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RESUMEN 

Physalis peruviana Linnaeus es el nombre botánico de un arbusto nativo del Perú. Su 

fruto, conocido como aguaymanto, ha ganado gran importancia en el mercado 

internacional por su sabor, color y valor nutricional.  Entre los compuestos bioactivos de 

importancia, resaltan los ácidos grasos poli-insaturados, carotenoides, tocoferoles y 

fitoesteroles, todos ellos de naturaleza apolar.  

En el mercado internacional, el aguaymanto se encuentra como un producto alimenticio 

comercializado en su forma fresca y deshidratada. Dado que Colombia, Kenia y 

Sudáfrica son los mayores productores de aguaymanto, los estudios realizados con esta 

planta se enfocan en ellos. En el Perú, el aguaymanto se produce en varias regiones: 

Ancash, Ayacucho, Cajamarca, Cuzco, Huánuco, Junín y Arequipa. La composición 

química del aguaymanto peruano aún no ha sido abordada sistemáticamente.   

En este estudio se planteó implementar metodología basada en la Resonancia Magnética 

Nuclear (RMN) para abordar la composición lipofílica del aguaymanto, fresco y 

deshidratado. Este último producto fue considerado en el estudio, pues el Perú exporta 

más aguaymanto deshidratado que fresco. Se ha hecho énfasis en la identificación de 

biomarcadores organolépticos y nutritivos de interés como el β-caroteno y los ácidos 

grasos presentes en el fruto. La espectrometría de masas fue utilizada para complementar 

el estudio. 
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1. INTRODUCCION 

 

1.1. El aguaymanto 

 

Physalis peruviana Linnaeus es el nombre botánico de un arbusto nativo de los Andes 

del Perú1, perteneciente a la familia Solanaceae. El fruto de esta planta, conocido como 

aguaymanto en el Perú, uchuva en Colombia, uvilla en Ecuador y topotopo en 

Venezuela, ha ganado importancia en el mercado internacional debido a los compuestos 

bioactivos que posee. La planta P. peruviana L. es cultivada en Egipto, África del Sur, 

Nueva Zelanda, Australia y Gran Bretaña. El arbusto es capaz de adaptarse a una gran 

variedad de suelos, es fácilmente fertilizable y es de alta productibilidad:  una sola planta 

puede proveer 300 frutas y, de una hectárea,  se puede obtener entre 20-33 toneladas de 

frutos2.  

 

El fruto de aguaymanto es de color amarillo, de forma ovalada y se encuentra protegido 

por un cáliz (Fig. 1.1). Normalmente, la fruta, de sabor ácido y dulce, es consumida 

fresca3. Se le ha atribuido al aguaymanto varias propiedades medicinales como 

antiespasmódicas, antisépticas, diuréticas, sedantes, analgésicas, fortalecimiento del 

nervio óptico, alivio de malestares en la garganta, eliminación de parásitos intestinales y 

propiedades antidiabéticas3. En la medicina tradicional peruana, es empleado para 

combatir varias enfermedades como la hepatitis, asma, malaria y dermatitis3. Hasta el 

momento no existen estudios que indiquen posibles efectos adversos3. El cáliz también 

es usado en medicina tradicional por sus propiedades anticancerígenas, antimicrobianas, 

antipiréticas, diuréticas y antiinflamatorias3. 
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Figura 1.1. Conjunto de aguaymantos en su cáliz (foto tomada por H. Maruenda). 

 

La madurez del fruto puede ser visualizada a partir de su color, el cual cambia de verde a 

amarillo o anaranjado conforme el fruto madura4. El color del cáliz también cambia, 

pero no es indicativo de la maduración del fruto4. Se han reportado siete grados de 

maduración (S0-S6), desde un fruto verde oscuro hasta naranja intenso5. El cambio de 

color de la fruta se encuentra asociado al rompimiento de la clorofila y a la acumulación 

de los carotenoides6. Conforme el fruto madura, el contenido de sólidos solubles (°Brix) 

aumenta, la acidez titulable disminuye (expresada como porcentaje de ácido cítrico) y el 

índice de maduración (razón entre sólidos solubles y acidez titulable) aumenta (Fig. 

1.2)5.  

 

 
Figura 1.2. Parámetros de calidad conforme el aguaymanto madura: ●, contenido de sólidos solubles 

(°Brix); ▲, acidez titulable (porcentaje de ácido cítrico); ■, índice de madurez (sólidos solubles/acidez 

titulable)5. 
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En el mercado internacional, el aguaymanto se presenta en diversas formas: 

deshidratado, fresco con cáliz, fresco sin cáliz empaquetado en cestas uveras, fresco y 

enfriado al instante, en forma de jugos, mermelada o extractos diversos7. El aguaymanto 

presenta importancia en dos segmentos del mercado internacional: cosmético y 

alimentario. En el ámbito cosmético, el extracto de aguaymanto está siendo utilizado 

como un ingrediente de acondicionadores de la piel en Canadá. En el ámbito 

alimentario, el aguaymanto aparece principalmente deshidratado o deshidratado y 

cubierto en chocolate, comercializado como un producto alimenticio saludable en el 

mercado canadiense y estadounidense. En este último mercado, también se lo utiliza 

como ingrediente en la preparación de barras de cereales, chocolates, galletas, entre otras 

presentaciones7. 

 

1.2.  Distribución del aguaymanto en el mundo 

 

La planta P. peruviana L. se distribuye a lo largo de los Andes entre Chile y Colombia. 

Fue introducida en Sudáfrica luego de la llegada de los españoles a América. Hoy en día, 

el principal exportador de aguaymanto es Colombia, seguido por Sudáfrica, Kenia, 

Zimbabue, Australia, Nueva Zelanda, Hawái y la India. Actualmente, los cultivos de esta 

planta se encuentran en casi todos los altiplanos trópicos y en varios subtrópicos como 

Malasia, China y el Caribe8. Actualmente, los ecotipos más cultivados y comercializados 

en el mundo son los de Colombia, Kenia y Sudáfrica8. En el Perú, el aguaymanto se 

produce en varias regiones: Ancash, Ayacucho, Cajamarca, Cuzco, Huánuco, Junín y 

Arequipa9. Se ha señalado la presencia de seis ecotipos: Urquiaco (Cajamarca), 

Agocucho (Cajamarca), Huancayo 1, Huancayo 2 (Junín), Cajabamba (Cajamarca) y Era 

(Cajamarca). Otros ecotipos reportados son el INIA 8 e INIA 4, aunque, en este caso, no 

se reportó diferencias morfológicas entre ellos. Un caso más reciente es la descripción 

botánica realizada por el Museo de Historia Natural (UNMSM) de los ecotipos 

Cúmbico, La Victoria/Encañada y San Marcos provenientes de Cajamarca10. 
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1.3. Química del aguaymanto 

 

Como ya se mencionó anteriormente, el aguaymanto posee un alto valor nutricional y 

ello se debe a los compuestos químicos presentes en este fruto (vitaminas, antioxidantes, 

minerales, fibra, entre otros, Tabla 1.1).  

 
Tabla 1.1. Humedad y nutrientes en promedio de la pulpa de P. peruviana11. 

Humedad (%) 78.90 
Nutrientes en g/100 g 

Proteína  0.05-0.30 

Lípido  0.15-0.20 

Carbohidrato  19.60 

Fibra  4.90 

Cenizas  1.00 
Nutrientes en mg/100 g 

Calcio  8.00 

Fósforo  55.30 

Hierro  1.20 

Carotenoides  1.60 

Tiamina  0.10 

Riboflavina  0.03 

Niacina  1.70 

Ácido ascórbico  43.00 

 

1.3.1. Compuestos polares en el aguaymanto 

 

1.3.1.1. Azúcares 

 

Dentro de los azúcares de la P. peruviana L., se reporta a la sacarosa como el azúcar 

mayoritario, seguida por la glucosa y la fructosa12. Estos han sido analizados por 

cromatografía líquida de alta eficacia (HPLC) acoplada a un detector UV-VIS (DAD) y 

de intensidad refractométrica12.  
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1.3.1.2. Ácido ascórbico 

 

Se conoce que el aguaymanto posee una alta cantidad de vitamina C (ácido ascórbico) 

(26-46 mg/100 g). Esta cantidad es mayor al de la mayoría de las frutas como la pera (4 

mg/100 g), la manzana (6 mg/100 g) y el durazno (7 mg/100 g) y es comparable con la 

naranja (50 mg/100 g) y la fresa (60 mg/100 g)13. Este compuesto juega un rol 

importante en la nutrición humana: crecimiento y mantenimiento de tejidos, producción 

de neurotransmisores, hormonas y respuesta del sistema inmune3. 

 

La vitamina C ha sido cuantificada en el aguaymanto por HPLC-DAD (245 nm). Debido 

a la baja estabilidad de este compuesto, el método de análisis suele usar condiciones que 

impiden su oxidación (pH bajo, ácido metafosfórico) o que reduzcan al producto de la 

oxidación del ácido ascórbico (ácido dehidroascórbico) antes de la detección13. 

 

1.3.1.3. Ácidos orgánicos 

 

El ácido orgánico presente en el aguaymanto en mayor concentración es el ácido cítrico, 

2.018 g/100 g, cantidad 5.3 veces mayor que el ácido málico y 7.9 veces mayor que el 

ácido tartárico14. Estos ácidos han sido determinados por HPLC-DAD14, mientras que 

los ácidos láctico, oxálico, acético, entre otros han sido determinados mediante 

cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas (GC-MS)15. 

 

1.3.1.4. Compuestos fenólicos 

 

Los compuestos fenólicos hasta el momento identificados en el aguaymanto son la 

miricetina, rutina, quercetina y kaempferol. El estudio requirió separación 

cromatográfica mediante HPLC-DAD y caracterización mediante espectroscopía 

infrarroja (IR), espectrometría de masas (MS) y Resonancia Magnética Nuclear (RMN) 

a 500 MHz16. 
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Por lo general, la cantidad de fenólicos totales se calcula empleando un método indirecto 

que consiste en la reacción entre el reactivo Folin-Ciocalteu y el extracto y la medición 

de la absorbancia de la mezcla a 760 nm en un espectrómetro UV/VIS16. La 

concentración se mide usando una curva de calibración con concentraciones conocidas 

de ácido gálico y el resultado de la cuantificación se expresa en equivalentes de ácido 

gálico. La cantidad de fenoles totales registrada en la literatura es de 0.06 a 0.74 g de 

ácido gálico por kg de peso5.  

 

1.3.2. Compuestos apolares en el aguaymanto 

 

1.3.2.1. Ácidos grasos 

 

El fruto colombiano total contiene 2% de aceite donde 1.8% le pertenece a la semilla y 

0.2% a la pulpa/cáscara17. De este aceite, los ácidos grasos insaturados mayoritarios son 

el ácido linoleico, oleico y linolénico. Los ácidos grasos saturados mayoritarios son el 

ácido palmítico y el ácido esteárico. La importancia de este tipo de compuestos en el 

fruto radica en que los ácidos grasos poli-insaturados, por ejemplo, han sido asociados 

con propiedades beneficiosas para la salud2. 

 

Los ácidos grasos se encuentran en su mayor parte en forma de triglicéridos. El estudio 

de estos compuestos en aguaymanto colombiano se ha realizado mediante cromatografía 

de gases acoplado a un detector de ionización de llama (GC-FID). Así, se ha 

determinado la presencia de nueve triacilgliceroles, de los cuales tres, C54:6, C54:3, 

C52:2, equivalen al 91% del total17. El remanente se encuentra como mono- y di-

glicéridos y como ácidos grasos libres. Una vez saponificado el aceite, la derivatización 

a metil ésteres de los ácidos grasos liberados ha permitido documentar la composición 

relativa de todos los ácidos grasos en el fruto total, semillas y pulpa/cáscara (Tabla 

1.2)17.  
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Tabla 1.2. Composición relativa (%) de ácidos grasos en aceite de P. peruviana L. de Colombia17. 

Ácidos grasos Aceite del fruto total Aceite de la semilla 
Aceite de la 

pulpa/cáscara 

C12:0 0.49 0.35 0.91 

C14:0 1.00 1.00 0.50 

C16:0 8.62 7.29 9.58 

C16:1n-7 0.63 0.52 1.06 

C18:0 2.57 2.51 2.92 

C18:1n-9 13.0 11.7 20.1 

C18:2n-6 70.5 76.1 44.4 

C18:3n-6 1.79 0.31 8.66 

C20:0 0.28 0.20 0.40 

C18:3n-3 0.11 0.02 1.09 

C20:1n-9 0.01 n.d.a 0.22 

C20:3n-6 0.22 n.d. 1.95 

C22:1n-9 0.26 n.d. 2.70 

C24:0 0.22 n.d. 1.85 

C24:1n-9 0.30 n.d. 3.66 

Relación entre 

saturados e 

insaturados (S/I) 

15.1 12.8 19.2 

a No detectado. 

 

1.3.2.2. Vitaminas liposolubles 

 

En el caso de vitaminas liposolubles, se tiene a la vitamina E cuyo contenido se 

caracteriza principalmente por los compuestos γ- y α-tocoferoles en pulpa, compuestos 

muy conocidos por su alta actividad antioxidante. También, se conoce que contiene β-

caroteno (provitamina A) y vitamina K1 (filoquinona)17.  

 

La vitamina A (retinol) es un compuesto necesario en el consumo diario, pues el ser 

humano es incapaz de sintetizarla. Sus propiedades contra el cáncer y enfermedades 



  

8 
 

 

cardiovasculares se encuentran documentadas18. La fuente más importante de vitamina 

A son los carotenoides de los alimentos. Sin embargo, no todos los carotenoides 

presentan la capacidad de ser convertidos a vitamina A en el cuerpo. Los carotenoides 

con dicha capacidad son los que poseen el anillo β-ionona. El β-caroteno presenta dos de 

estos anillos y, por ello, su importancia. Los otros carotenoides con importante actividad 

son el α-caroteno, el γ-caroteno y la β-criptoxantina, los cuales poseen tan solo un anillo 

β-ionona18. El resto de los carotenoides son considerados como beneficiosos por ser 

antioxidantes. 

 

El alto contenido de vitamina K1 es una de las características importantes del aceite de 

este fruto (más del 0.2% del total de lípidos de la pulpa)17. La vitamina K funciona como 

coenzima y está involucrada en la síntesis de un gran número de proteínas participando 

en la coagulación y el metabolismo de los huesos. La vitamina K reduce el riesgo de 

enfermedades al corazón, es citotóxica frente a cepas cancerígenas, promueve la salud 

de la piel y puede tener propiedades antioxidantes19. Una dieta alta en filoquinona es un 

marcador asociado a menor probabilidad de padecer la enfermedad de las arterias 

coronarias19.  

 

La identificación  de las vitaminas aquí mencionadas se ha realizado mediante HPLC-

DAD (fase normal)17. La cuantificación obtenida, referida frente al total de lípidos, se 

muestra en la Tabla 1.3. 
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Tabla 1.3. Cantidad de vitaminas liposolubles en el aceite del aguaymanto17. 

 
Vitamina en g/kg del 

total de lípidos 
 

Aceite de semilla Aceite de la pulpa y 
piel 

α-Tocoferol 0.88 22.50 

β-Tocoferol 11.30 13.10 

γ-Tocoferol 9.08 50.40 

δ-Tocoferol 8.44 0.30 

Total de vitamina E 29.70 86.30 

β-Caroteno 1.30 3.26 

Vitamina K1 0.12 2.12 

 

1.3.2.3. Fitoesteroles 

 

El fruto contiene fitoesteroles, compuestos beneficiosos para la salud debido a su 

capacidad de reducir el nivel de colesterol y triglicéridos en la sangre, hecho 

comprobado en un estudio con pacientes con hipercolesterolemia introduciendo al 

aguaymanto como parte de la dieta20. Los fitoesteroles que se encuentran en mayor 

cantidad son el Δ5-avenasterol y el campesterol. La identificación se realizó mediante 

GC-FID previa saponificación del aceite17. La cantidad de fitoesteroles encontrada en el 

aguaymanto se muestra en la Tabla 1.4. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  

10 
 

 

Tabla 1.4. Cantidad de fitoesteroles en el aceite del aguaymanto17. 

 
Fitoesteroles en g/kg 
del total de lípidos 

 

Aceite de semilla Aceite de la pulpa y 
piel 

Ergosterol 1.04 8.62 

Campesterol 6.48 11.50 

Estigmasterol 1.32 6.17 

Lanosterol 2.27 7.44 

β-Sitosterol 5.71 4.99 

Δ5-Avenasterol 4.57 11.80 

Δ7-Avenasterol 1.11 2.68 

Total de esteroles 22.50 53.20 

 

1.4. Formulación del problema y objetivos 

 

El aguaymanto, fruto de la P. peruviana L., contiene diversos metabolitos de interés 

nutricional como vitaminas (ácido ascórbico, provitamina β-caroteno, tocoferoles), 

ácidos grasos poli-insaturados, fitoesteroles, entre otros. Algunos de ellos son 

compuestos polares y otros son de naturaleza lipofílica.  El estudio químico-analítico del 

aguaymanto, a nivel mundial, se ha concentrado mayoritariamente en el análisis de la 

fracción polar del fruto haciendo uso de metodologías cromatográficas acopladas a 

diversos tipos de detectores. Dichos protocolos resaltan por tiempo de análisis extensos  

y  por el uso de altas cantidades de solventes orgánicos.  

 

Por ello, el objetivo de este estudio es implementar una metodología rápida y directa 

basada en Resonancia Magnética Nuclear (RMN) que permita abordar la fracción apolar 

del aguaymanto, tanto fresco (colectados en diferentes regiones de Cajamarca) como 

deshidratado. Se hará énfasis en los ácidos grasos y en el β-caroteno, una provitamina 

presente en este fruto. El aguaymanto deshidratado ha sido considerado en el estudio, 

pues el Perú exporta más aguaymanto deshidratado que fresco, abarcando el 16% del 
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mercado a nivel mundial, segundo lugar en comparación con Colombia (71% del 

mercado).  

 

El Análisis de Componentes Principales (PCA por sus siglas en inglés) junto con los 

datos obtenidos por RMN  será empleado para discriminar las muestras entre sí. La 

Espectrometría de Masas por electroespray (ESI-MS por sus siglas en inglés) será 

empleada para confirmar a los ácidos grasos mayoritarios en el fruto.  

 

La finalidad  de este estudio es contar con metodología de punta que pueda ser ofrecida 

a la industria peruana para el control de calidad de su producto. 
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2. ESTUDIO DE MEZCLAS LIPOFILICAS EN RESONANCIA MAGNÉTICA 

NUCLEAR 

 

El estudio de mezclas lipofílicas mediante RMN de alta resolución ha sido aplicado de 

manera exitosa en muestras de aceite vegetal comestible, en particular, en el aceite de 

oliva extra virgen21. El enfoque de esta metodología ha sido determinar el grado de 

insaturación, identificar y verificar la calidad del aceite, monitorear la estabilidad y 

determinar su origen geográfico21. Aunque la RMN ha tenido éxito en el análisis de 

aceites vegetales de este tipo, estudios basados en RMN de la fracción apolar de frutos, 

semillas, entre otros, hasta el momento son escasos. A continuación, los siguientes 

acápites detallan la base teórica detrás de todo estudio de RMN, cualitativo, cuantitativo 

y quimiométrico en una mezcla compleja. 

 

2.1. Resonancia Magnética Nuclear cualitativa 

 

Los aceites vegetales comestibles comunes son mezclas complejas constituidas 

principalmente por triglicéridos. La similitud entre las cadenas de los ácidos grasos que 

constituyen a los triglicéridos hace imposible poder diferenciar mediante RMN entre 

ácidos grasos saturados de distinta longitud de cadena (número de metilenos). Los 

ácidos grasos insaturados pueden ser diferenciados de los saturados, y, entre ellos, a 

partir de los desplazamientos químicos de sus metilos, valores que cambian según el 

número de enlaces dobles que posea la molécula. Por ejemplo, los metilos del C18:1, 

C18:2 y C18:3 tienen señales con desplazamiento químico a 0.89, 0.90 y 0.98 ppm, 

respectivamente22. Los compuestos minoritarios en el aceite vegetal son los diglicéridos, 

monoglicéridos, ácidos grasos libres, esteroles, carotenoides, tocoferoles, entre otros, 

cuyas estructuras generales se muestran en la Figura 2.1.  Muchos de estos compuestos 

presentan señales que solapan con las de los triglicéridos. En el caso de los diglicéridos 

sn-1,2 y sn-1,3 (Fig. 2.1), estos son identificados a través de los metilenos a 3.64 y 3.99 

ppm (señalados con flechas en Fig. 2.1) respectivamente, pues estas señales 

generalmente no se encuentran solapadas (Fig. 2.2)21. 



13 

Figura 2.1. Estructuras de compuestos comunes en un aceite de origen vegetal. 
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Figura 2.2. Espectro de 1H-RMN (3.8-4.5 ppm) de un aceite extra virgen indicando las señales

pertenecientes a los diglicéridos sn-1,2 y sn-1,321. 

En el caso de los esteroles, el análisis convencional para su determinación es la 

cromatografía de gases21. En 1H-RMN, la señal (S en Fig. 2.3) perteneciente al metilo en

posición 18 del β-sitosterol (indicado con una flecha en Fig. 2.2) siempre se encuentra 

desplazada entre 0.6-0.7 ppm (Fig. 2.3); por lo tanto, en cualquier aceite vegetal es 

posible ganar información acerca de la composición de los esteroles en la mezcla a partir 

de esta región21,22.

Figura 2.3. Espectro de 1H-RMN (0.60-0.75 ppm) de un aceite extra virgen indicando la señal

perteneciente al β-sitoesterol con la letra S21. 

La zona de identificación clave para los carotenoides mediante RMN se encuentra entre 

5.8-7.0 ppm, región en donde aparecen los protones de los dobles enlaces señalados en 

Figura 2.122,23. Los carotenoides, dentro de una mezcla compleja como lo es un extracto

de la pulpa de tomate, han podido ser distinguidos mediante RMN bidimensional 

(COSY, J-res, HSQC, HMBC, ROESY)23, en particular, a través de las correlaciones
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1H-1H señaladas en el espectro COSY en la Figura 2.4. Se muestran las señales del 

compuesto mayoritario (Todo-E)-licopeno con su respectiva numeración. 

 

 
Figura 2.4. Espectro COSY (5.8-7.0 ppm) de los carotenoides de un extracto lipofílico obtenido de jugo 

de tomate. En círculo de color naranja, se presentan las correlaciones del (todo-E)-licopeno; en círculo de 

color verde, (15Z)-fitoeno; en círculo de color amarillo, (9Z)-licopeno y; en círculo de color celeste, (13Z)-

licopeno23, correlaciones asignadas en base a referencia 23. 
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Este estudio también se valió del experimento HSQC para obtener la correlación 1H-13C 

de los respectivos carotenoides (Fig. 2.5)23. Dicha secuencia de pulsos es 

particularmente útil pues a través de los desplazamientos químicos de 13C, señales que se 

encuentran más separadas entre sí que los señales asociadas a los átomos de hidrogeno, 

se confirma la asignación realizada con RMN de protón23.  

 

 
Figura 2.5. Espectro HSQC (5.8-7.0 ppm) de los carotenoides de un extracto lipofílico obtenido de jugo 

de tomate. En círculo de color naranja se presentan las correlaciones del (todo-E)-licopeno; en círculo de 

color verde, (15Z)-fitoeno; en círculo de color amarillo, (9Z)-licopeno; en círculo de color rojo, (todo-E)-

β-caroteno, y; en círculo de color celeste, (13Z)-licopeno23, correlaciones asignadas en base a referencia 

23. 
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La RMN también puede ser utilizada para cuantificar metabolitos dentro de una mezcla, 

espectros en donde algunas de las señales del metabolito de interés pueden encontrarse 

solapadas. A continuación, se resume los pasos necesarios para abordar muestras de este 

tipo. 

 

2.2.  Resonancia Magnética Nuclear cuantitativa  

 

La determinación de la concentración de las especies químicas en solución es posible en 

la RMN debido a que el área de la señal es directamente proporcional a su 

concentración. Esto se aplica a todo tipo de moléculas que conforman la muestra de 

igual manera. Típicamente, un estándar interno de concentración conocida puede ser 

usado como referencia y la cuantificación se realiza a través de la ecuación 2.1: 

 

                                                 𝐶𝑚 =
𝑁𝑚∗𝐴𝑠𝑡𝑑∗𝐶𝑠𝑡𝑑

𝐴𝑚∗ 𝑁𝑠𝑡𝑑
,                                                        (2.1)             

 

siendo Cstd y Cm, concentración de estándar interno y concentración de muestra 

respectivamente, Astd y Am, área de la señal del estándar interno y área la señal de la 

muestra respectivamente, y Nstd y Nm, número de núcleos de estándar interno y número 

de núcleos de muestra respectivamente. La señal del estándar puede ser introducida de 

distintas maneras: señales de un compuesto de referencia certificado (CRM por sus 

siglas en inglés), una señal artificial generada durante la adquisición de la señal 

(ERETIC), o una señal artificial generada durante el procesamiento (QUANTAS)24. 

 

Ciertas condiciones son necesarias para que un experimento mono-dimensional de 

protón sea cuantitativo. El pulso de radiofrecuencia de 90° aplicado debe ser calibrado. 

La constante de relajamiento T1 tiene que ser estimada y el tiempo de relajamiento 

(tiempo necesario para que la magnetización vuelva al estado de equilibrio) tiene que ser 

como mínimo 5 veces el valor de T1
24. Una adecuada S/N (señal/ruido) es también 

necesaria para maximizar la reproducibilidad de la medición; por lo tanto, la cantidad de 
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número de escaneos tiende a ser alta, así tenemos que experimentos cuantitativos pueden 

llegar a durar más de 1 hora para cumplir las condiciones dichas anteriormente. 

 

Como ya se mencionó, las muestras en metabolómica son mezclas complejas 

constituidas por varios metabolitos; por lo tanto, es necesario usar métodos de 

procesamiento para poder integrar señales altamente solapadas. Uno de los métodos de 

cuantificación para estos casos es el uso de algoritmos de deconvolución en las señales 

solapadas del espectro, de tal manera que se pueda identificar, separar e integrar señalas 

solapadas.  

 

En el caso del programa MestreNova, el algoritmo de deconvolución (Global Spectrum 

Deconvolution o GSD por sus siglas en inglés) aplicado al espectro intenta hacer un 

ajuste tipo gaussiano y lorentziano en cada señal. Desviaciones de la forma gaussiana y 

lorentziana de las señales del RMN causan que este tipo de ajustes no sean tan robustos 

como la integración normal; sin embargo, muestran alta exactitud. Además, las 

integrales resultantes son independientes de la línea base del espectro, lo cual es 

beneficioso en el caso de muestras complejas25,26. Recientemente, un nuevo método 

híbrido (método de suma editada) aprovecha la precisión que se obtiene con la 

integración normal y la utilidad del GSD en identificar y realizar el ajuste gaussiano y 

lorentziano en señales pequeñas para la cuantificación de señales solapadas mediante la 

ecuación 2.2.  

 

                                                     𝐴𝑛𝑢𝑒𝑣𝑎 = 𝐴𝑠𝑢𝑚 ∗
𝐴𝐺𝑆𝐷

∗

𝐴𝐺𝑆𝐷
,                                          (2.2)27 

 

siendo Anueva, el área obtenida con el método de suma editada; Asum, el área obtenida con 

la integración normal y; 𝐴𝐺𝑆𝐷
∗

𝐴𝐺𝑆𝐷
, un factor de corrección para Asum, el área de la señal que 

se quiere cuantificar por GSD dividida por el área de esta misma señal más el área de las 

impurezas también determinadas por GSD27. 
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En el caso particular de los ácidos grasos, la cuantificación relativa de ácidos grasos 

saturados e insaturados se basa en señales específicas del espectro RMN, las cuales se 

detallan en la Figura 2.6. A cada tipo de señal se le ha asignado una letra desde la A 

hasta la I para su mejor entendimiento. Así, los metilos terminales de los ácidos grasos 

corresponden a las letras A en el caso de los ácidos grasos saturados, mono- y di-

insaturado, C18:1 o C18:2 y B en el caso del ácido graso C18:3. Los protones asociados 

a la señal B se encuentran desplazados a menor campo debido a su cercanía a un doble 

enlace. Los diferentes tipos de metilenos, unos más alejados que otros del grupo 

carbonilo o del doble enlace, se representan por las letras C (no se han señalado todos en 

molécula en Fig. 2.6), D, E, F, G. La señal del doble enlace se representa por la letra J. 

Los dos metilenos dentro del esqueleto del glicerol se señalan con las letras H y a su 

hidrógeno restante en el grupo CH con la letra I28,29. 

 

 
Figura 2.6. Espectro de 1H-RMN con asignaciones de un triglicérido modelo.  

 

Basado en esta asignación, existen diversas fórmulas matemáticas para el cálculo del 

porcentaje relativo de ácidos grasos saturados e insaturados29. Las fórmulas usadas en 

este trabajo se presentan a continuación28: 

 

                                  Porcentaje de ácidos grasos insaturados = 𝐸

2𝐹
∗ 100%                            (2.3) 

 

Porcentaje de ácidos grasos saturados=100% - Porcentaje de ácidos grasos insaturados      (2.4) 
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                              Porcentaje de ácidos grasos tri-insaturados = 2𝐵

3𝐹
∗ 100%                           (2.5) 

 

                             Porcentaje de ácidos grasos di-insaturados = 
(𝐺−

4𝐵

3
)

𝐹
∗ 100%                      (2.6) 

 

Porcentaje de ácidos grasos mono-insaturados=Porcentaje de ácidos grasos insaturados – 

(Porcentaje de ácidos grasos di-insaturados + tri-insaturados)                                                 (2.7) 

 

La ecuación 2.3 se basa en que todos los ácidos grasos presentan 2 hidrógenos F (el total 

de ácidos grasos puede ser representado por el área de F entre 2) y todos los ácidos 

grasos insaturados presentan 4 hidrógenos E. Por ende, la división de estas áreas al 

normalizarlas con sus respectivos números de hidrógenos dan el porcentaje de ácidos 

grasos insaturados totales. El número total de ácidos grasos saturados se consigue 

restando el valor de los insaturados totales al 100% (ecuación 2.4). 

 

La ecuación 2.5 aprovecha el diferente desplazamiento químico del metilo de los ácidos 

grasos tri-insaturados. Se integra B y normaliza con sus 3 hidrógenos, y se le divide con 

respecto al total de ácidos grasos usando la señal F. Los ácidos grasos di-insaturados son 

hallados mediante la señal G (ecuación 2.6), la cual pertenece a dos hidrógenos de los 

ácidos grasos di-insaturados y a cuatro hidrógenos en el caso de ácidos grasos tri-

insaturados. Para eliminar el aporte de los tri-insaturados en el área de G, se resta el 

porcentaje calculado en ecuación 2.5 multiplicado por 2 y se divide nuevamente con 

respecto al total de ácidos grasos usando la señal F. Finalmente, para calcular el 

porcentaje de mono-insaturados (ecuación 2.7), se resta lo obtenido por la ecuación 2.5 

y ecuación 2.6 al total de insaturados (ecuación 2.3). 

 

2.3. Quimiometría basada en RMN 

 

La quimiometría se define como la aplicación de modelos matemáticos y estadísticos en 

información química obtenida mediante diferentes métodos instrumentales. La 

información que se obtiene al adquirir un espectro es la intensidad de cada punto digital  
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a un desplazamiento químico en particular, información que depende de la resolución 

espectral con la que se adquiere el espectro. Estas intensidades se pueden organizar en 

una matriz X de dimensiones m x n, en donde cada fila representa un espectro 1H-RMN 

de cada muestra (M espectros en total) y cada columna representa los diferentes 

desplazamientos químicos (N desplazamientos químicos en total) (Fig. 2.7). En los 

siguientes acápites, se describirá el tratamiento de esta información en un análisis 

multivariable basado en RMN.  

 

𝑋 = [

𝑥11 𝑥12 …
𝑥21 𝑥22 …

⋮ ⋮ ⋱
𝑥𝑀1 𝑥𝑀2 …

𝑥1𝑁

𝑥2𝑁

⋮
𝑥𝑀𝑁

] 

Figura 2.7. Información de M espectros representada como una matriz X con dimensiones m x n. 

 

2.3.1. Alineamiento 

 

El desplazamiento químico de las señales puede variar por factores como pH, 

viscosidad, interacciones moleculares y presencia de sales. En muchas ocasiones no es 

posible mantener estos factores constantes debido a la complejidad de la muestra; por lo 

tanto, es necesario emplear un método de alineamiento de las señales. Uno de los 

métodos más comunes para este propósito es el bucketing. Este proceso divide al 

espectro en pequeñas regiones (usualmente cada 0.04 ppm) equidistantes o variables 

denominadas buckets, las integra y alinea con respecto a la integral máxima de cada 

bucket y de esta forma minimiza la variación del desplazamiento químico30. Debido a 

que el resultado final está conformado por los buckets creados, la resolución disminuye, 

pues un nuevo punto cada 0.04 ppm es generado. El usuario debe de analizar la 

información y minimizar la pérdida de información. 

 

Otro método el cual mantiene la resolución espectral es el uso de algoritmos de 

alineamiento. Existen diversos algoritmos de alineamiento, uno de ellos llamado 

Icoshift, el cual es capaz de alinear la información, borrando e insertando cada señal 

según el promedio que detecte en un número finito de intervalos en el espectro. Esta 
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herramienta es perfecta para RMN en comparación a otros algoritmos debido a que 

preserva la estructura de la señal (multiplicidad, ancho, entre otros) durante el 

alinamiento31. La Figura 2.8 muestra las cuatro opciones de alineamiento de Icoshift, la 

información sin alinear y con alineamiento. Inicialmente, el usuario escoge la base sobre 

la cual el algoritmo alinea la información proporcionada, utilizando el promedio de las 

señales (Fig. 2.8a), o la señal de un espectro en particular (Fig. 2.8b), o según el 

espectro con la máxima señal (Fig. 2.8c), o utilizando el promedio multiplicado por un 

factor (Fig. 2.8d). El promedio de las señales tiende a ser una buena opción, pues es la 

posición más probable en donde debe encontrarse la señal; sin embargo, en el caso de la 

Figura 2.8a, las señales se encuentran muy separadas y la forma del promedio tiende a 

ser pequeña y ancha, resultando en un alineamiento pobre. En este caso, escoger la señal 

de un espectro en particular (Fig. 2.8b) puede ser una buena opción, pero hay que tener 

en cuenta que no necesariamente será lo óptimo en todos los intervalos del espectro. Se 

puede escoger la señal de intensidad máxima (Fig. 2.8c), pero se tiene que considerar 

que las señales podrían alinearse al desplazamiento químico menos cercano al real. La 

Figura 2.8d muestra un alineamiento con el promedio de las señales, el cual es 

multiplicado por un factor, de esta manera obteniendo las fortalezas de las opciones de 

las Figura 2.8a (posible desplazamiento químico real) y Figura 2.8c (señal alta y menos 

plana).       
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Figura 2.8. Conjunto de espectros de 1H-RMN bajo diferentes opciones de alineamiento con Icoshift, a) 

promedio, b) muestra real, c) máxima señal, d) promedio multiplicado. En cada caso, la señal con 

tonalidad más oscura es la señal con la cual se realizó la alineación31. 

 

Al igual que en el caso anterior, el usuario debe de verificar la nueva información y 

observar si se logró el alineamiento y si no hubo cambios que ocasionaron la pérdida de 

información en el espectro o alguna modificación no deseada. En los siguientes acápites, 

tener en cuenta que se trabajará con los nuevos puntos virtuales obtenidos después de 

haber realizado el alineamiento, en otras palabras, la magnitud de N puede ser menor al 

valor con el cual se empezó.  
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2.3.2. Normalización  

 

La normalización es una operación aplicada a las intensidades de todos los picos de cada 

espectro. Lo más común es realizar una normalización con el área espectral total 

aplicando la ecuación 2.8: 

 

                                         𝑋𝑚
𝑛𝑢𝑒𝑣𝑜 =

𝑋𝑚
𝑎𝑛𝑡𝑖𝑔𝑢𝑜

∑ 𝑥𝑚𝑛
𝑁
𝑛=1

 , para m = 1, 2, 3 ..., M,                         (2.8) 

 

donde 𝑋𝑚
𝑎𝑛𝑡𝑖𝑔𝑢𝑜 es la matriz inicial constituida por los vectores X1, X2 …, Xm (M 

espectros). Esta fórmula da como resultado 𝑋𝑚
𝑛𝑢𝑒𝑣𝑜 con los M espectros normalizados al 

dividirlos por sus respectivas áreas espectrales totales (suma de intensidades de todos los 

desplazamientos químicos)32. Como se puede observar, esta operación se realiza en cada 

fila (espectro) de la matriz.  

 

Esta operación es necesaria para la correcta comparación  de los espectros. De esta 

manera, se remueven o disminuyen los efectos de diferentes diluciones y pesos iniciales. 

Otras maneras de normalizar consisten en tener estándares internos (DSS-d6, creatina), 

externos o señales electrónicas de referencia (ERETIC)32.   

 

2.3.3. Centrado y escalamiento 

 

A diferencia del método anterior, el cual realiza la operación con respecto a las filas (m), 

estas operaciones son aplicadas con respecto a las  columnas (n). La Tabla 2.1 muestra 

las fórmulas, resultados, ventajas y desventajas de cada uno de los métodos de centrado 

y escalamiento. En general, se resta a cada intensidad el valor promedio asociado a su 

columna (centrado) y este resultado es multiplicado o dividido por un factor 

(escalamiento)33,34.  

 

Este factor de escalamiento depende de la magnitud de las intensidades con las cuales se 

está trabajando. En el caso de magnitudes muy similares entre sí, se podría optar por no 
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realizar un escalamiento (este no suele ser el caso). En el caso de magnitudes con gran 

dispersión, como es el caso de la RMN, es imperativo usar un factor de escalamiento, 

pues muchos métodos de análisis multivariable buscan los componentes que maximizan 

la varianza en una serie de espectros33,34. Un método como el análisis de componentes 

principales (PCA por sus siglas en inglés) le daría una mayor importancia a las señales 

con varianza más grande y podría no tomar en consideración a las señales más pequeñas 

en los primeros componentes. Es importante considerar que el método de escalamiento a 

elegir depende del contexto y de las variaciones que se deseen observar33,34. 
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Tabla 2.1. Resumen de los métodos de centrado y escalamiento para el tratamiento de datos mediante 

técnicas quimiométricasa34. 

Método Fórmula Meta Ventajas Desventajas 

Centrado �̃�𝑖𝑗 =  𝑥𝑖𝑗 − �̅�𝑗 

Reparte los metabolitos 

con respecto a sus 

variaciones. 

Centra todas las 

variables al punto de 

origen (nuevo promedio 

igual a cero). 

Si las variables presentan 

heterocedasticidadb, el uso de 

este método puede no ser 

suficiente. 

Autoescala-

miento 
�̃�𝑖𝑗 =

𝑥𝑖𝑗 − �̅�𝑗

𝑠𝑗

 
Compara los metabolitos 

en base a la correlación. 

Todos los metabolitos 

presentan igual 

importancia. 

Inflación de errores de 

medida. 

Escalamiento 

de rango 
�̃�𝑖𝑗 =

𝑥𝑖𝑗 − �̅�𝑗

(𝑥𝑗𝑚𝑎𝑥
− 𝑥𝑗𝑚𝑖𝑛

)
 

Compara los metabolitos 

en relación con el rango de 

respuesta biológico. 

Todos los metabolitos 

presentan igual 

importancia. El 

escalamiento está 

relacionado con la 

biología. 

Inflación de errores de 

medida y sensitivo a valores 

atípicos. 

Escalamiento 

Pareto 
�̃�𝑖𝑗 =

𝑥𝑖𝑗 − �̅�𝑗

√𝑠𝑗

 

Reduce la importancia de 

los valores grandes, pero 

mantiene la estructura de 

las variables parcialmente 

intacta. 

Se mantiene cercano a 

los datos originales. 

Sensitivo a grandes 

variaciones. 

Escalamiento 

VAST 
�̃�𝑖𝑗 =

𝑥𝑖𝑗 − �̅�𝑗

𝑠𝑗

∗
�̅�𝑗

𝑠𝑗

 
Se enfoca en los 

metabolitos que presentan 

fluctuaciones estables. 

Robusto. Puede 

incorporar información 

de los grupos del sistema 

(análisis supervisado). 

No es adecuado para 

variaciones grandes sin 

previo conocimiento de la 

estructura de los grupos. 

Escalamiento 

de nivel 
�̃�𝑖𝑗 =

𝑥𝑖𝑗 − �̅�𝑗

�̅�𝑗

 

Se enfoca en la respuesta 

relativa del metabolito en 

base a su promedio. 

Útil para la 

identificación de 

biomarcadores. 

Inflación de errores de 

medida. 

a El promedio se define como �̅�𝑗 =
1

𝐼
∑ 𝑥𝑖𝑗

𝐼
𝑖=1  y la desviación estándar se define como 𝑠𝑗 = √

∑ (𝑥𝑖𝑗−�̅�𝑗)2𝐼
𝑖=1

𝐼−1
, donde I representa el total 

de muestras. 𝑥𝑖𝑗 representa las variables de los espectros RMN originales y �̃�𝑖𝑗 representa las nuevas variables después de la 

aplicación de la fórmula respectiva. b Heterocedasticidad implica una varianza no constante de los datos del sistema. 

 

2.3.4. Análisis Estadístico Multivariable 

 

La quimiometría presenta diversos métodos para analizar la información obtenida por 

RMN. El método más empleado es el Análisis de Componentes Principales (PCA). A 

continuación, se presenta una explicación breve de este método. 

 

La matriz inicial con la cual se trabaja es la matriz X de dimensiones m x n, donde m 

representa cada espectro de RMN y n representa cada desplazamientos químico o 
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bucket. Previo al PCA, esta matriz pasa por la operación del centrado y opcionalmente 

por un escalamiento (típicamente autoescalamiento o Pareto). En términos de análisis 

multivariable, m se denomina como el número de observaciones y n se denomina como 

el número de variables35.  

 

La Figura 2.9a muestra una matriz X centrada (el promedio de los datos es 0 en todas 

las dimensiones) y autoescalada, constituida por 40 observaciones y 3 variables, 

representada en los ejes cartesianos X, Y, Z donde cada círculo azul es una observación. 

Una recta (Fig. 2.9b) es trazada a través de las observaciones de tal manera que se 

orienta en la dirección donde la varianza es máxima al proyectar las observaciones sobre 

dicha recta. Se traza una segunda recta (Fig. 2.9b), ortogonal (perpendicular) a la 

primera y, al igual que en el caso anterior, su dirección es donde la varianza restante es 

máxima al proyectar las observaciones sobre esta segunda recta. Estas rectas se conocen 

como componentes principales (vectores p1, p2 para los componentes principales 1 y 2 

respectivamente en Fig. 2.9b). Ambos vectores pasan por el centro de los datos. Los 

vectores p1 y p2 pueden ser usados como los ejes de un plano (Fig. 2.9c). Cada una de 

las observaciones es proyectada ortogonalmente hacia los vectores p1 y p2. La magnitud 

de la distancia desde el origen hacia el punto donde se encuentra la proyección ortogonal 

en los vectores p1 y p2 es ti,1 para el vector p1, y ti,2 para el vector p2, donde i es un 

número entre 1-m correspondiente a cada observación. Estas distancias se conocen como 

los scores. Usando los scores, es posible representar cada observación en el plano 

construido en base a p1 y p2. Como resultado se obtiene una representación de las 

observaciones (diagrama de scores) en un plano bidimensional (Fig. 2.9d), de tal manera 

que la mayor parte de la varianza de los datos originales es expresada, logrando una 

discriminación entre las observaciones35.  

 



28 

Figura 2.9. Explicación geométrica del PCA: a) matriz con 40 observaciones y 3 variables en espacio cartesiano (X, Y, Z), b) componentes principales p1 y p2 

ortogonales entre sí y trazados de manera que maximicen la varianza de la proyección en ellos, c) proyección ortogonal de las observaciones en los componentes 

principales, d) representación bidimensional o diagrama de scores de las 40 observaciones.  



  

29 
 

 

En resumen, el PCA es una transformación de los datos originales (matriz X) que da 

como resultado un modelo constituido por los vectores p y t. Además, hay un error 

residual al realizar la proyección ortogonal (Fig. 2.10). Se muestra en la Figura 2.10 una 

representación geométrica de la proyección ortogonal. La línea segmentada es la 

proyección ortogonal hacia el vector p1, cuya magnitud es el error residual. Aumentar la 

varianza explicada o aumentar el valor de ti,1 es equivalente a disminuir el error del 

modelo35.   

 

 
Figura 2.10. Representación geométrica de la proyección ortogonal de la observación Xi al vector p1

35. 

 

Matemáticamente, el modelo puede ser representado con la ecuación 2.9: 

 

                                                         𝑋 = 𝑇𝑃′ + 𝐸                                                     (2.9)36  

 

donde X es la matriz original de dimensiones m x n, T es la matriz de scores, constituida 

por los vectores t, de dimensiones m x j y P es la matriz de loadings, constituida por los 

vectores p, de dimensiones n x j, donde el valor máximo de j es el número total de 

variables n, pero usualmente se toma un valor de 2 para poder representar a la matriz X 

en un modelo bidimensional de fácil análisis (Fig. 2.9). Esto implica que el 

procedimiento detallado en la Figura 2.9 puede ser realizado hasta obtener un número n 

de vectores p ortogonales entre sí, los cuales en la matriz P están ordenados de mayor a 

menor varianza explicada. Normalmente, obtener el modelo con los 2 primeros vectores 

es suficiente para explicar la mayor parte de la varianza. La matriz E de dimensiones m 
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x n está constituida por el error residual36. También, es posible obtener la siguiente 

igualdad (ecuación 2.10): 

 

                                                             𝑇 = 𝑋𝑃                                                     (2.10)36 

 

La ecuación 2.10 muestra que cada valor obtenido en la matriz de scores es una 

combinación lineal. Por ejemplo, para la observación i y el eje p1, ti, 1 = xi,1p1,1+xi,2p2,1 + 

… + xi,npn,1, cada valor del vector p1 actúa como un coeficiente para cada n variable de 

xi
35. Mientras más grande sea el valor absoluto del coeficiente, más influyente es la 

variable correspondiente en el posicionamiento de la observación i en el diagrama de 

scores. 

 

En la Figura 2.11, se muestra un ejemplo del PCA aplicado a resultados obtenidos por 

RMN en el estudio de extractos provenientes de Salvia miltiorrhiza Bunge obtenidos 

con cuatro sistemas de solventes A, B, C, D. La Figura 2.11a muestra el diagrama de 

scores, donde se puede observar la discriminación entre las observaciones A, B, C y D. 

Hay una clara diferencia entre la muestra D y las otras en el eje correspondiente al 

componente principal 1 (PC1 por sus siglas en inglés). La Figura 2.11b muestra a cada 

variable en el eje X (desplazamiento químico) y a los coeficientes o loadings p[1] en el 

eje Y. En este ejemplo, las tanshinonas son los compuestos responsables del 

posicionamiento de D en el lado positivo en PC1 del diagrama de scores, y los azúcares 

y aminoácidos son los responsables del posicionamiento de A, B, C en el lado negativo 

en PC1, así como el ácido salvianólico B, aunque en menor medida37.  
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Figura 2.11. PCA aplicado con datos de RMN, a) diagrama de scores, b) desplazamiento químico vs 

loadings incluyendo zonas ampliadas37. 

 

Teniendo en cuenta todos estos aspectos, en los siguientes capítulos se reporta el análisis 

basado en RMN de muestras de aguaymanto fresco (3 orígenes distintos) y deshidratado 

(3 diferentes temperaturas de deshidratado): cuantificación de ácidos grasos según su 

insaturación en fresco y deshidratado, determinación de compuestos presentes en la 

fracción apolar, en particular del β-caroteno, y análisis multivariable de los aguaymantos 

frescos. Los resultados serán corroborados por espectrometría de masas, técnica que se 

utilizó para registrar al ion molecular de los ácidos grasos constituyentes y a sus 

fragmentos moleculares (MS/MS). 
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3. PARTE EXPERIMENTAL 
 

3.1. Reactivos, equipos y materiales 

 

Las muestras de aguaymanto fresco y deshidratado a diferentes temperaturas (T, T+10, 

T+20) provenientes de Cajamarca fueron proporcionadas por la empresa Villa Andina 

S.A.C. El aguaymanto San Ignacio/San Pablo se colectó en la provincia San Pablo; la 

muestra EU251 es una mezcla de frutos colectados en zonas de cultivo dentro de las 

provincias de Cajamarca, San Pablo, Chota, Celendín y Hualgayoc; la muestra La 

Victoria/Encañada  proviene de la provincia de Cajamarca, y la muestra Villa Andina es 

una mezcla no especificada que se utilizó en este estudio de prueba. Las muestras 

deshidratadas corresponden a la muestra de San Ignacio/San Pablo. 

 

El cloroformo grado ACS, cloroformo deuterado (CDCl3) y el tetrametilsilano (TMS) 

fueron adquiridos de Avantor Performance Materials (Morelos, México), Merck 

(Darmstadt, Alemania) y Sigma-Aldrich (Steinheim am Albuch, Alemania) 

respectivamente. El β-caroteno fue adquirido de Sigma-Aldrich (San Luis, Estados 

Unidos).  

 

Los experimentos de Resonancia Magnética Nuclear unidimensional (1H-RMN, 13C-

RMN) y bidimensional (COSY, TOCSY, J-resolved, HSQC, HMBC) se realizaron con 

un espectrómetro Bruker AscendTM 500 y la consola AVANCE III HD, con una sonda 

de banda ancha sintonizada para detectar resonancias de 1H a 500 MHz y resonancias de 
13C a 125 MHz (Bruker Biospin GmbH). El equipo cuenta con un sistema de control de 

temperatura BCU I -40/50 (Bruker Biospin GmbH). Los espectros fueron procesados en 

el software Bruker Topspin 3.5.b.91pl7 (Bruker BioSpin GmbH). Se presentan los 

desplazamientos químicos (δ) en ppm y las constantes de acoplamiento (J) en Hertz.  

 

Los espectros de masas fueron obtenidos en un espectrómetro Bruker Daltonics, modelo 

Esquire 6000 (Bruker Daltonik GmbH). El espectrómetro de masas cuenta con 

ionización por electrospray positiva y negativa y un analizador de masas de trampa de 
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iones. En este caso, sólo se usó el modo de ionización negativo para la detección de 

ácidos grasos en mezcla. Los espectros fueron procesados con el software DataAnalysis 

versión 4.0 (Bruker Daltonik GmbH). Los iones moleculares se presentan en m/z. 

 

3.2. Metodología 

 

3.2.1. Preparación del extracto lipofílico de aguaymanto para RMN  

 

Los frutos del aguaymanto fresco fueron homogenizados en una licuadora (Waring 

Commercial), liofilizados (liofilizador Labconco) hasta pesos constantes y molidos en 

un molinillo electrónico. El polvo homogenizado fue guardado a -30°C hasta su uso. Los 

frutos del aguaymanto deshidratado, tal cual recibidos, fueron liofilizados y molidos. La 

humedad del fruto fresco y deshidratado se expresa en porcentaje y se calculó mediante 

la ecuación 3.1. 

 

                  𝐻𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑 (%) = (1 −
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑙𝑜𝑠 𝑓𝑟𝑢𝑡𝑜𝑠 𝑠𝑒𝑐𝑜𝑠

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑙𝑜𝑠 𝑓𝑟𝑢𝑡𝑜𝑠 ℎ𝑢𝑚𝑒𝑑𝑜𝑠
) ∗ 100%             (3.1) 

 

El extracto lipofílico de la muestra molida, aguaymanto fresco de tres distintos lugares 

(San Ignacio/San Pablo, EU251, La Victoria/Encañada); o aguaymanto deshidratado San 

Ignacio/San Pablo, a tres diferentes temperaturas (T, T+10, T+20) fue preparado 

suspendiendo 1 g de material por cada 10 mL de CHCl3. En el caso del aguaymanto 

fresco se sonicó por 30 minutos en el sonicador VWR SymphonyTM (VWR, modelo 

97043-942) a una temperatura menor a 10°C. En el caso del aguaymanto deshidratado, 

se agitó en incubadora por 4 horas a temperatura ambiente protegido de la luz. Luego, se 

filtró al vacío. La solución fue colocada en un tubo de vidrio para remover el solvente 

mediante rotaevaporación, mientras que el marco fue sometido a 2 extracciones 

adicionales bajo las mismas condiciones descritas. El extracto final es guardado en 

freezer (-30°C) bajo N2. Se utilizaron los pesos de material de partida de 500 mg y 20 g 

para el aguaymanto fresco, y de 5 g para el aguaymanto deshidratado. 
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3.2.2. Análisis por RMN 

 

En el caso de la extracción con aguaymanto fresco a partir de 500 mg, el residuo 

obtenido (aproximadamente 30 mg) es disuelto en 600 µL de CDCl3 con TMS (7 mM). 

En el caso de la extracción con aguaymanto fresco a partir de 20 g, 300 mg de la mezcla 

residual obtenida son disueltos en 400 µL de la CDCl3 con TMS (7 mM). Para el 

aguaymanto deshidratado, 50 mg del residuo mezcla son disueltos en 600 µL de CDCl3 

con TMS (7 mM).  

 

Los espectros de 1H-RMN fueron adquiridos con una ganancia del receptor (RG) 

constante de 18 (en el caso de 300 mg y 50 mg de extracto el RG utilizado fue de 2.8), 

tiempo de relajamiento (d1) de 2 segundos, 1024 escaneos además de los 32 escaneos 

señuelo. El tiempo de adquisición fue de 3.28 segundos y se usó un pulso de 30°, previa 

calibración del pulso de 90° mediante una secuencia particular que consiste en 4 pulsos 

de 90°. Se adquirió un total de 65536 puntos. Los demás experimentos sólo fueron 

adquiridos para el extracto de 300 mg de aguaymanto fresco. 

 

El experimento 13C-RMN fue adquirido con un RG de 203, d1 de 2 segundos, 16384 

escaneos y 64 escaneos señuelos. El tiempo total de adquisición fue de 1.10 segundos. 

Se adquirió un total de 65536 puntos. 

 

Con respecto a los experimentos bidimensionales homonucleares, el experimento COSY 

se adquirió en magnitud con la secuencia cosygpmfqf y el experimento TOCSY se 

adquirió con la secuencia dipsi2etgpsi, ambos experimentos con un RG de 6.35, d1 de 2 

segundos, 16 escaneos y 32 escaneos señuelos. Se adquirió 16384 puntos en la 

dimensión directa y 384 en la dimensión indirecta con las ventanas de 14 y 11 ppm 

respectivamente.  

 

El experimento J-resolved se realizó con la secuencia jresqf con un RG de 6.35, d1 de 

1.5 segundos, 32 escaneos y 32 escaneos señuelos. Se adquirió 32768 puntos en la 
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dimensión directa y 128 en la dimensión indirecta con las ventanas de 18 ppm y 50 Hz 

respectivamente. 

 

Los experimentos bidimensionales heteronucleares realizados fueron el HSQC y el 

HMBC. El experimento HSQC se realizó con la secuencia hsqcedetgp con un RG de 

181, d1 de 2 segundos, 64 escaneos y 64 escaneos señuelos. Se adquirió 2048 puntos en 

la dimensión directa y 384 puntos complejos en la dimensión indirecta con las ventanas 

de 18 y 180 ppm respectivamente. El experimento HMBC se realizó con la secuencia 

hmbcgpndqf con un RG de 203, d1 de 2 segundos, 96 escaneos y 32 escaneos señuelos. 

Se adquirió 16384 puntos en la dimensión directa y 384 en la dimensión indirecta con 

las ventanas de 18 y 196 ppm respectivamente. 

 

En el caso del análisis de β-caroteno, 30 mg del estándar fueron disueltos en 700 µL de 

CDCl3 para realizar los respectivos experimentos homonucleares (1H-RMN y 13C-RMN) 

y heteronucleares (COSY, TOCSY, J-res, HSQC, HMBC). 

 

El procesamiento de cada 1H-RMN obtenido se realizó con una transformada de Fourier 

empleando un ensanchamiento de banda (LB) de 0.3 Hz. La corrección de fase se llevó a 

cabo manualmente, la corrección de línea base fue automática y se referenció cada 

espectro fijando el desplazamiento de la referencia TSP a cero. La asignación de las 

respectivas señales se realizó en el programa Sparky 3.115. En el caso de la 

cuantificación relativa de los ácidos grasos, se usó los espectros 1H-RMN procesados en 

Topspin, cargándolos en el programa MestreNova versión 11.0.4 donde se aplicó la 

deconvolución (GSD), se eliminó las señales respectivas y se cuantificaron las señales 

de interés. La deconvolución fue realizada con los parámetros optimizados para señales 

de ancho promedio y con el segundo refinamiento de 5 ciclos de ajuste. 
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3.2.3. Análisis multivariable 

 

Los espectros RMN obtenidos a partir de 500 mg de material fresco fueron importados a 

Matlab con la función rbnmr38 donde fueron alineados con la función Icoshift31. Los 

límites del espectro fueron escogidos, eliminando los datos innecesarios sin señal alguna 

o con la señal del TMS. Luego, se realizó la reducción del espectro a buckets de 0.01 

ppm de ancho con un algoritmo de bucketing optimizado (OBA) (© 2013 Laboratory for 

Theoretical and Applied Chemometrics Institute of Chemistry - University of 

Campinas)39 y se normalizó a intensidad total. La matriz resultante fue centrada y 

escalada mediante la función pareto. El Análisis de Componentes Principales se realizó 

con la función pca y se graficó los diagramas de scores y loadings respectivos calculado 

la varianza explicada de cada componente principal. Gran parte de este procedimiento 

fue hecho mediante scripts de elaboración propia. 

 

3.2.4. Determinación de ácidos grasos por ESI-MS 

 

A partir de 5 g de material de partida (fresco, liofilizado y molido) se realizó una 

extracción con 50 mL de hexano en agitación. Después de remover el solvente mediante 

rotaevaporación, 100 mg de la muestra extraída fue saponificada con 1.5 mL de KOH en 

etanol (0.5 M) a 70°C por 1 hora. El solvente es removido por rotaevaporación y 10 mg 

de material saponificado se disolvió en 1 mL de IPA. Las soluciones para la inyección 

directa fueron preparadas diluyendo 40 µL de esta solución hasta 1 mL con MeOH:H2O 

(90:10) o con MeOH:H2O (90:10) en acetato de amonio (8 mM) (concentración final de 

400 ng/µL). Las condiciones del análisis de masas fueron: temperatura del gas de 

nitrógeno (g) de 300°C, potencial de capilar de 4 kV, flujo de 5 mL/min y presión del 

nebulizador de 10 psi. El rango de detección de la trampa de iones fue entre 100-500 m/z 

enfocándose en 300 m/z. Estos procedimientos se realizaron inicialmente con el 

aguaymanto Villa Andina y, luego con las muestras de San Ignacio/San Pablo, fresco y 

deshidratado. 
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4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

Los resultados aquí presentados incluyen el estudio por RMN y ESI-MS de aguaymanto 

fresco y deshidratado. En el caso del fresco se estudió tres diferentes grupos de muestras 

colectados en distintas regiones de Cajamarca y en el caso del deshidratado, se estudió 

un mismo fruto secado a tres diferentes temperaturas. 

 

4.1. RMN en aguaymanto fresco 

 

Inicialmente, el método de extracción empleado implicó tres extracciones consecutivas 

del material de partida (500 mg de aguaymanto fresco suspendido en 5 mL de CHCl3) 

por sonicado, a baja temperatura (~10°C). Debido a problemas relacionados a la 

estabilidad del β-caroteno durante el proceso de extracción, y habiendo demostrado que 

la segunda y tercera extracción no aportaban más de un 3% adicional en peso, se optó 

por realizar solo una extracción, en vez de tres,  en presencia de atmósfera de N2. 

Además, se incrementó la cantidad de material de partida (20 g), pues la cantidad 

extraída con 500 mg fue baja. La Tabla 4.1 resume el rendimiento de este proceso de 

extracción mencionado con las distintas muestras abordadas. En general, se observa 

poca variabilidad entre las extracciones tanto entre una misma muestra como entre 

distintas, aunque es claro que la muestra EU251 posee mayor cantidad de material 

lipofílico, seguido por San Ignacio/San Pablo y por La Victoria/Encañada. También se 

observa que el método de extracción es altamente reproducible (CV< 3%). 
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Tabla 4.1. Pesos obtenidos según la extracción realizada en tres muestras de aguaymanto fresco. 

Extracción 

San Ignacio/San Pablo  

H= 81.5%a 

(500 mg)b 

EU251 

H=81.1%a 

(500 mg)b 

La Victoria/Encañada  

H=79.2%a 

(500 mg)b 

San Ignacio/San Pablo  

H=81.5%a  

(20 g)b 

3 x 5 mL 
32 mg 36 mg 30 mg 

- 
32 mg 36 mg - 

1 x 5 mL 

bajo 

N2 

31 mg 34 mg 28 mg 

1.54 g 

30 mg 32 mg 28 mg 

29 mg 33 mg 27 mg 

29 mg 32 mg 28 mg 

30 mg 34 mg 29 mg 

Promedioc 29.8 mg 33 mg 28.0 mg - 

Desv. Est.c 0.8 1 0.7 - 

CV (%)c 2.8 3.0 2.5 - 
a Humedad calculada mediante ecuación 3.1. b Material inicial de partida, aguaymanto fresco liofilizado y molido. c Promedio, 

desviación estándar y CV calculados con la extracción 1 x 5 mL/N2. 

 

Teniendo en cuenta que la extracción a mayor escala (20 g de aguaymanto fresco)  

proporcionó una cantidad manejable de extracto, los estudios de RMN bidimensionales 

fueron abordados con esta muestra.  

 

El espectro de 1H-RMN del extracto lipofílico del aguaymanto fresco (Fig. 4.1) obtenido 

en CDCl3 y referenciado a 0 ppm con TMS muestra un perfil en donde resalta el alto 

porcentaje de triglicéridos con respecto a los demás metabolitos, zona de 1 a 6 ppm. Las 

regiones que presentan señales bajas fueron ampliadas para una mejor apreciación: la 

zona de ácidos grasos libres (COOH) y de aldehídos (CHO) entre 8.3-12.4 ppm (x1000), 

la zona de carotenoides y tocoferoles entre 5.9-8.0 ppm (x500) y la zona de los 

fitoesteroles entre 0.28-0.73 ppm (x50).  



39 

Figura 4.1. Espectro de 1H-RMN característico del extracto lipofílico de aguaymanto fresco en CDCl3 con ampliaciones en 8.3-12.4 ppm (zona de ácidos grasos

libres y aldehídos, ampliada x1000), 5.9-8.0 ppm (zona de carotenoides y tocoferoles, ampliada x500) y 0.28-0.73 ppm (zona de fitoesteroles, ampliada x50). 
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En la Tabla 4.2, se resumen los desplazamientos químicos obtenidos de los distintos 

triglicéridos presentes en el aguaymanto, comparados con los valores reportados en la 

literatura22. La asignación de las señales de los triglicéridos utilizada es la misma que se 

describe en el capítulo 2.2. 

 

La asignación de estas señales además fue corroborada con las correlaciones 

identificadas en los espectros COSY y TOCSY, las cuales se presentan en la Fig. 4.2 

(espectros superpuestos) y con el experimento J-resolved (Fig. 4.3). A partir del COSY 

se obtienen las correlaciones entre los hidrógenos A-C; C-(D,E); D-F; E-J; G-J; H-(H,I) 

y a partir del TOCSY se obtienen las correlaciones entre los hidrógenos  A-(C,E,J); C-

(D,E,F,G,J); E-(J,G). Los espectros COSY y TOCSY muestran con facilidad las 

correlaciones entre los protones de las cadenas de ácidos grasos; sin embargo, la 

información de los protones del metilo B es oscurecida debido a su proximidad con los 

protones de los metilos A. El experimento homonuclear que logró diferenciar a B e 

incluso diferenciar entre las dos clases de metilos A (Tabla 4.2), fue el J-resolved (Fig. 

4.3) que los muestra como tripletes con un acoplamiento de 7.5 Hz.  

 

Los resultados aquí presentados confirman la presencia de los ácidos grasos saturados e 

insaturados en aguaymanto. Se conoce que en el caso del aguaymanto los ácidos grasos 

insaturados mayoritarios son el C18:1 (13.0%), el C18:2 (70.5%), el C18:3 (1.79%), y 

los ácidos grasos saturados mayoritarios son el C16:0 (8.62%) y el C18:0 (2.57%), 

mientras que los demás ácidos grasos están en menor proporción (<1.5%)17.  
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Tabla 4.2. Desplazamientos químicos (ppm) y constantes de acoplamiento (J en Hz) de las señales pertenecientes a los triglicéridos 

del extracto apolar del aguaymanto.  

a J calculado mediante J-resolved (Fig. 4.3); bMagn. Reson. Chem. 2005, 43, 625-63822. No se hace mención de la multiplicidad de las señales. 

Asignamiento 

δ ppm 

(multiplicidad, 

Ja, Hz) 

experimentales 

en la mezcla 

δ ppm 

experimentales 

en la literaturab 

Estructura general de un triglicérido 

A 

-CH3 (saturados, 

monoinsaturados ω-9 y ω -7) 

(oleico mayoritario, C18:1) 

0.87 (t, 7.5) 

 

0.88 

 

 

A 
-CH3 (insaturados ω-6) 

(linoleico mayoritario, C18:2) 
0.89 (t, 7.5) 0.89 

B 

-CH3 (insaturados ω-3) 

(linolénico mayoritario, 

C18:3) 

0.97 (t, 7.5) 0.97 

C -(CH2)n 1.26-1.38 1.22-1.42 

D -OCO-CH2-CH2 1.61 1.52-1.70 

E -CH2-CH=CH- 2.00-2.07 1.94-2.14 

F -OCO-CH2- 2.28-2.32 (t, 7.5) 2.31 

G =HC-CH2-CH= 2.75-2.80 (t, 6.2) 2.77 

H -CH2OCOR 

4.14 (dd, 6.0, 

11.9), 4.30 (dd, 

4.4, 11.9) 

4.14,4.30 

I >CHOCOR 5.24-5.27 5.23-5.30 

J -CH=CH- 5.29-5.39 5.30-5.47 
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Figura 4.2. Espectros del extracto lipofílico de aguaymanto fresco: COSY (color azul) y TOCSY (color rojo, fase positiva y color rosado, fase negativa), 

superpuestos y expandidos entre 0.7-5.5 ppm. Se muestran las correlaciones de COSY y TOCSY en circunferencias de color verde y correlaciones sólo 

observadas en TOCSY de color púrpura. 

I 
A C 

D 
E F 

H H 
G J 
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Figura 4.3. Espectro J-resolved del extracto lipofílico de aguaymanto fresco expandido  entre 0.7-5.5 ppm. En circunferencias de color verde se muestran algunos 

acoplamientos de las respectivas señales en Hz. 

A 

C 

D 
E F 

H H 
G J 

I B 

4.4 

11.9 

6.0 

11.9 
6.2 7.5 7.5 



  

44 
 

 

Aprovechando la información obtenida con respecto a los triglicéridos, se procedió a 

evaluar los espectros de 1H-RMN de cada uno de los extractos obtenidos a partir de 500 

mg de material fresco (n=5) de tres distintos tipos de aguaymanto: San Ignacio/San 

Pablo, EU251 y La Victoria/Encañada  (Tabla 4.1). La deconvolución25 de ciertas de las 

señales asociadas con los ácidos grasos se hizo necesaria para cuantificar la composición 

relativa de estos (porcentaje de poli- y mono-insaturados y porcentaje de saturados)  en 

los distintos extractos de aguaymanto mediante los cálculos presentados en el acápite 

2.2, ecuaciones 2.3-2.7. Este trabajo se realizó empleando el programa MestreNova 

11.0.4 utilizando la integración por GSD según descripción detallada en parte 

experimental. 

 

En la Figura 4.4, se muestra una expansión de un espectro 1H-RMN en donde se 

observa el solapamiento que compromete a la señal del C18:3 que hace necesario la 

deconvolución de la misma para su integración y para el cálculo del porcentaje de los 

poli-insaturados. Debido al fuerte solapamiento de las señales sólo es posible integrar 

dos de las señales del triplete del metilo del C18:3; por consecuencia, fue necesario 

multiplicar esta integral por 4/3.   

 

Figura 4.4. Expansión de la zona entre 0.95-1.00 ppm en 1H-RMN de aguaymanto fresco mostrando las 

señales pertenecientes al metilo del C18:3 en coloración azul y las señales de otro compuesto solapado en 

coloración ploma mediante deconvolución (GSD). En rojo se observa la señal original sin deconvolución. 
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Teniendo estas consideraciones en cuenta, se realizaron los cálculos a partir de las 

señales presentes en los espectros adquiridos de las cinco extracciones independientes en 

Tabla 4.1 (1 x 5 mL/N2) de tres muestras de aguaymanto: San Ignacio/San Pablo, 

EU251 y La Victoria/Encañada, áreas resumidas en la Tabla 4.3, donde se muestra su 

promedio y desviación estándar.  

Tabla 4.3. Promedio±desviación estándar de las áreas calculadas por GSD de las señales B, E, F, G en 

cada muestra analizadaa. 

Áreas de señales asociadas con el tipo de ácido graso x 106 

Nombre de la muestra B E F G 

San Ignacio/San Pablo 61.47±5.20 8420.02±376.19 4674.11±229.61 3608.49±166.57 

EU251 61.01±3.72 9487.38±572.30 5331.25±341.15 3900.97±223.53 

La Victoria/Encañada 81.36±7.65 7733.72±421.46 4292.39±209.36 3205.89±147.73 
a Promedio de 5 extracciones independientes de 1 x 5 mL/N2 ± desviación estándar (unidades arbitrarias). 

El porcentaje relativo de ácidos grasos saturados, insaturados, mono-insaturados, entre 

otros, obtenidos a partir de las áreas presentadas arriba se resume en la Tabla 4.4. En 

ella también se incluyen, a modo de comparación, los resultados reportados en la 

literatura para aguaymanto colombiano, evaluado mediante otra técnica: GC-FID17.
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Tabla 4.4. Porcentaje relativo de ácidos grasos de 3 ecotipos de aguaymanto frescoa. 

Muestra 
Insaturados 

(%) 

Saturados 

(%) 

Poli-insat. 

(2 dobles 

enlaces, %) 

Poli-insat. 

 (3 dobles 

enlaces %) 

Mono-insat. 

 (%) 

S/I 

(%) 

San Ignacio 

/San Pablo   
90.11±2.12 9.89±2.12 74.87±0.54 1.17±0.10 14.06±2.06 11.03 

EU251 89.01±1.58 10.99±1.58 71.16±0.48 1.02±0.09 16.83±1.43 12.38 

La Victoria/ 

Encañada  90.07±1.41 9.93±1.41 71.33±0.69 1.68±0.09 17.06±1.05 11.04 

Aguaymanto 

de 

Colombiab 

86.82±4.57 13.10±0.32 70.50±4.55 2.12±0.16 14.20±0.45 15.10 

a Promedio de 5 extracciones independientes de 1 x 5 mL/N2 ± desviación estándar. b Porcentaje de ácidos grasos basado en GC-

FID17. 

 

Los resultados indican que el contenido de los distintos ácidos grasos es bastante 

cercano entre sí, siendo los aguaymantos de San Ignacio/San Pablo y de La 

Victoria/Encañada los que mayor porcentaje de insaturados contienen. El aguaymanto 

La Victoria/Encañada se diferencia de los demás por su mayor cantidad de C18:3; 

mientras que, San Ignacio/San Pablo presenta una alta cantidad de C18:2. La magnitud 

de los porcentajes coincide cercanamente con los valores determinados con el fruto 

colombiano bajo una distinta técnica.  Resalta en la mayoría de los casos que la 

desviación estándar obtenida en este estudio basado en RMN es menor a la obtenida por 

GC-FID. Los resultados con el aguaymanto peruano indican una menor razón ácidos 

grasos saturados/ácidos grasos insaturados (S/I) en comparación con el valor obtenido 

con el aguaymanto de Colombia, resultado positivo si se considera que los ácidos grasos 

insaturados se han señalado como beneficiosos para la salud17,40. 

 

En el caso de los carotenoides, el carotenoide mayoritario en el aguaymanto según 

bibliografía es el β-caroteno, el cual se encuentra en una proporción bastante baja con 

respecto al total de lípidos (0.22%)17; por ello, usualmente, este compuesto es 

cuantificado en frutas y vegetales directamente del extracto mediante UV-visible 

(carotenoides totales) o mediante cromatografía HPLC-DAD, técnicas con mayor límite 
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de detección que la RMN. Se espera por tanto que por RMN se observe una pobre 

relación S/N de las señales asociadas a este carotenoide y; por ello, el estudio basado en 

RMN se inició haciendo un detallado análisis de los espectros homonucleares y 

bidimensionales de una muestra estándar de β-caroteno. A continuación, se presenta la 

asignación de cada núcleo (1H y 13C) del β-caroteno mediante diversas técnicas: 1H-

RMN (Fig. 4.5), COSY (Fig. 4.6, Fig. 4.7), J-resolved (Fig. 4.8), TOCSY (Fig. 4.7),  
13C-RMN (Fig. 4.9), HSQC (Fig. 4.10),  y HMBC (Fig. 4.11, Fig. 4.12). 

 

Como se puede observar, el β-caroteno posee una estructura simétrica. La integración en 

el espectro de 1H-RMN (Fig. 4.5) concuerda con el número de hidrógenos de la 

molécula (56 en total). Las señales que deben poseer un solo acoplamiento homonuclear 

en COSY (dobletes) son los hidrógenos 7,7’, 8,8’, 10,10’, 12,12’, 14,14’ y 15,15’. Los 

hidrógenos 11,11’ aparecen a campo bajo como doblete de dobletes. Esto se confirma 

con la correlación observada a 6.67 ppm en el COSY (Fig. 4.6). A partir de 11,11’ se 

desprenden las posibles ubicaciones para 10,10’ y 12,12’ (6.38 o 6.17 ppm). Basándose 

en el valor de la  constante de acoplamiento de las señales en COSY (Fig. 4.6)  y J-res 

(Fig. 4.8), los protones 10,10’ se confirman en 6.17 ppm con un valor de J=11.36 Hz y 

los protones 12,12’ en 6.38 ppm con el valor de J=15.40 Hz más alto, pues comparte el 

doble enlace con 11,11’ en posición trans. Esto conduce a que los hidrógenos  15,15’ y 

14,14’ sean los que aparecen a 6.66 o 6.28 ppm. Dado que los protones 15,15’ son los 

menos apantallados (junto con 11,11’) al estar más alejados de los metilos de la 

estructura, se asigna a los hidrógenos 15,15’ con la señal a 6.66 ppm y los hidrógenos  

14,14’ con la señal a 6.28 ppm.  Ambas señales correlacionan en el COSY como 

dobletes. Así, y por descarte se asignan los protones 7,7’ y 8,8’ a un desplazamiento 

químico cercano a 6.17-6.18 ppm, una señal que integra por dos núcleos como dos 

dobletes con un valor alto de constante de acoplamiento, J=16.11 Hz. Su correlación se 

señala tentativamente en el COSY, pues se encuentran en un desplazamiento químico 

muy cercano. Debido a que la diferencia de desplazamiento químico entre ambas señales 

es pequeña (Δδ) y presentan un J elevado, se observa el fenómeno conocido como 

strong coupling (acoplamiento fuerte), fenómeno que causa que las intensidades en 
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ambos dobletes no sean simétricas. Además, en el experimento J-res se observan señales 

adicionales (círculos verdes) debido a este fenómeno41. Por ello, se reporta el valor de J 

de 11.36 Hz, mencionado anteriormente, según COSY para los protones 10,10’. 

 

En la Figura 4.7, se muestran las correlaciones de COSY (color rojo) y TOCSY (color 

azul) de la zona ampliada 0.9-2.1 ppm. El TOCSY permite observar la correlación entre 

todos los metilenos de la estructura (2,2’, 3,3’ y 4,4’). Solapando estos espectros se 

puede observar que 3,3’ se encuentra en 1.64 ppm, pues es la correlación en común que 

tienen los otros dos metilenos. Los protones 4,4’ se encuentran a mayor frecuencia 

(campo bajo) que los protones 2,2’, pues 2,2’ son apantallados por los dos metilos y 4,4’ 

se encuentra cerca del doble enlace; por lo tanto, el desplazamiento químico de 4,4’ es 

2.05 ppm y el de 2,2’ es 1.49 ppm. También, se observa un acoplamiento entre 4,4’ y el 

metilo más cercano, 18,18’, cuyo desplazamiento químico es 1.74 ppm y puede ser 

identificado en base a la integración del 1H-RMN. Se puede inferir en base al 

desplazamiento químico que los protones 19,19’,20,20’ se encuentran a 1.99 ppm al 

estar cerca de varios dobles enlaces (desplazados a campo bajo) y los protones 

16,16’,17,17’ se encuentran a 1.06 ppm.  
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Figura 4.5. Espectro de 1H-RMN del β-caroteno estándar en CDCl3, asignaciones y estructura. 
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Figura 4.6. Magnificación del espectro COSY en zona de protones aromáticos (6.0-6.8 ppm) del estándar de β-caroteno. 
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Figura 4.7. Magnificación (0.9-2.1 ppm) del espectro COSY (color rojo) y TOCSY (color azul) solapados del estándar de β-caroteno. 
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Figura 4.8. Magnificación (5.9-7.0 ppm) del espectro J-resolved del β-caroteno estándar después del inclinado y los respectivos valores de la constante de 

acoplamiento en Hz, señales en color naranja y transiciones extras debido al acoplamiento fuerte en verde. 
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En lo que concierne a los carbonos del β-caroteno (Fig. 4.9), ya habiendo asignado a los 

hidrógenos se puede obtener información de estos a través del espectro de HSQC (Fig. 

4.10). Los carbonos desplazados a campo alto pertenecen a los metilos y metilenos, los 

cuales pueden ser fácilmente asignados: 19,20,19’,20’ (el 13C muestra que no son 

equivalentes) a 12.77 y 12.83 ppm; 3,3’ a 19.28 ppm; 18,18’ a 21.78 ppm; 16,16’,17,17’ 

a 28.99 ppm; 4,4’ a 33.13 ppm y 2,2’ a 39.67 ppm. Por descarte, el carbono cuaternario 

1,1’ es el cuaternario más desplazado a campo alto a 34.29 ppm. En la zona de campo 

bajo, se observan los siguientes carbonos acoplados con un protón: 11,11’ a 125.04 ppm; 

7,7’ a 126.66 ppm; 15,15’ a 130.00 ppm; 10,10’ a 130.86 ppm; 14,14’ a 132.44 ppm; 

12,12’ a 137.25 ppm; 8,8’ a 137.79 ppm.  

 

Las cuatro señales restantes en el 13C-RMN pertenecen a carbonos cuaternarios: 137.93, 

136.48, 136.02, 129.39 ppm. Estas señales fueron analizadas por HMBC (Fig. 4.11, Fig. 

4.12) donde se encontró correlación de los protones  pertenecientes a la zona de 

metilenos y metilos (1.0-2.1 ppm)  con 137.93 y 129.39 ppm. Es probable que 

pertenezcan a los carbonos cuaternarios 5,5’ y 6,6’, pues son los más cercanos a estos 

protones. La correlación de los protones 3,3’ con los carbonos a 129.39 ppm es más 

intensa que con los carbonos a 137.93 ppm; en cambio, la correlación de los protones 

2,2’ con los carbonos a 137.93 ppm es más intensa que con los carbonos a 129.39 ppm. 

Esto conlleva a que los carbonos 5,5’ sean la señal a 129.39 ppm y los carbonos 6,6’ 

correspondan a la señal a 137.93 ppm. Además, la correlación de los protones de los 

metilos 16,16’,17,17’, también es más intensa frente a los carbonos más cercanos 6,6’. 

Así,  basándose en la distancia de los enlaces y el traslado de la magnetización, se 

sugiere dicha asignación. El mismo análisis se puede aplicar para los carbonos restantes 

9,9’ y 13,13’. Los hidrógenos 15,15’ y 12,12’ experimentan correlación con los 

carbonos a 136.48 ppm (posiblemente carbonos 13,13’); mientras que, los protones 8,8’ 

tienen una correlación con los carbonos a 136.02 ppm (posiblemente carbonos 9,9’). 

Cabe resaltar que no se observa correlación en esta zona por parte de los protones 14,14’ 

con los carbonos 13,13’. La magnetización a partir de esta señal pudo haber relajado 

muy rápidamente o la S/N del experimento fue insuficiente. 
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Figura 4.9. Espectro de 13C-RMN del β-caroteno estándar en CDCl3 con las respectivas asignaciones. 
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Figura 4.10. Espectro HSQC con fase editada y las correlaciones respectivas (azul: CH y CH3 y verde: CH2) del β-caroteno estándar. 
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Figura 4.11. Expansión del espectro HMBC del β-caroteno estándar (1.0-2.1 ppm en F2 y 128-140 ppm en F1) mostrando las correlaciones frente a los carbonos 

de las señales 137.93 y 129.39 ppm. 
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Figura 4.12. Expansión del espectro HMBC del β-caroteno estándar (6.1-6.74 ppm en F2 y 135.5-137.3 ppm en F1) mostrando las correlaciones frente a los 

carbonos de las señales 136.48 y 136.02 ppm. 
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Teniendo en cuenta el análisis desarrollado, en la Tabla 4.5 se resume todas las 

asignaciones, desplazamientos químicos y constantes de acoplamiento asociadas a cada 

una de las señales observadas con el estándar de β-caroteno en CDCl3. 

 
Tabla 4.5. Desplazamientos químicos en ppm, multiplicidad en Hz, asignaciones y estructura del β-

caroteno estándar. 

Asignamiento δH (J) experimentales δC experimentales Estructura del β-caroteno 

C-1,1’ 

CH2-2,2’ 

CH2-3,3’ 

CH2-4,4’ 

C-5,5’ 

C-6,6’ 

CH-7,7' 

CH-8,8' 

C-9,9’ 

CH-10,10' 

CH-11,11' 

CH-12,12' 

C-13,13' 

CH-14,14' 

CH-15,15' 

CH3-16,16’ 

CH3-17,17’ 

CH3-18,18’ 

CH3-19,19’ 

CH3-20,20’ 

- 

1.50 (m) 

1.64 (m) 

2.05 (t, 6.34) 

- 

- 

6.20 (d, 16.11) 

6.16 (d, 16.11) 

- 

6.18 (d, 11.36)) 

6.68 (dd, 11.36, 15.40) 

6.38 (d,15.40) 

- 

6.28 (d, 11.00) 

6.66 (d, 11.00) 

1.06 (s) 

1.06 (s) 

1.75 (s) 

2.00 (s) 

2.00 (s) 

34.29 

39.67 

19.28 

33.13 

129.39 

137.93 

126.66 

137.79 

136.02 

130.86 

125.04 

137.25 

136.48 

132.44 

130.00 

28.99 

28.99 

21.78 

12.77 o 12.83 

12.77 o 12.83 

 

 

Con esta información disponible se procede a analizar los espectros de 1H-RMN de los 

extractos apolares de aguaymanto fresco (extracción a partir de 500 mg de material de 

partida) en búsqueda de señales que confirmen la presencia de β-caroteno en la mezcla. 

Los espectros ampliados en la región de interés, comparados frente al espectro del β-

caroteno se muestran en la Figura 4.13. Como se observa en esta figura, las señales de 

β-caroteno en estos espectros de la muestra presenta una razón S/N muy baja y sólo en 

algunos casos se puede observar la señal a 6.16 ppm, característica de los hidrógenos 

10,10' del β-caroteno. Esto se debe a la poca cantidad que hay en la mezcla, la cual 

además se ve comprometida durante el proceso de extracción debido a la alta 
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inestabilidad de este metabolito en presencia de oxígeno. La inestabilidad del β-caroteno 

fue demostrada mediante RMN. En la Figura 4.14, se observa no solo la disminución en 

el tiempo (4 días) de las señales, sino la aparición de otras.  

 

 
Figura 4.13. Quince espectros superpuestos de aguaymanto fresco en la zona ampliada 6.10-6.70 ppm y el 

espectro del β-caroteno estándar (espectro en la parte superior). 
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Figura 4.14. Dos espectros solapados del β-caroteno estándar: espectro inicial (color azul) y espectro 

después de 4 días (color rojo). 

 

Para la debida identificación del β-caroteno en una mezcla compleja, se analizaron los 

espectros COSY (Fig. 4.15), HSQC (Fig. 4.16), HMBC (Fig. 4.17) de la muestra más 

concentrada en β-caroteno, correspondiente al aguaymanto San Ignacio/San Pablo, 

presentada inicialmente en la Figura 4.1. Si bien el experimento J-res también fue 

realizado, la cantidad de la muestra no permitió observar las correlaciones y; por ello, no 

se presenta un análisis de este experimento. Debido a la presencia de los triglicéridos y 

su alta concentración, sólo es posible analizar la región entre 6.10-6.70 ppm.  
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El COSY (Fig. 4.15) muestra las mismas señales obtenidas en el estándar en esta región 

con la misma multiplicidad, aunque hay menor resolución debido a que las señales son 

más anchas en la muestra. Todas las señales en el HSQC (Fig. 4.16) fueron identificadas 

en las región respectivas, excepto por la señal perteneciente a la correlación protón-

carbono 15,15’. Este resultado se puede explicar dado que esta señal se encuentra muy 

cerca de las señales de los carbonos J de la grasa. En el caso del HMBC (Fig. 4.17), los 

espectros obtenidos tampoco permitieron confirmar mucho, pues la S/N es muy baja y 

tan solo unas cuantas correlaciones fueron identificadas (hidrógenos 15,15’ con carbonos 

14,14’; hidrógenos 12,12’ con carbonos 10,10’ y 14,14’; hidrógenos 8,8’ o 10,10’ con 

carbonos 9,9’ y 10,10’). 
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Figura 4.15. Magnificación del espectro COSY del aguaymanto fresco en 6.0-6.8 ppm. 
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Figura 4.16. Magnificación del espectro HSQC del aguaymanto fresco en 5.8-6.8 ppm en F2 y 105-144 ppm en F1. 
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Figura 4.17. Magnificación del espectro HMBC del aguaymanto fresco en 5.9-6.8 ppm en F2 y 97-156 ppm en F1. 
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Una mejor confirmación se realizó añadiendo de forma consecutiva directamente en la 

muestra de 300 mg en 400µL de CDCl3 (espectro de color azul), 10 µL (espectro de 

color rojo), 30 µL (espectro de color verde) y 30 µL más (espectro de color morado) de 

una solución estándar de β-caroteno de 10.30 mg/mL (Fig. 4.18). En la Tabla 4.6 se 

presentan los desplazamientos químicos obtenidos del β-caroteno en la mezcla y  se 

compara con lo reportado en literatura22 y lo obtenido con el estándar en este trabajo. 

 

 
Figura 4.18. Espectros superpuestos de aguaymanto fresco con adiciones de β-caroteno estándar: espectro 

original (azul), con adición de 10 µL de 10.30 mg/mL de β-caroteno (rojo), 40 µL de 10.30 mg/mL  β-

caroteno (verde) y 70 µL de 10.30 mg/mL β-caroteno (morado). 
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Tabla 4.6. Señales presentes en el espectro de 1H-RMN del extracto apolar de aguaymanto asignadas al β-

caroteno (desplazamientos químicos (ppm) de protón y carbono) comparadas con valores reportados en la 

literatura22. 

Compuesto Asignamiento 
 

δH; δC experimentales 
en la mezcla 

 

δH; δC experimentales 
en el  estándar 

δH; δC experimentales en 
la literaturaa 

β-caroteno 

CH-7,7’ 

CH-8,8’ 

CH-10,10' 

CH-11,11' 

CH-12,12' 

CH-14,14' 

CH-15,15' 

6.16; 126.5 

6.12; 137.9 

6.14; 131.0 

6.64; 125.0 

6.34; 137.4 

6.23; 132.5 

6.61 

6.20; 126.7 

6.16; 137.8 

6.18; 130.9 

6.68; 125.0 

6.38; 137.3 

6.28; 132.4 

6.66; 130 

6.15; 126.3 

6.16; 138.6 

6.14; 131.8 

6.64; 125.5 

6.35; 138.1 

6.24; 133.2 

6.63; 130.8 

a Magn. Reson. Chem. 2005, 43, 625-63822.  
 

Por último, tomando en cuenta la información dentro de la zona, 0.28-0.73 ppm (x 50), 

(Fig. 4.1) y teniendo en cuenta que las señales del grupo metilo en posición 18 de los 

fitoesteroles avenasterol y β-sitosterol/campesterol (Fig. 4.19) han sido reportados a 

desplazamientos químicos de 0.54 y 0.68 ppm respectivamente42, se sugiere la presencia 

de estos metabolitos en la fracción apolar de aguaymanto (señales a 0.54 y 0.69 ppm, 

Fig. 4.20). La sugerencia aquí mencionada, se apoya en que estos compuestos ya han 

sido reportados en el aguaymanto haciendo uso de GC-FID17, así como en las 

correlaciones observadas en HSQC (Fig. 4.21) y en HMBC (Fig. 4.22). Se observa la 

correlación entre el hidrógeno y su respectivo carbono del CH3-18 a 12 ppm en el HSQC 

(Fig. 4.21, Tabla 4.7) y con múltiples carbonos de la estructura en el HMBC (Fig. 4.22, 

Tabla 4.8) como 39.8 (C12), 42.3 (C13), 55.8 (C17), 56.83 (C14) ppm, los cuatro 

carbonos cercanos a C18. Aunque este tipo de correlaciones no los puede diferenciar 

entre sí, proporciona evidencia  que sugiere su presencia, pues existe correspondencia 

con la información  reportada en la literatura42, ver Tablas 4.7 y 4.8. 

 

Dado que los fitoesteroles en plantas se encuentran bioquímicamente relacionados con 

un precursor en común, el cicloartenol (Fig. 4.19), la existencia de dos dobletes (Figura 

4.20 a 0.34 y 0.57 ppm) en el espectro de la mezcla,  comparados con los dobletes 
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reportados en la literatura a 0.33 y 0.56 ppm42 (señales pertenecientes a los hidrógenos 

en posición 19, Tabla 4.9), también sugieren la presencia de este compuesto en el 

extracto de aguaymanto fresco. En este caso, la correlación con su respectivo carbono no 

pudo ser observada, pues la señal de este metileno a 29.79 ppm, según la literatura, se 

encuentra inmersa dentro de la señal de los ácidos grasos (Fig. 4.21). Sin embargo, las 

correlaciones de los hidrógenos 19 con los carbonos cercanos sí se observan en el 

HMBC (Fig. 4.22, Tabla 4.9) como 20.0 (C9), 25.8 (C10), 26.4 (C11), 31.6 (C1), 47.0 

(C5), 47.9 (C8) ppm, asignaciones realizadas basándose en la literatura disponible42,43. 

 

 
Figura 4.19. Estructura y numeración de los posibles esteroles en aguaymanto fresco.  
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Figura 4.20. Expansión de la zona entre 0.3-0.7 ppm del espectro RMN del extracto apolar del aguaymanto fresco. 
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Figura 4.21. Magnificación del espectro HSQC del aguaymanto fresco en 0.8-0.1 ppm en F2 y 8-34 ppm en F1. Correlaciones entre el H-18 y el C-18 de los 

esteroles son señaladas en círculo naranja. Las líneas extendidas a lo largo de 0.8-0.1 ppm en  F2 a 29.8 y 14 ppm en F1corresponden a las señales de ácidos 

grasos que se encuentran en órdenes de magnitud mayores a la de los fitoesteroles.  
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Figura 4.22. Magnificación del espectro HMBC del aguaymanto fresco en 0.77-0.17 ppm en F2 y -2.8-68.9 ppm en F1. Correlaciones entre el H-18 y los 

carbonos respectivos de los esteroles son señaladas en círculo naranja. 

C9 

C10 

C1 
C11 

C5 
C8 

C9 

C10 

C1 
C11 

C5 
C8 

H19 
H18 H18 

H19 

C12 
C13 

C17 
C14 

C12 

C13 

C17 
C14 

Campesterol/β-sitosterol 
Cicloartenol 

Avenasterol 



  

71 
 

 

Tabla 4.7. Desplazamientos químicos de protón y carbono (ppm) de señales que podrían corroborar al β-

sitosterol/campesterol presentes en el extracto apolar de aguaymanto comparados con valores en 

literatura42,43. 

Compuesto Asignamiento δH; δC experimentales en la mezcla δH; δC experimentales en la literaturaa 

β-sitosterol/ 

campesterol 

CH2-1 

CH2-2 

CH-3 

CH2-4 

C-5 

CH-6 

CH2-7 

CH-8 

CH-9 

C-10 

CH2-11 

CH2-12 

C-13 

CH-14 

CH2-15 

CH2-16 

CH-17 

CH3-18 

CH3-19 

CH-20 

CH3-21 

CH2-22 

CH2-23 

CH-24 

CH-25 

CH3-26 

CH3-27 

CH2-28 

CH3-29 

 - 

1.84, 1.50 

3.49; 71.59 

2.27; 42.31 

- 

5.36; 122.55 

- 

1.43; 31.71 

0.95; 50.09 

- 

- 

1.98, 1.17; 39.69 

42.30 

1.00; 56.73 

- 

- 

1.13; 55.98 

0.69; 11.83 

1.01; 19.26 

1.41; 35.93 

- 

- 

- 

0.94; 45.88 

1.67 

0.83 

0.83 

- 

- 

1.85, 1.08; 37.19 

1.84, 1.52; 31.60 

3.53; 71.80 

2.25; 42.38 

140.76b 

5.35; 121.79 

1.98, 1.85; 31.90 

1.47; 31.78 

0.93; 50.13 

36.51b 

1.50, 1.46; 21.05 

2.02, 1.16; 39.72 

42.33b 

0.99; 56.74 

1.58; 24.25 

1.85, 1.27; 28.33 

1.10; 56.10 

0.68; 11.80 

1.01; 19.48 

1.36; 36.12 

0.92; 18.91 

1.32; 33.63 

1.16; 26.02 

0.93; 45.86 

1.67; 29.08 

0.82; 18.98  

0.82; 18.98  

1.22; 22.97 

0.85; 19.98 
a Valores reportados en HMDB46. b Carbonos cuaternarios reportados de Goad, L. J. & Akihisa, T. Apéndice 3. En: ANALYSIS OF 

STEROLS. Springer Netherlands. 1997, pp. 357-42242. 
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Tabla 4.8. Desplazamientos químicos de protón y carbono (ppm) y constantes de acoplamiento (J) en Hz 

de señales que podrían corroborar al avenasterol presente en el extracto apolar de aguaymanto comparados 

con valores en la literatura42. 

Compuesto Asignamiento δH (J); δC experimentales en la mezcla δH (J) experimentales en la literaturaa 

Avenasterol 

CH2-1 

CH2-2 

CH-3 

CH2-4 

CH-5 

CH2-6 

CH-7 

C-8 

CH-9 

C-10 

CH2-11 

CH2-12 

C-13 

CH-14 

CH2-15 

CH2-16 

CH-17 

CH3-18 

CH3-19 

CH-20 

CH3-21 

CH2-22 

CH2-23 

C-24 

CH-25 

CH3-26 

CH3-27 

CH-28 

CH3-29 

 - 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

1.98, 1.17; 39.69 

42.30 

1.00; 56.73 

- 

- 

1.13; 55.98 

0.55; 11.82 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

2.83 

0.97 (d, 6.9) 

0.97 (d, 6.9) 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

5.15 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

0.54 

0.79 

- 

0.95 

- 

- 

- 

2.83 

0.98 (d, 6.8) 

0.98 (d, 6.8) 

5.10 

1.59  
a Goad, L. J. & Akihisa, T. Apéndice 3. En: ANALYSIS OF STEROLS. Springer Netherlands. 1997, pp. 357-42242. 
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Tabla 4.9. Desplazamientos químicos de protón y carbono (ppm) y constantes de acoplamiento (J) en Hz 

de señales que podrían corroborar al cicloartenol presentes en el extracto apolar de aguaymanto 

comparados con valores en literatura42. 

Compuesto Asignamiento δH (J); δC experimentales en la mezcla δH (J); δC experimentales en la literaturaa 

Cicloartenol 

CH2-1 

CH2-2 

CH-3 

C-4 

CH-5 

CH2-6 

CH2-7 

CH-8 

C-9 

C-10 

CH2-11 

CH2-12 

C-13 

C-14 

CH2-15 

CH2-16 

CH-17 

CH3-18 

CH2-19 

 

CH-20 

CH3-21 

CH2-22 

CH2-23 

CH-24 

C-25 

CH3-26 

CH3-27 

CH3-28 

CH3-29 

CH3-30 

 31.6 

- 

- 

- 

47.0 

- 

- 

47.9 

20.0 

25.8 

26.4 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

0.34 (d, 4.32) 

0.57 (d, 4.32) 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

31.84 

30.26 

78.51 

40.32 

46.92 

21.05 

25.92 

47.79 

19.92 

25.96 

26.38 

32.77 

45.09 

48.59 

35.44 

28.03 

52.07 

0.96; 17.97 

0.33 (d, 4.5); 29.79 

0.56 (d, 4.5); 29.79 

35.74 

0.88 (d, 6.2); 18.16 

36.21 

24.84 

5.11 (t, 7.0); 124.74 

130.35 

1.61; 17.57 

1.68; 25.63 

0.89; 19.23 

0.81; 13.95 

0.97; 25.34 
a Goad, L. J. & Akihisa, T. Apéndice 3. En: ANALYSIS OF STEROLS. Springer Netherlands. 1997, pp. 357-42242. 
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En este estudio también, se analizó la posibilidad de distinguir, en base al perfil químico 

obtenido por 1H-RMN, a las distintas muestras de aguaymanto con la finalidad de 

proporcionar una manera más eficiente y completa de control de calidad del producto. El 

Análisis de Componentes Principales (PCA) se utilizó con todos los datos de los 

diferentes espectros de 1H-RMN obtenidos de la extracción a partir de 500 mg de 

aguaymanto fresco (15 muestras). Se alinearon los espectros con Icoshift. Se eliminó las 

regiones sin señales del espectro y la región perteneciente al solvente residual. Se realizó 

el bucketing a 0.01 ppm en un intento de perder la menor información posible de las 

señales dentro de los espectros, se normalizó a intensidad total y se realizó el 

escalamiento Pareto. El diagrama de scores obtenido se muestra en la Figura 4.23, PC1 

vs PC2, detallando la varianza explicada, donde se observa una clara distinción de las 

tres muestras, según el PC1. Este modelo logró explicar más de 80% de la varianza total. 

Las elipses de Hotelling fueron graficados con una confiabilidad de 0.90. 

 

 
Figura 4.23. Diagrama de scores PC1 vs PC2 detallando el porcentaje de varianza explicada en el 

respectivo componente principal: San Ignacio/San Pablo  en círculos amarillos, EU251 en cruces y La 

Victoria/Encañada  en cuadrados verdes. 

 

La Figura 4.24 muestra los loadings del PC1 y la Figura 4.25 muestra los loadings del 

PC2. A través de ellas se observan que todas las señales pertenecientes a triglicéridos 

son responsables del desplazamiento hacia el lado negativo del PC1, excepto por las 

señales marcadas con * que pertenecen a los ácidos grasos mono-insaturados y a los 
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ácidos grasos saturados, y estos tienen el comportamiento contrario. Esto significa que 

en el caso de las señales que presentan pequeñas desviaciones de desplazamiento 

químico, el PCA es capaz de separarlas y darles el coeficiente correspondiente. Este 

resultado concuerda bien con lo obtenido en Tabla 4.3, pues San Ignacio/San Pablo 

presenta más insaturados y pocos mono-insaturados, poniéndolo al extremo negativo del 

PC1. De esta manera se tiene que las señales del C18:2 primariamente correlacionan de 

manera negativa con PC1; mientras que, en los casos en que la separación es posible, las 

señales de C18:1, C18:3 (marcado con un **) y saturados correlacionan de manera 

positiva con PC1. La Victoria/Encañada  tiene el mayor porcentaje de C18:1 y C18:3; 

mientras que, San Ignacio/San Pablo  contiene el menor porcentaje de C18:1 y, junto 

con EU251, de C18:3. Esto explica el posicionamiento de los ecotipos en PC1. Otras 

señales que correlacionan con PC1 de manera positiva en menor medida son los 

aldehídos y fitoesteroles. La Figura 4.25, en general, presenta las mismas señales que en 

PC1, en particular las señales de C, D y E y explica la intervarianza entre los grupos. 

Además, los coeficientes de los compuestos en menor concentración como los 

fitoesteroles presentan mayor magnitud y podrían explicar el posicionamiento de EU251 

en un valor más positivo de PC2. 

 

 
Figura 4.24. Diagrama de loadings del PC1 vs ppm y algunas asignaciones de las señales con altos 

valores de  coeficientes (asignación usada en Tabla 4.2). Las señales marcadas con * pertenecen a C18:1 

y ácidos grasos saturados, y las señales marcadas con ** pertenecen al C18:3. 
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Figura 4.25. Diagrama de loadings del PC2 vs ppm. 

 

4.2. RMN en aguaymanto deshidratado 

 

El aguaymanto deshidratado bajo estudio corresponde a la muestra de San Ignacio/San 

Pablo, el cual fue deshidratado por Villa Andina a tres diferentes temperaturas, 

diferenciadas entre sí en 10oC. El método de extracción empleado en este caso implicó 

una extracción (5 g en 5 mL de CHCl3) del material de partida (liofilizado, que registró 

una humedad entre 8-10%), a temperatura ambiente y protegido de la luz con aluminio 

por 4 horas, bajo agitación constante. En la Tabla 4.10, se resume los pesos del extracto 

final obtenido mediante este proceso de dos extracciones independientes. 

 
Tabla 4.10. Pesos (mg) obtenidos de la extracción de aguaymanto deshidratado a temperaturas T, T+10 y 

T+20a. 

Muestra T (H = 9.1%)b T+10 (H = 9.7%)b T+20 (H = 8.1%)b 

San Ignacio/San Pablo  
313 300 302  

315 306  296  

Prom.± Desv. Est. 314±1.4  303±4.2  298±4.2  
a El valor de T se mantiene en reserva a pedido de la empresa. b Valor de humedad basado en una medición con una muestra de 20 g. 

 

Los espectros obtenidos a partir del aguaymanto deshidratado presentan las mismas 

señales elucidadas en aguaymanto fresco en el acápite anterior, excepto por unas señales 

Fitoesteroles 
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anchas, cercanas al desplazamiento químico del cloroformo, de origen desconocido, 

cuya intensidad es mayor en la muestra deshidratada a T y menor en el caso de la 

muestra deshidratada a T+10 (Fig. 4.26).  

 

  
Figura 4.26. Expansión de la zona entre 6.6-7.4 ppm en 1H-RMN de aguaymanto deshidratado de dos 

extracciones independientes por muestra mostrando señales anchas cercanas a la señal residual de 

cloroformo. 

 

En la Tabla 4.11, se presenta el porcentaje relativo de ácidos grasos obtenido mediante 

deconvolución de una extracción de cada temperatura analizada por duplicado. Según 

estos resultados el nivel de insaturados en el aguaymanto deshidratado es mayor al del 

fresco. El cambio más resaltante es en el contenido de insaturados y saturados totales. 

Los ácidos grasos saturados tuvieron un pequeño incremento con la muestra 

deshidratada a T+10, y una disminución con la muestra tratada a T+20.  

 

Estos valores pueden ser explicados en base a la posible actividad metabólica durante el 

secado del producto44.  Sin embargo, dada la pocas muestras estudiadas no se puede 

realizar aseveraciones en este aspecto.  

 

T 

T+20 

T+10 
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En la Tabla 4.11, se compara el aceite proveniente del aguaymanto deshidratado frente a 

otros aceites comestibles como el de girasol y soja, analizados estos últimos mediante 

similar metodología45. Estos resultados preliminares son positivos, pues muestran que el 

aceite de aguaymanto presenta un mayor contenido de ácidos grasos poli-insaturados.  
 

Tabla 4.11. Porcentaje relativo de ácidos grasos calculados mediante RMN del aguaymanto deshidratado 

a diferentes temperaturas y de  dos aceites de semillas, girasol y soja. 

 San Ignacio/San Pablo  deshidratadoa San 

Ignacio/San 

Pablo  

frescob 

Aceite de 

girasolc 

Aceite de 

sojac  T T+10 T+20 

Insaturados 

(%) 

91.34±1.0

2 
90.89±0.22 93.21±0.59 90.11±2.12 89.90 82.37 

Saturados (%) 8.66±1.02 9.11±0.22 6.79±0.59 9.89±2.12 10.10 17.63 

Poli-

insaturados (2 

dobles 

enlaces, %) 

73.75±0.2

3 
74.61±0.84 74.43±1.32 74.87±0.54 31.65 49.99 

Poli-

insaturados (3 

dobles 

enlaces, %) 

1.66±0.03 1.43±0.11 1.52±0.07 1.17±0.10 0 7.88 

Mono-

insaturados 

(%) 

15.93±1.0

7 
14.85±0.79 17.26±1.02 14.06±2.06 58.25 24.5 

S/I 9.49 10.03 7.29 11.03 11.23 21.40 
a Promedios obtenidos a partir de dos experimentos independientes (uno de ellos siendo repetido tres veces) 1H-RMN. b San 

Ignacio/San Pablo  fresco cuantificado en este estudio mediante 1H RMN (Tabla 4.3). c Cuantificación realizada por 1H-RMN45. No 

se reporta desviación estándar. 

 

4.3. Espectrometría de Masas en muestras de aguaymanto 

 

Esta metodología fue empleada sólo para corroborar la presencia de los ácidos grasos 

identificados en el aguaymanto mediante el estudio RMN, pues la muestra fue inyectada 

de manera directa (DIMS), modalidad que se ve más afectada por el efecto de supresión 
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de iones, en comparación con un análisis mediante LC-MS. La metodología implica 

realizar la ionización mediante la técnica de “electrospray” (ES) y capturar a los iones 

mediante una trampa de iones. Esta forma de análisis en una muestra claramente 

dominada por los ácidos grasos, dificulta la identificación de compuestos en menor 

cantidad como el β-caroteno y los fitoesteroles46. 

 

La preparación de la muestra se basó en protocolos reportados en la literatura: extracción 

de 5 g con 50 mL de hexano bajo agitación, rotaevaporación del solvente y 

saponificación de 100 mg del material seco extraído con 1.5 mL de KOH en etanol (0.5 

M)47. Se removió el solvente mediante rotaevaporación y 1 mg del material seco fue 

diluido hasta una concentración final de 40 ng/µL en MeOH:H2O (90:10) y MeOH:H2O 

(90:10):acetato de amonio 8 mM (sal recomendada para el análisis de ácidos grasos 

mediante ESI-MS)48,49 para realizar el análisis de inyección directa al espectrómetro de 

masas. El acetato de amonio es usado para aumentar la conductividad de la muestra y 

mejorar la ionización de los compuestos. 

 

En la Figura 4.27, se muestran los distintos espectros asociados a tres distintas zonas: a) 

de 50 a 500 m/z con masa objetivo (Target Mass, TM de 300 m/z); b) de 500 a 1000 m/z 

(TM de 750 m/z); y c) de 1000 a 3000 m/z (TM = 2000 m/z). Dado que las zonas b) y c) 

corroboran que la saponificación fue completa, pues no se observan señales de 

triglicéridos (m/z=870-91050), ni de otras especies de interés a m/z >500,  y que en la 

región a) no se observa nada de interés debajo de m/z =100, la región establecida para el 

estudio fue de  100 a 500 m/z, TM=300 m/z. 
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Figura 4.27. Espectros de masas del extracto saponificado obtenidos bajo los siguientes rangos espectrales: a) 50-500, TM=300, b) 500-1000, TM=750, c) 1000-

3000, TM=2000. 

a) 

b) c) 
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Como se mencionó arriba, el tratamiento con acetato de amonio ha sido recomendado 

anteriormente por otros investigadores para el estudio de ácidos grasos mediante 

espectrometría de masas electrospray48,49. En la Figura 4.28, se muestra los espectros 

obtenidos con acetato de amonio (Fig. 4.28a) y se los compara con el espectro obtenido 

de la misma muestra, misma concentración y dilución, sin acetato de amonio (Fig. 

4.28b) en la región establecida de 100 a 500 m/z.  

 

Si bien en la muestra tratada con acetato de amonio, en la Figura 4.28a, se observan 

más señales, la mayoría de estas son aductos de los ácidos grasos [M-H]- con acetato de 

sodio (masa molar = 82). Esto trae consigo una disminución de la intensidad de las 

señales relevantes, como m/z=279, 281, 283. Los resultados con la otra preparación, sin 

acetato de amonio, Figura 4.28b, son mejores. Se registra un espectro más limpio que 

contiene a las señales de interés en mayor intensidad: C16:0 (m/z=255), C18:0 

(m/z=283), C18:1 (m/z=281) y C18:2 (m/z=279). Debido a esto, se optó por realizar el 

análisis sin acetato de amonio. En un esfuerzo por detectar mediante esta técnica a los 

ácidos grasos de baja proporción (<1.5%), se inyectó una muestra a una mayor 

concentración: 400 ng/µL (Fig. 4.29). En este caso, apenas es posible ver al C18:3 

(m/z=277). Los otros ácidos grasos minoritarios no fueron observados.  

 

La confirmación de los ácidos grasos aquí mencionados se realizó mediante un estudio 

MS/MS del ion molecular [M-H]-. Sin embargo, es importante resaltar que en el caso de 

un análisis de ácidos grasos por ionización electrospray, la información estructural es 

escasa, pues sólo permite observar pérdida de H2O y en algunos casos CO2
51. Los 

fragmentos obtenidos de los ácidos grasos linoleico, oleico, esteárico y palmítico se 

muestran en las Figuras 4.30, 4.31, 4.32 y 4.33, respectivamente. En todos estos casos, 

se reporta la pérdida de H2O a partir del ion molecular [M-H]-. No se logró realizar la 

fragmentación del C18:3 (m/z=277), debido a que es muy débil y se encuentra muy 

cerca a la señal perteneciente al C18:2 (m/z=279), la cual es muy intensa. Esta cercanía 

entre masas también hace imposible registrar el patrón isotópico [M+1] por lo que no ha 

sido posible confirmarse la identificación del C18:3 vía MS. 
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Figura 4.28. Espectro de masas del extracto saponificado, a) inyección directa con acetato de amonio 8 

mM y b) inyección directa sin acetato de amonio. 

 

a) 

b) 

+82 

+82 

+82 

CH3COO- 

+82 

M[CH3COONa]=82 
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Figura 4.29. Espectro de masas del extracto saponificado ampliado entre m/z=250-290 señalando a los 

[M-H]- de los ácidos grasos. 

 

 

Figura 4.30. Fragmentación del ácido graso C18:2, linolénico m/z=279 [M-H]- con su respectivo 

fragmento m/z=261 [M-H-H2O]-.  

 

C16:0 
C18:0 

C18:1 

C18:2 

C18:3 
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Figura 4.31. Fragmentación del ácido graso C18:1, oleico m/z=281 [M-H]- con su respectivo fragmento 

m/z=263 [M-H-H2O]-.  

 

 
Figura 4.32. Fragmentación del ácido graso C18:0, esteárico m/z=283 [M-H]- con su respectivo 

fragmento m/z=265 [M-H-H2O]-.  
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Figura 4.33. Fragmentación del ácido graso C16:0, esteárico m/z=255 [M-H]- con su respectivo 

fragmento m/z=237 [M-H-H2O]-.  

 

Dado que la ESI-MS no ha permitido detectar a muchos de los ácidos grasos 

minoritarios, sí detectables mediante GC-FID y mediante RMN, esta metodología no ha 

sido empleada en este trabajo para caracterizar a los ácidos grasos según su grado de 

insaturación.  
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5. CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

 

 Se implementó una metodología de extracción, de preparación de muestra y de 

adquisición de espectro de RMN para la obtención del perfil metabolómico del 

extracto lipofílico del aguaymanto fresco y deshidratado.  

 

 Se implementó una metodología de extracción, de preparación de muestra y de 

adquisición de espectro de RMN, para la obtención del porcentaje relativo de ácidos 

grasos por RMN de aguaymanto fresco y deshidratado. 

 

 El porcentaje relativo de ácidos grasos obtenido mediante RMN en fruto fresco fue 

comparable con el porcentaje reportado en frutos colombianos, mediante GC-FID. 

No se encontró diferencias significativas entre el contenido de ácidos grasos entre 

los tres distintos tipos de aguaymanto fresco analizados.  

 

 La asignación completa de las señales del β-caroteno fue realizada con una muestra 

estándar mediante los experimentos unidimensionales 1H y 13C, y bidimensionales 

COSY, TOCSY, J-res, HSQC y HMBC. 

 

 La asignación de las señales en muestras de aguaymanto, asociadas a diversos 

metabolitos entre ellos: grupos funcionales de los triglicéridos, β-caroteno, 

fitoesteroles fue realizada a través de los experimentos unidimensionales 1H y 13C, y 

bidimensionales COSY, TOCSY, J-res, HSQC y HMBC. El β-caroteno fue 

corroborado mediante adición del estándar. 

 

 Se logró implementar metodología multivariable capaz de clasificar y discriminar a 

las distintas muestras de aguaymanto fresco. 

 

 La metodología ESI-MS, inyección directa, fue útil solamente para corroborar la 

presencia de los ácidos grasos mayoritarios C16:0 (m/z=255), C18:0 (m/z=283), 

C18:1 (m/z=281) y C18:2 (m/z=279).  
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 Se recomienda, como una mejora en la identificación mediante RMN de los  

fitoesteroles en mezcla,  el uso de estándares, pues la diferencia más resaltante entre 

ellos sólo se basa en el desplazamiento químico de su metilo en posición 18 y no en 

distintas correlaciones en sus espectros bidimensionales. 

 
 Se recomienda realizar experimentos de 1H-RMN con presaturación de las señales 

anchas de los triglicéridos o desacoplando los satélites obtenidos por la correlación 

con el 13C, para mejorar la resolución de las señales pequeñas en el espectro y poder 

caracterizar mejor dichas señales. 
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A. 1. Espectro de 1H-RMN del extracto lipofílico del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 2. Espectro de 13C-RMN del extracto lipofílico del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 3. Espectro COSY-DQF del extracto lipofílico del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 4. Espectro TOCSY del extracto lipofílico del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 5. Espectro J-res del extracto lipofílico del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 6. Espectro HSQC del extracto lipofílico del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 7. Espectro HMBC del extracto lipofílico del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 8. Espectro de 1H-RMN del extracto lipofílico del aguaymanto deshidratado a 50°C San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 9. Espectro de 1H-RMN del extracto lipofílico del aguaymanto deshidratado a 60°C San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 10. Espectro de 1H-RMN del extracto lipofílico del aguaymanto deshidratado a 70°C San Ignacio/San Pablo en CDCl3 adquirido a 25°C. 
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A. 11. Espectro de masas del extracto saponificado del aguaymanto fresco San Ignacio/San Pablo a m/z = 

100-500, TM=300. 
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A. 12. Espectro de masas del extracto saponificado del aguaymanto San Ignacio/San Pablo fresco a m/z = 

500-1000, TM=750. 
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A. 13. Espectro de masas del extracto saponificado del aguaymanto San Ignacio/San Pablo fresco a m/z = 

1000-2000, TM=1500. 
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