

Intra grupos 27.9712 8 3.49641   

Total (Corr.) 244.435 11    

 

ANEXO Nº 18. Prueba de Tukey para solubilidad en agua, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Col_2 Casos Media Grupos Homogéneos 

C 3 14.07 X 

D 3 22.1459  X 

B 3 23.0287  X 

A 3 25.3341  X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  2.30537 4.88742 

A - C  * 11.2641 4.88742 

A - D  3.18817 4.88742 

B - C  * 8.95873 4.88742 

B - D  0.8828 4.88742 

C - D  * -8.07593 4.88742 

* indica una diferencia significativa. 
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ANEXO Nº 19. ANOVA para solubilidad en etanol, realizado por statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 66.1924 3 22.0641 11.88 0.0026 

Intra grupos 14.8612 8 1.85766   

Total (Corr.) 81.0537 11    

 

ANEXO Nº 20. Prueba de Tukey para solubilidad en etanol, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Col_2 Casos Media Grupos Homogéneos 

C 3 19.8565 X 

D 3 20.9962 X 

B 3 22.132 X 

A 3 26.0907   X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  -2.27548 2.56625 

A - C   -1.13967 2.56625 

A - D  * -6.23416 2.56625 

B - C   1.13581 2.56625 

B - D  * -3.95868 2.56625 

C - D  * -8.07593 2.56625 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº	21. ANOVA para ángulo de contacto, realizado por statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 1927.74 3 642.58 87.98 0.0000 

Intra grupos 58.4327 8 7.30408   

Total (Corr.) 1986.17 11    
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ANEXO Nº 22. Prueba de Tukey para angulo de contacto, realizado por statgraphics. 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

B 3 30.5014 X 

A 3 44.3474  X 

C 3 57.1334   X 

D 3 63.5818   X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  * 13.846 7.06401 

A - C  * -12.786 7.06401 

A - D  * -19.2344 7.06401 

B - C  * -26.632 7.06401 

B - D  * -33.0804 7.06401 

C - D  -6.4484 7.06401 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº	23. ANOVA para compuestos fenolicos realizado por statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 795166. 3 265055. 353.47 0.0000 

Intra grupos 5998.88 8 749.861   

Total (Corr.) 801165. 11    

 

ANEXO Nº 24. Prueba de Tukey para compuestos fenolicos, realizado por statgraphics. 

 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

A 3 5.90215 X 

B 3 38.3584 X 

C 3 336.126  X 

D 3 641.641   X 
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Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  -32.4563 71.5746 

A - C  * -330.224 71.5746 

A - D  * -635.739 71.5746 

B - C  * -297.768 71.5746 

B - D  * -603.283 71.5746 

C - D  * -305.515 71.5746 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 25. ANOVA para actividad antioxidante por el metodo de DPPH, realizado 

por statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 12695.5 3 4231.84 1154.75 0.0000 

Intra grupos 29.3179 8 3.66474   

Total (Corr.) 12724.8 11    

 

ANEXO Nº 26. Prueba de Tukey para actividad antioxidante por el metodo de DPPH, 

realizado por statgraphics. 

 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

A 3 0 X 

B 3 31.3825  X 

D 3 74.2566   X 

C 3 79.2253   X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  * -31.3825 5.00369 

A - C  * -79.2253 5.00369 

A - D  * -74.2566 5.00369 

B - C  * -47.8428 5.00369 

B - D  * -42.8741 5.00369 
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C - D  4.9687 5.00369 

* indica una diferencia significativa. 

 

ANEXO Nº 27. ANOVA para actividad antioxidante por el metodo ABTS, realizado por 

statgraphics. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

Entre grupos 2.63082E8 3 8.76941E7 399.00 0.0000 

Intra grupos 1.75829E6 8 219787.   

Total (Corr.) 2.64841E8 11    

 

ANEXO Nº 28. Prueba de Tukey para actividad antioxidante por el metodo de ABTS, 

realizado por statgraphics. 

 

Método: 95.0 porcentaje Tukey HSD 

Nivel Casos Media Grupos Homogéneos 

A 3 0 X 

B 3 53.9633 X 

C 3 3873.72  X 

D 3 11496.0   X 

 

Contraste Sig. Diferencia +/- Límites 

A - B  -53.9633 1225.38 

A - C  * -3873.72 1225.38 

A - D  * -11496.0 1225.38 

B - C  * -3819.75 1225.38 

B - D  * -11442.0 1225.38 

C - D  * -7622.28 1225.38 

* indica una diferencia significativa. 

 


