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RESUMEN 

El color en los alimentos es muy importante debido a que es el primer contacto que el 

consumidor tiene con ellos. Desde la aparición de los colorantes sintéticos en la industria, los 

colorantes naturales fueron relegados, ya que los primeros presentan mayor estabilidad y menor 

costo. Sin embargo, desde hace unos años la calidad y variedad de los colores provenientes de 

fuentes naturales ha mejorado notablemente, lo que ha permitido que su uso aumente 

progresivamente, sobre todo en la industria de los alimentos, ya que, en este campo, se buscan 

opciones cada vez más saludables y libres de compuestos químicos con potenciales efectos 

perjudiciales sobre la salud. Dentro de los pigmentos de origen natural, se hallan las 

antocianinas. El fruto de la planta Morus nigra es bien conocido como una buena fuente de 

antocianinas con diversas actividades biológicas. La extracción de estos pigmentos a partir de la 

mora es una alternativa comercial válida debido a que los pigmentos antociánicos pueden ser un 

sustituto eficaz de los colorantes sintéticos, brindando a las personas mayor seguridad en los 

productos que consume. Por lo tanto, el objetivo de este trabajo fue obtener un colorante natural 

a partir de M. nigra y evaluar su capacidad antimicrobiana. Se realizó un barrido espectral entre 

los 200 y 700 nm a fin de determinar las longitudes de onda de mayor absorbancia de las 

antocianinas. Las longitudes de onda seleccionadas fueron de 285 y 525 nm en las que se 

observaron picos de absorción. Para establecer la influencia de las variables utilizadas sobre el 

proceso de extracción del colorante (concentración de etanol, temperatura y tiempo de 

extracción) se realizaron una serie de ensayos siguiendo el diseño de experimentos compuesto 

central 32 + estrellas. La optimización a través del diseño experimental con una concentración de 

etanol de 6,5 %, 75 °C y 30 min arrojó valores óptimos de 1,581 g/L de fenoles y una 

absorbancia de 0,642 a 285 nm. Con estas condiciones óptimas, se procedió a la extracción de 

700 mL de extracto, el cual luego fue concentrado, logrando con ello la evaporación del 80% de 

la solución. Se realizaron ensayos fisicoquímicos al colorante obtenido, dando como resultado un 

pH de 4,48 ± 0,03; acidez titulable de 1,42 g/mL; 6,9 g/100mL de glucosa; 10,5 g/100mL de 

fructosa y un total de fenoles de 5,43 g/L. En cuanto a la capacidad antimicrobiana, se pudo 

observar que a medida que aumentaba la concentración del colorante, disminuía el crecimiento 

de la bacteria a las 48 h. La concentración mínima inhibitoria fue cercana a 1 g GAE/L. 

 

Palabras claves: Colorante; Antocianinas; Morus nigra; Antimicrobiano. 
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ABSTRACT 

 Color in food is very important because it is the first contact that the consumer has 

with them. Since the appearance of synthetic dyes in the industry, natural dyes were relegated, 

the first to reach the mayor, and lower cost. However, since a few years ago the quality and 

variety of colors from natural sources has improved markedly, which has allowed its use to 

increase progressively, especially in the food industry, since, in this field, it is sought 

increasingly healthy options and free of chemical compounds with harmful effects on health. 

Among the pigments of natural origin, anthocyanins are found. The fruit of the Morus nigra 

plant is well known as a good source of anthocyanins with diverse biological activities. The 

extraction of these pigments is a commercial alternative that synthetic pigments can be an 

effective substitute of synthetic dyes, which offers the most important people for safety in the 

products you consume. Therefore, the objective of this work was to obtain a natural dye from 

M. nigra and evaluate its antimicrobial capacity. A spectral sweep was performed between 

200 and 700 nm in order to determine the wavelengths of the mayor absorbance of the 

anthocyanins. The selected wavelengths were 285 and 525 nm in which absorption peaks 

were observed. To establish the influence of the variables used in the extraction process of the 

dye (concentration of time, temperature and time of extraction) a series of tests was carried 

out following the design of the experiments. The optimization through the experimental 

design with an ethanol concentration of 6.5 %, 75 °C and 30 min yielded optimum values of 

1.581 g/L of phenols and an absorbance of 0.642 at 285 nm. With these optimal conditions, 

700 mL of extract was extracted, which was then concentrated, thus achieving the evaporation 

of 80% of the solution. Physicochemical tests were carried out on the dye obtained, resulting 

in a pH of 4.48 ± 0.03; Titrable acidity of 1.42 g/mL; 6.9 g/100 mL of glucose; 10.5 g/100 mL 

of fructose and a total of phenols of 5.43 g/L. Regarding the antimicrobial capacity, it was 

observed that as the concentration of the dye increased, the growth of the bacterium 

diminished at 48 h. The minimum inhibitory concentration is close to 1 g GAE/L. 

 

Keywords: Coloring; Anthocyanins; Morus nigra; Antimicrobial. 
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INTRODUCCIÓN 

El color en los alimentos es muy importante debido a que es el primer contacto que 

el consumidor tiene con ellos, por lo que es determinante para la aceptación o rechazo de los 

mismos (Badui Dergal, 2006; Espinosa, 2014), con frecuencia se lo utiliza como un índice de 

calidad, frescura y buen estado. Desafortunadamente, el color puede cambiar o perderse 

durante los procesos tecnológicos o el almacenamiento. Por esta razón, controlar, cambiar y 

estabilizar el color es uno de los principales objetivos de los científicos y los tecnólogos en la 

rama de los alimentos. 

Los alimentos que no tienen color propio, como las golosinas, algunos postres, los 

snacks y las bebidas, entre otros, se colorean artificialmente para hacerlos más atractivos al 

consumidor.  

Desde la aparición de los colorantes sintéticos en la industria, los colorantes naturales 

fueron relegados, ya que los primeros presentan mayor estabilidad y menor costo. Sin 

embargo, desde hace unos años la calidad y variedad de los colores provenientes de fuentes 

naturales ha mejorado notablemente, lo que ha permitido que su uso aumente 

progresivamente, sobre todo en la industria de los alimentos, ya que, en este campo, se buscan 

opciones cada vez más saludables y libres de compuestos químicos con potenciales efectos 

sobre la salud. Se han desarrollado investigaciones en el campo de los colorantes enfocándose 

principalmente en lo relacionado con toxicidad, efectos secundarios, obtención de colorantes 

naturales y sustitución (Restrepo Gallego, 2007). 

Dentro de los pigmentos de origen natural, se hallan las antocianinas, que pueden 

obtenerse a partir de plantas y vegetales que constituyen una fuente importante de colorantes 

de la gama de los rojos y azules. El fruto de la planta Morus nigra es bien conocido como una 

buena fuente de antocianinas con diversas actividades biológicas (Aramwit, Bang y Srichana, 

2010). Este fruto constituye una buena fuente de pigmentos rojos naturales, hidrosolubles, con 

varias aplicaciones en la industria de alimentos, donde existe una demanda considerable de 

colores naturales alternativos a los sintéticos, como el rojo N° 40 (Garzón, 2008). 

El interés en estos pigmentos antociánicos se debe a sus posibles efectos beneficiosos 

para la salud, dentro de los cuales se encuentran la reducción de la enfermedad coronaria, los 

efectos anticancerígenos, antitumorales, antiinflamatorios y antidiabéticos; además del 

mejoramiento de la agudeza visual y del comportamiento cognitivo. Las propiedades 
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bioactivas de las antocianinas abren una nueva perspectiva para la obtención de productos 

coloreados con valor agregado para el consumo humano (Garzón, 2008). 

Por lo tanto, la extracción de estos pigmentos a partir de la mora es una alternativa 

comercial válida debido a que los pigmentos antociánicos pueden ser un sustituto eficaz de los 

colorantes sintéticos, brindando a los consumidores mayor seguridad en los productos que 

consume, tales como caramelos, bebidas, productos de pastelería, etc.  

En esta investigación se pretende conocer los parámetros que influyen en el proceso de 

extracción y la factibilidad de preparar un colorante a partir de los frutos de Morus nigra 

siendo éstos ricos en compuestos fenólicos, especialmente flavonoides y antocianinas, además 

de poseer potencial capacidad antimicrobiana (Butt et al., 2008). 
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OBJETIVOS 

Objetivo General 

Obtener un colorante natural a partir de Morus nigra y evaluar su capacidad antimicrobiana. 

 

Objetivos Específicos 

- Determinar el proceso óptimo de extracción del colorante a escala de laboratorio, 

mediante un diseño de experimentos. 

- Caracterizar fisicoquímica y microbiológicamente el colorante obtenido. 

- Determinar la actividad antimicrobiana del colorante obtenido frente a Escherichia 

coli ATCC 25922 a escala de laboratorio. 
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CAPITULO I – Revisión y Análisis de Literatura 

1.1. Colorantes 

La utilización de tintes y colorantes es probablemente tan antigua como la humanidad. 

Todas las civilizaciones han empleado diversas sustancias de procedencia orgánica o mineral, y 

más recientemente sintéticas, para colorear o decorar gran variedad de productos de su entorno, 

que van desde el propio cuerpo humano, a la vivienda, los utensilios, la ropa, los alimentos, etc. 

En el estudio de los colorantes están involucradas, por lo tanto, ciencias como la física, la 

química, la biología, la antropología, etc., implicando también a la medicina por las reacciones 

adversas que su utilización o consumo pueden producir en el ser humano (Tabar et al., 2003). 

La calidad de un alimento, sin tomar en cuenta los aspectos sanitarios, toxicológicos y 

nutricionales, se basa en los siguientes parámetros: color, sabor, olor y textura. Sin embargo, el 

primer acercamiento del consumidor al alimento es por su color, ya que, siendo el primer 

contacto visual que tiene con él, es determinante para que un alimento sea aceptado o rechazado 

(Badui Dergal, 2006). 

1.1.1. Colorantes como aditivos alimentarios 

Una de las principales metas de la Industria de Alimentos es la producción de varios 

tipos de alimentos, con apariencia cada vez más atrayente. Para cumplir con dicha finalidad, es 

necesario el empleo de aditivos (Castillo Membreño y Ramírez González, 2006). Éstos se añaden 

a los alimentos para mejorar su aspecto y hacerlos más apetecibles, o para reemplazar pérdidas 

de color que se producen durante el proceso de elaboración. Ésta es la principal justificación para 

el uso de colorantes en alimentos, en particular en alimentos dirigidos al público infantil, que es 

el colectivo que más se guía por la vista a la hora de comer. 

El color es la primera sensación que se percibe y la que determina el primer juicio sobre 

su calidad. Es también un factor importante dentro del conjunto de sensaciones que aporta el 

alimento, y tiende a veces a modificar subjetivamente otras sensaciones como el sabor y el olor. 

La experiencia permite confirmar que la falta de color en los alimentos dificulta la identificación 

de los sabores. 

Dadas las condiciones actuales del mercado alimentario, en las cuales hay una marcada 

tendencia hacia el consumo de productos más naturales y libres de compuestos químicos, se han 

desarrollado investigaciones en el campo de los colorantes, enfocándose principalmente en lo 
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relacionado con toxicidad, efectos secundarios, obtención de colorantes naturales y sustitución 

(Restrepo Gallego, 2007).  

Siendo los colorantes uno de los aditivos más utilizados, éstos deben estar citados en las 

etiquetas de los alimentos. Con el objeto de facilitar el cumplimiento de esa norma, la 

Comunidad Económica Europea ha asignado un número a cada uno de los aditivos autorizados, 

que es el que debe figurar para información al consumidor. Para aquellos aditivos que no exista 

una numeración comunitaria, se precisa utilizar una nacional, ya que cada país adopta una norma 

para los aditivos en general (CODEX STAN 192, 1995). 

1.1.2. Clasificación de colorantes 

Los colorantes se dividen de forma general en naturales y sintéticos, según su 

procedencia, estos se extraen de fuentes naturales o se sintetizan, respectivamente. Sin 

embargo, también se los puede clasificar por su grupo cromóforo, radical que le confiere un 

determinado color como se indica en la Figura 1 (Almeida Gudiño, 2012). 

 

Figura 1. Clasificación de colorantes. 
Fuente. (Almeida Gudiño, 2012). 

 

 

Colorantes

Naturales

Orgánicos

Vegetales

- Antocioninas

- Betalaínas

- Carotenoides

- Flavonoides

- Clorofilas

- Otros

Animales
- Ácido Carmínico

- Ácido Kermésico

- Otros 

Inorgánicos Minerales

- Azul ultravioleta

- Dióxido de 
Titanio

- Negro carbón

Sintéticos Orgánicos

- Azo

- Antraquinona

- Otros
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1.1.2.1. Colorantes sintéticos 

El origen de estos colorantes es de síntesis química, su composición es menos compleja 

que la de los colorantes naturales, son hidrosolubles, se presentan generalmente en forma de 

polvo y tienen normas específicas de pureza. Pueden ser de dos clases: síntesis de moléculas 

nuevas o síntesis de moléculas iguales a las que se encuentran de forma natural (Cubero, 

Monferrer y Villalta, 2002; Castillo Membreño y Ramírez González, 2006). 

Las empresas normalmente utilizan agentes colorantes artificiales aprobados por la FDA 

(Administración de Alimentos y Drogas) porque son menos costosos que los de alimentos 

naturales y generalmente no imparten sabores a los alimentos. La FDA es responsable de regular 

todos los aditivos colorantes para certificar que los alimentos que los contienen, son seguros para 

consumirlos, contienen sólo ingredientes aprobados y están etiquetados con precisión (FDA, 

2016). Cualquier producto que contiene un agente colorante de alimento artificial debe ser 

reflejado en la lista de ingredientes en la etiqueta.  

Según Aceituno Melgar, los colorantes artificiales son más fáciles de usar que los 

naturales: son más resistentes a los tratamientos térmicos, son estables en amplios intervalos de 

pH y casi no se degradan con la luz (citado por (Orellana Barahona, 2015). 

Sin embargo, presentan a su vez desventajas, principalmente en lo que se refiere al riesgo 

en la salud de los consumidores por los problemas de toxicidad, reacciones de intolerancia y 

alergias (Aceituno Melgar, 2010). La utilización de los colorantes sintéticos en la industria 

alimentaria es cada vez más estricta debido a la regulación para su uso.  

También presentan riesgos ambientales causados por los efluentes que resultan de su 

síntesis, en la cual se suelen producir isómeros quirales que son incompatibles con la quiralidad 

de las funciones reactivas bioquímicas, aumentando los efectos indeseables. Los colorantes 

artificiales, al proceder de reacciones sintéticas no enzimáticas, son menos degradables que los 

naturales. La mayor resistencia química, dificulta su degradación por medios químicos o 

biológicos.  

La presión ejercida por los consumidores ha provocado que muchas empresas revisen y 

reformulen sus productos para sustituir los colorantes artificiales por naturales. En 1906 el 

congreso de los Estados Unidos aprobó la primera legislación para los colorantes de alimentos. 

Sólo siete colorantes, al ser sometidos a pruebas, resultaron ser inofensivos para la salud. Ello ha 

llevado a reducir cada vez más el número de colorantes utilizables, aunque al contrario de lo que 
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sucede en los otros grupos de aditivos, existen grandes variaciones de un país a otro. La FDA ha 

aprobado nueve colorantes artificiales (Tabla 1) (FDA, 2016). 

Tabla 1. Colorantes artificiales autorizados por la FDA. 

Nombre Nombre común Color Usos 

FD&C Azul Nº1 Azul brillante FCF 

 

Productos de color, como Gatorade, bebidas 

gaseosas, dulces y enjuague bucal. 

FD&C Azul Nº2  Indigotina 

 

Refrescos, dulces como M&Ms, postres 

congelados, cereales y productos de panadería. 

FD&C Verde Nº3 Fast Green FCF 

 

Productos como guisantes enlatados, dulces, 

pescado y verduras. 

FD&C Rojo Nº3 Eritrosina 

 

Cerezas al marrasquino, pistachos, conservas de 

frutas, dulces, helados de agua, geles de decoración 

de tortas y pasta de dientes.  

FD&C Rojo Nº40 Rojo Allura AC 

 

Dulces, refrescos, condimentos, y cosméticos. 

FD&C Amarillo Nº5 Tartrazina 

 

Doritos, cereales, dulces, goma de mascar, 

mermeladas, pickles y yogur. 

FD&C Amarillo Nº6 Amarillo ocaso  

 

Refresco de naranja, mezcla de chocolate caliente, 

cereales para el desayuno, y dulces 

Naranja B Orange B  

 

Forros de salchichas. 

FD&C Rojo Nº2  Citrus Red  

 

Se usa para enmascarar las variaciones de color de 

las naranjas y mandarinas a lo largo de las 

estaciones. 

Fuente. Adaptado de la FDA (FDA, 2016). 
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1.1.2.2. Colorantes naturales 

El término colorante natural se aplica a aquellos productos alimenticios de origen 

animal, vegetal o incluso mineral. A la vez se consideran naturales a los colorantes obtenidos 

de materiales biológicos, algas, hongos, líquenes, insectos, así como algunos organismos 

marinos invertebrados (Guerrero Escobar, 2011), incluso los que se forman al calentar o 

someter a tratamiento térmico un alimento, como el caramelo (Aceituno Melgar, 2010). 

Presentan alta compatibilidad con los sistemas vitales a diferencia de muchos 

colorantes sintéticos que se bioacumulan y alteran el metabolismo (Aceituno Melgar, 2010). 

Los colorantes naturales no afectan la salud y son biodegradables. Para comunidades 

pequeñas, el consumo de colorantes naturales permite mantener sus nexos culturales con el 

pasado, dar origen a prácticas productivas novedosas y a una mayor sostenibilidad económica 

y ecológica. 

Una realidad que debe asumirse cuando se desea reemplazar compuestos artificiales o 

sintéticos por los naturales es la estabilidad de éstos últimos ante los cambios de pH, 

temperatura e iluminación y el hecho que deben dosificarse en cantidades mayores lo que 

implica una posible alteración de otras propiedades organolépticas del alimento como el 

aroma, la textura y el sabor (Restrepo Gallego, 2007).  

Son muchas las plantas superiores que producen colorantes; sin embargo en muchos 

casos la concentración de estos es mínima, lo que no permite una rápida y económica 

extracción y en consecuencia son relativamente pocas las que tienen gran importancia 

comercial como fuente de colorantes (Cano Morales, 2008). 

Se estima que el obtener colorantes naturales puros puede costar de 30 a 100 veces 

más que el producir colorantes sintéticos certificados, reduciendo con ello las posibilidades de 

explotación de estas fuentes naturales, sin embargo, las estrategias biotecnológicas en la 

producción de colorantes naturales que se han desarrollado en los últimos años son de gran 

importancia y podrían otorgar una serie de ventajas, entre ellas, las económicas (Cano 

Morales, 2008). Entre los colorantes naturales están los de origen animal y vegetal que 

figuran en la Tabla 2. 
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1.1.2.2.1. Animal 

• Mioglobina y hemoglobina 

El color rojo de la carne se debe principalmente a los hemopigmentos: la hemoglobina 

y la mioglobina. La hemoglobina se encarga de transportar oxígeno, mientras que la 

mioglobina, que forma alrededor del 20 % de los pigmentos totales del músculo, es 

responsable de almacenarlo hasta que se consume por el metabolismo aeróbico (Badui 

Dergal, 2006). 

• Carmín de cochinilla 

El carmín de cochinilla o simplemente carmín es un colorante rojo que se obtiene de 

las hembras desecadas del insecto Dactylopius coccus costa. El Dactylopius coccus costa vive 

como parásito sobre cactus de los géneros Opuntia y Nopalea, especialmente Nopalea 

cochenillifera, de hábitat fundamentalmente en Sudamérica y Centroamérica (Tabar et al., 

2003). El proceso de obtención del carmín a partir de estos insectos consiste básicamente en 

extracción acuosa, filtrado, precipitación, secado, molido y esterilización, siendo finalmente 

envasado. El extracto de cochinilla es la solución concentrada que queda después de que se 

elimine el alcohol de un extracto acuoso-alcohólico de insectos de cochinilla. El carmín es un 

polvo hidrosoluble compuesto por ácido carmínico en un sustrato de hidróxido de aluminio. 

Este polvo contiene aproximadamente un 50 % de ácido carmínico, sustancia que tiene un 

peso molecular de 492,4 Da y es el agente responsable del color; también contiene alrededor 

de un 20 % de material proteico proveniente de las cochinillas. 

El carmín es uno de los colorantes rojos más apreciados, especialmente antes de la 

introducción de los colorantes artificiales, aunque todavía se utiliza ampliamente en la 

industria alimentaria, cosmética (carmín rouge) y farmacéutica. El carmín y el extracto de 

cochinilla producen un color rojo rosado a magenta en los productos a los que se añade. 

Aunque estos colorantes se consideran generalmente inocuos para el ser humano, cada vez se 

describen con más frecuencia reacciones de hipersensibilidad frente a los mismos (Tabar 

et al., 2003). 

1.1.2.2.2. Vegetal 

• Carotenoides 

En la naturaleza se han identificado más de 420 carotenoides, se caracterizan por tener 

como estructura principal un esqueleto conformado por átomos de carbono que a su vez 

consiste en unidades de isopreno (Fennema, 2010).  
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Presentan funciones importantes en la fotosíntesis y la fotoprotección de los tejidos 

(Enríquez, 2014) y se encuentran de forma natural en vegetales y otros organismos 

fotosintéticos como algas, algunas clases de hongos y bacterias e insectos (Castañeda Sánchez 

y Guerrero Beltrán. J.A., 2015), variando su coloración del amarillo, naranjado y rojo (López 

Valdez, 2012). 

• Clorofilas 

Este es tal vez el pigmento vegetal más abundante en la naturaleza, se encuentra en la 

mayoría de las plantas siendo responsable de la fotosíntesis (Ortuño, Díaz Expósito y Del Río 

Conesa, 2015). Su estructura química compleja, al igual que los carotenos, es fácilmente 

alterable por oxidantes (oxígeno, peróxidos), altas temperaturas, pH, luz y algunas enzimas 

(Badui Dergal, 2006). 

• Betalaínas 

Son un grupo de aproximadamente 70 pigmentos glicosilados hidrosolubles y se 

dividen en dos clases: betacianinas (longitud de onda máxima de absorción: 540 nm), y 

betaxantinas (longitud de onda máxima de absorción: 480 nm). Las betalaínas se encuentran 

en pocas plantas y flores, entre las que destaca el betabel o remolacha roja (Beta vulgaris), la 

tuna roja y otras familias (Aceituno Melgar, 2010). 

Son parecidas a las antocianinas y flavonoides en apariencia visual. Anteriormente se 

les llamaba antocianinas nitrogenadas. También se han encontrado algunas betalaínas de 

origen fúngico.  

El color de las betalaínas es estable a pH entre 3.0 a 7.0. La estabilidad en el intervalo 

de pH indicado hace que sean aplicables en alimentos (Orellana Barahona, 2015). 

• Caramelo 

A la vez se consideran naturales los colorantes obtenidos de materiales biológicos, 

como algunos insectos e incluso los que se forman al calentar o someter a tratamiento térmico 

un alimento, como el caramelo (Castillo Membreño y Ramírez González, 2006).  
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Tabla 2. Clasificación de colorantes naturales (Guerrero Escobar, 2011). 

Naturaleza química Ejemplos Colorante predominante 

Tetrapirroleo 

Ficobilinas 

Clorofila 

Azul – Verde 

Verde 

Carotenoides Carotenoides Amarillo – Anaranjado 

Flavonoides 

Flavonas 

Flavonoles 

Chalconas 

Auronas 

Antocianinas 

Blanco – Crema 

Amarillo – Blanco 

Amarillo 

Amarillo 

Rojo – Azul 

Xantonas Xantonas Amarillo 

Quinonas Naftoquinonas Rojo – Azul – Verde 

Derivados Indigoides e Indoles 

Índigo 

Betalaínas 

Azul – Rosado 

Amarillo – Rojo 

Pirimidinas Sustituidas 

Pterinas 

Flavinas 

Fenoxanizinas 

Fenazinas 

Blanco – Amarillo 

Amarillo 

Amarillo – Rojo 

Amarillo – Púrpura 

 

1.2. Compuestos fenólicos 

Los fenoles son compuestos orgánicos, los cuales tienen en su estructura química al 

menos un grupo fenol, estos se encuentran abundantemente en la naturaleza en plantas y 

vegetales (Jeton Baculima, 2014). Las plantas superiores sintetizan una amplia variedad de 

compuestos fenólicos durante su crecimiento y desarrollo, entre ellos, los flavonoides 

(Castillo Membreño y Ramírez González, 2006). 

El grupo natural que reviste mayor importancia dentro de los compuestos naturales 

coloreados son los flavonoides, no solo por presentar una gama amplia de diversas 

coloraciones, sino también porque últimamente se les atribuye un sin número de 



Colorante natural con capacidad antimicrobiana a partir de Morus nigra | 22 

 

características funcionales beneficiosas para la salud. Este grupo de divide en: antocianinas, 

isoflavonas, auronas, flavonas, flavanonas, flavonoles, chalconas, flavandioles y 

dihidroflavonoides (López Valdez, 2012). Se dividen en 13 subclases con un total de 5000 

compuestos (Jeton Baculima, 2014). 

Los flavonoides son compuestos de bajo peso molecular que comparten un esqueleto 

común de difenilpiranos (C6-C3-C6), compuesto por dos anillos de fenilos (A y B) ligados a 

través de un anillo C de pirano (Figura 2) (Martinez Flores et al., 2002).  

Figura 2. Flavonoides. Estructura básica y tipos. 
Fuente. (Martinez Flores et al., 2002) 

La estructura base de los flavonoides puede sufrir varias modificaciones como pueden 

ser: adicionar o reducir grupos hidroxilos, la metilación de grupos hidroxilos o del núcleo del 

flavonoide, metilación de grupos hidroxilos en posición orto, dimerización, formación de 

bisulfatos y la más importante, glicosilación de grupos hidroxilos para producir flavonoides 

O-glicósidos, ya que generalmente se encuentran en las plantas de ese manera, en los cuales 

uno o más grupos hidroxilos del núcleo del flavonoide están unidos a azúcares, siendo la D-

glucosa el residuo azúcar más frecuente (Cartaya y Reynaldo, 2001; Martinez Flores et al., 

2002). 

Los flavonoides se han aislado de muchas drogas vegetales debido a que son 

productos naturales muy comunes, su presencia en una droga vegetal no necesariamente 

explica sus propiedades farmacológicas (Castillo Membreño y Ramírez González, 2006). Las 

propiedades que se les atribuyen son: actividades inhibidoras de enzimas, antiinflamatoria, 

anticancerígeno, antiviral, antimicrobiana, etc. 
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1.3. Antocianinas 

Las antocianinas representan el grupo más importante de pigmentos hidrosolubles 

detectables en la región visible por el ojo humano. Estos pigmentos son responsables de la 

gama de colores que abarcan desde el rojo hasta el azul en varias frutas, vegetales y cereales, 

y se encuentran acumulados en las vacuolas de la célula (Cofré Martínez, 2015). 

Las antocianinas son glucósidos de antocianidinas, pertenecientes a la familia de los 

flavonoides, compuestos por dos anillos aromáticos A y B unidos por una cadena de 3 C. 

Variaciones estructurales del anillo B resultan en seis antocianidinas conocidas (Castañeda 

Sánchez y Guerrero Beltrán. J.A., 2015). 

Existen seis antocianidinas comunes en las flores y frutas: la cianidina (rojo), 

delfinidina (azul), malvidina (púrpura), pelargonidina (anaranjado), peonidina (rojo-marrón) y 

la petunidina (rojo oscuro) (Figura 3); nombres que derivan de la fuente vegetal de donde se 

aislaron por primera vez; la combinación de éstas con los diferentes azúcares genera 

aproximadamente 150 antocianinas (Aguilera Ortíz et al., 2011). 

 

Figura 3. Estructura básica y sustituyentes de las antocianinas. 

Fuente. (Zapata et al., 2014) 
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En la naturaleza, las antocianinas siempre presentan sustituciones glicosídicas en las 

posiciones 3 y/o 5 con mono, di o trisacáridos que incrementan su solubilidad. Dentro de los 

sacáridos glicosilantes se encuentran la glucosa y la ramnosa, seguidos de la galactosa, xilosa 

y la arabinosa, ocasionalmente, la gentobiosa, la rutinosa y la soforosa (Garzón, 2008; 

Aguilera Ortíz et al., 2011). 

El color de las antocianinas depende de varios factores intrínsecos, como son los 

sustituyentes químicos que contenga y la posición de los mismos en el grupo flavilio; por 

ejemplo, si se aumentan los hidroxilos del anillo fenólico se intensifica el color azul, mientras 

que la introducción de metoxilos provoca la formación del color rojo (Badui Dergal, 2006). 

1.3.1. Factores que determinan la estabilidad de las antocianinas 

A pesar de las ventajas que las antocianinas ofrecen como posibles sustitutos de los 

colorantes artificiales, su incorporación a los alimentos es limitada debido a su baja 

estabilidad durante el procesamiento y el almacenamiento, pues son inestables frente a la luz, 

se degradan durante el almacenamiento, cambiando de color cuando más elevada sea la 

temperatura (Parra Ortega, 2004). 

El conocimiento de los factores involucrados en su estabilidad y de los mecanismos de 

degradación es sumamente vital para una eficiente extracción, purificación y uso de las 

antocianinas como colorantes de alimentos (Zapata et al., 2014). 

1.3.1.1. Temperatura 

Incrementos de temperatura resultan en pérdida del azúcar glicosilante en la posición 3 

de la molécula y apertura de anillo con la consecuente producción de chalconas incoloras 

(Garzón, 2008). 

1.3.1.2. Concentración 

El aumento de la concentración de antocianinas promueve una más alta estabilidad del 

color (Garzón, 2008). 

1.3.1.3. Luz 

La luz afecta las antocianinas de dos formas diferentes: la luz es esencial para la 

biosíntesis de antocianinas, pero también acelera su degradación (Castañeda Sánchez y 

Guerrero Beltrán. J.A., 2015). Las antocianinas preservan mucho mejor su color cuando se 

mantienen en la oscuridad. 
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1.3.1.4. pH 

El pH tiene efecto en la estructura y la estabilidad de las antocianinas (Garzón, 2008). 

Se ha demostrado que las antocianinas relativamente simples son más estables en un medio 

ácido que en un medio neutro o alcalino. En medio ácido la forma predominante es la del ion 

flavilio, el cual da el color rojo; a medida que el pH se eleva, las antocianinas se transforman 

en una base quinónica de color azulado (Santacruz Cifuentes, 2011). 

1.3.1.5. Iones metálicos 

Las antocianinas cambian de color cuando forman complejos, quelatos o sales con 

iones de sodio, potasio, calcio, magnesio, estaño, hierro o aluminio; por esta razón, se 

recomienda que las latas que se empleen para los alimentos que contengan antocianinas, sean 

recubiertas por una laca protectora que evite el desprendimiento de los metales indeseables 

(Badui Dergal, 2006). 

1.3.1.6. Enzimas 

La inactivación de enzimas mejora la estabilidad de las antocianinas (García Nauto, 

2014). Las enzimas que tienen carácter de β-glucosidasa hidrolizan el enlace glucosídico en el 

C-3 produciendo el correspondiente aglucón el cual es incoloro. 

1.3.1.7. Copigmentación 

El color de las antocianinas puede ser estabilizado y enriquecido por reacciones de 

copigmentación, la cual es un fenómeno que involucra la interacción de las antocianinas con 

flavonoides, polifenoles, alcaloides, aminoácidos y consigo mismas, generando que el color 

de las antocianinas sea más intenso, brillante y estable (Rein, 2005; Zapata, 2014). En la 

Figura 4 se observan ejemplos de interacciones de copigmentación. 

Figura 4. Interacciones de copigmentación de las antocianinas. 

Fuente. (R L Jackman y Smith, 1996). 
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1.3.1.8. Azúcares 

La sustitución del azúcar también mostró ser un papel importante en las características 

espectrales y de color del pigmento, con un cambio hipocrómico (disminución de λmax 

visible) causado por la presencia de glicosilación (Giusti y Wrolstad, 2003). 

1.3.1.9. Oxígeno y ácido ascórbico 

El efecto degradativo del oxígeno y el ácido ascórbico están relacionados sobre la 

estabilidad de las antocianinas (Garzón, 2008). El ácido ascórbico provoca la decoloración de 

la antocianina y el oxígeno oxida al ácido ascórbico y lo convierte en peróxido de hidrógeno 

que a su vez oxida la antocianina. 

1.3.1.10. Otros factores 

La actividad de agua de la matriz afecta la estabilidad del color (Garzón, 2008). 

Incrementos en la actividad de agua del medio causan degradación de las antocianinas 

probablemente debido a una mayor interacción entre el agua y el catión flavilio para formar la 

pseudobase inestable. 

1.3.2. Extracción de antocianinas 

La elección de un método de extracción es de gran importancia y depende en gran 

parte del propósito de la extracción, la naturaleza de las antocianinas y las fuentes del 

material. El carácter polar de la molécula de antocianina permite su solubilidad en distintos 

disolventes como alcoholes, acetona, dimetilsulfóxido y agua. 

En la mayoría de las frutas y verduras, los pigmentos antociánicos están localizados 

cerca de la superficie. Los procedimientos de extracción involucran el uso de disolventes 

ácidos, los cuales desnaturalizan las membranas del tejido celular y disuelven los pigmentos. 

En relación a la extracción, algunos autores señalan que el carácter polar de la 

molécula de antocianina permite su solubilidad en variados solventes (Giusti y Wrolstad, 

2003), es por ello que se ha propuesto el uso de ácidos orgánicos más débiles, como fórmico, 

acético, cítrico o tartárico; que puedan ser removidos durante la concentración del pigmento, 

así mismo se han sugerido procedimientos en ausencia de ácidos. 

Al escoger el solvente que se va a utilizar, es necesario tener en cuenta aspectos 

como la facilidad de manipulación, el precio, la seguridad, el riesgo ambiental y la toxicidad. 

Por ello se recomienda para estos procesos las mezclas hidro – alcohólicas. 
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Durante la extracción ocurren dos procesos paralelos: la lixiviación de las sustancias 

solubles de células rotas y la difusión de las sustancias solubles de las células que no se 

rompieron. La lixiviación es rápida mientras que la difusión es lenta (Garzón, 2008). 

Para la extracción de pigmentos a partir de los vegetales, se debe tomar en cuenta las 

siguientes condiciones (Almeida Gudiño, 2012): 

• El rendimiento o recuperación máxima de los colorantes para un óptimo 

aprovechamiento de la materia prima. 

• Concentración de los extractos, lo que incide en el menor gasto de solvente por 

unidad de peso de la materia prima. También hay que considerar el ahorro en las 

operaciones de filtración y concentración. 

• Baja o nula toxicidad del solvente empleado, para facilitar la seguridad del personal 

que participa en el proceso y porque el producto final está destinado para el consumo 

humano. 

En el proceso de extracción, las variables que influyen según (Ullauri, 2010) son: 

• Tamaño de partícula 

En la práctica el proceso de extracción es mejor cuando menor es el tamaño de la 

partícula ya que existe mayor área de contacto con el solvente. 

• Agitación 

La agitación hace que nuevas cantidades de solvente, pobre en los compuestos de 

interés, entren en contacto con el sólido y se alcance un nuevo equilibrio de saturación, 

aumentando la eficiencia del proceso. 

• Temperatura 

La disolución de las sustancias extraíbles es facilitada por el aumento de la 

temperatura. Sin embargo, hay que tener en cuenta que algunas sustancias de interés pueden 

ser termolábiles y ser destruidas por causa de altas temperaturas. 

• Naturaleza del solvente 

La solución de alcohol etílico/agua es el solvente por excelencia para la obtención de 

extractos. Cuando no existen estudios específicos se recomienda utilizar una mezcla de 

alcohol 1:1 para las partes aéreas de la planta. 
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• Tiempo de extracción 

Se debe determinar experimentalmente en función del solvente, la planta y del equipo 

seleccionado. Esta variable es importante en el sentido que debe ser suficiente para obtener 

los compuestos de interés, pero tampoco debe ser excesivo ya que aumenta los costos de 

extracción. 

1.3.3. Fuentes de las antocianinas 

Las antocianinas o antocianos son los pigmentos comunes en la mayoría de las frutas 

rojas: fresa, frambuesa, ciruela, cereza, mora, mirtilo, arándano, grosella, uva, naranja 

sanguina, pomelo rosa, granada, baya de sauco, etc. (Vicente Castillo, 2013). En la Figura 5 

se observan algunas de ellas y sus concentraciones en mg/100g peso húmedo. (Unidades 

expresadas según los datos en la referencia citada) 

 

 

Figura 5. Concentración de antocianinas en alimentos. 

Fuente. (Pascual-Teresa, Moreno y García-Viguera, 2010). 
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1.4. Generalidades de la Mora (Morus nigra) 

1.4.1. Características botánicas 

Pertenece a la Familia de Moraceae, posee el nombre científico de Morus nigra, 

llamado comúnmente Mora Negra, Moral. Existen tres especies principales de morera para la 

producción de frutas: negra (Morus nigra), roja (Morus rubra) y blanca (Morus alba), siendo 

la negra la que mayor contenido total de fenoles y flavonoides tiene en comparación con las 

otras (Ercisli y Orhan, 2007).  

Es un árbol de porte medio que puede medir de 4 a 5 metros de altura, posee corteza 

ligeramente rugosa, oscura y copa amplia. Hojas de coloración verde clara. Flores pequeñas 

de coloración blanco-amarillo. La fruta es de color rojo oscuro, casi negro ya maduro, con 

pulpa roja oscura comestible. Presenta crecimiento rápido, se adapta a cualquier tipo de suelo, 

prefiriendo los húmedos y profundos. Fructifican de septiembre a noviembre (Castillo 

Membreño y Ramírez González, 2006). 

La morera se encuentra en las regiones templadas y subtropicales del hemisferio norte, 

así como en los trópicos del hemisferio sur, ya que puede crecer en una amplia variedad de 

condiciones climáticas, topográficas y de suelo (Imran et al., 2010). 

1.4.2. Usos 

Los frutos de mora son ricos en antocianinas y deberían ser explotados para la 

producción industrial de colorante natural que se utilizará en la industria alimentaria (Ramírez 

Gonzalez, Neira Gonzalez y Correa, 2007; Kostić et al., 2013).  

Se utiliza principalmente para la fabricación de alimentos procesados como pekmez, 

mermeladas, jugos, licores, tintes naturales y frutas congeladas de helado (Fazaeli, 

Hojjatpanah y Emam-Djomeh, 2013; Kostić et al., 2013). Debido a su naturaleza comestible, 

facilidad de acceso y factor económico, M. nigra puede ser una buena fuente de compuestos 

activos (Mallhi et al., 2014). 

1.4.3. Propiedades 

Esta fruta contiene una alta concentración de valiosos agentes bioactivos, tales como 

compuestos fenólicos, que tienen beneficios potenciales para la salud. Las moras al poseer en 

su composición compuestos fenólicos, antocianinas en particular se le atribuyen distintas 

propiedades tales como antiinflamatorias, antivirales, antimicrobianas y actividad 

antioxidante (Mahmood et al., 2012).  
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Además se ha informado de que sus extractos tienen actividad antibacteriana y 

fungicida de amplio espectro contra microorganismos dañinos (Park et al., 2003; Mazimba, 

Majinda y Motlhanka, 2011; Karabiyikli, Degirmenci y Karapinar, 2016).  

El jugo fresco de morera negra fue estudiado y se detectó actividad antimicrobiana 

tanto para las bacterias Gram-positivas como para las Gram-negativas (Khalid, Fawad y 

Ahmed, 2011).  

1.5. Antimicrobianos 

Existe una urgente y continua necesidad de descubrir nuevos compuestos 

antimicrobianos con diversas estructuras químicas, ya que uno de los grandes problemas que 

enfrentamos actualmente, es el desarrollo de resistencia bacteriana a los antibióticos. Ante lo 

cual los extractos vegetales con esa acción podrían ser capaces de burlar dichos mecanismos 

de resistencia, ya que el uso de éstos es limitado, y las bacterias no han desarrollado 

mecanismos de resistencia en su contra (Concepción García, 2006; Pérez et al., 2011; Soto 

Huamaní, 2014). 

El modo de acción de los agentes antimicrobianos depende del tipo de 

microorganismo afectado y se relaciona principalmente con la estructura de su pared celular y 

el arreglo de la membrana externa (Cubillo Arrieta, 2007). 

El incremento en el número de brotes asociados a alimentos contaminados con 

microorganismos patógenos, consumidores más exigentes y regulaciones alimentarias cada 

vez más estrictas; han despertado el interés por encontrar alternativas para los preservantes 

químicos sintéticos, tales como los compuestos antimicrobianos naturales (Ponce et al., 2003; 

Cubillo Arrieta, 2007).  

Es por todo lo antes expuesto que una de las alternativas en la lucha contra la 

resistencia, es el desarrollo de nuevos compuestos antimicrobianos a través de la obtención de 

principios activos o de compuestos de plantas que puedan servir como antimicrobianos, 

brindando además de especificidad contra el patógeno, la seguridad para el consumidor 

(Aldana Mejía, 2010). 
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CAPITULO II – Metodología 

En la Figura 6 se muestra un diagrama general del proceso que se siguió para cumplir 

con cada uno de los objetivos del trabajo. 

 

Figura 6. Diagrama de flujo para la obtención de un colorante natural con capacidad 

antimicrobiana a partir de Morus nigra 

Fuente. Elaboración propia. 
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2.1. Materia prima 

2.1.1. Obtención de la muestra 

Para la obtención de la muestra se siguió el plan de muestreo sugerido por la Norma 

Venezolana (COVENIN N°1769, 1981), correspondiente a la toma de muestra de frutas y 

hortalizas. Estuvieron conformadas por los frutos de la planta de Mora (Morus nigra), 

perteneciente a la familia de las moráceas. Fueron recolectadas manualmente de distintos 

arboles de la zona centro de Encarnación, Paraguay. 

Se seleccionaron los frutos que se encontraban en buen estado, con la finalidad de 

obtener una muestra homogénea, descartando para ello los frutos en inmadurez fisiológica, no 

enteros, malformados, con presencia de daños por insectos – plagas, con deformaciones, 

roturas, rajaduras, raspaduras, manchados, podridos o con presencia de hongos (García 

Méndez, 2008). 

2.1.2. Trituración 

Los frutos se pesaron y trituraron con una procesadora de alimentos (Philips) hasta 

obtener una pasta, con el fin de generar mayor área superficial y así facilitar el secado. 

2.1.3. Secado y determinación de humedad 

La pasta obtenida se secó en estufa a 60 °C por 10 h. El secado tuvo el objetivo de 

disminuir el contenido de humedad, y así poder almacenarlas sin que se deterioren. Se 

pesaron 5 g de muestra seca y se llevaron a un humedímetro con la finalidad de determinar el 

porcentaje de humedad presente en la muestra. Esta determinación se realizó por duplicado. 

2.1.4. Molienda 

Una vez seca la materia prima se procedió con la molienda del material, utilizando 

un mortero de porcelana. Esto se realizó para aumentar el área de contacto entre el solvente y 

el material vegetal. 

2.2. Barrido espectral 

Se ensayaron la concentración de solvente, temperatura y tiempo de extracción según 

los puntos centrales del diseño de experimentos; éstos fueron, etanol 40 % a 53 °C durante 45 

min. Se pesaron 0,5 g de frutos secos y molidos tal como se describe en la sección 2.1. y se 

colocaron en distintos tubos tipo Falcon de 15 mL, se añadieron 10 mL de la concentración 

etanólica en cada tubo y se incubaron a las condiciones predichas. Una vez transcurrido el 

tiempo se procedió al centrifugado.  
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Con el extracto obtenido se realizó un barrido espectral entre 200 – 700 nm a fin de 

determinar la longitud de onda de mayor absorbancia de las antocianinas; teniendo en cuenta 

dos bandas de absorción en la región UV (260-285 nm) y la región visible (490-550 nm) para 

este tipo de compuestos (López Valdez, 2012). La extracción y las mediciones se realizaron 

por triplicado. 

2.3. Diseño experimental 

Para la extracción del colorante, a partir de un peso fijo de frutos de mora secos y 

molidos (0,5395 g), se ensayó cada factor a 5 niveles (Tabla 3). Las variables de respuesta 

fueron las absorbancias a las longitudes de onda de 285 y 525 nm que se determinaron 

mediante un barrido espectral (sección 3.1.) y el contenido de fenoles totales.  

Los ensayos se realizaron siguiendo un diseño de compuesto central 32 + estrellas, 

definido mediante software estadístico Statgraphics Centurión XVI, con 17 corridas en total y 

7 grados de libertad para el error. El diseño completo se observa en la Tabla 5. 

Tabla 3. Factores a evaluar en la extracción de antocianinas de Morus nigra y sus respectivos 

niveles. 

 

 

 

  

 

 

              Se procedió de igual manera que para el barrido espectral, los frutos molidos se 

colocaron en distintos tubos tipo Falcon de 15 mL, se añadieron 10 mL de las distintas 

concentraciones de etanol – agua en cada uno de los tubos, y cada tubo se sometió a las 

condiciones de tiempo y temperatura según cada corrida del diseño experimental. Una vez 

transcurrido el tiempo de extracción se procedió a centrifugar las muestras a 2500 rpm por 10 

min. 

 

 

 

Factores Niveles Unidades 

 - 1,68 0 1,68  

Etanol 0 40 80 % 

Temperatura 25 53 80 °C 

Tiempo 30 45 60 Min 
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2.4. Determinación de fenoles 

El contenido fenólico total en cada extracto se determinó utilizando el método 

espectrofotométrico de Folin-Ciocalteu (García Martínez, Fernández Segovia y Fuentes 

López, 2015) con modificaciones. Se realizó una curva de calibrado con patrones de 

concentración conocida a partir de una disolución madre de 900 ppm (0,045 g de ácido gálico 

disuelto en 50 mL de agua destilada) y a partir de ella se prepararon las diluciones que se 

presentan en la Tabla 4. Esta curva de calibrado se realizó por duplicado. 

 

Tabla 4. Composición de patrones de ácido gálico para la determinación de fenoles. 

Patrones Concentración (ppm) Composición 

P1 900 1000 μL disol. Madre 

P2 675 750 μL disol. Madre + 250 μL agua destilada 

P3 450 500 μL disol. madre + 500 μL agua destilada 

P4 225 250 μL disol. madre + 750 μL agua destilada 

P5 112.5 125 μL disol. madre + 875 μL agua destilada 

P6 56,25 62.5 μL disol. madre + 937,5 μL agua destilada 

 

Una vez preparadas las diluciones de la curva de calibrado, se añadieron a todos los 

tubos 3 mL de agua destilada, 40 μL de agua, patrón o muestra y 200 μL del reactivo de 

Folin-Ciocalteu a todos los tubos, se homogenizó el contenido, se dejó reposar por 5 min y se 

añadieron 600 μL de Na2CO3 (20 %), cerrando y agitando nuevamente. Se llevaron los tubos 

a 40 °C durante 30 min y, una vez fríos, se midió la absorbancia a 765 nm. El contenido total 

de fenoles se expresó como equivalente de ácido gálico (GAE). El ácido gálico se seleccionó 

como referencia de la medida de polifenoles totales porque se encuentra a alta concentración 

en frutas y verduras y por ser el habitualmente utilizado en la determinación de polifenoles 

con el reactivo de Folin-Ciocalteu (Vicente Castillo, 2013). 

2.5. Extracción 

Se pesaron 35 g de mora seca ya molida y se agregaron 700 mL de una solución de 

etanol al 6,43 %, llevando ésta a 75 ºC en baño termostático durante 30 min. Seguidamente se 

la filtró y la fracción líquida se guardó en un frasco color caramelo para evitar así su 

exposición a la luz y al oxígeno. 
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2.6. Concentración 

Se realizó en un evaporador rotatorio al vacío marca SENCO, el cual permite 

disminuir el punto de ebullición de la mezcla y con ello aumentar la facilidad de evaporación 

sin someter el extracto a elevadas temperaturas, se trabajó a 60 °C con una presión de 0,8 atm 

durante 2 h aproximadamente, obteniéndose 50 mL de concentrado. 

2.7. Validación 

             Se hicieron extracciones, por triplicado, bajo las condiciones predichas como óptimas 

(Tabla 9), según las gráficas de superficie de respuesta, siendo éstas para 285 nm; 6,46 % de 

concentración de etanol a 75,09 °C y un tiempo de 30 min; para 525 nm, la misma cantidad de 

tiempo pero a 55,6 °C y 0 % de etanol; y para los fenoles totales una concentración de etanol 

de 44,5 %, a la temperatura de 80 °C y un tiempo de extracción 30 min, y se procedió a 

determinar la absorbancia y el contenido de fenoles totales. 

2.8. Ensayos fisicoquímicos. 

2.8.1. Medición del pH:  

Se medió utilizando el método potenciométrico. 

2.8.2. Acidez titulable: 

Se siguió el método de la Norma Venezolana (COVENIN N°1151, 1977), preparando 

las muestras según las indicaciones para soluciones fuertemente coloreadas con 

modificaciones; ya que en lugar de utilizar fenolftaleína como indicador para 

determinar el punto final, se utilizó un potenciómetro y el punto final quedó 

determinado al alcanzar un pH de 8,3. Los resultados se expresaron en g/mL de ácido 

málico ya que es el ácido principal encontrado en la mora. (Redd, Hendrix y Hendrix, 

1992; Ayala, Valenzuela y Bohórquez, 2013; Karaaslan et al., 2016). 

2.8.3. Azucares reductores: 

Para medir el contenido de azúcares, se filtró el extracto a través de 0,45 µm y se 

inyectó 20 µL en HPLC conectado a una columna amino de 250 x 4,6 mm. Para el 

análisis por HPLC, la fase móvil fue 70:30 acetonitrilo – agua. La separación 

cromatográfica se realizó en condiciones isocráticas utilizando la fase móvil anterior 

con una velocidad de flujo de 1,2 mL/min. Un detector de índice de refracción (IR), 

Modelo 410, se utilizó para el análisis. Los cromatogramas se contrastaron con los de 

los patrones de glucosa y fructosa de concentraciones diferentes. 
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2.8.4. Contenido total de fenoles: 

El contenido fenólico total en cada extracto se determinó usando el método 

espectrofotométrico descrito anteriormente en la sección 2.4. 

2.9. Ensayos microbiológicos 

Para todos los ensayos microbiológicos se siguieron las técnicas descritas por la 

Comisión Internacional de Especificaciones Microbiológicas para Alimentos sus siglas en 

ingles ICMSF (International Commission on Microbiological Specifications for Foods, 2000). 

2.9.1. Recuento de Mesófilos Aerobios Totales: 

Enumeración de microorganismos aerobios mesófilos. Se realizó por duplicado según 

el Método de Recuento en placa. Método 1. 

2.9.2. Determinación de Coliformes Termotolerantes: 

Recuento de Coliformes. Se realizó por duplicado según la Técnica del Número más 

Probable (NMP). Método 2. 

2.9.3. Recuento de Mohos y Levaduras: 

Recuento de Mohos y Levaduras se realizó por duplicado según el Método de Mohos 

y Levaduras por siembra en placa en todo el medio.  

2.10. Determinación de la actividad antimicrobiana del colorante 

Se determinó la concentración inhibitoria mínima (MIC) usando el método de 

microdilución adaptando la metodología descrita por el Comité Nacional de Normas de 

Laboratorios Clínicos (NCCLS) para sustancias antimicrobianas (CLSI, 2012), con algunas 

modificaciones.  

Para el ensayo, se partió de la cepa pura de Escherichia coli ATCC 25922 la que se 

sembró en caldo nutritivo (peptona 10g/L - extracto de carne 3 g/L y cloruro de sodio 5 g/L) 

ajustando previamente el pH con NaOH hasta 7,2 e incubando a 37 °C durante 18 h, para 

obtener un cultivo en fase estacionaria temprana.  

Una vez obtenida la solución bacteriana se estandarizó comparando con la escala de 

Mc Farland hasta alcanzar la turbidez de 0,5, medida a una longitud de onda de 600 nm, 

equivalente a una concentración de bacterias del orden de 107-108 células/mL. 

Se prepararon soluciones a distintas concentraciones de GAE para los extractos de 

mora siendo éstas 0; 0,1; 0,25; 0,5; 0,75 y 1 g/L, respectivamente, colocados en tubos de 
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ensayo. A éstos se les adicionó 40 µL de la suspensión microbiana (105 células/mL) y se 

incubó a 37 °C, por 24 h. La operación se realizó por triplicado. 

Los resultados se determinaron midiendo la densidad óptica de los cultivos a 600 nm 

con un espectrofotómetro utilizando una recta de calibrado de absorbancia vs. concentración 

del microorganismo previamente obtenida en el grupo de trabajo, Y (g/mL) = 0,016*Abs a 

600nm. 

Se determinó la MIC como la concentración más baja de colorante de mora que 

impida el crecimiento de E. Coli  ATCC 25922 por medio de turbidez visible a simple vista 

en comparación con el testigo (Andrews, 2001; Fangio, Iurlina y Fritz, 2007; Salaheen et al., 

2014). 
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CAPITULO III – Resultados y Discusión 

3.1. Barrido espectral 

Las muestras presentaron una humedad de 7,92 %. Se procedió a la elaboración de un 

barrido espectral entre los 200 y 700 nm a fin de determinar las longitudes de onda de mayor 

absorbancia de las antocianinas. Las longitudes de onda seleccionadas fueron de 285 y 525 

nm, lo cual concuerda satisfactoriamente con datos teóricos confirmados en otros estudios 

(Hassimotto, Genovese y Lajolo, 2007), en donde se describe un pico máximo de absorción 

de 285 nm para piranoantocianinas (Castañeda Ovando et al., 2008) y 525 nm para 

antocianinas (Aguilera Ortíz et al., 2011), tal como se muestra en la Figura 7. Estas longitudes 

de onda fueron las que se utilizaron para las mediciones posteriores.  

 

Figura 7. Barrido espectral de un extracto obtenido de Morus nigra. 

3.2. Diseño experimental 

Para establecer la influencia de las variables utilizadas sobre el proceso de extracción 

del colorante se realizaron una serie de ensayos siguiendo el diseño de experimentos  

compuesto central 32 + estrellas, definido mediante el software estadístico Statgraphics 

Centurión XVI. 

Los resultados experimentales obtenidos al realizar las mediciones de las absorbancias 

de los extractos utilizando dicho diseño se presentan en la Tabla 5; la cual contiene los 

promedios de las absorbancias y el contenido fenólico. 
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Tabla 5. Diseño compuesto central 32 + estrellas para evaluar la concentración de etanol, la 

temperatura y el tiempo de extracción de antocianinas en Morus nigra. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Los datos de la Tabla 5 se analizaron para estudiar el efecto de la concentración de 

etanol, el tiempo y la temepratura de extracción sobre la absorbancia y el contenido fenólico, 

y esto permitió identificar cual fue el factor significativo sobre las respuestas. 

Diseño experimental y las combinaciones de cada factor 

Corrida % Etanol Temp. Tiempo 
Abs 

285nm 

Abs 

525nm 

Fenoles 

(g/L) 

1 -1 1 1 0,653 0,433 1,170 

2 -1,68 0 0 0,599 0,453 1,106 

3 0 0 -1,68 0,579 0,41 1,406 

4 -1 1 -1 0,739 0,556 1,518 

5 1 -1 -1 0,517 0,351 1,160 

6 1 1 -1 0,585 0,336 1,379 

7 1 -1 1 0,485 0,316 1,068 

8 -1 -1 -1 0,603 0,48 1,213 

9 1 1 1 0,662 0,459 1,483 

10 0 -1,68 0 0,371 0,294 1,267 

11 0 1,68 0 0,619 0,429 1,313 

12 -1 -1 1 0,562 0,451 1,384 

13 0 0 1,68 0,622 0,461 1,541 

14 1,68 0 0 0,300 0,259 0,985 

15 0 0 0 0,625 0,395 1,259 

16 0 0 0 0,585 0,483 1,342 

17 0 0 0 0,584 0,433 1,554 
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3.2.1. Determinación de fenoles 

El contenido fenólico de los extractos se determinó mediante el método de Folin-

Ciocalteu, los compuestos fenólicos se oxidan por el reactivo, el cual está formado por una 

mezcla de ácido fosfotúngstico y ácido fosfomolíbdico, éstos al reducirse dan origen a una 

mezcla de óxidos azules de tungsteno y molibdeno, los cuales exhiben una amplia absorción 

de luz, con un máximo de 765 nm. La Tabla 6 indica los valores de absorbancia que se 

obtuvieron en los seis patrones de ácido gálico empleados para realizar la recta de calibrado. 

Tabla 6. Datos para la curva de calibrado para la determinación de fenoles totales. 

Concentración de ácido gálico Absorbancia (nm) 

900 ppm 0,951 ± 0,042 

675 ppm 0,760 ± 0,065 

450 ppm 0,468 ± 0,026 

225 ppm 0,275 ± 0,031 

112,5 ppm 0,163 ± 0,014 

56,25 ppm 0,092 ± 0,041 

  

El contenido total de fenoles se obtuvo mediante la siguiente ecuación de la recta: 

Concentración = - 0,0328 + 0,9654*Abs, la cual se ve representada en la Figura 8. 

Figura 8. Recta de calibrado de ácido gálico para la determinación de fenoles totales. 

 

 El coeficiente de correlación obtenido fue de 0,994, y como es cercano a uno, indica 

una buena linealidad de la gráfica.  
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3.2.2. Análisis de Varianza para las distintas variables de respuesta 

 

La Tabla 7 indica los resultados del análisis de varianza (ANOVA) para la 

concentración de etanol, la temperatura y el tiempo de extracción sobre las antocianinas 

observadas a 285 nm. Como se observa en la Tabla 7, dos efectos tienen un valor-p menor 

que 0,05; siendo éstos la concentración de etanol y la temperatura, indicando que las 

diferencias son estadísticamente significativas con un nivel de confianza del 95,0 %.  

 

Tabla 7. ANOVA para las antocianinas detectadas a 285 nm. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-p 

A: % Etanol 0,048 1 0,048 8,18 0,024 

B: Temperatura 0,058 1 0,058 9,83 0,016 

C: Tiempo 0,000 1 0,000 0,00 0,974 

AA 0,012 1 0,012 2,00 0,199 

AB 0,000 1 0,000 0,01 0,936 

AC 0,004 1 0,004 0,63 0,454 

BB 0,003 1 0,003 0,51 0,499 

BC 0,001 1 0,001 0,09 0,776 

CC 0,005 1 0,005 0,85 0,388 

Error total 0,041 7 0,006   

Total  0,177 16    

 

El estadístico R-cuadrado indicó que el modelo, así ajustado, explica 76,7 % de la 

variabilidad en absorbancia. Pero en este caso se utilizó el R2 ajustado cuyo valor es 46,86 %, 

ya que es más adecuado para comparar modelos con distintos números de variables 

independientes. 

La Tabla 8 muestra los resultados del ANOVA para las antocianinas detectadas a 525 

nm. En este caso, la concentración de etanol tiene un valor-p menor que 0,05; indicando que 

la diferencia que provoca los distintos niveles es estadísticamente significativa sobre la 

variable respuesta, con un nivel de confianza del 95 %, resultando no significativas la 

temperatura y el tiempo. 

 



Colorante natural con capacidad antimicrobiana a partir de Morus nigra | 42 

 

Tabla 8. ANOVA para las antocianinas detectadas a 525 nm. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-p 

A: % Etanol 0,045 1 0,045 15,70 0,005 

B: Temperatura 0,012 1 0,012 4,36 0,075 

C: Tiempo 0,000 1 0,000 0,01 0,915 

AA 0,004 1 0,004 1,48 0,263 

AB 0,001 1 0,001 0,21 0,658 

AC 0,007 1 0,007 2,51 0,157 

BB 0,003 1 0,003 1,20 0,310 

BC 0,001 1 0,001 0,18 0,685 

CC 0,001 1 0,001 0,30 0,602 

Error total 0,020 7 0,003   

Total  0,096 16    

El estadístico R-cuadrado indica que el modelo, así ajustado, explica 79 % de la 

variabilidad en la absorbancia a 525 nm, mientras que el R2 ajustada es de 52,06 %. 

La Tabla 9 muestra el ANOVA y en este caso, la concentración de etanol en su 

expresión cuadrática tiene un valor-p menor que 0,05; indicando que es estadísticamente 

significativa, con un nivel de confianza del 95 %, resultando no significativas la temperatura y 

el tiempo. 

 

Tabla 9. ANOVA para fenoles totales. 

Fuente Suma de Cuadrados Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-p 

A: % Etanol 0,012 1 0,012 0,56 0,480 

B: Temperatura 0,047 1 0,047 2,26 0,177 

C: Tiempo 0,0002 1 0,0002 0,01 0,911 

AA 0,143 1 0,143 6,82 0,035 

AB 0,037 1 0,037 1,76 0,226 

AC 0,004 1 0,004 0,21 0,658 

BB 0,008 1 0,008 0,36 0,565 

BC 0,013 1 0,013 0,62 0,455 

CC 0,017 1 0,017 0,82 0,396 

Error total 0,146 7 0,020   

Total 0,467 16    
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El estadístico R-cuadrado indica que el modelo, así ajustado, explica 68,7 % de la 

variabilidad en absorbancia y el  R2 ajustado el 28,5 %. 

3.2.3. Diagramas de Pareto  

El diagrama de Pareto se utiliza para visualizar cuales variables independientes 

presentan mayor impacto sobre la variable de respuesta, y si ese impacto es positivo o 

negativo. En la Figura 3 se muestran los gráficos de Pareto para el diseño estadístico. 

 

Figura 9. Diagrama de pareto estandarizado para las respuestas. 
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Como se puede corroborar en el Figura 9, la temperatura y la concentración de etanol 

influyen tanto positiva como negativamente en la absorbancia a 285 nm del colorante, 

respectivamente (Figura 9A). En cambio, en la absorbancia a 525 nm sólo la concentración de 

etanol tuvo un efecto negativo estadísticamente significativo (Figura 9B). Respecto a los 

fenoles totales (Figura 9C), la concentración de etanol en su expresión cuadrática tuvo efecto 

negativo estadísticamente significativo. Un factor cuadrático negativo y estadísticamente 

significativo, indica que la variable respuesta disminuyó cuadráticamente, a medida que el 

nivel del factor se incrementaba (Rodríguez et al., 2017). 

3.2.4. Modelo Ajustado 

En base a las corridas del diseño experimental y los datos obtenidos de las variables 

respuesta, se ajustó un modelo para cada una de las variables como pueden verse en las 

ecuaciones 1, 2 y 3. Estas ecuaciones permiten calcular cada variable de respuesta en función 

de las variables independientes (concentración de etanol, la temperatura y el tiempo), e 

indican de qué manera se comportaría cada una de las respuestas manipulando dichas 

variables.  

(1) 𝐀𝐛𝐬𝟐𝟖𝟓 =  0,592 − 0,059 ∗ OH + 0,065 ∗ T − 0,0007 ∗ t − 0,032 ∗ OH2 +

0,002 ∗ OH ∗ T + 0,021 ∗ OH ∗ t − 0,016 ∗  T2 + 0,008 ∗ T ∗ t + 0,02 ∗ t2 

(2) 𝐀𝐛𝐬𝟓𝟐𝟓 =  0,434 − 0,057 ∗ OH + 0,030 ∗ T + 0,001 ∗ t − 0,019 ∗ OH2 +

0,009 ∗ OH ∗ T + 0,03 ∗ OH ∗ t − 0,017 ∗  T2 + 0,008 ∗ T ∗ t + 0,009 ∗ t2 

(3)  𝐅𝐞𝐧𝐨𝐥𝐞𝐬 (𝐠/𝐋) =  1,382 − 0,029 ∗ OH + 0,059 ∗ T + 0,005 ∗ t − 0,112 ∗

OH2 + 0,068 ∗ OH ∗ T + 0,024 ∗ OH ∗ t − 0,026 ∗  T2 − 0,040 ∗ T ∗ t + 0,039 ∗ t2  

Donde:  

T: Temperatura 

t: Tiempo 

OH: Concentración de etanol 

Estas ecuaciones permiten calcular la variable de respuesta en función de las variables 

dependientes tales son la concentración de etanol, la temperatura y el tiempo, e indica de qué 

manera variaría la absorbancia manipulando dichas variables.  
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3.2.5. Superficie de respuesta estimada 

            A partir de las ecuaciones (1), (2), y (3) se analizó la influencia de las variables de 

proceso estudiadas. Para ello, se elaboraron diferentes gráficos de superficie de respuesta 

(Figura 10). Dado que se trabajó con tres factores (concentración de etanol, temperatura, y 

tiempo de extracción) y tres variables de respuestas (absorbancia a 285 nm, absorbancia a 525 

nm y fenoles totales), los gráficos se obtuvieron manteniendo uno de los factores constantes 

en el punto central y variando los otros dos. 

 

 

Figura 10. Superficie de respuesta estimada para las variables de respuestas. 
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Se puede observar que, para la interacción entre la concentración de etanol y la 

temperatura de extracción, el máximo en la variable respuesta se obtuvo en un rango cercano 

para ambas absorbancias, sin embargo, se observa también un desplazamiento a niveles 

mayores en la superficie correspondiente a fenoles totales. Resultados similares se observaron 

en la interacción entre el tiempo y la temperatura de extracción, donde las gráficas para ambas 

absorbancias son similares y la zona con mayor valor de la variable respuesta corresponde a 

los niveles altos de ambas variables. Para fenoles totales, sin embargo, los valores máximos 

corresponden a niveles altos de temperatura y bajos de tiempo de extracción. 

En la Tabla 10 se observan los valores óptimos de cada variable estudiada según las 

gráficas de superficie de respuesta. 

Tabla 10. Valores óptimos para maximizar la obtención de antocianinas en extractos 

obtenidos a partir de Morus nigra. 

Factores Bajo Alto 

Valores óptimos 

285nm       525nm    Fenoles totales 

Etanol (%) 0 80 6,5 0 44,8 

Temperatura (°C) 25 80 75,1 55,6 80 

Tiempo (min) 30 60 30 30 30 

 

3.3.Validación 

Para validar el modelo y el resultado máximo obtenido, se realizó una nueva prueba 

con 3 repeticiones usando los valores obtenidos en la Tabla 9, siendo éstas para 285 nm; 6,5 

% de concentración de etanol a 75,1 °C y un tiempo de 30 min; para 525 nm, la misma 

cantidad de tiempo pero a 55,6 °C y 0 % de etanol; y para los fenoles totales una 

concentración de etanol de 44,8 %, a la temperatura de 80 °C y un tiempo de extracción 30 

min. 

La validación dió como resultado los valores que se muestran en la Tabla 11 y que se 

comparan con los óptimos teóricos proyectados según las gráficas de superficie de respuesta 

para todas las condiciones. 

 



Colorante natural con capacidad antimicrobiana a partir de Morus nigra | 47 

 

Tabla 11. Comparación de valores óptimos teóricos y experimentales de las antocianinas 

detectadas y los fenoles totales para extractos de Morus nigra. 

Condiciones Valor teórico Valor experimental 

285 nm 0,759 0,642 ± 0,083 

525 nm 0,582 0,157 ± 0,301 

Fenoles 1,629 1,581 ± 0,034 

 

Con respecto a la concentración de etanol, las condiciones óptimas fueron de 6,5 y 0 

%, coinciden con el trabajo realizado por Vicente Castillo, (2013) en donde realizó 

extracciones de antocianinas de diversos frutos coincidiendo con las longitudes de onda 

seleccionadas en este estudio con tres solventes distintos: agua, etanol y metanol, en ausencia 

y presencia de HCl, para determinar cuál resultaría más eficaz en la extracción; resultando el 

etanol el extractante menos apropiado para la extracción de dichos componentes y el agua el 

mejor, esto podría deberse a que a partir de 520 nm se detectan principalmente los antocianos 

que son solubles en agua. 

Por su parte, con respecto a la temperatura, en la optimización de las condiciones de 

extracción de antocianinas de batata morada, (Fan et al., 2008) lograron la mejor extracción a 

80 °C; mientras que otros autores (Gorriti et al., 2009), al estudiar la extracción de 

anocianinas a partir de maíz morado, obtuvieron que la mejor temperatura de extracción fue 

75 °C; coinicidiendo dichas temperaturas con este trabajo para las antocianinas medidas a 285 

nm y los fenoles totales. 

El tiempo de 30 min, coincide con lo predicho por otro autor que recomienda utilizar 

altas temperaturas por cortos tiempos de procesamiento para una mejor retención del 

pigmento (Markakis, 1982). En la investigación realizada por Fan et al., (2008), se encontró 

que el rendimiento de antocianinas de la batata morada aumentó rápidamente en el nivel más 

bajo de tiempo.  

De forma genérica, se puede decir que un proceso de extracción dependerá de la 

naturaleza química y del grado de polimerización de los propios compuestos, del sistema de 

extracción (polaridad de los disolventes y presencia de ácido), de la textura y del tamaño de 

partícula de la muestra que también puede influir; además hay sustancias en la matriz que 

pueden ejercer un efecto de interferencia (otros compuestos que absorben en UV-VIS y que 

actúan como interferencias (Arranz Martínez, 2010; Vicente Castillo, 2013). 
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Mediante este diseño se pudo determinar que para la extracción del colorante los 

factores de relevancia resultaron ser la concentración de etanol y la temperatura, no así el 

tiempo de extracción. Una vez establecidas las mejores condiciones, se procedió a la 

extracción, el cual luego fue concentrado, logrando con ello la evaporación del 80 % de la 

solución. A dicho colorante se le practicaron ensayos fisicoquímicos y microbiológicos 

(Secciones 3.4 y 3.5). 

3.4. Ensayos fisicoquímicos 

Se realizaron ensayos fisicoquímicos al colorante obtenido, dando como resultado un 

pH de 4,48 ± 0,03 en concordancia con lo establecido por Imran et al. (2010), trabajo en el 

cual se determinó que el pH del jugo de fruta de la especie Morus fue ácido, variando de 3,2 a 

4,78. Otros autores Karabiyikli, Degirmenci y Karapinar (2016), obtuvieron valores de pH 

entre 3,70 y 4,89, dependiendo de la concentración de las muestras del jugo de Morus nigra. 

Se determinó una acidez titulable de 1,42 g/mL coincidiendo la misma con los trabajos 

realizados por Rodríguez, Lopez y García (2010) donde se midió la acidez en distintos 

estados de madurez del fruto y con Ercisli y Orhan (2007) donde se realizó un estudio de la 

composición química de las distintas especies de Morus. 

Los valores de los azúcares reductores detectados fueron de 6,9 g/100 mL para la 

glucosa y de 10,5 g/100mL para la fructosa; los valores obtenidos por Özgen, Serçe y Kaya 

(2009) en el trabajo denominado “Propiedades fitoquímicas y antioxidantes de las especies de 

moras ricas en antocianinas de Morus nigra L. y Morus rubra L.” para los mismos azúcares 

son de 5,81 g/100 mL y 5,27 g/100 mL respectivamente; las diferencias podrían deberse a que 

el trabajo se realizó en una zona geográfica distinta.  

El contenido total de fenoles fue de 5,43 g GAE/L, que equivale a 7762 µg GAE/g, 

valor superior a lo reportado por Ercisli et al., (2010); el mismo autor con otro colaborador en 

el 2007 hicieron un estudio de la composición química de Morus alba L. (blanca) Morus 

rubra L. (roja) y Morus nigra L. (negra) en donde se evidencia un alto contenido de fenoles 

totales para estas tres especies encabezado por Morus nigra (Ercisli y Orhan, 2007). También 

los resultados obtenidos por Čestić et al., (2016) mostraron que las muestras preparadas de té 

de hojas de morera negra poseen un alto contenido de compuestos polifenólicos. 
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Los cambios en la composición fisicoquímica de la fruta pueden deberse a múltiples 

factores como la diferente variedad, la distinta madurez, la diferente zona geográfica de 

procedencia o el clima (Ercisli y Orhan, 2007). 

En la Tabla 12 se resumen los resultados fisicoquímicos del colorante obtenido. 

 

Tabla 12. Parámetros fisicoquímicos del colorante obtenido a partir de Morus nigra. 

Análisis Resultados obtenidos 

Ph 4,48 

Acidez titulable (g/mL) 1,42 

Azúcares reductores  

Glucosa (g/100mL) 6,9 

Fructosa (g/100mL) 10,5 

Contenido de fenoles (g/L) 5,43  

 

3.5. Ensayos microbiológicos 

Tanto los colorantes naturales como los artificiales deben de cumplir con pruebas 

microbiológicas establecidas para su aplicación en la Industria Alimenticia (Castillo 

Membreño y Ramírez González, 2006). En la Tabla 13 se resumen los resultados 

microbiológicos que se obtuvieron a partir del colorante obtenido. 

 

Tabla 13. Resultados microbiológicos para el colorante obtenido. 

Valores obtenidos 

Análisis Unidad     Dil. 10-1      Dil. 10-2         Dil. 10-3 

Mesófilos Aerobios Totales UFC/mL 50 30 < 50 < 50 < 50 < 50 

Coliformes Totales NPM/mL < 3 < 3 < 3 < 3 < 3    < 3 

 

 El colorante fue valorado microbiológicamente y presenta una aceptación en cuanto a 

los Coliformes totales ya que están dentro de los parámetros dados por el (Reglamento 

Técnico Centroamericano, 2005) y por las Especificaciones NTP 214,001:1985 citado por 

(García Nauto, 2014) en la “Evaluación de la estabilidad del colorante antociánico extraído a 

partir del fruto silvestre capachu Hesperomeles escalloniifolia (Schltdl) durante el 

almacenamiento de una bebida gasificada”. 
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3.6. Determinación antimicrobiana 

Los resultados obtenidos para la actividad antimicrobiana se presentan en la Tabla 14. 

Los valores presentados muestran que el colorante obtenido inhibe el crecimiento del 

microorganismo ensayado (Escherichia coli ATCC 25922) a medida que aumenta su 

concentración a partir de 0,5 g GAE/L, lo que permite señalar que los componentes 

inhibitorios de los extractos vegetales no se modificaron con el tratamiento de extracción 

utilizado.  

Tabla 14. Crecimiento microbiano de Escherichia coli ATCC 25922 a diferentes 

concentraciones de colorante obtenido de Morus nigra. 

 

 

 

 

 

(Yigit y Yigit, 2009) determinaron las actividades antibacterianas de los extractos de 

metanol y agua obtenidos de frutos y hojas de Morus nigra contra 77 cepas clínicas de 5 

especies de bacterias (Enterobacter aerogenes, Escherichia coli, Proteus mirabilis, 

Pseudomonas aeruginosa y Staphylococcus aureus) por dos métodos; difusión de disco y 

concentración inhibitoria mínima (CIM), dando como resultados para E. Coli un diámetro de 

la zona de inhibición de 10 mm y valores de MIC de 0,625 mg/mL. Este valor de MIC es 

menor que el reportado en el presente trabajo que fue de 1 g GAE/L.  

  La morera negra contiene ácidos orgánicos, taninos, altas cantidades de pigmentos y 

antocianinas (Huang, Ou y Wang, 2013). Todos estos compuestos exhiben propiedades 

antimicrobianas (Mahmood et al., 2012). Podría explicar la disminución dramática en el 

número de bacterias inoculadas al final de la incubación. Sin embargo, esta conclusión 

obviamente necesita más investigación sobre los constituyentes antimicrobianos del producto 

(Karabiyikli, Degirmenci y Karapinar, 2012). 

También otros estudios previos demostraron que la mora negra tiene actividad 

antibacteriana contra bacterias como Staphylococcus epidermidis y Propionibacterium acnes. 

(Aulifa et al., 2018). 

Concentración de GAE (g/L) Concentración de biomasa (g/mL) 

0 0,0120 ± 0,0013 

0,25 0,0178 ± 0,0005 

0,50 0,0052 ± 0,0016 

0,75 0,0071 ± 0,0001 

1 0,0010 ± 0,0002 
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CAPITULO IV – Conclusiones 

Mediante el diseño experimental utilizado se determinó que las condiciones óptimas 

para la obtención del colorante natural a partir del Morus nigra son, una temperatura de 75 °C 

y una mínima concentración de etanol de 6,5 %, ya que son los dos factores de relevancia en 

el proceso de extracción, el factor tiempo no influye significativamente por lo tanto un tiempo 

de 30 minutos ya sería suficiente.  

El concentrado de Morus nigra es una opción válida para su uso en alimentos como 

colorante natural con un rango bajo de acidez. Debido a las características fisicoquímicas del 

compuesto se debe tener minucioso cuidado con en el tratamiento de la materia prima.   

También, los resultados muestran claramente el potencial de bioactividad que tiene el 

extracto vegetal evaluado con una concentración inhibitoria cercana a 1 g GAE/L contra 

Escherichia coli ATCC 25922, se pudo observar que a medida que aumentaba la 

concentración del colorante, disminuía el crecimiento de la bacteria a las 48 h y por lo tanto la 

gran importancia de las plantas como fuente de nuevos agentes antimicrobianos. 
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