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RESUMEN 

 

La Dysphania ambrosioides (L.) Mosyakin & Clemants, comúnmente denominada como 

paico, es una especie que se cree nativa de América tropical. A dicha hierba se le atribuyen 

diversas propiedades en la cultura milenaria. El presente estudio tuvo como principal 

objetivo caracterizar a los principales metabolitos de las hojas de paico, además de su 

respectiva capacidad antioxidante. El total de compuestos fenólicos evaluados 

espectrofotométricamente fue de 13.60 AGE (ácido gálico equivalente) / g base seca (bs); 

mientras que la capacidad antioxidante medida por los ensayos TEAC y ORAC fueron de 

93.3 y 571 μmol trolox equivalente (TE)/g bs, respectivamente. Mediante espectrometría de 

masas (LC-MS/MS), 20 polifenoles fueron develados: un ácido vainíllico, un derivado del 

ácido p-cumaroil-hexósido, tres derivados de quercetina-ramnósida, una quercitina derivada, 

dos derivados de kaempferol acetil-furanósido-ramnósido y doce derivados del kaempferol 

ramnósido. La cuantificación por UPLC®-PDA de los compuestos fenólicos totalizó 645.11 

mg/100 g bs (de donde los ácidos fenólicos son 41.37 mg/100 g bs y flavonoides, 603.74 

mg/100 g bs), destacando la alta cantidad de kaempferol sobre los demás compuestos. El 

análisis de metabolitos lipofílicos, reportó ácidos grasos importantes, siendo en orden de 

importancia: Linoleico > linolénico > palmítico > oleico (35.8; 35.4; 26.3 y 2.5 por ciento, 

respectivamente). Por su parte, se encontró α-, β-, γ- y δ-tocoferol en cantidades de 28.78, 

7.19, 7.96 y 3.27 µg/g bs, respectivamente. Asimismo, del análisis de terpenos se encontró 

principalmente y en orden de importancia a: α-terpineno, limoneno, p-cimeno, timol, γ-

terpineno, carvacrol, isoascaridol y α-pineno (1489.65; 313.1; 104.8; 49.4; 45.1; 22.9; 8.19 

y 4.32 mg/100 g bs, respectivamente). Se concluye que, de acuerdo a los resultados 

obtenidos, las hojas de paico son una variada fuente de compuestos bioactivos: polifenoles, 

terpenos, ácidos grasos, tocoferoles y de importante actividad antioxidante (TEAC y 

ORAC), lo cual haría interesante su aplicación en diversas industrias. 

 

Palabras clave: Paico, cromatografía líquida, cromatografía gaseosa, espectrometría de 

masas, compuestos fenólicos, terpenos 

 



  

 

 

ABSTRACT 

 

Dysphania ambrosioides (L.) Mosyakin & Clemants, commonly referred to as paico, is a 

species believed to be native to tropical America. Various properties are attributed to this 

herb in ancient culture. The main objective of the present study was to characterize the main 

metabolites of paico leaves, in addition to their respective antioxidant capacity. The total of 

phenolic compounds evaluated spectrophotometrically was 13.60 AGE (gallic acid 

equivalent) / g dry base (bs); while the antioxidant capacity measured by the TEAC and 

ORAC tests were 93.3 and 571 μmol trolox equivalent (TE) / g bs, respectively. By mass 

spectrometry (LC-MS / MS), 20 polyphenols were revealed: vanillic acid, a derivative of p-

coumaroyl-hexoside acid, three quercetin-rhamnoside derivatives, a quercetin derivative, 

two derivatives of kaempferol acetyl-furanoside- rhamnoside and twelve derivatives of 

kaempferol rhamnoside. The quantification by UPLC®-PDA of the phenolic compounds 

totaled 645.11 mg / 100 g bs (of which the phenolic acids are 41.37 mg / 100 g bs and 

flavonoids, 603.74 mg / 100 g bs), highlighting the high amount of kaempferol over the other 

compounds. The analysis of lipophilic metabolites, reported important fatty acids, being in 

order of importance: Linoleic > linolenic > palmitic > oleic (35.8; 35.4; 26.3 and 2.5 percent, 

respectively). On the other hand, α-, β-, γ- and δ-tocopherol were found in amounts of 28.78, 

7.19, 7.96 and 3.27 µg / g bs, respectively. Likewise, the analysis of terpenes mainly found 

and in order of importance: α-terpinene, limonene, p-cymene, thymol, γ-terpinene, carvacrol, 

isoascaridol and α-pinene (1489.65; 313.1; 104.8; 49.4; 45.1; 22.9; 8.19 and 4.32 mg / 100 

g bs, respectively). It is concluded that, according to the results obtained, paico leaves are a 

varied source of bioactive compounds: polyphenols, terpenes, fatty acids, tocopherols and 

of important antioxidant activity (TEAC and ORAC), which would make their application 

interesting in various industries. 

 

Keywords: Paico, liquid chromatography, gas chromatography, mass spectrometry, phenolic 

compounds, terpenes
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I. INTRODUCCIÓN 

 

Durante las últimas décadas, el uso de las plantas medicinales ha ganado popularidad 

mundial. Muchos países utilizan la medicina tradicional como una alternativa debido a la 

desconfianza que genera la medicina sintética y las contraindicaciones graduales de su uso 

(Garza, 2014).   

 

El paico es una planta aromática muy conocida como ingrediente de los chupes o caldos 

verdes en los Andes, principalmente en Cajamarca y la sierra norte; sin embargo, se 

encuentra en casi todo el Perú. Los beneficios de esta hierba van más allá de los conocidos 

en la cultura milenaria: Barros et al. (2013), menciona sus aplicaciones farmacológicas en 

el tratamiento de gripe y resfriado; Gómez (2008), destaca su potencial bactericida, fungicida 

y nematicida; Hou et al. (2017), señalan el poder antiinflamatorio; García et al. (1997), 

indican actividad antiespasmódica; mientras que Villalobos-Delgado et al. (2016), le asignan 

un probado efecto antioxidante. Por otro lado, Villar (1982) y Abozaglo (1990), mencionan 

que la industria alimentaria ya ha utilizado esta materia prima en la formulación de un 

condimento y en un filtrante para infusión, respectivamente. La riqueza en compuestos 

bioactivos de esta planta (se cree que en polifenoles y terpenos), reafirman su potencial uso 

como aditivo alimentario. Ortega et al. (2014), aseguran que pueden utilizarse diferentes 

tecnologías, como nanoemulsiones, películas o recubrimientos comestibles, sistemas de 

encapsulación, entre otros, para aplicar los extractos de hierbas medicinales en matrices 

alimentarias. 

 

Por otro lado, al consultar la bibliografía publicada sobre la capacidad antioxidante, los 

perfiles de compuestos fenólicos y la cuantificación de terpenos del paico sudamericano, la 

información es bastante limitada. Es por ello necesario realizar una investigación de base 

que identifique a los metabolitos presentes en estas hojas, para así identificar potencialidades 

de uso en diversas industrias como la alimentaria y la farmacéutica.
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Por lo mencionado anteriormente, la presente investigación tuvo como objetivo evaluar 

los compuestos bioactivos como: ácidos grasos, compuestos fenólicos, terpenos y 

tocoferoles utilizando técnicas cromatográficas y la espectrometría de masas en las hojas 

de paico. Además, determinar su capacidad antioxidante mediante ensayos in vitro. 

  



 

 

II. REVISIÓN DE LITERATURA 

 

2.1.     PAICO 

 

2.1.1.  GENERALIDADES Y CLASIFICACIÓN TAXONÓMICA 

 

El paico [Dysphania ambrosioides (L.) Mosyakin & Clemants también citado en la literatura 

bajo el nombre científico de Chenopodium ambrosioides L.] es una hierba cosmopolita, a 

veces perennizante y crece sin necesidad de cultivo en el altiplano, valles y toda Sudamérica. 

Tiene como hábitat común los jardines, lados de las carreteras y pastizales (Bussmann et al., 

2013; Abozaglo, 1904). Se puede apreciar la morfología de la planta en la Figura 1. 

 

 

Figura 1. Dysphania ambrosioides (L.) Mosyakin y Clemants 

FUENTE: Mondragón (2009)
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Según el sistema de clasificación APG IV (Angiosperm Phylogeny Group IV) (2016), la 

clasificación taxonómica del paico es la siguiente: 

 

Reino:             Plantae 

Phylum: Magnoliophyta 

Clase:    Magnoliopsida 

Orden:  Caryophyllales 

Familia: Amaranthaceae 

Género: Dysphania R. Br. 

Especie: Dysphania ambrosioides (L.) Mosyakin y Clemants 

 

Torres et al. (2003), resaltan los nombres comunes alternativos con los que se conoce al D. 

ambrosioides: en Perú, Chile y Argentina: paico macho; en Uruguay, quinoa; en Brasil, Erva 

de Santa María o mastruz; en México, Epazote; en E.U.A., Worm grass o fit weed y en 

Japón, Aritasou. En otras regiones se les denomina Amerikanischer wurmsamen (Alemania); 

Ansérine vermifuge (Francia) y Erva formigueira (Portugal) (Amorin, 1989; citado por 

León, 2009). 

 

Es importante mencionar que la denominación del paico obedece en la actualidad (año 2020) 

a Dysphania ambrosioides (L.) Mosyakin & Clemants (Angiosperm Phylogeny Group IV, 

2016) desde el año 2002, cuando Mosyakin y Clemants redefinieron tanto al género 

Chenopodium L. y Dysphania R.Br., transfiriendo taxones de Chenopodium subgen. 

Ambrosia A.J. Scott al género Dysphania R.Br., siendo el paico uno de los involucrados 

(Mosyakin y Clemants, 2002). Por dicha razón, fue muy común encontrar la denominación 

del paico como C. ambrosioides (L.) en la literatura científica. Albuquerque et al. (2018), 

mencionan el uso de Dysphania ambrosioides (L.) Mosyakin & Clemants como sinonimia 

de C. ambrosioides (L.) en los escritos científicos. 

 

2.1.2.  ORIGEN Y DESCRIPCIÓN BOTÁNICA 

 

El paico, según mencionan Miossi et al. (2012), es una especie oriunda de la América 

tropical, originaria probablemente de México; mientras que Abozaglo (1990), afirma que es 

una especie nativa de los andes naturalizada en casi todo el mundo. 
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Ibarra y Paredes (2013), mencionan que la D. ambrosioides es una hierba anual o perenne, 

erguida o incluso ascendente, fuertemente olorosa, de 40 cm a 1 m de alto, de tallo simple o 

ramificado y de inflorescencia dispuesta en panícula piramidal. Sus hojas se caraterican por 

ser pecioladas, oblongas y lanceoladas, de 3 a 10 cm de largo por 1 a 5 cm de ancho. Por su 

parte, Abozaglo (1990), expone que las hojas son perfectas y pequeñas, reunidas en 

glomérulos prestos en panojas terminales; mientras que sus flores son homoclamídeas y su 

cáliz está formado por 5 sépalos subherbáreos. Su semilla es horizontal o vertical, negra 

brillante y lisa de 0.6 a 0.8 mm. 

 

El paico se adapta bien a terrenos arcillosos, arenosos, xerofíticos y subxerofíticos, cultivado 

con gran facilidad en diversos climas (tropicales, subtropicales, templados) pero en 

condiciones de abundante materia orgánica (Jaramillo et al., 2012). Agrega Abozaglo 

(1990), que, a pesar de que el paico puede cultivarse en toda clase de suelos, se prefieren los 

francos a franco arenosos, siempre y cuando tengan un apropiado balance de fósforo y 

nitrógeno en los niveles de fertilización. Con respecto a la siembra, puede ser directa o 

indirecta, de donde se cree que la última es la más conveniente, realizándose el transplante 

al tener como mínimo 8 cm de altura (la plántula). 

 

2.1.3.  COMPOSICIÓN QUÍMICA Y NUTRICIONAL 

 

Reyes et al. (2009), mencionan un alto contenido de calcio en las hojas de paico; sin 

embargo, la hierba no supone importantes cantidades de macronutrientes (proteínas, grasas, 

carbohidratos) ni de energía, tal y como se puede apreciar en la Tabla 1.  

 

2.1.4.  POSIBLES PROPIEDADES ASOCIADAS 

 

Barros et al. (2013), mencionan que el paico tiene diversas aplicaciones farmacológicas en 

el tratamiento de gripe, en las enfermedades gastrointestinales y respiratorias, así como en 

los vómitos y la curación de ulceraciones en la piel. A su vez, Miossi et al. (2012), explican 

que los extractos y otros derivados de la planta son usualmente utilizados contra sífilis, 

sarampión y enfermedades intestinales. Hou et al. (2017), a su vez, mencionan una moderada 

actividad antiinflamatoria; mientras que Okuyama et al. (1993), demostraron el efecto 

analgésico y sedante. Por otro lado, Lima et al. (2011), explicaron que el extracto acuoso de 

las hojas de paico favoreció la cicatrización de heridas cutáneas abiertas en ratas; en tanto, 
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Jang et al. (2011), probaron la efectiva actividad antidiabética en ratas (hierba como extracto 

crudo). Asimismo, Nascimento et al. (2006), concluyen que el paico tiene un potente efecto 

antitumoral antes e incluso después de la implantación tumoral (in vivo) de Ehrlich. Los 

autores mencionados, sospechan que el efecto en cuestión está relacionado con las 

propiedades antioxidantes de la planta. 

 

Tabla 1: Composición proximal, minerales, vitaminas y otros compuestos en 

hojas de paico 

Componente (por 100 g de hojas 

frescas) 
Unidad 

Reyes et al. 

(2009) 

Prakash et al. 

(1993) 

Aborisade et 

al. (2017) 

Energía  Kcal 54 N.D. N.D. 

Humedad  g 81.7 75.7 89.4 

Proteína  g 5 6.4 3.2 

Grasa total  g 1.1 N.D. 1.9 

Carbohidratos totales  g 9.2 N.D. 4.6 

Carbohidratos disponibles  g 5.4 N.D. N.D. 

Fibra cruda  g 2.1 N.D. 1.4 

Fibra dietaria  g 3.8 N.D. N.D. 

Cenizas  g 3.0 N.D. 1.8 

Calcio  mg 459.0 N.D. N.D. 

Fósforo  mg 65.0 N.D. N.D. 

Zinc  mg 1.1 N.D. N.D. 

Hierro  mg 6.3 N.D. N.D. 

Retinol  µg 674.0 N.D. N.D. 

Vitamina A (equivalentes totales) µg 3.0 N.D. N.D. 

Tiamina  mg 0.11 N.D. N.D. 

Rivoflavina  mg 0.42 N.D. N.D. 

Niacina  mg 1.12 N.D. N.D. 

Vitamina C  mg 34.7 60.0 N.D. 

Carotenoides mg N.D. 16.4 N.D. 

Nitratos mg N.D. 370.0 N.D. 

Oxalatos mg N.D. 3900.0 N.D. 

N.D.: No determinado 

 

El aceite esencial de Ch. ambrosioides L. presenta diversas bioactividades. Así, De Andrade 

et al. (2016) y Nunes et al. (2016), mencionan su acción antihelmíntica (particularmente 

contra Ascaris lumbricoides), antifúngica, ascaricida y antiparasitario (Plasmodium). A su 

vez, Kokanova-Nedialkova et al. (2009), explicaron que el extracto de la mencionada 

materia prima, mostró actividad contra bacterias Gram positivas; Torres et al. (2003), fueron 
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más específicos al comprobar la inhibición en el crecimiento de Staphylococcus aureus en 

dicho extracto. Gómez (2008), añade su actividad fungitóxica frente a diversas colonias. 

 

El extracto de C. ambrosioides solo y en sinergia con lecitina y ácido cítrico tiene efectos 

similares a los de los antioxidantes comunes y podría aplicarse en la estabilización de 

compuestos insaturados en la industria alimentaria y farmacéutica (Puhaca et al., 2000, 

citados por Kokanova-Nedialkova et al., 2009). 

 

2.2.     CAPACIDAD ANTIOXIDANTE  

 

Un antioxidante es un compuesto que forma parte de los alimentos de consumo frecuente, 

puede prevenir los efectos desfavorables de las especies reactivas sobre las funciones 

fisiológicas comunes que desempeñan los seres humanos (Coronado et al., 2015). 

 

Mercado et al. (2013), mencionan que la capacidad antioxidante de un alimento está definida 

por relaciones entre distintos compuestos con diferentes mecanismos de reacción. Por ello, 

la determinación de la capacidad antioxidante de extractos se lleva a cabo comúnmente por 

distintos métodos complementarios, que evalúen variados mecanismos de acción. Algunos 

de los métodos más utilizados, por su simplicidad y reproducibilidad, son FRAP (Ferric 

Reducing Ability of Plasma), DPPH (2,2-difenil-1-picrilhidracilo) y ABTS (2, 2’-Azinobis-

3-etil- benzotiazolina-6-acido sulfónico). También se encuentran otros métodos como el 

ORAC (Oxygen Radical Absorbance Capacity).  

 

Sabiendo lo que es la capacidad antioxidante y sus interacciones, resulta también importante 

conocer su mecanismo de acción protectora en las células.  Así, en la Figura 2, se pueden 

observar los diferentes mecanismos de oxidación celular y sus principales sistemas 

antioxidante. En la parte superior se aprecia la reacción que sigue el oxígeno molecular hasta 

convertirse en agua. Los procesos celulares muestran la producción de radicales libres tales 

como el O2¯ (anión superóxido), el cual puede generar H2O2 (peróxido de hidrógeno) por la 

enzima SOD (superóxido dismutasa) y posteriormente convertida a agua por la enzima 

catalasa. Otra vía para el H2O2 es la conversión a HO¯ (radical hidroxilo) protegiendo, de 

esta manera, los ácidos nucleicos, proteínas y AGPI (ácidos grasos poliinsaturados). El 

ataque a estos últimos (AGPI) puede producir radicales que interactúan con O2 (oxígeno) 

para formar radicales ROO¯ (peroxilo), potenciales formadores de dienos conjugados 
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(compuestos más estables), capaces de atacar a los tejidos (González-Torres et al., 2000).  

Dichos radicales nocivos se pueden estabilizar por los flavonoides y tocoferoles. 

 

 

Figura 2. Resumen de las vías de producción de radicales libres y los principales 

sistemas antioxidantes, enzimáticos y no enzimáticos. 

FUENTE: Gonzáles-Torres et al. (2000) 

 

Respecto a la actividad antioxidante, algunas plantas pueden presentar capacidad 

antioxidante más importante en sus hojas que en sus frutos. Ghareib et al. (2010), 

concluyeron que el extracto de hojas de Chenopodium murale muestra una mayor actividad 

antioxidante y un mayor contenido fenólico total en comparación a otros extractos utilizados 

en el crecimiento de tomates. 

 

2.2.1.  MÉTODO TEAC (TROLOX EQUIVALENTE ANTIOXIDANT CAPACITY) 

 

Re et al. (1999), menciona que el método TEAC, se utiliza para la detección de la capacidad 

antioxidante como un ensayo de decoloración. El radical empleado es el mono catión 

preformado el 2,2´-azinobis-(3-etilbenzotiazolina-6-ácido sulfónico) (conocido como 
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radical ABTS¯+) se genera por la oxidación de ABTS con persulfato de potasio y se reduce 

en presencia de donantes de hidrógenos (Figura 3).  

 

 

Figura 3. (a) Formación del radical ABTS•+, (b) reacción del catión radical 

ABTS•+ con compuestos fenólicos 

FUENTE: Santacruz (2011) 

 

Citando algunos ejemplos de alimentos, las hojas de ciertas plantas como el culantro 

(Coriandrum sativum), perejil (Petroselinum crispum), romero (Rosmarinus officinalis) y 

tomillo (Thymus vulgaris) obtuvieron una capacidad antioxidante TEAC de 7, 6.3, y 38.1 

mmol TE/100 bs, respectivamente.  

 

2.2.2.  MÉTODO ORAC (OXYGEN RADICAL ANTIOXIDANT CAPACITY) 

 

Zapata (2014), menciona que el método ORAC funciona bajo el mecanismo HAT (Hydrogen 

Atom Transfer) y consiste en un ensayo que mide la capacidad de un compuesto para atrapar 

el radical peroxilo, el cual es relevante en la oxidación de lípidos en los alimentos. El 

generador de radicales libres es el AAPH (2,2’-azobis (2-amidino-propane) 
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dihydrochloride), según Magalhaes et al. (2008), produce radicales ROO¯, los cuales 

oxidarán la fluoresceína. El antioxidante al retardar la oxidación, evita la pérdida de 

fluorescencia (Figura 4). 

 

 

Figura 4. Mecanismo de oxidación ORAC 

FUENTE: Mujica (2011) 

 

Citando algunos ejemplos de alimentos, Mercado et al. (2013) presentaron la capacidad 

antioxidante ORAC de algunas hierbas comúnmente consumidas: el culantro (Coriandrum 

sativum) con 5.15*10-3 mmol TE /100 g bh; el laurel (Laurus nobilis) 296 mmol de 

equivalente de TE/100 g bs; el romero (Rosmarinus officinalis) 0.029 mmol TE/100 g bh y 

el tomillo (Nombre científico) 1.8-22.3 mmol TE/100 g bs. Algo importante, es lo explicado 

por Prior y Cao (1999), quien relaciona al aumento del consumo de frutas y verduras a un 

aumento significativo de la capacidad antioxidante plasmática (medida en ORAC). 
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2.3.     COMPUESTOS BIOACTIVOS 

 

Los compuestos bioactivos son fitoquímicos, que los podemos encontrar en los alimentos, 

capaces de modular los procesos metabólicos efectuando una mejora en la salud. Incluyen 

una clase extremadamente heterogénea de moléculas (compuestos polifenólicos, 

carotenoides, tocoferoles, fitoesteroles y compuestos organosulfurados) con diferentes 

estructuras químicas (hidrófilas o lipófilas), distribución en la naturaleza, sitio de acción, 

efectividad antioxidante y acción específica biológica (Galanakis, 2017). Kris-Etherton et 

al. (2002) explican el papel de los compuestos bioactivos en la reducción del riesgo de 

enfermedades crónicas importantes y sus mecanismos biológicos involucrados. Se les 

encuentran en frutas, verduras y granos enteros. 

 

2.3.1.  COMPUESTOS FENÓLICOS 

 

Quiñones et al. (2012), exponen que los polifenoles se originan principalmente en las 

plantas, quienes los sintetizan en gran cantidad como producto de su metabolismo 

secundario, siendo algunos indispensables para sus funciones fisiológicas. Ferrazzano et al. 

(2011), mencionan que dichos compuestos se forman en las plantas como producto de 

funciones defensivas para el fortalecimiento y reparación de la pared celular y actividades 

antimicrobianas y antifúngicas. Un claro ejemplo de dicha función protectora es la presencia 

de fitoalexinas: compuestos que se acumulan alrededor de una lesión en respuesta al 

crecimiento de patógenos en la planta. Harborne (1989), citado por Soto (2011), afirma que 

los polifenoles se pueden clasificar en función del número de carbono (Tabla 2). 

 

De todos los compuestos expuestos en la Tabla 2, los ácidos fenólicos, flavonoides y taninos 

son considerados como principales polifenoles de la dieta (King y Young, 1999). Laghari et 

al. (2011), mencionan que los ácidos fenólicos son compuestos simples de la familia no 

flavonoide y han recibido atención especial en las últimas tres décadas debido a su rol 

putativo en la prevención de varias enfermedades humanas. Cartea et al. (2011), señalan lo 

abundantes que son los compuestos mencionados en las plantas (son utilizados también 

como mecanismo de defensa). Se cree que estos compuestos pueden encontrarse libremente 

(rara vez) o como componentes de polímeros vegetales (ésteres, glucósidos y complejos) 

(Laghari et al., 2011). Por su lado, Peñarrieta et al. (2015), destacan la presencia de dos tipos 

de ácidos fenólicos en las plantas: ácidos hidroxibenzoicos e hidoxicinámicos. 
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Tabla 2: Clasificación de los compuestos fenólicos 

FUENTE: Gómez (2015) 

Clase Subclase Esqueleto 

carbonado 

Estructura 

básica 

Ejemplos Alimentos 

Fenoles 

simples 

 C6 

 

Cresol 

Timol 
Resorcinol 

Tomates, 

Espárrago, 
Tomillo, 

Trigo, 

Avena 

Ácidos 

fenólicos 

Ácidos 

hidrozibenzoicos 

C6‐C1 

 

Ácido gálico 

Ácido vainíllico 

Ácido siríngico 

Castaña, 

Albahaca, 

Tomillo, 
Cerveza, 

Nueces, 

Aceitunas 

Ácidos 

fenilacéticos 

C6‐C2 

 

Ácido homovai-

níllico 

Aceitunas, 

Vino tinto, 

Cerveza 

Ácido 

hidroxicinámicos 

C6‐C3 

 

Ácido cafeico 

Ácido ferúlico 

Ácido cumárico 

Café, 

Tomates, 

Cerveza, 
Trigo 

Alcoholes 

fenólicos 

 C6‐C2 

 

Hidroxitirosol 
tirosol 

Aceite de oliva 

Taninos 

Hidrolizables

  

Galotaninos (C6‐C1) n 

 

Ácido tánico Té, 
Sidra, 

Fruta inmadura 

Elagitaninos (C6)n 

 

Punicalagina Granada 

Flavonoides  C6‐C3‐

C6 

 

Epicatequina 

Quercetina 

Apigenina 

Naringenina 
Cianidina 

Daidzeína 

Cacao, 

Té verde, 

Alcaparras, 

Cebolla, 
Manzana, 

Mejorana, 

Orégano, 

Apio 

Estilbenos  C6‐C2‐

C6 

 Resveratrol 

Pteroestilbeno 

Vino tinto, 

uva 

Lignanos     (C6‐C3)2  Enterodiol 

Pinoresinol 

Semillas de lino

, Linaza, 

Sésamo, 
Avena, 

Aceite de oliva 
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En el caso de los flavonoides, son el mayor grupo de fenólicos vegetales y representan más 

de la mitad de los ocho mil compuestos fenólicos naturales (Harborne et al., 1999, citados 

por Balasundram et al., 2005). Hollman y Katan (1999), explican que la estructura de un 

flavonoide consiste en dos anillos aromáticos A y B, unidos por un anillo heterocíclico, C 

(Figura 5). Además, en la última fuente bibliográfica citada, se menciona que las variaciones 

de los patrones de sustitución al anillo C efectúa las principales clases de flavonoides: 

flavonoles, flavanoles (o catequinas), flavanonas, isoflavonas, flavonas, flavanonoles y 

antocianidinas. Agregan, Balasundram et al. (2005), que las sustituciones de los anillos A y 

B dan lugar a los diferentes compuestos dentro de cada clase de flavonoides. 

 

 

Figura 5. Estructura genérica de un flavonoide 

FUENTE: Balasundram et al. (2005) 

 

En las plantas, los compuestos fenólicos son metabolizados a partir del aminoácido L-

fenilalanina (Figura 6) y, en algunos otros casos, de la L-tirosina. Tomando como génesis a 

estos compuestos, se sintetizan los ácidos hidroxicinámicos, los considerados ácidos de 

mayor distribución en los tejidos vegetales y encontrados esterificados con los ácidos 

quínico, shikímico y tartárico (Craft et al, 2012). 

 

Algunos estudios avalan la alta presencia de polifenoles en plantas. Gawlik-Dziki et al, 

2013) destacan en hojas de quinua (Chenopodium quinoa), compuestos como el ácido gálico 

(162.85 μg/g bs) y el ácido ferúlico 762.29 (μg/g bs). A su vez, Coaquira et al. (2017) 

cuantificaron los compuestos fenólicos en hojas de quinua en más de 2800 mg de AGE/100 

g bh, resaltando que este valor supera a las hojas de espinaca, remolacha y quinhuilla. En 

Chenopodium murale, se encontró contenidos de fenólicos totales más altos (3160 mg de 

AGE/100 g bh) (Ghareib et al., 2010). 



 

 

 

Figura 6. Biosíntesis de compuestos fenólicos en las vías fosfato de pentosa, 

shikimato y fenilpropanoide en plantas 

FUENTE: Lin et al. (2016) 
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Respecto a los beneficios que presentan los compuestos fenólicos, Mercado (2013), resalta 

sus efectos tanto antioxidante, como antiinflamatorio y antihiperglucémico; mientras que 

Ferrazzano et al. (2011), insinúan que los flavonoides cuentan con un potencial 

anticariogénico. Nascimento et al. (2006), explican que el efecto sinérgico entre flavonoides 

y terpenoides de C. ambrosioides, es el responsable de su potente actividad antitumoral. Por 

su parte, Lin et al. (2016), refieren que los alimentos con un alto contenido de compuestos 

antioxidantes, reducirían la incidencia de ciertas enfermedades crónicas, como diabetes y 

enfermedades cardiovasculares, a través del manejo del estrés oxidativo. En un ejemplo más 

específico, Podolak et al. (2016), explican que el extracto de Chenopodium hybridum podría 

ser un agente de soporte potencial en la terapia del cáncer de próstata, debido a la presencia 

de polifenoles como la rutina, el kaempferol rutinósido y el hidroxibenzoico. De otro lado, 

es importante mencionar la conclusión de Nöthlings et al. (2007), quienes señalan que 

algunos flavonoides (kaempferol, quercitina y miricetina, los cuales se observan en la Figura 

7), proporcionan un efecto preventivo contra el cáncer de páncreas; además, el kampferol 

(flavonol) tiene efecto antirreabsortivo (reduce osteoporosis) (Arisawa et al., 1971; citado 

por Almeida, 2013). A las hojas de Chenopodium murale (Ghareib et al., 2010), también se 

les atribuye un importante beneficio: estimulador de la germinación en el crecimiento del 

tomate.  

 

Sobre el efecto en la salud de los ácidos fenólicos, Peñarrieta et al. (2015), mencionan que 

algunos ácidos hidroxibenzoicos (ácido vainíllico), presentan un efecto protector en el 

hígado. Cartea et al. (2011), añaden que los ácidos hidroxicinámicos son abundantes en las 

plantas y se utilizan como mecanismo de defensa, pudiendo ocurrir libremente o como 

componentes de polímeros vegetales; por su parte, Peñarrieta et al. (2015), destacan su 

actividad antigenotóxica célular. 

 

Kokanova-Nedialkova et al., (2009), hacen mención que la especie Dysphania ambrosioides 

tiene un mayor contenido de flavonoles con respecto a todos sus otros compuestos fenólicos. 

Sus flavonoles más notables son la quercitina, el kaempferol y la mirecitina; siendo las 

quercitinas glicosidadas predominantes en las hojas de varios vegetales. A su vez, agregan 

Lima et al. (2011) y Zohra et al. (2018) la presencia de kaempferol, isorhamnetin, miricetina 

y quercetina en C. ambrosioides L. 
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Figura 7. Estructura de los principales compuestos fenólicos de la familia de los 

flavonoles 

FUENTE: Han et al. (2007) 

 

2.3.2.  TERPENOS 

 

Los terpenos (también conocidos como terpenoides o isoprenoides) constituyen en las 

plantas un conjunto de metabolitos químicamente diversos y naturales asociados con el 

desarrollo de la fisiología, así como de las interacciones planta-herbívoro y planta-ambiente 

(mutualistas y antagónicas) (Mewalal, 2017). En base a estas moléculas, se establecen 

muchos productos interesantes que son ampliamente aplicados en el sector industrial como 

aromas, fragancias, especias y cosméticos (Singh y Sharma, 2015). 

 

Porter et al. (1961), mencionan que, entre los terpenos más simples, se encuentran los 

monoterpenos, los compuestos con 10 átomos de carbono constituidos por dos unidades de 

isopreno y los sesquiterpenos que son compuestos con 15 unidades de carbono constituidos 

por tres unidades de isopreno. Valencia (1995), citado por Chacón (2003), indica que tanto 

los monoterpenos, como los sesquiterpenos pueden ser hidrocarbonados (terpenos 
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verdaderos) u oxigenados (terpenoides), estos últimos presentan grupos carboxilos, 

hidroxilos, carbonilos, función ester, cetona, etc. Asimismo, Mewalal, (2017), indica que 

estos compuestos se forman a partir del isopentenil difosfato (IPP) (y su isómero) y 

dimetilalil difosfato (DMAPP) a través de dos vías compartimentadas: el ácido mevalónico 

y la vía plastidial metil-D-eritritol 4-fosfato (MEP) (Figura 8). 

 

Los terpenos se acumulan en las hojas de las plantas en respuesta a los ataques de 

microorganismos y de condiciones ambientales (radiación solar). En algunas especies de 

plantas, aquella función protectora lo realizan los diterpenos y sesquiterpenos (defensa 

directa). El mecanismo de defensa indirecta de las plantas, se da al liberar los terpenos al 

ambiente para atraer a los carnívoros defendiéndose, de esa manera, de los herbívoros 

(Posada, 2016). 

 

Respecto a sus propiedades, Kiyama (2017) y Ramos-Hryb et al. (2018), han mencionado 

que los terpenos son beneficiosos para la salud debido a sus efectos neuroprotectores, 

antiinflamatorios, anticancerígenos, antiviral y antimicrobiana. Se agrega que la actividad 

neuroprotectora, es también nombrada por Cho et al. (2017), ejemplificado en enfermedades 

como el Alzheimer (estudios in vivo e in vitro).  Se ha sugerido que el borneol y el isoborneol 

son posibles agentes terapéuticos para el tratamiento de enfermedades neurodegenerativas 

asociadas con el estrés oxidativo. Ortega-Ramírez et al. (2014), informan que algunos 

componentes de los aceites esenciales como el carvacrol y el p-cimeno (Figura 9), producen 

un efecto antimicrobiano contra E. coli, S. aureus y B. cereus.  

 

En las hojas de paico de origen peruano, León (2009), menciona que los terpenos más 

abundantes son cineol, p-cimeno, α-pineno, β-pineno, α-felandreno, α-terpineno, limoneno, 

cis-anetol, carvona, timol, y el ascaridol. Agrega Gómez (2008), que el ascaridol es el 

terpeno mayoritario en diversos estudios en paico, aunque su porcentaje es muy variable al 

igual que el del α-terpineno. Esto se debe a que el último es el precursor del primero 

(producto de la oxidación del α-terpineno).  



 

 

 

 

Figura 8. Rutas de biosíntesis para la formación de los terpenos. A: Ruta 

mevalónica. B: Ruta no mevalónica. 

FUENTE: Posada (2016) 
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Figura 9. Estructura de los principales terpenos en hojas de paico 

FUENTE: Johnson y Croteau (1984) citados por Gómez (2008) 

 

2.3.3.  ÁCIDOS GRASOS 

 

Velásquez (2006), menciona que los ácidos grasos son cadenas de carbonos de varias 

longitudes, que tienen en uno de los extremos un grupo carboxilo (ácido orgánico-COOH), 

y en el otro un metilo (-CH3), clasificándose como ácidos grasos saturados e insaturados. A 

su vez Ros et al. (2011), agregan que los ácidos grasos son ácidos monocarboxílicos de 

cadena larga, que generalmente contienen un número par de átomos de carbono, 

normalmente entre 8 y 22 (siempre par).  

 

Sobre su clasificación, los ácidos grasos saturados son una cadena lineal de átomos de 

carbono unidos por enlaces sencillos y sin dobles enlaces (Velásquez, 2006). Por otro lado, 

los ácidos grasos insaturados, contienen dobles enlaces entre sus átomos de carbono (C=C). 

Dentro de este grupo, se encuentran los ácidos grasos poliinsaturados de cadena larga 

(AGPICL), los cuales son componentes dietarios participativos en múltiples procesos 

fisiológicos. Dentro de los AGPICL, se encuentran dos grupos principales: los ácidos grasos 
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omega-3 (ω-3) y omega-6 (ω-6), los cuales son denominados ácidos grasos esenciales (AGE) 

para el ser humano, debido a la carencia enzimática para biosintetizarlos (Valenzuela et al., 

2011; Das, 2006).). Por su alto grado de poliinsaturación, estos ácidos grasos aportan gran 

fluidez a las membranas, la cual es sustancial para que las proteínas de la membrana (canales 

iónicos, receptores, uniones comunicantes, receptores catalíticos, enzimas, estructuras 

formadoras de vesículas, etc.) puedan tener el movimiento que requieren sus funciones, ya 

sea en la superficie de las membranas o en el interior de la bicapa lipídica (Valenzuela y 

Nieto, 2003). 

 

En la Figura 10 (a), se observa el esquema simplificado de reacciones de síntesis de ácidos 

grasos. En las plantas, la síntesis de ácidos grasos inicia con la desaturación en presencia de 

la enzima estearoil plastidial-ACP (Acil Carrier Protein). En la siguiente fase (elongación), 

tiene participación la tioesterasa de acil-ACP hasta la terminación, en donde los ácidos 

grasos libres se conectan con ésteres de CoA (Coenzima A) y, finalmente, forman, 

glicerolípidos (Thelen y Ohlrogge, 2002). Por otro lado, se aprecia en la Figura 10 (b), el 

proceso de modificación de ácidos grasos en plantas y su ensamblaje en triacilgliceroles. 

Terminada la activación del acetil CoA, los ácidos grasos formados se pueden esterificar 

directamente al glicerol 3-fosfato para producir ácido lisofosfatídico, ácido fosfatídico, 

diacilglicerol y triacilglicerol. Sin embargo, en la mayoría de plantas, el flujo principal de 

cadenas de acilo implica el movimiento a través de los grupos de fosfatidil colina donde se 

producen modificaciones, como la desaturación adicional y la hidroxilación (Thelen y 

Ohlrogge, 2002). 

 

Respecto de los beneficios que representan, los ácidos grasos poliinsaturados (AGPI) están 

relacionados con un mejor desarrollo cerebral (mayor fluidez en las membranas) fetal y 

cognoscitivo del recién nacido (Valenzuela y Nieto, 2003). Además, pueden reducir la 

concentración de triglicéridos en la sangre por medio de la oxidación de ácidos grasos por 

diversos mecanismos (Rodríguez-Cruz et al., 2005) y controlar ciertas enfermedades como 

la diabetes mellitus y la obesidad, activando al PPARA (Peroxisome Proliferator Activated 

Receptor Alpha) para estimular la oxidación de lípidos y disminuir la resistencia a la insulina 

(Thelen y Ohlrogge, 2002). Los AGPI pueden servir como agentes citotóxicos para ciertas 

células tumorales debido a su efecto antiinflamatorio, además de presentar efectos en la 

prevención de enfermedades cardiovasculares según lo explicado por Rodríguez-Cruz et al. 

(2005).  



 

 

 

Figura 10. Ruta biosintética de los ácidos grasos y triglicéridos en plantas. (a) Esquema de reacciones de síntesis de ácidos grasos. 

(b)Reacciones para la modificación de ácidos grasos en plantas y su ensamblaje en triacilgliceroles 

FUENTE: Thelen y Ohlrogge (2002) 
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Sobre la presencia del metabolito en mención dentro de especies relacionadas al paico, Guil 

y Rodríguez (1999), revelaron la presencia de distintos ácidos grasos en las hojas de diversas 

plantas silvestres comestibles (Amaranthus viridis L., Chenopodium album L., Crithmum 

maritimum L., Plantago major L., Portulaca oleracea L. y Verbena officinalis L). Se 

demostró que los ácidos grasos principales en dichas especies fueron el ω-3 (alta 

concentración), ω-6 y el palmítico. No obstante, Prakash et al. (1993), en un estudio sobre 

11 distintas semillas del género Chenopodium, encontraron, a diferencia de Guil y Rodríguez 

(1999), un alto contenido de ácidos oleico.  

 

2.3.4.  TOCOFEROLES 

 

Yang et al. (2011), mencionan que los tocoferoles comprenden la clase de vitamina E de los 

antioxidantes solubles en lípidos. Estas moléculas están compuestas por un grupo de cabeza 

de cromanol polar derivado de la vía shikimato, unida a una cola de hidrocarburo que 

proviene del isoprenoide.  Dentro del grupo de vitamina E, existen cuatro formas en las 

plantas: α, ß, δ y γ. Dichas forman difieren en la cantidad y la posición de los residuos de 

metilo ubicado en la cabeza de cromanol (Figura 11). 

 

 

Figura 11. Diferencias estructurales en los tocoferoles 

FUENTE: Engelking (2016) 



  

23 

 

Los tocoferoles se pueden encontrar en semillas, frutas, raíces, tubérculos y, generalmente, 

siempre presentes en las partes verdes de las plantas superiores. El contenido y la 

composición de los tocoferoles varían ampliamente de acuerdo a la parte de la planta: la 

forma más abundante en las hojas es el α-tocoferol, mientras que la estructura dominante en 

las semillas, es el γ-tocoferol (Fritsche et al., 2017; Yang et al., 2011). 

 

La ruta biosintética de los tocoferoles puede observarse en la Figura 12. Abbasi (2007), 

explica que la molécula p-hidroxilfenilpiruvato es convertido a homogentisato por medio de 

la enzima p-hidroxilfenilpiruvato dioxigenasa (ruta shikimato). Mientras que el difosfato de 

geranil se une al mencionado homogentisato. Ambas rutas llegan a la formación del 

intermediario 2,3-dimetil-6-fitil-1, 4-benzoquinona (MPBQ), por la enzima transferasa. 

Consecutivamente, la MPBQ reaccionará hasta β-tocoferol o a 2,3-dimetil-6-fitil-1, 4-

benzoquinona (DMPBQ) por la enzima tocoferol ciclasa, para llegar hasta γ- tocoferol. La 

primera metilación del β- tocoferol desencadena en δ-tocoferol; mientras que de la segunda 

metilación de γ- tocoferol, se obtiene α-tocoferol. Ambas reacciones por la enzima 

metiltransferasa. 

 

La vitamina E actúa como un antioxidante que atrapa los radicales libres en las membranas 

celulares y las lipoproteínas plasmáticas al reaccionar con los radicales libres de peroxilo 

lipídico formados por la peroxidación de ácidos grasos poliinsaturados. El producto de 

oxidación final se conjuga en el hígado con un glucurónido y se excreta en la bilis 

(Engelking, 2016; Azzi, 2018). Su efectividad como antioxidante depende no solo de su 

reactividad contra los radicales nocivos, sino también de la naturaleza de su radical debido 

a la reubicación del electrón no apareado en el anillo de cromanol (Kagan et al., 2003; citado 

por Barros, 2013). A su vez, Jukić et al. (2016), mencionan que la mayor actividad de la 

vitamina E es la del α-tocoferol. 

 

Entre los beneficios más importantes, la vitamina E ha demostrado su eficacia como un 

compuesto antiinflamatorio y estimulante inmunológico. También ha demostrado cierta 

eficacia en la protección contra la hepatoesteatosis no alcohólica. A nivel molecular, los 

tocoferoles y algunos de sus metabolitos han demostrado capacidad para regular la 

señalización celular y modular la transcripción de genes (Azzi, 2018).  La Sociedad Alemana 

de Nutrición, establece que la cantidad diaria recomendada de vitamina E para un adulto 
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entre 25 y 51 años es de 14 mg/día (Fritsche et al., 2017) y que la cantidad de grasa de la 

matriz alimentaria es un factor importante en su absorción (Lodge et al., 2004). 

 

 
Figura 12. Biosíntesis de tocoferoles 

FUENTE: Abbasi (2007) 
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Entre los beneficios más importantes, la vitamina E ha demostrado su eficacia como un 

compuesto antiinflamatorio y estimulante inmunológico. También ha demostrado cierta 

eficacia en la protección contra la hepatoesteatosis no alcohólica. A nivel molecular, los 

tocoferoles y algunos de sus metabolitos han demostrado capacidad para regular la 

señalización celular y modular la transcripción de genes (Azzi, 2018).  La Sociedad Alemana 

de Nutrición, establece que la cantidad diaria recomendada de vitamina E para un adulto 

entre 25 y 51 años es de 14 mg/día (Fritsche et al., 2017) y que la cantidad de grasa de la 

matriz alimentaria es un factor importante en su absorción (Lodge et al., 2004). 

 

Haciendo comparación entre el paico y algunas hojas de otras plantas, se hará mención del 

contenido de tocoferoles reportado por algunos autores. Las hojas de repollo, lechuga, 

espinaca y papas reportaron valores de 17, 7.5, 30 y 70 µg/ g bs, resaltando que el α-tocoferol 

se encuentra en un porcentaje de por lo menos el 95 por ciento, acompañado únicamente del 

γ-tocoferol con el porcentaje restante (Abbasi, 2007). Por otro lado, Ching y Mohamed 

(2001), mencionan que el contenido de α-tocoferol en las hojas de algunas especies de la 

familia Amaranthaceae como Amaranthus spinosus y Amaranthus gangeticus (relacionados 

estrechamente a las hojas de paico) se encuentra entre 1.75 y 2.66 mg/ 100 g bs. 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

III. METODOLOGÍA 

 

3.1.     LUGAR DE EJECUCIÓN 

 

La presente investigación se desarrolló en las instalaciones del Instituto de Biotecnología 

(IBT), área de Biotecnología Industrial y Bioprocesos de la Universidad Nacional Agraria 

La Molina (UNALM). 

 

3.2.     MATERIA PRIMA  

 

Se utilizó un cultivo de hojas de paico proveniente de San Juan de Lurigancho-Lima, 

Departamento de Lima, colectada en el mes de agosto del 2018. Los arbustos de paico fueron 

identificados en el Herbario Augusto Weberbauer de la Facultad de Ciencias de la 

Universidad Nacional Agraria La Molina (UNALM). 

 

3.3.     EQUIPOS, MATERIALES Y REACTIVOS 

 

3.3.1   EQUIPOS 

 

- Agitador magnético (CAT, modelo M6, Alemania) 

- Balanza analítica (OHAUS, modelo AR2140, USA)  

- Balanza de precisión (OHAUS, modelo Scout, China) 

- Baño maría (GFL, modelo 1083, Alemania)   

- Bomba de vacío (Vacuumbrand, modelo ME2C, Germany) 

- Centrífuga (Hettich, modelo Rotofix 32, Alemania) 

- Congeladora (Electrolux, modelo H300, Brasil) 

- Centrífuga refrigerada (Hettich, modelo Mikro 220R, Alemania) 

- Cromatógrafo de gases (Shimadzu, modelo GC-2010, Japón) con detector FID 

- Cromatógrafo líquido de alta performance (HPLC) (Waters, modelo 2695, USA) con 

detector de arreglo de diodos (DAD) (Waters, modelo 2996, USA), detector de índice 
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de refracción (Waters, modelo 2414, USA) y detector de fluorescencia (Waters, 

modelo 2475, USA) 

- Espectrofotómetro (ThermoSpectronic, modelo Genesys 20 UV, USA)  

- Espectrómetro de masas, Cromatógrafo líquido de ultra performance (UHPLC) 

(Thermo Scientific, modelo UltiMate 3000, Alemania) acoplado a detector MS/MS 

(Thermo Scientific, modelo TSQ Quantum Access MAX, USA).  

- Espectrómetro de masas, Cromatógrafo de gases (TRACE 1310, Thermo Scientific, 

Italia) acoplado a detector MS/MS (TSQ 8000 Evo, Thermo Scientific, USA) 

- Equipo para purificación de agua MilliQ (Millipore, USA) 

- Estufa (Venticell, Modelo MMM MedcenterEinrichtungenGmbtl, Alemania)  

- Estufa a vacío (VWR, modelo 1400E-2, USA) 

- Evaporador centrífugo (Labconco, modelo Centrivap, USA) 

- Microcentrífuga (Hettich, modelo Rotina 420, Alemania)  

- Molino de laboratorio (IKA, modelo A11 basic, Alemania)  

- Lector de microplacas de fluorescencia (BioTek, modelo Synergy 2, USA) 

- Refrigeradora (LG, modelo GR-482BEF, Corea)  

- Rotavapor (Heidolph, modelo Laborotta 4000, Alemania)  

- Selladora de bolsas (Machintek, modelo KF-300H, USA)  

- Sistema de condensación para aceites esenciales (Tecsovidrio, Normax, Perú) con 

balón de 2 L (Tecsovidrio, Pyrex, Perú) 

- Sistema de extracción en fase sólida (Visiprep, modelo 57030-U, USA) 

- Ultracongelador (IlShin, modelo DF8517, Corea)  

- Vórtex (CAT, modelo VM2, Alemania) 

 

3.3.2.  MATERIALES 

 

- Cartuchos Sep-PakVac C18 (Waters, USA). 

- Filtros Durapore 0.22 μm (Millipore, Brasil). 

- Material de plástico: tubos para centrífuga, puntas para micropipeta y lo suficiente 

para los diversos ensayos. 

- Material de vidrio: Probetas, pipetas graduadas, tubos de ensayo, frascos color 

ámbar, peras de decantación, matraz Erlenmeyer, etc. 

- Micropipetas de 20-200 μL, 100-1000 μL y 500-5000 μL (Brand, Alemania). 

 



  

28 

  

3.3.3.  REACTIVOS 

 

- AAPH (2,2’-azobis (2-metilpropionamidina) dihidrocloruro) (Sigma-Aldrich, USA)  

- ABTS (Acido 2,2´-azinobis-(3-etilbenzotiazolina-6-sulfonico)) (Sigma-Aldrich, 

USA) 

- Acetona (J.T. Baker, USA)  

- Ácido clorhídrico (J.T. Baker, México) 

- Alcohol etílico (J.T. Baker, USA) 

- BHT (2,6-bis(1,1-dimethylethyl)-4-methylphenol) (Sigma-Aldrich, USA)  

- Carbonato de sodio (Merck, Alemania)   

- Cloruro de sodio (Merck, Alemania) 

- Estándar methyl undecanoate U250 (Sigma-Aldrich, USA) 

- Estándar de kaempferol K0133 (Sigma-Aldrich, USA) 

- Estándar de quercitin Q4951 (Sigma-Aldrich, USA) 

- Estándar de luteolin 72511 (Sigma-Aldrich, USA) 

- Estándar de p-coumaric C9008 (Sigma-Aldrich, USA) 

- Estándar p-cymene 30039 (Sigma-Aldrich, USA) 

- Éter de petróleo (Sigma-Aldrich, USA)  

- Folin- Ciocalteu 2 N (Merck, Alemania) 

- Fosfato de potasio diácido (Merck, Alemania) 

- Fosfato de potasio monoácido (Merck, Alemania)   

- Fluoresceína, sal sódica (Sigma-Aldrich, USA)  

- Hidróxido de potasio (Mallinckrodt, Suecia)  

- Kit estándar FAMES 49453 (Supelco, USA)  

- Kit Organic Acids 47264 (Sigma-Aldrich, USA)  

- Kit estándar (Terpene Mix 1 DRE-GA09000272 y Terpene Mix 2 DRE-

GA09000273) de terpenos (LGC, Alemania) 

- Kit Tocopherol 00020329-001 (Sigma-Aldrich, USA) 

- Metanol (grado HPLC J.T. Baker, Trinidad y Tobago)  

- n-Hexano (grado HPLC J.T. Baker, USA) 

- Sulfato de sodio anhidro (J.T. Baker, USA) 

- Persulfato de potasio (Merck, Alemania)  

- Trólox (6-hidroxi-2,5,7,8-tetrametil croman-2-ácido carboxílico) (Sigma Aldrich, 

USA) 
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3.4.     MÉTODOS DE ANÁLISIS 

 

3.4.1.  DETERMINACIÓN DE HUMEDAD  

 

La humedad se determinó por medio de secado en estufa a una presión de vacío 25 pulg Hg 

y a una temperatura de 95-100 °C, hasta obtener peso constante, según lo recomendado por 

el Método 934.01 (AOAC, 2016). Los resultados se expresaron en porcentaje y por 

diferencia de pesos se calculó la materia seca (base seca).  

 

3.4.2.  DETERMINACIÓN DE COMPUESTOS FENÓLICOS TOTALES 

 

a.        OBTENCIÓN DEL EXTRACTO 

 

Para esta etapa, se procedió a eliminar los componentes lipofílicos presentes en las hojas de 

paico tal y como lo recomiendan Ziaková et al. (2003). Los compuestos fenólicos fueron 

extraídos según el método propuesto por Barros et al. (2013). Se pesó 1 gramo de paico 

(seco y molido) y se mezcló con 20 mL de n-hexano en agitación durante 1 hora. 

Seguidamente, se centrifugó el extracto a 2700 g por 5 minutos y se separó el n-hexano. 

Sobre el sólido centrifugado, se agregó 40 mL de una solución compuesta por etanol: agua: 

ácido clorhídrico (79:20:1 v/v/v), con agitación a 400 RPM por 1.5 horas, a temperatura 

ambiente. La mezcla homogenizada fue centrifugada a 2700 g por 10 minutos y luego se 

recuperó el sobrenadante (extracto hidrofílico) en un frasco ámbar para su posterior análisis, 

almacenándose con nitrógeno gaseoso y congelándose a -20 °C. 

 

b.        CUANTIFICACIÓN  

 

Se utilizó el método de Folin-Ciocalteau, propuesto por Singleton y Rossi (1965). Los 

compuestos fenólicos fueron determinados por reacción colorimétrica de 500 μL de extracto 

de hojas de paico con 250 μL el reactivo de Folin-Ciocalteau 1 N y 1250 μL de solución de 

carbonato de sodio 1.2 N. Se midió la absorbancia de la reacción a 755 nm luego de un 

reposo de 30 minutos en oscuridad. Se utilizó un blanco de agua destilada y el análisis se 

realizó por triplicado. El contenido de compuestos fenólicos se expresó en miligramos de 

ácido gálico equivalente por gramo de muestra en base seca (mg AGE/g bs) tomando en 

cuenta una curva estándar con ácido gálico. 



  

30 

  

3.4.3.  DETERMINACIÓN DE LA CAPACIDAD ANTIOXIANTE HIDROFÍLICA 

 

Se determinó la capacidad antioxidante por los siguientes métodos: 

 

a.        MÉTODO TEAC  

 

La capacidad antioxidante se determinó según el método descrito por Arnao et al. (2001). 

Se pesó 1 gramo de paico seco y molido, se desgrasó con 20 mL de n-hexano durante 1 hora, 

se centrifugó por 5 minutos a 2700 g. Sobre el sólido centrifugado, se agregó 40 mL de una 

solución de etanol: agua (80:20 v/v), con agitación a 400 RPM por 1.5 horas a temperatura 

ambiente. La mezcla homogenizada fue centrifugada nuevamente a 2700 g por 10 minutos, 

luego el sobrenadante (extracto hidrofílico) fue recuperado en un frasco ámbar para su 

posterior análisis, almacenándose con nitrógeno gaseoso y congelándose a -20 °C. 

 

Para la cuantificación de la capacidad antioxidante, se hizo reaccionar 150 µL de muestra 

(extracto hidrofílico) con 2850 µL de la solución diluida de ABTS. Un blanco fue preparado 

con 150 µL de etanol: agua (80:20 v/v). La mezcla se agitó y se dejó reaccionar por 60 

minutos (tiempo óptimo de reacción para la muestra). Al concluir este tiempo, se procedió a 

la lectura en el espectrofotómetro a 734 nm tanto de la muestra como del blanco. La 

capacidad antioxidante por el método TEAC fue estimada a partir de las absorbancias del 

blanco y de las muestras que fueron reemplazadas en curvas estándar de Trólox. El análisis 

se realizó por triplicado. Los resultados se expresaron como µmol de Trólox equivalente por 

gramo en base seca (µmol TE/g bs). 

 

b.        MÉTODO ORAC  

 

Se utilizó la fracción hidroalcohólica (también denominada hidrofílica) especificada y usada 

en el punto 3.4.2.a. 

 

Para los análisis ORAC, se utilizó los procedimientos descritos por Ou et al. (2001) y Huang 

et al. (2005). Los ensayos de capacidad antioxidante se realizaron en una placa lectora de 

fluorescencia Synergy 2 Biotek. EL reactivo AAPH (2,2’-azobis (2-amidino-propane) 

dihydrochloride), es el compuesto azo hidrosoluble empleado como generador de radicales 
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peroxilo. Se empleó como solución estándar al Trólox, además de la solución de 

fluoresceína.  

 

Se procedió a trabajar con 25 µL del blanco (buffer fosfato) o las muestras (diluidas) 

incubadas durante 10 minutos a 37 °C con 250 µL de fluoresceína (55 nM) hasta la inyección 

de 25 µL de solución de AAPH (153 nM). La fluorescencia fue medida a cada minuto 

durante un período de 50 minutos. Los filtros de fluorescencia fueron empleados a una 

longitud de onda de excitación de 485 nm y a una longitud de onda de emisión de 520 nm. 

Los valores de la capacidad antioxidante final fueron calculados usando el área que se 

observó bajo la declinación de las curvas y fueron expresados como µmol de Trólox 

equivalente por gramo de hojas en base seca (µmol TE/g bs). El análisis se realizó por 

triplicado. 

 

3.4.4. IDENTIFICACIÓN Y CUANTIFICACIÓN DE LOS COMPUESTOS 

FENÓLICOS  

 

a.        OBTENCIÓN DEL EXTRACTO 

 

Se utilizó la fracción hidroalcohólica (también denominada hidrofílica) especificada y usada 

en el acápite 3.4.2.a. Dicha fracción fue sometida a un proceso de extracción en fase sólida 

con el fin de separar los componentes no fenólicos. Cinco mL de la fracción hidroalcohólica 

fueron concentrados en rotavapor hasta obtener 1 mL de extracto (es decir, quedando sólo 

la fase acuosa). Se utilizó 500 µL de extracto concentrado para la separación en cartuchos 

Sep-PakVac C18 de 6 mL de capacidad. Se empleó metanol grado LC-MS como solvente 

de arrastre de los compuestos fenólicos y agua MilliQ como solvente de elución. La primera 

elución fue con agua, la cual arrastró los componentes no fenólicos y se recogieron en un 

tubo de 15 mL de capacidad. Para separar los compuestos fenólicos del cartucho, se empleó 

metanol grado LC-MS, denominándosele a este producto extracto purificado. Este último 

extracto fue empleado para los análisis de identificación por espectrometría de masa (LC-

qToF/MS-MS) así como para la cuantificación de los mismos empleando el análisis de 

UPLC®-PDA, utilizando para este último, los estándares de las agliconas del compuesto 

fenólico identificado previamente por espectrometría de masa. 
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b.        IDENTIFICACIÓN DE COMPUESTOS FENÓLICOS POR UPLC®-qToF/MS-

MS 

 

El extracto metanólico purificado y concentrado hasta aproximadamente 100 ppm de 

AGE/mL (p/v) fue utilizado para el análisis. 

 

Para la identificación, se utilizó la metodología citada por Koley et al. (2017), la cual se 

desarrolló en modo negativo. El análisis se realizó en un Cromatógrafo Líquido Ultra 

Performance (UPLC®), acoplado a un qToF/MS-MS. El equipo fue operado con ionización 

por electrospray (ESI). Los parámetros fuente se establecieron de la siguiente manera: 

capilar 3kV, cono de muestreo 30V, cono de extracción 5V, temperatura de la fuente 120 

°C, temperatura de desolvatación 300 ° C, flujo de gas de desolvatación 500 L/h y flujo de 

gas de cono 20 L/h. El spray de bloqueo y la referencia de leucina encefalina (m/z 554.2670 

en polaridad negativa) se utilizó para la corrección de masa con un caudal de 5 μL/minuto a 

la concentración de 0.2 μg/mL en un intervalo de 20 s. A 30ºC, la separación cromatográfica 

se realizó en una columna Acquity UPLC® BEH C18 (Waters Corp, USA) (1.7 μm, 100 

mm x 2.1 mm ID). La fase móvil consistió en A: agua y B: acetonitrilo con ácido fórmico al 

0.1 por ciento en ambos casos. Se usó un programa de gradiente con un caudal de 0.4 

mL/min, con 0-0.5 min/90 por ciento de A, 4.5 min/50 por ciento de A, 4.5-8 min/50-2 por 

ciento de A, 8-11 min/2 por ciento de A, 11-11.5min / 2-90 por ciento de A, 12-15 min/90 

por ciento de A. Con los datos obtenidos del espectrómetro, la identificación se apoyó del 

uso de la base de datos de PubChem (https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/). 

 

c.        CUANTIFICACIÓN DE COMPUESTOS FENÓLICOS POR UPLC®-PDA 

 

Se empleó el método reportado por Chirinos et al. (2008) adaptado para UPLC®. Los 

compuestos fenólicos se separaron en una columna Acquity UPLC® BEH C18 (Waters, 

USA) (1.7 μm, 100 mm x 2.1 mm ID) con precolumna VanGuard BEH C18 (Waters, USA) 

(1.7 μm, 5 mm x 2.1 mm ID) a 30 °C. El volumen de inyección fue de 2 µL, la velocidad de 

flujo fue 0.2 mL/min y las eluciones fueron monitoreadas en un rango de longitud de onda 

de 200 a 700 nm. En el proceso de separación se aplicó un programa de elución en gradiente 

lineal con una fase móvil que contiene agua (Solvente A) y acetonitrilo (Solvente B): 98 por 

ciento de A durante dos minutos, luego disminuido paulatinamente a 93 por ciento al minuto 

4, 88 por ciento al minuto 15, 74 por ciento al minuto 20, 45 por ciento al minuto 25 y 5 por 
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ciento al minuto 26, que fue continuado hasta el minuto 29. Los polifenoles detectados se 

identificaron comparando el tiempo de retención y los espectros de absorción (longitud de 

onda de máxima absorción) de los picos detectados en el extracto metanólico de paico con 

aquellos correspondientes a los estándares puros y a los obtenidos del análisis de la 

identificación del UPLC®-qToF/MS-MS. La cuantificación de los compuestos fenólicos se 

realizó mediante las curvas de calibración construidas con estándares puros (ácido p-

cumárico, catequina, kaempferol y quercetina) y los resultados fueron expresados como mg 

por 100 g de muestra en base seca (bs). 

 

3.4.5.  IDENTIFICACIÓN Y CUANTIFICACIÓN DE TERPENOS POR GC-MS 

 

a.        OBTENCIÓN DEL EXTRACTO 

 

Se extrajo el aceite esencial de las hojas de paico usando el método descrito por Zhu et al.  

(2012). Se utilizaron 120 gramos de paico seco sin moler (sólo triturado) que fue sometido 

a hidrodestilación con 1 L de agua utilizando un aparato de tipo Clevenger por 2 horas. Los 

líquidos condensados del proceso se separaron por medio de una pera de decantación, 

protegiéndolo de la luz. El aceite esencial fue tratado con sulfato de sodio anhidro con el fin 

de eliminar los restos de agua. Posteriormente, se vertió el contenido en un vial color ámbar 

y se congeló a -80 °C, hasta los respectivos análisis. 

 

b.        IDENTIFICACIÓN Y CUANTIFICACIÓN 

 

Se utilizó la metodología citada por Zhu et al. (2012). El análisis se realizó por cromatografía 

de gases, donde los componentes del aceite esencial se identificaron en un espectrómetro de 

masas GC MS/MS. Se trabajó con una columna capilar TR-5MS (Termo Scientific, 

Australia) (0.5 μm, 30 m x 0.25 mm ID). El equipo trabajó bajo los siguientes parámetros: 

la temperatura inicial del horno se mantuvo a 60 °C durante 1 min y aumentó a 10 °C/min 

hasta 180 °C, donde se mantuvo durante 1 min. Luego se aumentó a 20 °C/min hasta 280 

°C, permaneciendo durante 15 minutos. La temperatura del inyector se mantuvo a 270 °C. 

Las muestras (1μL) se inyectaron en modo Split 10. El gas portador fue helio a una velocidad 

de flujo de 1.0 mL/min. Se escanearon espectros de 20 a 550 m/z a dos barridos/s. La 

temperatura de transferencia de línea fue de 250 °C, 70 eV. Los picos se identificaron 

mediante la base de datos NIST. Para la cuantificación, se hizo curvas de calibración con un 
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conjunto de estándares de terpenos (38 disponibles) y se procesaron mediante el programa 

Xcalibur (USA, 2012). Los resultados se expresaron en miligramos del terpeno por cada 

gramo de hojas de paico en base seca (mg/100 g bs). 

 

3.4.6.  IDENTIFICACIÓN Y CUANTIFICACIÓN DE ÁCIDOS GRASOS POR GC-

FID 

 

a.        EXTRACCIÓN Y METILACIÓN 

 

Se utilizó el método expuesto por Michotte (2009). Se inició con la etapa de metilación, por 

lo que se procedió a pesar en un tubo de 2 mL de solución de n-hexano con aceite de hojas 

de paico (obtenido previamente por extracción soxhlet con éter de petróleo por 6 horas a 

temperatura de aproximadamente 35 °C). A dicha solución, se le adicionó 10 mL de KOH 

0.1M y el conjunto fue colocado en baño maría a 70 °C por una hora. Posteriormente, a la 

mezcla fría, se le adicionó 4 mL de una solución de HCl 1.2 N en MeOH, el conjunto se 

agitó y colocó en baño maría a 70 °C por 20 minutos. 

  

 La extracción se realizó adicionando 20 mL de n-hexano a los tubos fríos, así como 10 mL 

de agua MilliQ, y se agitó en un vortex por 1 minuto. Seguidamente, la mezcla se colocó en 

refrigeración a 4 °C durante una noche, luego de lo cual se observó la separación de dos 

fases. Se tomó 150 µL de la fase superior y se llevó a un volumen de 5 mL con n-hexano, 

adicionalmente a esta mezcla, se le agregó 0.5 mL del estándar interno C11 (methyl 

undecanoato) a la concentración de 0.4 mg/mL. La muestra fue filtrada y colocada en un vial 

para el análisis en cromatógrafo de gases.   

 

b.        IDENTIFICACIÓN Y CUANTIFICACIÓN  

 

El análisis de ácidos grasos, se realizó utilizando un cromatógrafo de gases GC 2010 marca 

Shimadzu con detector fotométrico de llama (FID) y como software se empleó el programa 

ZB-20-FAMES. El gas utilizado fue el hidrógeno que trabajó a una presión constante (200 

kPa). La columna utilizada fue Zebron ZB-FAME (20 m x 0.18 mm x 0.15 µm). El gas 

portador que trabajó a presión constante fue helio a 1 mL/min. Las condiciones de trabajo 

fueron las siguientes: la inyección fue a split 100:1 a 250 °C, 1 µL. El detector FID se 

encontró a 260 °C. La temperatura inicial del horno fue de 80 °C por 1.5 min a 160 °C, luego 
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a 40 °C/min a 185 °C, sucesivamente a 5 °C/min a 260 °C hasta 30 °C/min. Los ácidos 

grasos de la muestra fueron identificados en función a los tiempos de retención, por 

comparación de estándares previamente inyectados. Los resultados fueron expresados como 

porcentaje de participación de cada ácido respecto al total (%). 

 

3.4.7.   IDENTIFICACIÓN Y CUANTIFICACIÓN DE TOCOFEROLES POR HPLC 

 

Se realizó de acuerdo a la metodología propuesta por Amaral et al. (2005). La identificación 

y cuantificación fue determinada por HPLC conectado a un detector de fluorescencia. Medio 

gramo (0.5 g) de hojas de paico secas y molidas se mezcló con 100 µL de solución de BHT 

(10 mg en 1 ml de n-hexano), 2 mL de etanol, 4 mL de n-hexano y 2 mL de solución saturada 

de NaCl. La mezcla se homogenizó por 1 minuto en un vórtex y posteriormente se centrifugó 

por 4 minutos a 4000 g y 4 °C. La fase superior se recolectó y la muestra fue re-extraída dos 

veces más con 4 mL de n-hexano. Los extractos fueron combinados y llevados a sequedad 

con nitrógeno gaseoso; y el residuo se reconstituyó con 2 mL de n-hexano. El extracto se 

secó con sulfato de sodio anhidro (0.5 g), se centrifugó a 4000 g por 20 minutos y el 

contenido se transfirió a un vial para el análisis HPLC. Dicha prueba fue realizada en una 

columna YMC-Pack Silica (3 µm x 250 x 4.6 mm). La fase móvil estuvo compuesta por n-

hexano/2-propanol/ácido acético (1000/6/5, v/v/v) a un flujo de 1.4 mL/min bajo 

condiciones isocráticas. El detector de fluorescencia fue programado a 290 nm para la 

longitud de onda de excitación y 330 nm para la longitud de onda de emisión. Los tocoferoles 

fueron identificados y cuantificados por comparación del tiempo de retención con estándares 

(α-, β-, γ- y δ-tocoferol) previamente inyectados. Los resultados se expresaron en miligramos 

por 100 gramos en base seca (µg/g bs). 

 

3.5.     PROCEDIMIENTO EXPERIMENTAL 

 

Se siguió el procedimiento, mostrado en la Figura 13, para el acondicionamiento de las hojas 

de paico frescas a hojas secas y molidas, las mismas que sirvieron como materia prima para 

la obtención de los diferentes extractos para la identificación y cuantificación de los 

compuestos bioactivos detallados en el acápite 3.4.  A continuación, se describen las 

operaciones seguidas. 
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a.        EXTRACCIÓN DE HOJAS 

 

Partiendo de los arbustos de paico, se procedió a separar las hojas realizando extracción 

manual entre el nudo de unión de las hojas a la rama del arbusto. 

 

b.        SELECCIÓN Y LIMPIEZA  

 

La selección permitió trabajar con las hojas de paico que presentaron las mejores condiciones 

para la investigación, de tal modo que no tuviesen daños físicos ni microbiológicos. A las 

hojas seleccionadas, se les realizó limpieza superficial, la cual consistió en pasar una tela 

húmeda (trapo) sobre las hojas colocadas en mesas de acero inoxidable y, posteriormente, 

se secó dichas hojas con ayuda de una tela seca. 

 

c.         SECADO 

 

El objetivo de esta operación fue evaporar el agua interna del tejido de las hojas de paico. 

Las hojas de paico fueron esparcidas en mesas de acero inoxidable protegidas de la radiación 

directa a temperatura ambiente por 7 días (secado 1) y posteriormente se secaron en estufa a 

45 °C durante 6 horas (secado 2) hasta alcanzar la humedad del 7.9 por ciento. 

 

d.        MOLIENDA 

 

Una vez seca la muestra, se procedió a moler con un molino de laboratorio a fin de reducir 

el tamaño de partícula de las hojas secas hasta aproximadamente 500 µm. 

 

e.        ENVASADO 

 

Se realizó en bolsas de polietileno de alta densidad con autocierre con el fin de proteger los 

compuestos bioactivos presentes en la materia prima, evitando al mínimo el oxígeno dentro 

del envase (se utilizaron 2 envases: primario y secundario). Dichos envases se sellaron (en 

la sección previa al autocierre) antes del almacenamiento.  
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f.         ALMACENAMIENTO 

 

La muestra ya envasada se congeló a -80 °C, hasta los respectivos análisis. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Flujo de operaciones de acondicionamiento de arbustos de paico 

 

3.6.     ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

 

Los análisis de compuestos bioactivos (cuantificación de ácidos grasos, compuestos 

fenólicos totales por espectrofotometría, compuestos fenólicos por cromatografía líquida, 

terpenos y tocoferoles) y capacidad antioxidante (ABTS y ORAC hidrofílicos) se realizaron 

con tres repeticiones provenientes de tres sub muestras diferentes. Se calculó el promedio 

aritmético y la desviación estándar del contenido.  

T°1= Ambiente 

Ɵ1= 7 días 

 

T°2= 45 °C 

Hf= 7.9 % 

 

T°= -80 °C 

 

 

Arbustos de paico 

MOLIENDA 

ENVASADO 

ALMACENAMIENTO 

Hojas de paico secas y molidas 

SELECCIÓN Y LIMPIEZA 

SECADO 1 

SECADO 2 

EXTRACCIÓN DE HOJAS 



 

 

IV. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

4.1.     CARACTERIZACIÓN DE LAS HOJAS DE PAICO 

 

4.1.1.  HUMEDAD 

 

La muestra fresca de hojas de paico obtuvo una humedad del 86.8 por ciento con una 

desviación estándar de 1.0 por ciento, experimentado en 3 repeticiones. La humedad 

característica de la muestra fresca sirve como referencia del estado inicial de la materia 

prima, en donde dicho porcentaje de humedad se encuentra cercano a lo reportado por 

Bukunmi et al. (2017), con 89.4 por ciento, pero mayor al que obtuvo Prakash et al. (1993), 

de 75.7 por ciento (hojas frescas de paico). Complementando con otras variedades del género 

Chenopodium, se ha reportado lo siguiente: 85.6 y 83.4 por ciento en C. quinoa variedades 

Salcedo y Altiplano, respectivamente (Chacaliaza-Rodríguez et al., 2016). A su vez, Pradhan 

et al. (2015), obtuvieron 84.8 por ciento de humedad en hojas frescas de Chenopodium 

album. 

 

4.1.2. CAPACIDAD ANTIOXIDANTE HIDROFÍLICA Y COMPUESTOS 

FENÓLICOS TOTALES  

 

El valor de compuestos fenólicos totales (ver Anexo 1) y de las capacidades antioxidantes 

evaluadas (ver Anexo 2) por los métodos TEAC (Trolox equivalent antioxidant capacity) y 

ORAC (Oxygen Radical Absorbance Capacity), determinados en las hojas de paico, se 

presentan en la Tabla 3. El contenido de compuestos fenólicos encontrado (13.6 mg AGE/g, 

bs) fue mayor al reportado por Villalobos-Delgado et al. (2016), quienes consideraron dos 

solventes de extracción para las hojas de paico: 1.31 mg AGE/g bs (medio acuoso-infusión) 

y 1.26 mg AGE/g bs (extracto etanólico al 100 por ciento).  
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Tabla 3: Compuestos fenólicos totales y capacidad antioxidante hidrofílica 

TEAC y ORAC en hojas de paico 

Materia prima Contenido de 

Compuestos 

Fenólicos Totales* 

(mg AGE/g bs) 

Capacidad 

antioxidante 

TEAC* (μmol TE/g 

bs) 

Capacidad 

antioxidante 

ORAC* (μmol 

TE/g bs) 

Paico 13.60 ± 0.17 

 

93.3 ± 1.4 571.6 ± 5.8 

*Promedio ± desviación estándar (n=3) 

 

Las diferencias en los resultados pueden deberse a diferentes factores como explican Zohra 

et al. (2018): los componentes bioactivos son recuperados de acuerdo a la polaridad del 

disolvente, el tiempo de extracción y la técnica de extracción. Los solventes muy hidrófilos 

son generalmente menos efectivos en la extracción de polifenoles (Wojcikowski et al., 

2007). Por su parte, Pandey y Gupta (2014), demuestran la eficiencia de utilizar solventes 

como el metanol en el arrastre de compuestos de naturaleza fenólica (en especial los 

flavonoides).  Al utilizar un solvente acuoso (infusión), normalmente se obtiene un alto valor 

de polifenoles totales pero una extracción mínima de flavonoides; además de extraerse otros 

compuestos de naturaleza no-fenólica soluble en medios acuosos. Chen et al. (2015), 

mencionan que el agua puede arrastrar compuestos de capacidad reductora como ácidos 

orgánicos y azúcares, así como péptidos, entre otros. Cabe señalar que el método de 

cuantificación utilizado, donde se emplea el reactivo Folin-Ciocalteu, obedece a un 

mecanismo de oxidación/reducción, cuya respuesta puede variar de acuerdo a cómo los 

antioxidantes se comportan en las diferentes matrices alimenticias (Prior, 2005). 

 

Se han reportado valores de compuestos fenólicos en mayor, igual a menor cantidad a la 

encontrada en hojas de paico: Chenopodium botrys, mostró valores de fenólicos totales en 

el rango de 27.77 a 71.25 mg AGE/g bs (Adji et al., 2015); mientras que en Chenopodium 

quinoa, variedades Salcedo y Altiplano, se cuantificó 10.55 y 10.72 mg AGE/g bs, 

respectivamente (Chacaliaza-Rodríguez et al., 2016). Otros arbustos de hojas verdes también 

denotan resultados para análisis el análisis en mención: Vitex negundo (3.07 mg AGE/g bs) 

y Terminalia arjuna (7.93 mg AGE/g bs) según Rajurkar y Hande (2011). Asimismo, el 

contenido de polifenoles totales en el género Amaranthus ha sido de 14.94 mg GAE/g bs (A. 

hypochondriacus) y 10.47 mg GAE/g bs (A. caudatus) (Li et al., 2015). 
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Los resultados de las capacidades antioxidantes (CAOX) hidrofílicas de las hojas de paico 

se exponen en la Tabla 3. Se utilizó dos metodologías: TEAC y ORAC, por tener diferente 

mecanismo de reacción: transferencia de electrones y transferencia de protones, 

respectivamente según menciona Huet (2007). A su vez, Santacruz (2011), afirma que es 

necesario utilizar varios métodos de medida de CAOX para obtener un valor representativo 

de la muestra, abordando distintos mecanismos de reacción. 

 

El valor obtenido de CAOX por el método TEAC, fue superior (93.3 μmol TE/g, bs) a los 

reportados en hojas de Chenopodium quinoa variedades Salcedo y Altiplano, los que 

presentaron valores de 54.68 y 77.05 μmol TE/g bs, respectivamente (Chacaliaza-Rodríguez 

et al., 2016).  En una formulación de hierbas (70 por ciento de toronjil, 10 por ciento de 

ortiga, 10 por ciento de perejil y 10 por ciento de paico), según Beltrán et al. (2017), se 

obtuvo 5.51 μmol TE/g bs de capacidad antioxidante TEAC, valor bastante menor al 

obtenido en la presente tesis. Por su parte, Speisky et al. (2006) consiguió una capacidad 

antioxidante (TEAC) de 166 μmol TE/g bs en infusión de hojas de C. ambrosioides; mientras 

que Flores-Flores et al. (2019), reportó un valor de 227.2 μmol TE/g bs en muestra 

liofilizada. Las dos últimas referencias mencionadas, presentaron mayores valores a los 

conseguidos en la presente investigación.  

 

Entre las plantas utilizadas en infusiones (al igual que el paico), han sido estudiados: el laurel 

de la India (Syzygium polyanthum) que tiene un valor de CAOX TEAC de 197.4 μmol TE/g 

bs (Yahaya et al., 2019). Sin embargo, otras hierbas han expuesto reducidos niveles de 

CAOX en comparación a las hojas de paico: tomillo (Thymus vulgaris L.) con 0.39 μmol 

TE/g bs (Wojdylo et al., 2007); romero (Rosmarinus officinalis) con 0.39 μmol TE/g bs y 

herniaria (Herniaria glebra) con 0.48 μmol TE/g bs (Wojdylo et al., 2007), donde se empleó 

como solvente de extracción el metanol al 80 por ciento (v/v). 

 

Respecto a la CAOX ORAC, el presente estudio obtuvo un mayor valor (571.6 μmol TE/g 

bs) que el reportado en otras especies del género Amaranthus: A. hypochondriacus (451.3 

μmol TE/g bs) y A. caudatus (378.3 μmol TE/g bs) según Li et al. (2015). Algunas otras 

plantas medicinales como Artemisia arborescens, Camellia sinensis, Ocimum basilicum, 

Olea europaea, Petroselinum crispum (perejil), Salvia officinalis (salvia) y Taraxacum 

officinale, presentaron valores de CAOX ORAC de 261.1, 45.6, 314.5, 261.5, 445.0, 221.7 

y 42.8 μmol TE/g bs, respectivamente (Wojcikowski et al., 2007). Todos los valores 
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referenciados en este párrafo, son menores al determinado en las hojas de paico de la presente 

tesis. 

 

Comparando el CAOX ORAC en base húmeda (45.1 μmol TE/g bh) de D. ambrosioides del 

presente estudio, se observa que este fue mayor al conseguido en Valerian officinalis (15.82 

μmol ET/g bh según Ninfali et al., 2004) (valeriana) y Rosmarinus officinalis (2.9 μmol TE/g 

bh según Zheng & Wang, 2001) (romero). 

 

4.1.3.  CONTENIDO Y TIPOS DE COMPUESTOS FENÓLICOS  

 

En la Tabla 4, se presentan los resultados de la identificación de los compuestos fenólicos 

de las hojas de paico realizado por cromatografía líquida acoplada a la espectrometría de 

masas (LC-MS), así como la cuantificación de los mismos empleando UPLC®-PDA. Un 

total de 20 compuestos (Figura 14) fueron identificados, dentro de los que se encontraron 

principalmente a derivados del ácido p-cumárico, ácido vainíllico, kaempferol y quercitina. 

La identificación de los polifenoles se realizó de acuerdo a los fragmentos moleculares (iones 

pseudo-moleculares) que fueron generados, la revisión de la literatura científica y la consulta 

de la base de datos de PubChem (https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/). Fang et al. (2002), 

indican que la cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas representa la 

técnica más popular utilizada para develar la complejidad de los compuestos fenólicos. 

 

Respecto a la identificación de los polifenoles, se encontró que el pico 1 caracteriza 

tentativamente al ácido vainíllico (ión molecular de m/z 167.0344), en donde se cuenta con 

la presencia del fragmento m/z = 123 ([M-H-CO2]¯), por pérdida de CO2 (44 uma, unidades 

de masa atómica). Hossain et al. (2010), mencionan que la fragmentación de los ácidos 

fenólicos genera un patrón de fragmentación típico después de la disociación inducida por 

colisión, la cual es caracterizada por una pérdida común de una molécula de CO2 (44 uma) 

del grupo carboxílico. Con respecto al fragmento de m/z = 139 ([M-H-CO]¯), este puede 

deberse a la fragmentación de CO (28 uma), la cual es típica de los fenoles y origina 

compuestos derivados del ciclopentedieno (Bajpai et al., 2005). 



 

 

Tabla 4: Identificación de los compuestos fenólicos presentes en la hoja del paico por LC-MS/MS qToF y su cuantificación por 

UPLC®-PDA 

N° 
TR 

(min) 

Λ 

máx 

Ion 

molecular 

[M-H]-

(m/z) 

error 

(ppm) 

Fórmula 

[M-H] - 
Fragmentos (% de abundancia) Identificación 

Promedio 

(mg/100 g bs) 

1 6.56 278.5 167.0344 1.2 C8H7O4 123 (18 %), 139 (39 %), 167 (100 %)  Ácido vainíllico 40.57 ± 0.48 

2 8.37 309.5 325.0923 1.2 C15H17O8 119 (100 %), 163 (19 %) Ácido p-cumaroil hexósidob 0.80 ± 0.19 

3 16.26 327.4 741.1875 0.7 C32H37O20 741 (100 %), 595 (93 %), 301(87 %) Quercetina-pentosil-ramnosil-hexósida Tr 

4 16.52 323.8 695.1824 0.1 C31H35O18 549 (100 %), 695 (68 %), 285 (11 %) Kaempferol ramnosil-dipentósido Tr. 

5 17.12 347.2 695.1823 0.1 C31H35O18 695 (78 %), 549 (100 %), 285 (26 %) Kaempferol ramnosil-dipentósido 4.77 ± 0.16 

6 17.25 325 563.1406 0.9 C26H27O14 417 (17%), 431 (23 %), 285 (27 %), 255 (7 %) Kaempferol ramnosil-pentósido 3.56 ± 0.13 

7 17.38 313.1 739.2082 -0.5 C33H39O19 549 (100 %), 695 (58 %), 285 (4 %), 284 (20 %) Kaempferol ramnósil-dipentósido 160.00 ± 1.96 

8 17.47 309.5 739.2086 -0.7 C33H39O19 593 (32%), 431 (10%), 285 (28%) Kaempferol diramnósido-hexósido 155.59 ± 3.76 

9 17.59 321.4 593.1506 0.5 C27H29O15 593 (100 %), 301 (37 %), 447 (38 %) Quercitina diramnósida Tr 

10 17.85 313.1 563.1401 0.2 C26H27O14 563 (100 %), 431 (41 %), 285 (43 %) Kaempferol ramnosil-pentósido Tr. 

11 17.97 313.1 609.1456 0 C27H29O16 609 (100 %), 301 (35 %) Quercitina ramnosil-hexósida Tr. 

12 18.23 313.1 725.1932 0.4 C32H37O19 284 (30 %), 285 (16 %), 463 (14 %), 431 (12 %) Kaempferol pentosil-ramnosil-hexósido Tr. 

13 18.54 311.9 739.2086 -0.4 C33H39O19 285 (50 %), 593 (19 %), 431 (37 %) Kaempferol diramnosil hexósido 13.91 ± 0.44 

14 18.83 340.3 577.1628 1.6 C27H29O14 285 (42 %), 431 (36 %), 255 (2 %)  Kaempferol diramnósido 172.61 ± 1.99 

15 19.03 342.6 563.1418 1.3 C26H27O14 285 (100 %), 431 (81 %), 255 (2%),  Kaempferol ramnosil-pentósido 34.37 ± 0.45 

16 19.32 347.2 593.1506 0.5 C27H29O15 593 (100 %), 285 (69 %), 255 (10.76 %) Kaempferol ramnosil-pentósido 9.96 ± 0.10 

17 20.77 343.8 605.1558 1.6 C21H33O20 285(39 %), 431 (33 %), 430 (41%), 255 (4 %)  Kaempferol acetil-furanósido-ramnósido 5.05 ± 0.33 

18 21.08 343.8 605.1511 0.8 C28H29O15 285 (100 %), 431 (82 %), 255 (2 %) Kaempferol acetil-furanósido-ramnósido 16.43 ± 0.48 

19 21.236 363.8 423.1423 -1.3 C24H23O7 423 (100 %), 301 (17 %), 300 (11 %) Quercitina derivada 5.14 ± 0.14 

20 22.49 365.2 647.1613 0.3 C30H31O16 431 (100 %), 285 (38 %), 284 (18 %) Kaempferol ramnósido 63.73 ± 1.21 

 Total de compuestos fenólicos 645.11 ± 11.16 

*Promedio ± desviación estándar (n=3). aCuantificado como ácido p-cumárico. Donde: Tr = Trazas (no cuantificado) 
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El pico 2 (ión molecular de m/z = 325.0923), fue identificado tentativamente como ácido p-

cumaroil hexósido por la presencia del fragmento m/z = 163 ([M-H-hexósido]¯), el cual 

podría deberse a la fragmentación de un hexósido (162 uma). Una posterior pérdida de CO2 

(44 uma), originaría al fragmento m/z = 119 ([M-H-hexósido-CO2]¯). Al respecto, 

mencionan Hossein et al. (2010), que los derivados del ácido p-coumaroil producen 

comúnmente iones de m/z = 163 y 119. Barros et al. (2013), agregan que el fragmento m/z 

= 325, ha sido reportado anteriormente como un derivado del ácido p-cumárico. 

 

El pico 3 (ión molecular de m/z = 741.1875), fue denominado como quercetina-pentosil-

ramnosil-hexósida debido, en primer lugar, a la alta presencia del fragmento m/z = 595 ([M-

H-ramnosil]¯) por fraccionamiento del grupo ramnosil (146 uma) (Chen et al., 2012). La 

subsecuente pérdida de 294 uma (132 uma del pentosil más 162 uma de un hexósido) deriva 

en la formación del fragmento m/z = 301 ([M-H-ramnosil-pentosil-hexósido]¯). A su vez, al 

pico 9 (ión molecular de m/z = 593.1506), se le denominó quercitina diramnósida por la 

ruptura (pérdida) de dos moléculas de azúcar ramnosil (146 uma por cada una, 292 uma por 

el disacárido), resultando el fragmento de m/z = 301 ([M-H-ramnosil-ramnosil]¯). Por otro 

lado, el pico 11 (ión molecular de m/z = 609.1456), fue identificado como quercitina 

ramnosil-hexósida, por la presencia del fragmento m/z = 301 [M-H-ramnosil-hexósido]¯), el 

cual fue resultante de la escisión de un ramnosil (146 uma) y un hexósido (162 uma). En el 

caso del pico 19 (ión molecular de m/z = 423.1423), se identificó tentativamente como 

derivado de quercitina por la presencia del fragmento m/z = 301, el cual es típico de este 

glucósido (Chen et al., 2015). A este último resultado, se agrega que Vysochina (2010), 

citado por Podolak et al. (2016), reconoce la presencia de glucósidos de quercetina en las 

hojas de paico. Barros et al. (2013), por su parte, consiguieron identificar distintos derivados 

de quercitina, como la quercitina O-pentosil-ramnosil-hexósida y quercitina diramnósida, 

los cuales coinciden con los picos 3 y 9, respectivamente. 

 

Los picos 4 (ión molecular de m/z =695.1824) y 5 (ión molecular de m/z = 695.1823), se 

denominaron tentativamente como kaempferol ramnosil-dipentósido (en ambos casos). 

Dicha denominación se debe a la presencia de los fragmentos de m/z = 549 ([M-H-

ramnosil]¯) y 285 ([M-H-ramnosil-pentósil-pentosil]¯), los cuales estarían proviniendo de 

una pérdida de 146 uma del azúcar ramnosa y, posteriormente, una ruptura de 264 uma de 

un dipentósilo (132 uma cada pentósido). A su vez, los picos 6 (ión molecular de m/z = 

563.1406), 10 (ión molecular de m/z = 10 563.1401) y 15 (ión molecular de m/z = 563.1418) 
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fueron identificado como kaempferol ramnosil-pentósido por el fragmento m/z = 431 ([M-

H-pentosil]¯), debido a la escisión de un pentosilo (132 uma); y una posterior formación de 

la fracción m/z = 285 ([M-H-pentosil-ramnosil]¯), por ruptura de un ramnosil (146 uma). 

Asimismo, el pico 16 (ión molecular de m/z = 593.1506), fue identificado como kaempferol 

ramnosil-pentósido, al observarse el fragmento m/z = 285 debido a la escisión de dos 

azúcares: un ramnósido (146 uma) y un hexósido (162 uma). El pico 7 (ión molecular de m/z 

= 739.2082), denominado kaempferol ramnósil-dipentósido, posee el fragmento m/z = 695 

([M-H-CO2]¯) debido a la pérdida de CO2 (44 uma) y una subsecuente fracción m/z = 549 

([M-H-CO2-ramnosil]¯), por escisión de un ramnosil (146 uma). A lo anterior, sea agrega la 

presencia del fragmento m/z = 285 ([M-H-CO2-ramnosil-pentosil-pentosil]¯), el cual deriva 

de la pérdida subsecuente de 264 uma del dipentósilo (132 uma cada pentósido) por escisión 

del mencionado fragmento m/z = 549. Por otro lado, se identificó como kaempferol 

diramnosil-hexósido a los picos 8 (ión molecular de m/z = 739.2086) y 13 (ión molecular de 

m/z = 739.2086), por la presencia de los fragmentos m/z = 593 (pérdida de ramnosil, 146 

uma), m/z = 431 (escisión de ramnosil y un hexosil, totalizando pérdida de 308 uma) y m/z 

= 285 (ruptura de ramnosil, hexosil y ramnosil, totalizando pérdida de 454 uma).  

 

Se denominó kaempferol pentosil-ramnosil-hexósido al pico 12 (ión molecular de m/z 

=725.1932) debido, en primer lugar, a la presencia del fragmento m/z = 431 ([M-H-pentosil-

hexosil]¯) por fraccionamiento total de 294 uma de los grupos pentosil (132 uma) y hexosil 

(162 uma).  Consecutivamente, se pierden 146 uma (ramnosil) que deriva en la formación 

de la fracción m/z = 285 ([M-H-pentosil-hexosil-ramnosil]¯). A su vez, el pico 14 (ión 

molecular de m/z = 577.1628), fue llamado kaempferol diramnósido por la escisión 

subsecuente de azúcar ramnosil (146 uma), resultando los fragmentos de m/z = 431 (pérdida 

de un ramnosil, [M-H-ramnosil]¯) y m/z = 285 (pérdida de 2 ramnosil, [M-H-ramnosil-

ramnosil]¯). De otro lado, el compuesto de mayor tiempo de retención, es decir, el pico 20 

(ión molecular de m/z = 647.1613) fue designado como kaempferol ramnósido por la 

presencia del fragmento m/z = 431, el cual se desintegra a la consecutiva formación de la 

fracción m/z = 285 por pérdida de un ramnosil (146 uma). Por último, los picos 17 y 18 

(iones moleculares de m/z = 605.1558 y 605.1511, respectivamente), fueron denominados 

como kaempferol acetil-furanósido-ramnósido por la participación del fragmento m/z = 431 

([M-H-acilfuranosil]¯), el cual proviene de la pérdida de uno de los siguientes compuestos: 

acetil-arabinofuranósido (174 uma) y acetil-apiofuranosil (174 uma), no sabiéndose 

exactamente cuál de los dos es el compuesto escindido (Tselepi et al., 2011). Asimismo, en 
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el pico 17 se observa una alta abundancia del fragmento de m/z = 430 (producto de una 

escisión homolítica) a una intensidad del 41 por ciento, cuando debería sólo tener la fracción 

m/z = 431 (producto de escisión heterolítica). Al respecto, Hvattum y Kerget (2002) 

mencionan que lo anterior puede deberse al total de sustituciones OH- (hidroxilos) en el 

anillo B del flavonoide o a la naturaleza (y posición) de la sustitución del azúcar. 

 

Tanto los fragmentos de m/z = 285 y 255 son característicos del kaempferol según diversas 

publicaciones (Chen et al., 2015; Pietrzak et al., 2017; Lin et al., 2018).  Barros et al. (2013), 

pudieron identificar a diversos glucósidos de kampferol como kaempferol diramnósido-

hexósido, kaempferol pentosil-ramnosil-hexósido y kaempferol rutinósido; en donde este 

último compuesto también ha sido identificado en C. hybridum según Podolak et al. (2016). 

Se enfatiza que un fenómeno percibido en los derivados del kaempferol, es la relación del 

tiempo de retención con la glucosilación; en donde Harborne y Boardley (1984), explican 

que el aumento de la glucosilación reduce el tiempo de retención con el fin de que los 

triglicósidos eluyan antes que los diglicósidos y los diglicósidos antes que los 

monoglucósidos.  

 

Los compuestos identificados por LC-MS/MS qToF, fueron cuantificados por UPLC®-PDA 

y los resultados se muestran en la Tabla 4. Se observa que de la cuantificación total de los 

compuestos fenólicos identificados (totalizados como 645.11 mg/100 g bs), los ácidos 

fenólicos (hidroxibenzoicos e hidroxicinámicos) fueron (en cantidad) 41.4 mg/100 g bs (~ 

6.4 por ciento), mientras que el total de flavonoides fueron los mayoritarios con 603.74 

mg/100 g bs (~ 93.5 por ciento). 

 

El total de compuestos fenólicos cuantificados en la presente investigación se encuentra 

menor a lo conseguido por Barros et al. (2013) de 822.33 mg/100 g bs en hojas de paico. 

Además, los autores señalan que los flavonoides participaron en un 93.4 por ciento, el cual 

es similar a lo obtenido en el presente estudio (93.6 por ciento). La literatura científica 

destaca la alta variedad de derivados de kaempferol en hojas de paico: kaempferol-3,7-

diramnósido, kaempferol-3-ramnosilpiranosil, kaempferol ramnosilpiranosil-7-ß-

xilopiranosido, kaempferol-7- ramnósido (Poonia y Upadhayay, 



 

 

 

Figura 14. Perfil cromatográfico a 320 nm de los principales compuestos fenólicos identificados en hojas de paico por medio del 

UPLC®-qToF/MS-MS
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2014; Vysochina, 2008). Por otro lado, Gawlik-Dziki et al. (2013), identificaron en las hojas 

de quinua (Chenopodium quinoa): kaempferol (4.6 mg/ 100 g bs), quercitina (0.7 mg/ 100 g 

bs) y ácido p-cumárico (33.31 mg/ 100 g bs), demostrando alta similitud con el perfil 

polifenólico de D. ambrosioides de la presente investigación.  

 

En especies del género Amaranthus (A. hypochondriacus y A. hypochondriacus), se han 

detectado kaempferol (2.36 a 2.43 mg/100 bs) y ácido protocatéquico (13.57 a 17.68 mg/100 

g bs. Sin embargo, los valores de kaempferol reportados por las últimas referencias 

bibliográficas, son bastante menores en comparación a los obtenidos en la presente tesis 

(total de kaempferol de 497.98 mg/100 bs). En hierbas aromáticas como el laurel (Lauris 

nobilis), se halló quercitina (3.2 mg/100 g bh) y kaempferol (4.8 mg/100 g bh); mientras que 

en el orégano (Origanum vulgare), se encontró quercitina (219 mg/100 g bh) y miricetina 

(21 mg/100 g bh) (Škerget et al., 2005).  Se agrega que Barros et al. (2013), hallaron la 

isorhamnetina, el cual es un compuesto que no fue encontrado en la presente investigación. 

Esto último puede ser debido a que las agliconas flavonoides pueden sufrir una degradación 

por oxidación, de tal manera que sus picos no se detecten, según explican Mbamalu et al. 

(2016). 

 

4.1.4.  CONTENIDO Y TIPOS DE TERPENOS  

 

En la Figura 15 y la Tabla 5, se pueden apreciar la identificación y cuantificación de los 12 

compuestos de naturaleza terpénica encontrados en las hojas de paico. Dicha identificación 

de los compuestos terpénicos se fundamenta en la comparación del espectro generado por el 

mecanismo de ionización de impacto electrónico de las moléculas de naturaleza terpénica 

con los espectros halaldos en la base de datos NIST. Cabe mencionar que se decidió presentar 

la cuantificación expresada en mg/100 g bs (ver Anexo 3) y, también, como porcentaje de 

participación, dado que esta última forma de presentación es la única expuesta en la variada 

literatura científica sobre hojas de paico. La coincidente identificación de α-terpineno, p-

cimeno, limoneno, terpinoleno, timol, carvacrol y al ascaridol por Jirovetz et al. (2000), 

indican la alta similitud de los resultados en el perfil de terpenos encontrados en la presente 

tesis. 

 

Los resultados muestran (ver Figura 15) la alta presencia de monoterpenos hidrocarbonados 

(80.37 por ciento), en comparación a los monoterpenos oxigenados (18.05 por ciento). De 
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Andrade et al. (2016), obtuvo en la misma hierba aromática, hidrocarburos monoterpenos al 

62.8 por ciento; mientras que Gbolade et al. (2010), consiguieron 76.89 por ciento (valor 

cercano). No obstante, Al-kaf et al. (2016), obtuvo cantidades muy distintas: monoterpenos 

oxigenados (85.3 por ciento) y monoterpenos hidrocarbonados (8.9 por ciento). Las 

diferencias presentadas con respecto a la literatura científica pueden deberse al origen 

geográfico, la técnica de extracción, el estado vegetativo de las hojas, la época de recolección 

de la planta, el método de secado e incluso la intensidad de la luz solar (Jaramillo et al., 

2012; Harraz et al., 2014; León, 2009; Damasceno et al., 2014). Por su parte, Nascimento et 

al. (2017), enfatizan en que los estímulos ambientales pueden redirigir las rutas metabólicas, 

causando biosíntesis de diferentes compuestos.  

 

El pico 10 corresponde al isoascaridol (ión molecular de m/z = 168.08), el cual cuenta con 

una reacción de primer orden de pérdida de C3H7 (43 uma), resultando m/z = 43 a alta 

intensidad (Zhang et al., 2008). La subsecuente pérdida de H2 (2 uma), hace común encontrar 

también al fragmento de m/z = 41.  Lo anterior concuerda con los resultados conseguidos. 

Se han encontrado isómeros del isoascaridol: cis-isoascaridol (1.1-6.4 por ciento) (más 

dominante en la naturaleza), trans-ascaridole (1-2 por ciento) y trans-isoascaridole (1-2 por 

ciento) en hojas de paico (Dembitsky et al., 2008). Por su parte, Al-kaf et al. (2016), 

obtuvieron (en hojas de paico) isoascaridol al 27.7 por ciento y ascaridol al 54.2 por ciento; 

los cuales representan valores bajos y se ven relacionados a la presencia de α-terpineno 

(compuesto génesis del ascaridol) y su sensibilidad al calor (Kasali et al., 2006; Pino et al., 

2011; Alitonou et al., 2012; Damasceno et al., 2014). Algunos estudios, como el de 

Damasceno et al. (2014), mencionan la ligera variabilidad del ascaridol respecto a su época 

de cosecha (8.6 a 9.5 por ciento, en 3 estaciones); mientras que Muhayimana et al. (2011), 

explican que la ruta biosintética de dicho compuesto puede cambiar de acuerdo a la etapa de 

crecimiento de la planta o la naturaleza del suelo. A esto último, se añade que el modo de 

extracción de su aceite esencial se dio por asistencia de microondas, método que enriquece 

su cantidad de ascaridol (Muhayimana et al., 2011). 



 

 

Tabla 5: Terpenos encontrados en hojas de paico 

N° 
TR 

(min) 
Fórmula 

Ion 

molecular 

(m/z) 

Fragmentos (% de abundancia) Identificación 

Porcentaje 

de 

participación 

(%) 

Cuantificación* 

(mg/100 g bs) 

1 10.55 C10H16 136.09 93 (100%), 91 (69%), 77 (41%), 79 (37%), 28 (32%), 39 (27%) α-pineno 0.43 4.32 ± 0.56 

2 11.93 C10H16 136.10 93 (100 %), 121 (97%), 91 (80%), 77 (52%), 79 (44%) α -terpineno 63.26 1489.65 ± 222.12 

3 12.11 C10H14 134.08 119 (100 %), 91 (46%), 134 (26%), 117 (23%), 77 (14%) p-cimeno 6.84 104.87 ± 12.49 

4 12.16 C10H16 136.11 67 (100%), 93 (71%), 79 (54%), 39 (46%), 53 (38%) Limoneno 9.84 313.13 ± 18.67 

5 12.59 C10H16 136.10 93 (100%), 91 (89%), 77 (52%), 79 (34%), 41 (28%) γ-terpineno 0.15 4.51 ± 0.54 

6 13.07 C10H16 136.08 93 (100%), 91 (85%), 121 (70%), 77 (63%), 79 (61%) Terpinoleno Tr Tr 

7 14.91 C10H18O 154.04 95 (100%), 110 (19%) Borneol Tr Tr 

8 16.18 C10H14O 150.10 135 (100%), 91 (39%), 150 (26%), 115 (24%) Timola 5.05 49.47 ± 6.27 

9 16.33 C10H14O 150.10 135 (100%), 91 (40%), 150 (32%), 77 (24%), 107 (23%) Carvacrola 3.02 22.90 ± 1.8 

10 16.64 C10H16O2 168.08 43 (100%), 41 (57%), 97 (47%) Isoascaridolb 9.98 8.19 ± 0.9 

11 18.34 C15H24 204.09 93 (100%), 80 (35%), 121 (20%), 147 (19%) Humuleno Tr Tr 

12 19.8 C15H26O 222.04 95 (100%), 150 (72%), 151 (51%) Cedrol Tr Tr 

 

Monoterpenos hidrocarbonados (picos 1, 2, 3, 4, 5 y 6) 1916.48 ± 254.38 

Monoterpenos oxigenados (picos 7, 8, 9 y 10) 80.57 ± 8.97 

Sesquiternos hidrocarbonados (pico 11) Tr 

Sesquiternos oxigenados (pico 12) Tr 

Total 1997.05 ± 263.35 

*Promedio ± desviación estándar (n=3). aCuantificado como cariofileno. bCuantificado como borneol. Tr: Trazas (menor a 0.1%)  
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La identificación del pico 2 (α-terpineno) (ión molecular de m/z = 136.10), se da por la alta 

intensidad relativa del fragmento m/z = 121 (primer proceso de fragmentación) debido a la 

pérdida de CH3 (15 uma); además de la presencia de la fracción m/z = 93, después de la 

pérdida de C3H7 (43 uma). La alta intensidad de los dos fragmentos antes mencionados son 

indicadores importantes para la correcta identificación del terpeno (Thao et al., 2014). El 

porcentaje del α-terpineno es cercano al reportado por Jirovetz et al. (2000) de 65.4 por 

ciento en paico de la India. A su vez, Jaramillo et al. (2012), mencionan que el compuesto 

mayoritario encontrado en aceite esencial de paico es el α-terpineno (60.3 por ciento). Por 

otro lado, el estudio de Alitonou et al. (2012), demostró la variabilidad de del terpeno en 

cuestión (de 48.9 por ciento hasta 63.7 por ciento), de acuerdo al mes de recolección 

(diciembre a febrero). Por su parte, Damasceno et al. (2014), agregan que el α-terpineno es 

el componente principal del aceite esencial de C. ambrosioides nativo de Nigeria, Ruanda, 

Colombia, Camerún e India.  

 

Respecto a la identificación del γ-terpineno (pico 5), se realizó por el fragmento de m/z = 93, 

el cual es típico después de la disociación que da como resultado la pérdida de C3H7 (43 

uma), llegando incluso a m/z = 91 (por pérdida de H2, es decir, 2 uma) (Tani, 2012). Gbolade 

et al. (2010), obtuvieron una concentración cercana al 0.8 por ciento en hojas de C. 

ambrosioides, mientras que en el presente estudio la participación fue de 0.15 por ciento      

 

 

Figura 15. Perfil cromatográfico (GC-MS) de terpenos en hojas de paico 
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El pico 4 obedece a la identificación del limoneno (ión molecular de m/z = 136.11). 

Benavides et al. (2010), afirman que el fragmento m/z = 67 (propio del catión ciclopenteno) 

es el más abundante en el compuesto en mención y que se debe a la apertura del anillo 

aromático y las pérdidas de grupos metilenos. Asimismo, El-Kareem et al. (2015), validan 

lo antes expuesto, debido a la ruptura de C5H9 (69 uma), resultado la fracción m/z = 67.  

Además, se hace mención que el fragmento m/z = 93 pierde CH2, formando, por el proceso 

Diels-Alder, al fragmento de m/z = 79 (Benavides et al., 2010). El limoneno es un terpeno 

encontrado ampliamente en hojas del género Chenopodium: C. murale (27.5 por ciento), C. 

polyspermum (24.2 por ciento); C. album (23.2 por ciento).; C. urbicum (10.9 por ciento) 

(Dembitsky et al., 2008). Sagrero-Nieves y Bartley (2015), mencionan que el limoneno es 

el compuesto principal (32.5 por ciento) en el aceite esencial de C. ambrosioides que crece 

en Brasil, comprobándose la variedad composicional terpénica de acuerdo a la geografía. 

Por último, sólo el valor (4 por ciento) ejecutado con extracción de arrastre por vapor, 

reportado por Torres et al. (2003), mostró cercanía al obtenido en el presente estudio; sin 

embargo, también explican que el porcentaje de este compuesto aumenta drásticamente 

desde 4 hasta 32.5 por ciento desde el verano hasta el otoño. Por dicha razón, no es extraño 

encontrar una cantidad importante de limoneno en los resultados del presente estudio. 

 

El pico 3 (p-cimeno) (ión molecular de m/z 134.08), se identificó por la presencia del 

fragmento de m/z = 119, con pérdida (primera reacción de fragmentación) de CH3 (15 uma); 

teniendo también al fragmento m/z = 91, como consecuencia de la ruptura de C3H7 (43 uma) 

del ión molecular. Ambos fragmentos mencionados (y su alta presencia en el p-cimeno) 

coinciden con los expuestos por Kari et al. (2018). Dicho terpeno se encontró a valores 

próximos al 4.83 y 8.92 por ciento obtenidos por Nascimento et al., (2017) y Cabrera (2017) 

en C. ambrosioides, respectivamente. Sin embargo, porcentajes más altos también han sido 

reportados: 12.7 (Chu et al., 2010), 15.3 (Muhayimana et al., 2011), 15 (Damasceno et al., 

2014) y 14.5 (Soares et al., 2017) en hojas de paico proveniente de China, Ruanda, Camerún 

y Brasil, correspondientemente. Por su parte, Boutkhil et al. (2013), recalcan el efecto de las 

condiciones climáticas y el agua disponible en el suelo pueden modificar el metabolismo 

secundario vegetal y, consecuentemente, la composición de los aceites esenciales.  

 

La identificación del pico 1 recae en el α-pineno (ión molecular de m/z = 136.09). El-Kareem 

et al. (2015), exponen que la fragmentación del α-pineno produce un patrón de 

fragmentación de m/z = 93, el cual es típico después de la disociación y que da como 
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resultado la pérdida de C3H7 (43 uma). Además, por la subsecuente escisión de H2, es común 

encontrar al fragmento de m/z = 91 a una intensidad alta, lo cual coincide con los resultados 

expresados en la Tabla 5. Los mismos autores mencionan que los fragmentos típicos de este 

compuesto, son los de m/z igual a 91, 77 y 79. Por último, el contenido α-pineno encontrado 

en el presente estudio, estuvo cercano al resultado de Zhu et al. (2012), de 1.3 por ciento. 

Este terpeno no compromete cantidades porcentuales importantes. 

 

El carvacrol (pico 9) (ión molecular de m/z = 150.10) fue identificado por medio de su 

fragmento de m/z = 107, el cual es característico después de la pérdida de C3H7 (43 uma) en 

reacción de primera fragmentación (Kumar et al., 2016). La reconfirmación del compuesto 

se dio por comparación con la biblioteca de espectro de masas estándar (biblioteca NIST). 

Este compuesto presentó un porcentaje traza (menor a 0.1 por ciento) de participación; a su 

vez, Boutkhil et al. (2013), consiguieron dilucidar el compuesto en un porcentaje del 1.4 por 

ciento. 

 

El compuesto identificado como terpinoleno (pico 6) (ión molecular de m/z = 136.08), se 

pudo identificar dada la abundancia del fragmento de m/z = 93, típico después de la 

disociación del primer proceso de fragmentación que da como resultando la pérdida de C3H7 

(43 uma) (El-Kareem et al., 2015). La reconfirmación del compuesto se dio por comparación 

con la biblioteca de espectro de masas estándar (biblioteca NIST). 

 

El borneol obedece a la identificación realizada en el pico 7 (ión molecular de m/z = 154.04). 

Zhang et al. (2008), mencionan que el fragmento característico de este terpeno es el de m/z 

= 95, el cual queda por la subsecuente pérdida de H20 (18 uma) y C3H5 (41 uma). Los autores 

mencionan también que el fragmento m/z = 110 es propio del compuesto y se da por ruptura 

de H20 (18 uma) y C2H2 (26 uma). Dichas reacciones obedecen al primer proceso de 

fragmentación. 

 

El pico 8 se identificó como timol (ión molecular de m/z = 150.10). Según Kumar et al. 

(2016), el fragmento más importante de dicho terpeno es m/z = 135, el cual se debe a la 

pérdida de OH- (17 uma) y ruptura de un doble enlace, lo que agrega 2 unidades de 

hidrógenos (2 uma). Los mismos autores mencionan a los fragmentos de m/z de 115 y 91 

como los más comunes en dicho compuesto. 
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El humuleno (pico 11, ión molecular de m/z = 204.09), se identificó por medio del fragmento 

característico de m/z = 147, el cual resulta de la pérdida de C4H7 (43 uma) según lo explicado 

por Rimetz-Planchon et al. (2011). La reconfirmación del compuesto se dio por comparación 

con la biblioteca de espectro de masas estándar (biblioteca NIST). 

 

El pico 12 (ión molecular de m/z 222.04) se denominó cedrol por la presencia del fragmento 

m/z = 95, el cual queda por las continuas pérdidas de diferentes radicales (hidroxilo y 

alquilos) los cuales totalizan C8H15O (127 uma) según explican Zhang et al. (2008). 

 

Algo importante que acotar es el estudio ejecutado por León (2009), en paico peruano, donde 

el α-felandreno fue el compuesto principal (43 por ciento); sin embargo, no fue determinado 

en el aceite esencial del presente estudio. Ello puede deberse a que algunos terpenos se 

encuentran en una alta concentración en estaciones de verano y se reducen drásticamente (a 

un valor indetectable) en estación de otoño e invierno (Torres et al., 2003).  

 

4.1.5.  CONTENIDO Y TIPOS DE ÁCIDOS GRASOS  

 

Se lograron distinguir 4 principales ácidos grasos, los cuales se exponen en la Tabla 6, en 

donde los tiempos de retención (Figura 16) aumentan a mayor número de carbonos de la 

cadena del ácido graso (Lima et al., 1965).   

 

Tabla 6: Ácidos grasos presentes en hojas de paico 

Ácido graso Porcentaje relativo* (%) 

Ácido palmítico (C16:0) 26.33 ± 0.53 

Ácido oleico (C18:1) 2.51 ± 0.25 

Ácido linoleico (C18:2) 35.79 ±0.60 

Ácido linolénico (C18:3) 35.36 ± 0.18 

Ácidos Grasos Saturados 26.33 ± 0.53 

Ácidos Grasos Monoinsaturados 2.51 ± 0.25 

Ácidos Grasos Poliinsaturados 71.16 ± 0.78 

*Promedio ± desviación estándar (n=3) 

 

Los resultados de la presente tesis son coincidentes con los expuesto por Guerrero y Torija 

(1997); Koiwai et al, (1982) y Guil-Guerrero y Rodríguez-García (1998), quienes detectaron 
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sólo 4 ácidos grasos (palmítico, oleico, linoleico y linolénico) en partes aéreas del género 

Chenopodium.  A su vez, Barros et al. (2013), agregan que el porcentaje total de PUFA 

(Polyunsaturated Fatty Acids) en C. ambrosioides es de 68.44 por ciento, el cual es un valor 

cercano a la presente tesis (ver Anexo 4). Asimismo, los mencionados últimos autores 

detectan coincidentemente, aunque en diferentes proporciones, a los ácidos linolénico (48.54 

por ciento), linoleico (19.23 por ciento), oleico (6.9 por ciento) y palmítico (14.16 por 

ciento).   

 

Algunas hojas de algunas plantas del género Chenopodium (C. album, C. murale, C. 

opulifolium) presentaron valores de entre 33.0 al 44.8 por ciento de ácido linolénico, 9.62 al 

16.82 por ciento de ácido linoleico, 2.8 al 6.9 por ciento de ácido oleico y 15.1 al 16.8 por 

ciento de ácido palmítico (Guerrero y Torija, 1997). Mientras que algunas Amaranthus (A. 

cruentus, A. hypochondriacus, A. tricolor, A. viridis) obtuvieron entre 40.8-59.5 por ciento 

de ácido linolénico, 10.3-14.9 por ciento de ácido linoleico, 3.3-6.7 por ciento de ácido 

oleico y de 6.1-10.4 por ciento de ácido palmítico (Tang et al., 2014). Tanto en los géneros 

Amaranthus y Chenopodium, es el ácido linolénico el de mayor variabilidad. 

 

 

Figura 16. Perfil cromatográfico de ácidos grasos en hojas de paico 

 

Las explicaciones por las cuales los porcentajes de ácidos grasos de la presente investigación 

no coinciden con las referencias literarias pueden ser diversas. Los tejidos vegetales 

silvestres proporcionan PUFA en mayor nivel que las hierbas plantadas intencionalmente 

(Mei et al., 2015), en donde dichas moléculas obedecen a la actividad de la enzima 
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desaturasa. Dicha enzima en mención se expresa por los genes FAD2 (conversión a ácidos 

grasos dienoicos: ácido linoleico, por ejemplo) y por el FAD3 (conversión a ácidos grasos 

trienoicos: ácido linolénico, por ejemplo), teniendo como función la resistencia de las plantas 

tanto al frío como a la sal. Las mencionadas enzimas son muy susceptibles a la alteración 

(aumento de actividad) por las bajas temperaturas y la intensificación de luz (Dar et al., 

2017). Acota, Hawke (1957), citado por Lima et al. (1965), que el contenido de PUFA es 

mayor en plantas de nuevo crecimiento (jóvenes). 

 

4.1.6.  CONTENIDO Y TIPOS DE TOCOFEROLES 

 

Se presenta el perfil de tocoferoles por HPLC en la Figura 17 y su cuantificación en la Tabla 

7. 

 

Se pudo identificar α-, β-, γ- y δ-tocoferol en las hojas de paico. La cuantificación en β- y δ- 

tocoferol presentados en el estudio (Figura 17), son similares a los reportados por Barros et 

al. (2013), en hojas de C. ambrosioides: 5.6 y 1.3 µg/g bs, respectivamente.  No obstante, el 

contenido de γ-tocoferol (22.8 µg/g bs) citado por el último autor, fue mayor al encontrado 

en el análisis; sin embargo, el valor de α-tocoferol (2023.4 µg/g bs) de la referencia 

bibliográfica resulta ser casi 70 veces más a lo obtenido de α-tocoferol en la presente tesis 

(ver Anexo 5). La referencia menciona que la recolección de las plantas (hojas de paico) fue 

en un ambiente silvestre y se secó por liofilización (factor importante). 

 

Tabla 7: Tocoferoles presentes en las hojas de paico 

Tocoferol Contenido* (µg/g bs) 

α-tocoferol 28.78 ± 1.46 

β-tocoferol 7.19 ± 1.46 

γ-tocoferol 7.96 ± 1.46 

δ-tocoferol 3.27 ± 0.23 

*Promedio ± desviación estándar (n=3) 

 

Šircelj et al. (2010), citado por Šircelj et al. (2018), mencionan que el contenido foliar del 

tocoferol aumenta con la edad de la hoja. Mientras que, Antognoni et al. (2008), agregan 

que el desarrollo de las plantas en condiciones adversas (limitada fuente de agua y radiación 

solar), provoca un incremento notable en diversos antioxidantes como el α-tocoferol, debido 
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a su función en el mantenimiento de la membrana de los tilacoides. Los últimos autores 

profundizan en que la actividad de la enzima TAT (Tyrosine Amino Transferase), usada en 

A. caudatus, es otro factor a considerar, debido a que un aumento en la actividad enzimática, 

se relaciona con un mayor contenido de dicho α-tocoferol. Asimismo, la vitamina E (α-

tocoferol) es muy sensible a la oxidación (acelerada por el calor), luz ultravioleta, humedad 

y los minerales traza (Ewing, 2007; citado por Riaz et al., 2009), de donde se sospecha que 

el método de secado (el análisis se realizó en hojas secas según el procedimiento de la Figura 

13) utilizado pudo ser un factor trascendental para la baja concentración de dicho compuesto. 

 

 

Figura 17. Perfil cromatográfico de tocoferoles en hojas de paico 

 

Tang et al. (2014), ha reportado los cuatro tocoferoles en cuestión (α-, β-, γ- y δ-tocoferol) 

en diversas especies del género Chenopodium y Amaranthus, hallando que el α-tocoferol 

representa entre el 72-75 por ciento de los tocoferoles totales; mientras que en la presente 

tesis sólo representa el 60 por ciento.  

 

En otras especies estrechamente relacionadas al C. ambrosioides, se pudo encontrar valores 

de α-tocoferol relativamente cercanos al presentado en este estudio: Amaranthus 

hypochondriacus (16.24 µg/g bs), Amaranthus tricolor (32.71 µg/g bs); Chenopodium 

formasanum (5.79 µg/g bs) y C. quinoa (44.71 ug/g bs) (Tang et al., 2014). Las tres especies 

en cuestión presentaron valores de entre 1.02-6.38 µg/g bs, 1.02-17.57 µg/g bs, 1.53-2.15 
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µg/g bs en β-, γ- y δ-tocolerol, respectivamente. Sin embargo, Antognoni et al. (2008), 

mencionan una baja (y casi indetectable) proporción de estos últimos tres tocoferoles en 

especies de los géneros Amaranthus y Chenopodium.     

 

                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                     



 

 

V. CONCLUSIONES 

 

- El total de compuestos fenólicos determinados en hojas de paico por el método de 

Folin- Ciocalteau fue de 13.60 AGE/ g bs; mientras que las capacidades antioxidantes 

TEAC y ORAC fueron de 93.3 y 571.6 μmol TE/g bs, respectivamente.  

 

- Se identificaron un total de 20 compuestos fenólicos principales: ácido vainíllico (1), 

derivado del ácido p-cumaroil-hexósido (1), glucósidos y derivados de flavonoles: 

derivados de quercetina-ramnósida (3), quercitina derivada (1), kaempferol acetil-

furanósido-ramnósido (2) y derivados del kaempferol ramnósido (12). La 

cuantificación por UPLC®-PDA de todos los compuestos fenólicos identificados fue 

de 645.11 mg/100 g bs (en total), en donde los ácidos fenólicos correspondieron a 

41.37 mg/100 g bs (6.4 por ciento del total); mientras que los flavonoides fueron de 

603.74 mg/100 g bs (93.5 por ciento del total). 

 

- Los 4 principales grupos de terpenos fueron los siguientes: monoterpenos 

hidrocarbonados (α-pineno, α -terpineno, p-cimeno, limoneno, γ-terpineno y 

terpinoleno) con 1916.48 (mg/100 g bs); monoterpenos oxigenados (borneol, timol, 

carvacrol, isoascaridol) con 80.57 mg/100 g bs; mientras que el sesquiterpeno 

hidrocarbonado (humuleno) y sesquiterpeno oxigenado (cedrol), se encontraron en 

cantidades trazas (menor al 0.1 por ciento) 

 

- Se encontraron cuatro ácidos grasos en las hojas de paico: ácido palmítico (26.33 por 

ciento), ácido oleico (2.51 por ciento), ácido linoleico (35.79 por ciento) y ácido 

linolénico (35.36 por ciento). Así también, se halló α-, β-, γ- y δ-tocoferol en las 

hojas de paico en concentraciones de 28.78, 7.19, 7.96 y 3.27 µg/g bs, 

respectivamente



 

 

VI. RECOMENDACIONES 

 

- Complementar la identificación de los compuestos fenólicos, así como de los 

terpenos, con otras técnicas espectroscópicas como UV (Ultra Violet) y NMR 

(Nuclear Resonance Magnetic) para la correcta estereoquímica de los componentes 

del aglicón de los glucósidos fenólicos. 

 

- Caracterizar el perfil de terpenos en paico siguiendo diferentes métodos de extracción 

(hidrodestilación, arrastre con vapor y microondas) del aceite esencial de hojas 

frescas como secas. 

 

- Analizar multifuncionalmente a los metabolitos del paico por medio de extracciones 

sucesivas de todos los compuestos bioactivos posibles, optimizando el uso de materia 

prima. 

 

- Evaluar la influencia de condiciones de estrés biótico y/o abiótico en el paico y su 

efecto sobre el contenido y perfil de los compuestos bioactivos evaluados, así como 

de las características antioxidantes evaluadas.
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VIII. ANEXOS 

 

ANEXO 1: CONTENIDO DE COMPUESTOS FENÓLICOS TOTALES POR 

FOLIN-CIOCALTEU EN PAICO 

Tabla de resultados para el contenido de Compuestos Fenólicos Totales 

 

ANEXO 2: CAPACIDAD ANTIOXIDANTE POR LOS MÉTODOS ABTS Y ORAC 

EN HOJAS DE PAICO 

Tabla de resultados para Capacidad Antioxidante (ABTS y ORAC) 

Análisis 

 
Repetición 

Contenido 

(μmol ET/g 

bs) 

Desviación 

estándar 

Coeficiente 

de 

variabilidad 

(%) 

Capacidad antioxidante 

hidrofílica (ABTS)  

R1 94.31 

1.40 1.50 R2 91.71 

R3 93.92 

Capacidad antioxidante 

hidrofílica (ORAC) 

R1 578.347 

5.85 1.02 R2 567.855 

R3 568.619 

 

Compuesto 

 
Repetición Contenido 

Desviación 

estándar 

Coeficiente 

de 

variabilidad 

(%) 

Compuestos fenólicos 

totales 

(mg AGE/g bs) 

R1 13.41 

0.17 1.28 R2 13.75 

R3 13.64 
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ANEXO 3: CUANTIFICACIÓN DE TERPENOS EN HOJAS DE PAICO 

Tabla de resultados para el contenido de Terpenos 

 

ANEXO 4: IDENTIFICACIÓN Y PORCENTAJE RELATIVO DE ÁCIDOS 

GRASOS EN HOJAS DE PAICO 

Tabla de resultados para el contenido de Ácidos Grasos 

Ácido graso 

Porcentaje relativo (%) 

Desviación 

estándar 

Coeficiente 

de 

Variabilidad 

(%) 
R1 R2 R3 Promedio 

Ácido palmítico 

(C16:0) 25.96 26.71 26.22 26.30 0.38 1.45 

Ácido oleico (C18:1) 2.34 2.69 2.37 2.47 0.20 7.93 

Ácido linoleico 

(C18:2) 36.21 35.36 36.58 36.05 0.62 1.73 

Ácido linolénico 

(C18:3) 35.49 35.24 35.84 35.52 0.30 0.85 

 

 

 

 

 

 

 

Concentración (mg/100 g bs) 
DE Promedio CV 

R1 R2 R3 

p-cymene 94.14 101.88 118.58 12.49 104.87 11.91 

Alpha pinene 3.68 4.53 4.73 0.56 4.32 12.94 

Alpha terpinene 1260.73 1503.94 1704.28 222.12 1489.65 14.91 

Limonene 331.53 313.66 294.20 18.67 313.13 5.96 

Gamma 

terpinene 3.91 4.68 4.94 0.54 4.51 11.86 

Tymol 45.24 46.50 56.68 6.27 49.47 12.67 

Carvacrol 21.84 21.89 24.98 1.80 22.90 7.86 

Isoascaridol 7.17 8.55 8.86 0.90 8.19 10.97 
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ANEXO 5: CONTENIDO DE TOCOFEROLES EN HOJAS DE PAICO 

Tabla de resultados para el contenido de Tocoferoles 

Tocoferol 

Contenido (ug/g bs) 

Desviación 

estándar 

Coeficiente 

de 

variabilidad 

(%) R1 R2 R3 Promedio 

α-Tocoferol 28.63 30.30 27.40 28.78 1.46 5.06 

β-Tocoferol 6.70 7.18 7.70 7.19 0.50 6.95 

γ-Tocoferol 8.55 7.48 7.85 7.96 0.54 6.81 

δ-Tocoferol 3.34 3.01 3.46 3.27 0.23 7.14 

 

 




