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Resumen 

E n este artículo se presenta una re­
visión de los diferentes trabajos 
que han aparecido en la bibliogra­

fía sobre el análisis de polímeros em­
pleando electroforesis capilar (CE). Pa­
ra ello, se describen primero los princi­
pios de funcionamiento de esta nueva 
técnica analítica, la instrumentación, 
los diferentes modos en que puede ser 
utilizada y su comparación con otras 
técnicas analíticas de separación. A 
continuación se describen las aplica­
ciones más representativas de CE en el 
análisis de polímeros sintéticos. 

Electroforesis capilar: 
descripción de la técnica 

La Electroforesis Capilar (CE) es un 
conjunto de técnicas de separación ba­
sadas en la diferente movilidad electro­
forética de las sustancias en disolución 
bajo la acción de un campo eléctrico1-3_ 
Se puede decir de esta técnica que 
combina el poder de separación de la 
electroforesis convencional4 con el 
concepto de automatización propio de 

•opto. de Caracterización de Alimentos, Instituto 
de Fermentaciones Industria/es (CSIC), Juan de la 
Cierva 3, 28006 Madrid 
1 Opto. Ciencias Básicas, Facultad de ce. Experi­
mentales y Técnicas, Universidad San Pablo-CEU. 
Urbanización Monteprfncipe, 28668 Boadilla del 
Monte, Madrid 

• Tel. 91-5622900; Fax 91.5644853; 

l-ma/1: /qoac~bllresno.cslc.es 

FUENTE DE 

ALTO VOLTAJE 

Figura 1: Instrumentación básica en un equipo de electroforesis capilar 

la cromatografía de líquidos de alta efi­
cacia (HPLC). Las principales caracte­
rísticas de la CE son las siguientes: 

v Elevada rapidez de análisis (los 
tiempos por análisis son, en gene­
ral, inferiores a los 30 minutos). 

v Elevadas eficacias de separación 
(normalmente en el intervalo de 
1 os-1 os platos teóricos por metro 
de columna, dependiendo del tipo 
de analito y de las condiciones de 
separación). 

v Se requieren pequeños volúmenes 
de muestra (unos pocos microli­
tros) ya que los volúmenes inyecta­
dos son del orden de nanolitros. 

v Tiene una gran variedad de aplica­
ciones (desde iones metálicos has­
ta partículas, incluyendo péptidos, 
proteínas, fragmentos de DNA, fár­
macos, células, etc). 

v La técnica está en la actualidad to­
talmente automatizada, lo que hace 
posible la separación y análisis de 
muestras sin la constante atención 
del operador. 

Instrumentación 

En la Figura 1 se muestra un esquema 

de la instrumentación básica requerida 
en un equipo de electroforesis capilar. 
La separación de los analitos se lleva a 
cabo en el interior del capilar, normal­
mente de sílice fundida. Sus dimensio­
nes oscilan entre 25-100 µm de diáme­
tro interno y 25-100 cm de longitud. 
Estos capilares de sílice son frágiles, de 
modo que vienen con un recubrimiento 
polimérico externo (poliimida) que les 
aporta flexibilidad y resistencia. La síli­
ce fundida presenta unas caracterís­
ticas físico-químicas especialmente 
buenas cuando se utilizan sistemas de 
detección espectrofotométricos UV-Vi­
sible, ya que es prácticamente transpa­
rente a la radiación en esta franja del 
espectro. Además, el pequeno espesor 
de la pared, favorece la disipación del 
calor generado por efecto Joule. Por 
otro lado, las cargas negativas de los 
silanoles pueden originar fenómenos 
parasitarios de adsorción principalmen­
te de sustancias con densidad de carga 
positiva elevada, pudiéndose llegar a 
producir incluso adsorciones irreversi­
bles a la sílice de algunos de estos 
compuestos. Para disminuir estos pro­
blemas se pueden llevar a cabo recu­
brimientos de naturaleza polimérica 
normalmente neutra e hidrófila sobre la 
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pared interna del capilar con poliacrila­
mida, poli-vinilalcohol, polietilenglicol, 
etc. 
El capilar se encuentra termostatizado 
para así mantener la temperatura cons­
tante de un análisis a otro dentro de 
unos límites conocidos, disipando el 
calor que se genera por efecto Joule. 
De este modo se mejora la reproducibi­
lidad. 
El interior del capilar se rellena de una 
disolución reguladora o tampón, la 
misma que se encuentra en los viales 
en los cuales se introducen los extre­
mos del capilar y los electrodos. Du­
rante la inyección el recipiente de tam­
pón de entrada se sustituye por uno 
que contiene la muestra, pudiéndose 
aplicar vacío, presión o una diferencia 
de potencial (inyección por electromi­
gración en este último caso) para intro­
ducir un pequeño volumen (nanolitros) 
de la muestra dentro del capilar. Una 
vez hecha la inyección el vial de mues­
tra es sustituido de nuevo por el vial 
con el tampón de separación, aplicán­
dose a continuación un campo eléctrico 
para que comience la separación. En 
los equipos de CE, las fuentes de ali­
mentación de corriente continua sumi­
nistran normalmente potenciales eléc­
tricos de entre O y 30 KV. Debido a la 
conductividad del tampón de separa­
ción, se produce una diferencia de po­
tencial entre los extremos del capilar. 
Las sustancias que han sido inyectadas 
previamente se desplazan y se separan 
en su interior debido a esta diferencia 
de potencial, hasta llegar al punto de 
detección. 
La detección se realiza en columna (so­
bre el mismo capilar), en la denomina­
da ventana de detección. En este punto, 
se elimina del capilar el recubrimiento 
de poliimida. Este tipo de detección en 
continuo ha permitido la automatiza­
ción de la técnica, eliminando los volú­
menes muertos al prescindir de cone­
xiones (aumentando de este modo la 
eficacia de las separaciones) y propor­
cionando la posibilidad de llevar a cabo 
análisis cuantitativos. Por otro lado el 
pequeño paso óptico (25-100 mm) dis­
minuye la sensibilidad en los sistemas 
de detección espectrofotométricos en 
los que dicho parámetro, el paso ópti­
co, esta implicado. 
El sistema de detección más utilizado 
es el detector U V-Vis ( de filtros, con 
red de difracción o con fila de diodos), 
seguido de los detectores de fluores­
cencia inducida por láser y espectro­
metría de masas. 
La señal del detector se envía a un con­
vertidor analógico/digital y se almacena 

y procesa en un ordenador obteniendo 
el electroforegrama de la separación. 

Principios de funcionamiento 

La pared interna del capilar tiene gru­
pos silanoles, que en contacto con el 
tampón de separación se ionizan adqui­
riendo carga negativa como se muestra 
en la Figura 2. El grado de ionización se 
controla principalmente mediante el pH 
del tampón de separación (aparecen 
cargas negativas con disoluciones 
acuosas de pH superior a 2-3). La pa­
red cargada negativamente atrae a los 
iones con carga positiva del tampón 
creando una doble capa eléctrica. Esta 
doble capa tiene dos zonas; una com­
pacta próxima a la pared del capilar, y 
en la cual las interacciones que se dan 
entre los grupos cargados negativa­
mente de la sílice y los contraiones del 
tampón son tan grandes que compen­
san la agitación térmica; y otra zona 
más alejada de la pared, denominada 
difusa, con interacciones más débiles 
con los silanoles cargados, pudiéndose 
producir agitación térmica. 
Bajo la acción del campo eléctrico, las 
cargas positivas de la zona difusa se 
desplazan hacia el cátodo y arrastran 
con ellas el agua de solvatación que lle­
van asociada. El resultado de este fenó­
meno es un movimiento global del tam­
pón del interior del capilar hacia el cá­
todo y viene determinado por la movili­
dad electroosmótica, µe0: 

t:' µeo=--
4n 11 

donde E es la constante dieléctrica del 
tampón, 11 la viscosidad del tampón y~ 
(potencial zeta) se puede definir de for­
ma aproximada como el potencial que 
se genera entre el exceso de carga ne­
gativa de la superficie del capilar y el 
exceso de carga positiva de la doble ca­
pa. Este último factor va a determinar la 
magnitud del flujo electroosmótico. Di­
cho flujo electroosmótico va a despla­
zar con la misma velocidad a todas las 
sustancias en el interior del capilar ya 
que se trata de una propiedad del siste­
ma, es decir, no va a introducir selecti­
vidad y por tanto no permite la separa­
ción de dichas sustancias. 
Una de las características más impor­
tantes de este flujo del tampón dentro 
del capilar es que se trata de un flujo 
con perfil prácticamente plano, lo que 
proporciona elevadas eficacias, como 
se verá más abajo. 
Además, bajo la presencia de un campo 
eléctrico, las sustancias cargadas su-

tren el proceso de electromigración, 
por el cual, los analitos con carga en el 
interior del capilar tienden a desplazar­
se hacia su polo correspondiente. Di­
chos iones se ven sometidos por un la­
do a una fuerza originada por el campo 
eléctrico y por otro a una fuerza de ro­
zamiento que se opone a la eléctrica. 
Utilizando la aproximación de Stokes 
en la que se considera la partícula co­
mo una esfera rígida, la expresión de la 
fuerza de rozamiento (Fr) que una sus­
tancia en movimiento sufre en cual­
quier medio viene dada por la ecuación 
F r= 6 n 11 rp ve, siendo r P el radio de es­
ta partícula, r¡ la viscosidad del medio y 
ve la velocidad con la cual se desplaza. 
Por otro lado, la partícula con carga al 
estar bajo la accion de un campo eléc­
trico, se ve sometida a una fuerza eléc­
trica: Fe= q E, donde q es la carga de la 
partícula en el campo eléctrico E. El 
campo eléctrico es el valor resultante 
de dividir el voltaje aplicado por la lon­
gitud total del capilar. 
Ambas fuerzas se igualan, Fr = Fe, de 
modo que la partícula adopta un movi­
miento rectilíneo uniforme, cuya veloci­
dad tiene la siguiente expresión: 

q 
Ve= E 

6 n 11 rp 

la magnitud que resulta de esta ecua­
ción es la denominada movilidad elec­
troforética, µ8: 

q 

La movilidad electroforética es el pará­
metro que gobierna la selectividad del 
sistema de separación a través de la re­
lación q/r P en el modo de electroforesis 
capilar en zona libre, que es el de uso 
más generalizado (como se verá más 
abajo pueden existir otros parámetros 
que, en función del modo de electrofo­
resis capilar que se utilice, controlen 
dicha selectividad como por ejemplo la 
hidrofobicidad, el punto isoeléctrico de 
las sustancias, etc). La relación q/r p, 
está directamente relacionada con la 
relación carga/masa de las sustancias, 
es decir, para un grupo de sustancias 
con la misma carga eléctrica, las sus­
tancias con un tamaño molecular ma­
yor tendrán una relación q/r P menor y 
por tanto su movilidad electroforética 
µe será menor, pudiendo ser separadas 
de aquellas sustancias de tamaño más 
pequeño, y por tanto con mayor movili­
dad electroforética µ8• 

En capilares sin un recubrimiento inter-
no neutro que elimine el efecto de las 
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cargas negativas del capilar y por tanto 
µ80= O, se dan simultáneamente la mi­
gración electroforética y la migración 
electroosmótica de los componentes de 
la muestra como se puede ver en la Fi­
gura 2. Normalmente el valor de la mo­
vilidad electroosmótica proporcionada 
por el capilar, es superior a la movili­
dad electroforética de las sustancias 
que son analizadas. Así pues, la veloci­
dad que van a adoptar las sustancias 
dentro del capilar va a ser suma o resta 
(según vayan en el mismo sentido o en 
sentidos contrarios, lo que dependerá 
de la carga eléctrica de las sustancias) 
de estos dos factores: 

El tiempo de migración tm de la sustan­
cia cargada vendrá dado por la expre­
sión: 

1 
tm=---

(µeo ±µe)E 

donde I es la longitud del capilar desde 
el extremo de inyección hasta el punto 
de detección. 

Características de la electroforesis 
capilar con respecto a otras técnicas 

A diferencia de la electroforesis en pla­
ca, en CE se pueden aplicar potenciales 
muy elevados, ya que la disipación del 
calor generado por el efecto Joule es 
mucho más eficaz debido a la alta rela­
ción superficie externa/volumen de los 
capilares de sílice empleados. Caracte­
rísticas de la técnica ya comentadas co­
mo la detección en columna, evitan los 
procesos intermedios que deben reali­
zarse para realizar la detección en las 
técnicas electroforéticas en placa, co­
mo es la tinción; de este modo aumen­
ta la rapidez, y sencillez tanto del análi­
sis per se como de la exactitud en el 
análisis cuantitativo por CE. 
La principal técnica analítica de separa­
ción comparable con la electroforesis 
capilar es la cromatografía de líquidos 
de alta resolución (HPLC). En general, 
los tiempos de análisis son mas cortos 
en CE y proporciona mayores eficacias 
que HPLC. Estas mayores eficacias de 
CE se deben, entre otros factores, al 
perfil de flujo plano que se observa en 
esta técnica. Este perfil del flujo del 
tampón plano es el resultado del em­
pleo de un potencial eléctrico como 
fuerza motora en la separación. Mien­
tras que el originado por las bombas de 
impulsión de la fase móvil en HPLC es 
un perfil de flujo parabólico. ~n la Figu-

~:•:J*1ttt enew:erettwrwr e r: 
L------

• [:] rµ", 0~> L.~/' ... ~ 
ÁNODO µe- µe+ CÁTODO 

Figura 2: Separación electroforética por CZE de tres tipos de sustancias: 
con carga positiva(+), neutra (O) y con carga negativa(-). 

ra 3 se muestran de forma esquemática 
ambos perfiles de flujo con los picos 
que teóricamente originarían. Por últi­
mo, en CE, la reproducibilidad en el 
análisis cuantitativo es menor, pero se 
necesitan menores cantidades de 
muestra. En general, estas dos técni­
cas, al estar basadas en mecanismos 
de separación diferentes, son conside­
radas complementarias. 

Modos de CE 

Las distintas modalidades de electrofo­
resis capilar se diferencian principal­
mente en la naturaleza del medio de se­
paración que se introduce en el interior 
del capilar y también en las caracterís­
ticas de los analitos que serán objeto 
de separación por esta técnica, siendo 
la instrumentación prácticamente la 
misma (Figura 1) para todas ellas. A 
continuación vamos a realizar una bre­
ve descripción de todas las diferentes 
modalidades que actualmente existen 
de electroforesis capilar. 

Electroforesis en zona libre (CZE) 

Además de ser la primera modalidad de 
electroforesis desarrollada, es hoy en 
día, la más utilizada5-7. En el interior del 
capilar se encuentra únicamente el 
tampón de separación, por lo tanto se 
van a poder separar sustancias neutras 
y cargadas positiva y negativamente 
cuando las magnitudes del flujo elec­
troforético ( en el caso de las cargadas) 
y electroosmótico sean adecuadas co­
mo ya se ha comentado en el apartado 
"principios de funcionamiento". 
Según este criterio, los compuestos 
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Figura 3: Perfiles de flujo en las técnicas 
de CE y HPLC. 

con mayor densidad de carga positiva y 
menor radio, serán los eluídos en un 
menor tiempo. Al aumentar el valor del 
campo eléctrico, el tiempo de migra­
ción de los compuestos va a disminuir. 
Existe un valor óptimo de este campo 
en el cual se van a obtener los tiempos 
de análisis más cortos con una eficacia 
adecuada. A partir de este valor co­
mienzan a aparecer fenómenos relacio­
nados con la generación de calor por 
efecto Joule que disminuyen la eficacia 
de la separación. 
La CZE tiene una serie de limitaciones, 
que en algunos casos se consiguen su­
perar con el empleo de otras modalida­
des de CE: 

1. No se van a poder separar com­
puestos sin carga eléctrica o con 
distinta masa molecular pero con la 
misma relación carga/masa (por 
ejemplo fragmentos de DNA, com­
plejos proteína-dodecil sulfato sódi-
co, etc), 
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2. Se pueden producir adsorciones so­
bre la superficie del capilar de espe­
cies con una densidad de carga po­
sitiva elevada. Estas adsorciones 
van a influir negativamente en el 
proceso de separación. 

3. Por último, y común a todos los 
modos de CE, se obtienen coefi­
cientes de variación en el análisis 
cuantitativo que se sitúan entre el 2 
y 5% en muestras reales. 

4. La sensibilidad de la técnica no per-
mite el análisis de trazas. 

lsotacoforesis capilar (CITP) 

La muestra se inyecta entre un tampón 
que se denomina frontal con una movi­
lidad superior a la del componente de 
la muestra más rápido, y un tampón 
terminal cuya movilidad es inferior a la 
del compuesto más lento de esta 
muestra. En CITP, las sustancias se se­
paran en función de su movilidad elec­
troforética (µ¡). Con la aplicación de 
una diferencia de potencial, los analitos 
se distribuyen en bandas que migran 
entre el tampón frontal y el terminal 
dentro del capilar, todos ellos con una 
misma velocidad v 1rp (de ahí el prefijo 
isotaco). 

Se produce un equilibrio entre las mo­
vilidades efectivas de cada analito y el 
campo eléctrico de la banda electrofo­
rética correspondiente. Antes de llegar 
a este estado estacionario, las sustan­
cias se encuentran fuera de sus bandas 
electroforéticas, y por lo tanto con un 
campo E¡ distinto al del equilibrio. De 
este modo la velocidad de los analitos 
va modificándose hasta llegar a una zo­
na del capilar en la que su potencial ha­
ga que el correspondiente analito ad­
quiera la velocidad del equilibrio v1rp. 

Este modo de electroforesis a pesar de 
ser la menos utilizada, tiene su princi­
pal campo de aplicación en la precon­
centración de muestras. Al inyectar la 
muestra diluida y aplicar el voltaje, la 
zona se concentra en la interfase con el 
tampón frontal. Su preconcentración 
dependerá de las características del 
analito que se quiere preconcentrar, la 
fuerza iónica de la muestra y la del tam­
pón frontal. 

lsoelectroenfoque capilar (CIEF) 

La técnica CIEF es una herramienta im­
portante en el área de la bioquímica 
analítica aplicada fundamentalmente a 
la separación de péptidos y proteínas, 

como se demostró en los primeros tra­
bajos publicados por Hjertén y Zhu9. 

En el capilar se introduce una mezcla 
de anfolitos de diferentes valores de 
pH. A este tampón se le añade la mues­
tra (los péptidos y/o proteínas a sepa­
rar). Al aplicar un campo eléctrico se 
establece primero un gradiente de pH 
por parte de los anfolitos dentro del ca­
pilar, que se distribuye desde el ánodo 
con pHs bajos hasta el cátodo, con va­
lores de pH alto10,11. Los péptidos o 
proteínas con carga positiva o negativa 
bajo la influencia del campo eléctrico se 
desplazan en el capilar hacia el cátodo 
o ánodo respectivamente, hasta llegar a 
aquella zona del capilar en la cual el pH 
del tampón es igual a su punto isoeléc­
trico, es decir, llegan a un valor de pH 
en el que el número de sus cargas po­
sitivas se iguala al de negativas. En este 
punto del capilar el analito deja de mi­
grar al tener una carga eléctrica global 
cero. Cuando todos los componentes 
han alcanzado su punto isoeléctrico, se 
aplica normalmente presión sobre el 
capilar para proceder a su elución y de­
tección. 
Los capilares empleados en esta moda­
lidad tienen un recubrimiento interno 
que disminuye o elimina el flujo elec­
troosmótico, ya que la existencia de di­
cho flujo impediría en la mayoría de los 
casos la formación del gradiente de 
pHs. 
Como ya se ha comentado, este tipo de 
CE tiene su aplicación fundamental en 
la separación de proteínas y péptidos12, 
al presentar estas sustancias carácter 
anfotérico y presentar como una de sus 
propiedades la del punto isoeléctrico. 

Cromatografía electrocinética 
micelar capilar (MEKC) 

Esta modalidad de CE, también deno-

minada electroforesis capilar con mice­
las, surgió como solución a la separa­
ción de compuestos sin carga eléctrica, 
aunque de hecho, se puede emplear 
también en la separación de sustancias 
cargadas. 
Se emplean soluciones tamponadoras 
con un tensioactivo en concentraciones 
superiores a la micelar crítica, a partir 
de la cual se forman micelas. Estas mi­
celas tienen una naturaleza hidrofóbica 
en su interior e hidrofílica en el exterior. 
Su naturaleza puede ser muy variada: 
aniónica, neutra, catiónica, zwiteriónica 
(doblemente iónica). En función de esta 
naturaleza:; las micelas migrarán hacia 
el cátodo o el ánodo. 
Las micelas se comportan, en términos 
cromatográficos, como fases pseudo­
estacionarias que se desplazan a lo lar­
go de la columna13,14. Los analitos con 
densidad de carga nula van a interac­
cionar con las micelas en función de su 
coeficiente de partición específico, que 
dependerá de sus características quími­
cas. El tiempo que el analito esté dentro 
de la micela hará que se retarde más o 
menos con respecto al resto de sustan­
cias neutras (que también interacciona­
rán específicamente con las micelas), 
lo que permitirá su separación. 
En la Figura 4 se muestra la separación 
de tres sustancias neutras con distinta 
afinidad por las micelas. El compuesto 
T interacciona irreversiblemente con las 
micelas del tampón (su coeficiente de 
reparto es por tanto muy elevado). El 
tiempo de migración de la sustancia T 
(tm) será el mismo que el de las mice­
las, que dependerá de la magnitud de 
µ80 y µ8m (movilidad electroforética de 
la micela). La sustancia P interacciona 
parcialmente con las micelas. Su tiem­
po de migración (tp) dependerá tanto 
de las movilidades electroforética y 
electroosmótica como del coeficiente 

1 nttth lf\lfW:íiMMMM!FWW":'i!fí~,:, 
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Figura 4: Separación por MEKC de tres compuestos neutros 
de diferente naturaleza: N, P y T. 
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de reparto del compuesto entre la diso-
1 ución tamponadora y la micela. El 
compuesto N no interacciona con las 
micelas. Al no tener carga, la única 
fuerza impulsora que hace que llegue 
hasta el punto de detección es la movi­
lidad electroosmótica del tampón y tie­
ne un tiempo de migración t0 (que co­
rresponde con el tiempo del flujo elec­
troosmótico, lo que sería equiparable al 
tiempo del volumen muerto en HPLC). 
La diferencia entre los tiempos tm y t0 
se denomina ventana de separación. 
Las sustancias neutras que se separen 
mediante MEKC van a presentar unos 
tiempos de migración comprendidos 
entre tm y t0, lo que en cierta medida li­
mita el poder de separación de esta 
técnica. 

Electrocromatografía capilar (CEC) 

Este tipo de CE se denomina de esta 
forma debido a su gran similitud con la 
cromatografía de líquidos. Al igual que 
ocurre con la técnica MEKC, su desa­
rrollo se debe fundamentalmente a los 
trabajos de investigación realizados pa­
ra la separación de compuestos sin 
carga eléctrica por CE15. 
El capilar se rellena de partículas de sí­
lice que pueden estar recubiertas o no 
de una fase estacionaria. El tampón que 
actúa de fase móvil, se mueve al aplicar 
un campo eléctrico, siendo su veloci­
dad proporcional al flujo electroosmóti­
co, v80 = µ¡¡0 E. Las sustancias neutras 
empujadas por el flujo electroosmótico 
interaccionan con dicha fase estaciona­
ria de forma específica (en la misma 
forma a como lo hacen en HPLC) lo 
que origina su separación. 
Esta técnica está en la actualidad en el 
principio de su desarrollo y una de las 
principales limitaciones que debe sol­
ventar es la corta vida media de los ca­
pilares rellenos. Estos capilares, ade­
más de ser laboriosos de preparar y ca­
ros, dan lugar frecuentemente a la for­
mación de burbujas en su interior co­
mo resultado de la aplicación del cam­
po eléctrico, lo que inutiliza su empleo 
para posteriores análisis. 

Electroforesis capilar en gel (CGE) 

En este tipo de CE, el relleno del capilar 
consiste en un gel que va a actuar co­
mo tamiz molecular. La aplicación fun­
damental de esta técnica va a ser la se­
paración de compuestos que posean 
una relación carga/masa igual, pero 
con masas moleculares diferentes16,17, 
como por ejemplo fragmentos de DNA, 
polisacáridos, complejos SDS-proteí-
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Figura 5: Separación por CGE de las sustancias A, By C con diferente tamaño 

molecular e igual relación carga/masa. 

nas, polímeros iónicos. En este modo 
de CE, las moléculas de menor tamaño 
molecular atraviesan los poros del gel 
con una mayor facilidad, y por lo tanto 
presentan un menor tiempo de migra­
ción, que las de mayor tamaño como 
se puede ver en la Figura 5. 
Los geles de poliacrilamida entrecruza­
da fueron los primeros en ser utiliza­
dos, pero debido a los problemas que 
presentaban en cuanto a la falta de re­
producibilidad, baja resistencia y dura­
bilidad, se han sustituido por las deno­
minadas redes poliméricas. Se trata de 
polímeros no entrecruzados de natura­
leza hidrófila que se disuelven en la di­
solución tamponadora en una concen­
tración normalmente superior a la de­
nominada concentración de entrecruza­
miento, por encima de la cual se forma 
una red que actúa como tamiz molecu­
lar (si bien según otros autores no es 
necesario llegar a dicha concentración 
de entrecruzamiento para obtener un 
efecto de tamiz molecular, como han 
demostrado Barran y coPª). Los polí­
meros más empleados para este fin 
son principalmente: poliacrilamida line­
al, polietilenglicol, poli-vinílalcohol, me­
tilcelulosa, etc. 

Análisis de polímeros por CE 

La separación mediante electroforesis 
capilar de biopolímeros tales como 
proteínas, péptidos o fragmentos de 
DNA es hoy en día generalizada19-21, 
corroborando las magníficas posibilida­
des que esta técnica analítica posee, en 
términos de velocidad de análisis, ele­
vadas eficacias y bajo consumo de 
muestra, en las separaciones de estas 
sustancias según su diferente tamaño 
molecular, relación carga/masa, etc. 

Estos mismos aspectos pueden ser de 
utilidad para caracterizar polímeros sin­
téticos, en los que es bien sabido que 
propiedades tales como su tamaño y 
dispersión molecular afectan enor­
memente a su eficacia en determinadas 
aplicaciones. La electroforesis capilar 
se ha utilizado también con este fin, es 
decir, para obtener una rápida informa­
ción que ayude a la caracterización de 
este tipo de macromoléculas, habién­
dose aplicado al análisis de muy dife­
rentes polímeros sintéticos. Estas apli­
caciones se han llevado a cabo funda­
mentalmente en tres modos de electro­
foresis capilar ( electroforesis capilar en 
zona libre (CZE o FSCE), electroforesis 
capilar empleando geles o redes poli­
méricas (CGE) y electroforesis capilar 
con micelas (MEKC)), describiéndose a 
continuación los ejemplos, que en opi­
nión de los autores, son más represen­
tativos. 

Polímeros analizados por CZE 

Las separaciones de polímeros sintéti­
cos realizadas por CZE se caracterizan 
porque los polímeros analizados deben 
presentar carga eléctrica (negativa o 
positiva) y diferente relación carga/ma­
sa. Una de las primeras aplicaciones de 
este modo de electroforesis capilar ha 
sido el análisis de partículas poliméri­
cas. Así, se ha llevado a cabo la separa­
ción de nanoesferas de poliestireno 
funcionalizado con grupos sulfato y 
carboxilato, de diámetros comprendi­
dos entre los 39 y los 700 nm dentro 
de capilares de sílice fundida de 50 µm 
de diámetro interno22_ También por 
CZE se han separado partículas de látex 
funcionalizadas con diferentes grupos 
ionizables (sulfato o carboxilato) y con 
tamaños comprendidos entre 0.03 µm 
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Figura 6: Separación de oligómeros PEG derivatizados con anhídrido ftálico 

y 1.16 µm de diámetro empleando ca­
pilares de sílice fundida de 75 µm de 
diámetro interno23_ En ambas aplica­
ciones se utilizó un detector de absor­
ción de ultravioleta operando a 254 nm 
y voltajes de separación en torno a los 
30 kV, lo que proporcionó tiempos de 
análisis inferiores a los 5 minutos para 
la mayoría de las separaciones. 
Dentro de la separación de partículas 
poliméricas por CZE se encuentra el 
trabajo realizado por Me Cormick24 en 
el que lleva a cabo la separación de 
partículas de sílice coloidal de ente 5 y 
500 nanometros de tamaño. Según el 
autor, la rapidez de estas separaciones 
(t < 20 min) evita posibles interferen­
cias en el análisis debido a reacciones 
de agregación de estos sistemas coloi­
dales, si bien las eficacias que se obtu­
vieron en estas separaciones fueron 
muy bajas. También por CZE se ha lle­
vado a cabo la separación de partículas 
composite formadas por polianilina co­
loidal y poli(N-vinilpirrolidona) de aque­
llas formadas por sílice coloidal y po­
li(N-vinilpirrolidona)25, aunque en este 
caso los autores mencionan que la po­
sible agregación entre dichas partículas 
parece ser la responsable de la poca re­
producibilidad que obtienen entre sepa­
raciones. En ese mismo trabajo los au­
tores no pudieron separar las partículas 
composite formadas de sílice coloidal y 
poli(N-vinilpirrolidona), de las partícu­
las formadas por polipirrol y poli-vinil 
alcohol. La necesidad de que el políme­
ro o polímeros a separar por CZE pre­
senten carga eléctrica, origina que en 
algunas aplicaciones se lleve a cabo la 
reacción de los polímeros con una sus-

tancia que les proporcione carga eléc­
trica previo a su análisis por CZE. Este 
es el caso de la separación de políme­
ros de polietilenglicol realizada por Bu­
llock26, previa reacción con anhídrido 
ftálico, lo que permitió la separación 
por CZE de estos polímeros con pesos 
moleculares desde 1000 hasta 3500 en 
tiempos de análisis inferiores a los 30 
minutos como se muestra en la Figura 
6. También se han desarrollado proce­
dimientos que permiten derivatizar los 
denominados polímeros Jeffamine (po­
li(oxialquilen) diamina) con un agente 
fluorescente como el 2,3 naftalendial­
dehído, lo que permite monitorizar la 
separación empleando fluorescencia in­
ducida por láser27. Mediante este pro­
cedimiento ha sido posible separar en 
menos de 15 minutos 30 oligomeros 
de poli(oxietilen)diamina con un peso 
molecular promedio en peso de 600 
que difieren en tamaño entre sí sólo en 
un grupo -CHr. 
Otra interesante aplicación de CZE en el 
análisis de polímeros sintéticos es el 
trabajo realizado por Pesak y co1.2s en 
el que muestran que es posible llevar a 
cabo la separación de dendrímeros de 
fenilacetileno terminados con butiléste­
res en su periferia, de aquellos dendrí­
meros de fenilacetilenos terminados en 
ácido carboxílico, lo que permite seguir 
la transformación de uno en otro me­
diante un proceso termolítico en estado 
sólido, así como la síntesis de estas 
moléculas dendríticas. 
El empleo de CZE ha permitido también 
llevar a cabo el seguimiento de la libe­
raciún controlada de fármacos desde 
diferentes sistemas copoliméricos for-

mados por poli(vinilpirrolidona-co-hi­
droxietilmetacrilato ). Mediante esta téc­
nica se observó que la composición del 
copolímero controlaba la velocidad de 
liberación del fármaco (hormona de 
crecimiento) y que además era posible 
analizar simultáneamente la disolución 
del polímero y la liberación del fárma­
co, estando ambas relacionadas29_ 

Polímeros analizados por CGE 

En este caso la separación de las sus­
tancias se consigue debido al efecto de 
tamiz molecular que aporta un gel co­
valentemente anclado a la pared del ca­
pilar o un polímero disuelto en el tam­
pón de separación. Los geles cova­
lentemente anclados a la pared del ca­
pilar, normalmente de poliacrilamida 
entrecruzada, fueron los que inicial­
mente se utilizaron en CE para obtener 
un efecto de tamiz molecular. Su apli­
cación al análisis de polímeros ha sido 
escasa; una de, estas aplicaciones ha si­
do la del análisis de cadenas de poliáci­
do acrílico (conteniendo desde 7 a 14 
unidades) según su masa molecular 
mediante CGE acoplada a un espectró­
metro de masas3D_ Sin embargo, este 
tipo de geles ha caído en desuso (debi­
do a los múltiples problemas de estabi­
lidad y reproducibilidad que originaban) 
siendo actualmente sustituidos por po­
límeros no entrecruzados (p.ej., deriva­
dos de celulosa, de poliacrilamida, de 
poli(vinilalcohol), dextrano) que disuel­
tos en el tampón de separación origi­
nan el mismo fenómeno de tamiz mole­
cular. Una de las primeras aplicaciones 
de CGE con un polímero disuelto en el 
tampón de separación fue la presenta­
da por Poli y Schure31. En este trabajo, 
los autores emplearon hidroxetilcelulo­
sa como aditivo al tampón de separa­
ción para conseguir la diferenciación de 
ocho poliestirensulfonatos según su 
peso molecular (el cual iba desde 1800 
hasta 1200000) en un tiempo de análi­
sis de 10 minutos. Los autores compa­
raron CGE con otra técnica clásica para 
la caracterización de polímeros, como 
es la cromatografía de exclusión mole­
cular (SEC) y encontraron que CGE 
proporcionaba mejores resultados en 
términos de resolución, eficacia, mayor 
intervalo de pesos moleculares analiza­
ble y una velocidad de análisis tres ve­
ces superior a la proporcionada por 
SEC. 
CGE también se ha utilizado como CZE 
para el análisis de partículas obtenidas 
a partir de polímeros sintéticos. Así, en 
el trabajo realizado por Radko y Gol.32, 
llevan a cabo la separación de partícu-
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las de poliestirencarboxilato de poliesti­
reno según su tamaño (comprendido 
entre 2.8 y 10.3 µm) en un medio tam­
ponador que contiene poliacrilamida li­
neal. Las partículas fueron previamente 
derivatizadas con isotiocianato de fluo­
resceína para llevar a cabo su detección 
mediante fluorescencia inducida por lá­
ser y demostraron que el límite del ta­
maño de partícula analizable por CGE 
está en torno a 1 O µm como resultado 
de la fluctuación de la fluorescencia ob­
servada debido a fenómenos de disper­
sión de luz. 
En CGE, al igual que en CZE es necesa­
rio que los polímeros a analizar presen­
ten carga eléctrica; el problema radica 
en que muchos de los polímeros sinté­
ticos no presentan carga eléctrica y por 
tanto no podrían ser analizados me­
diante este modo de CE. Para solucio­
nar este problema una de las principa­
les estrategias es la de modificar el po­
límero antes de su análisis por CGE. 
Así, Wallingford33 llevó a cabo el análi­
sis de polietilenglicoles (PEG) y de de­
tergentes no iónicos previa reacción 
con anhídrido ftálico, obteniendo el co­
rrespondiente derivado ftalato de las 
moléculas de PEG con carga negativa y 
un grupo cromóforo para su detección 
por UV a 280 nm. Barry y col34 analiza­
ron los mismos compuestos utilizando 
como agente derivatizante 1,2,4 anhí­
drido bencenotricarboxílicó, transfor­
mando las macromoléculas neutras en 
compuestos con carga negativa y gru­
po cromóforo usando detección UV a 
210 nm. Un ejemplo de las buenas po­
sibilidades de este procedimiento es la 
separación obtenida por Wallingford33 
al separar 120 oligómeros de una mez­
cla de PEG 1000, 3350 y 4600 como 
derivados ftalato-PEG mediante CGE. 
En este caso el límite de pesos molecu­
lares que pudieron ser analizados fue 
de 4600 debido a la disminución en la 
sensibilidad de la detección UV con el 
tamaño molecular que normalmente 
aparece tanto en CGE como en SCE. 
Además, debido a que Wallingford utili­
zó columnas capilares rellenas con gel 
de poliacrilamida entrecruzada cova­
lentemente unido a la pared del capilar, 
el método presentó como principales li­
mitaciones los largos tiempos de análi­
sis (casi 90 min) junto con una baja es­
tabilidad y durabilidad de este tipo de 
columnas rellenas de gel. Estas limita­
ciones fueron posteriormente supera­
das por el trabajo de Barry y col34 al 
utilizar dextrano disuelto en el tampón 
de separación como tamiz molecular. 
También por CGE se ha podido llevar a 
cabo el análisis de polímeros sintéticos 

inorgánicos con elevada carga eléctri­
ca, como son los polímeros de fosfatos 
condensados35 o policationes de 2-vinil 
piridina36 utilizando respectivamente 
poliacrilamida lineal y polimaltotriosa 
disueltos en el tampón de separación 
como tamiz molecular. El análisis de 
los polímeros de fosfatos condensa­
dos, debido a su casi nula absorbancia 
en el rango de UV normalmente emple­
ado para la detección, se llevó a cabo 
utilizando detección UV indirecta. Esto 
se consiguió añadiendo ácido piromelí­
tico al tampón de separación para obte­
ner una absorbancia de fondo muy ele­
vada a 254 nm, observándose entonces 
los polímeros inorgánicos como picos 
negativos en los electroforegramas. 

Polímeros analizados por MEKC 

Como se ha mencionado mas arriba, la 
separación de sustancias por CZE o por 
CGE implica que estas sustancias de­
ban llevar carga eléctrica, de modo que 
el campo eléctrico ejerza un efecto se­
lectivo sobre ellas (según su diferente 
relación carga/masa o su diferente ta­
maño molecular). La particularidad de 
MEKC es que permite separar políme­
ros sin carga eléctrica en función de su 
diferente hidrofobicidad o incorporar 
este parámetro, la hidrofobicidad, a la 
separación que se haría según la espe­
cífica relación carga/masa o tamaño de 
las sustancias con carga. Como ya se 
ha comentado más arriba, este efecto 
se consigue añadiendo al tampón de 
separación un detergente (normalmen­
te dodecilsulfato sódico, SOS) con el 
que interacciona de forma distinta cada 
polímero según su diferente hidrofobi­
cidad, facilitando esta diferente interac­
ción su separación. 
Hasta la fecha el empleo de MEKC no 
está muy extendido en el análisis de 
polímeros sintéticos, si bien ya se ha 
demostrado su potencial a través de 
varias aplicaciones. Así, Bullock de­
mostró en 199326 las posibilidades de 
esta técnica al llevar a cabo la separa­
ción de una serie de oligómeros de Tri­
ton X que iban desde 1 hasta 46 unida­
des en menos de 20 minutos utilizando 
SOS en el tampón de separación. La in­
teracción hidrófoba que se establece 
entre los diferentes polímeros neutros 
de Tritón X y la fase pseudoestacionaria 
formada por el detergente SOS cargada 
negativamente permiten separar estas 
macromoléculas. Más recientemente 
Gallardo y col37 demostraron por pri­
mera vez las posibilidades de MEKC pa­
ra caracterizar y monitorizar la síntesis 
de copolímeros neutros obtenidos de la 

polimerización radical de N-vinilpirroli­
dona (VP) y 2-hidroxietil metacrilato 
(HEMA). Los resultados obtenidos por 
MEKC se compararon con los obteni­
dos por cromatografía de exclusión 
molecular (SEG), proporcionando am­
bas técnicas similar información, si 
bien la obtenida por MEKC fue más 
precisa al proporcionar separaciones 
con mayor resolución que SEG en simi­
lares tiempos de análisis. Estos resulta­
d os han permitido la aplicación de 
MEKC para el seguimiento de la libera­
ción de ciclosporina (un fármaco utili­
zado para evitar los rechazos en los 
transplantes de órganos) desde matri­
ces copoliméricas formadas a partir de 
VP-HEMA, demostrando tanto en ensa­
yos in-vitro38 como in vivo39 que la 
composición del polímero utilizado 
controla la velocidad de liberación del 
fármaco. 
Un ejemplo del efecto simultáneo que 
la hidrofobicidad y relación carga/masa 
de algunos polímeros iónicos tiene so­
bre la selectividad de la separación, es 
el trabajo realizado por Gyorffy y col4º. 
En este trabajo los autores demuestran 
que no es posible obtener una buena 
separación por CZE de diferentes polí­
meros de N-vinilpirrolidona-co-ácido 
maleico incluso a muy diferentes pHs 
de separación, probablemente como 
resultado de la similar relación 
carga/masa de estas macromoléculas. 
La adición de SOS al tampón permite la 
separación de estos polímeros por 
MEKC como resultado del efecto hidró­
fobo (a través de la interacción políme­
ro-SOS) sobre la selectividad de la se­
paración. 
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Europa .................... . O 1 año 61 Euros (10.150 ptas) 

Resto países: ............... . O 1 año 70 $ USA 

Correo aéreo América, Africa y Oceanía, consultar importe. 

Empresa .............................................. . 

Nombre y Apellidos ..................................... . 

C.IF. 6 N.I.F ........................................... . 

Dirección ............................................. . 

Población ............................................. . 

D.P .......... Provincia .................................. . 

Teléfono .............................. Fax ............................. . 

. . . . . . . . . . . . . . a ....... de .................. de 2.000 .... . 

Firma 

MARQUE UNA X EN LA MODALIDAD DE PAGO ELEGIDA 

O Cheque nominativo adjunto a nombre de 

REVISTA DE PLASTICOS MODERNOS 

O Cheque a recepción de factura 

Domiciliación Bancaria (recibos a la vista) 

Banco/Caja ........................................... . 

Dirección ............................................ . 

Población ............................................. . 

D.P. . ............. Provincia .......................... . 

Titular de la cuenta ...................................... . 

Nº cuenta corriente ...................................... . 

Clave ............. Entidad ............ Oficina D.C ...... . 

Para su comodidad, envíelo por Fax" 

91 564 48 53 
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