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1. Introducción 

 

Se ha informado que en el mundo existen aproximadamente 450,000 especies de plantas, 

y se estima que aún existe entre un 10 y 20% de especies vegetales de las que no se tiene 

registro, debido a que presumiblemente se encuentran en regiones de gran biodiversidad poco 

exploradas, ubicadas en países como México, Ecuador, Paraguay, Colombia, Sudáfrica, y 

Australia, entre otros [1]. Por lo tanto, un primer desafío referente al estudio de la vegetación 

es aumentar los esfuerzos de exploración para hallar nuevas especies de plantas, y el segundo, 

es estudiarlas no sólo a nivel taxonómico y ecológico, sino químico, ya que los metabolitos 

secundarios presentes en ellas constituyen herramientas que permiten investigar las 

interacciones ecológicas que existen en la naturaleza, lo cual es necesario para la 

conservación y aprovechamiento racional de la biodiversidad. Por ejemplo, recientemente se 

han identificado molecularmente los compuestos volátiles de la planta carnívora Nepenthes 

rafflesiana, encontrándose que emula el contenido de otras especies vegetales para lograr 

atraer a ciertos insectos, y así lograr su supervivencia [2].  

Es reconocido que el conocimiento sobre la estructura molecular y las actividades 

biológicas de los productos naturales son de interés en diversos ámbitos. Por ejemplo, ciertos 

metabolitos secundarios aislados del género Diospyros, como triterpenos y naftoquinonas 

poseen propiedades antivirales, antifúngicas y antimicrobianas [3]. Por lo que la búsqueda 

de nuevas substancias de interés farmacológico, agroalimentario y ecológico es una línea de 

investigación muy amplia, particularmente para los países poseedores de biodiversidad. 

En relación con ciertos padecimientos humanos y de acuerdo con investigaciones 

epidemiológicas recientes, se ha registrado que existe un incremento en el dolor crónico [4], 

por lo que existe la necesidad de buscar substancias con actividad analgésica, ya que la 

mayoría de los fármacos empleados tienen la desventaja de tener efectos secundarios. 

Ejemplo de ello es el uso de opioides como terapia de larga duración para el tratamiento del 

dolor crónico, los cuales no son tan efectivos ni tan seguros como se estimó inicialmente [5].   
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2. Justificación 

 

Diospyros xolocotzii (Ebenaceae) es una especie vegetal endémica de México, la cual 

no ha sido estudiada químicamente. Cuando se describió por Madrigal Sánchez y Rzedowski 

en 1985 [6], la observación inicial fue el número limitado de individuos que conformaban a 

la población encontrada en el estado de Michoacán, únicamente veinte individuos. En 2014 

el grupo de trabajo del Dr. Santiago Arizaga encontró tres nuevas poblaciones en el estado 

de Guanajuato, pero considerando el número de individuos de este vegetal, se cataloga como 

una especie amenazada [7].   

Así, una de las justificaciones para llevar a cabo este estudio, es generar conocimiento 

científico sobre el contenido metabólico de la especie y contextualizarlo con el conocimiento 

de las especies del género ya analizadas químicamente, ya que algunas son empleadas con 

fines alimentarios, ornamentales, cosmetológicos y medicinales, entre otros. 

Adicionalmente, a partir de observaciones ecológicas realizadas por colegas botánicos 

(comunicación personal con el Dr. Francisco J. Espinosa-García, del Instituto de 

Investigaciones en Ecosistemas y Sustentabilidad de la UNAM), D. xolocotzii presenta cierta 

resistencia al ataque de algunos insectos, por lo que sus metabolitos secundarios pueden estar 

asociados a dicha actividad. A partir de las muestras aisladas disponibles, y con el objetivo 

de generar conocimiento sobre las propiedades biológicas del extracto y de las substancias 

aisladas, en este trabajo se consideró pertinente la realización de bioevaluaciones en un 

modelo de anti-nocicepción, ya que hay evidencia del uso de especies del género Diospyros 

como D. marítima o D. lotus con fines analgésicos [8, 9].  
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Diospyros xolocotzii. 

 Foto tomada de http://ecojardinunam.wordpress.com/zapoteprieto 

3. Antecedentes 
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3.1 Familia Ebenaceae   

 

La familia Ebenaceae se encuentra distribuida en regiones tropicales de Asia, África, 

Australia y América, y se vincula estrechamente con las familias Sapotaceae y Styracaceae 

[10]. Las ebenáceas se dividen en dos subfamilias, la primera es la Lissocarpoideae que 

involucra al género Lisocarpa con 9 especies y la segunda es la Ebenoideae la cual incluye a 

los géneros Euclea, Royena y Diospyros, con aproximadamente 500-600 especies [11], siendo 

este último el más representativo.   

 

3.2 Género Diospyros  

 

3.2.1 Generalidades  

 

El género Diospyros está conformado por alrededor de 500 especies de las cuales 120 se 

encuentran en América y 20 en México. Su distribución se extiende por las costas del océano 

Pacífico, el Golfo de México y el Eje Volcánico [12].  

Dentro de dicho género destaca la presencia de especies de alto valor comercial y agrícola 

como es el caso de D. ebenum, reconocida por la explotación de su madera (ébano) o D. kaki, 

cuyo fruto posee un alto contenido de minerales como zinc, calcio, potasio, hierro y magnesio 

[13]. El uso empírico de especies de este grupo de plantas se encuentra bien documentado en 

la medicina tradicional china. Por ejemplo, el té de hojas de D. kaki ha sido consumido por 

siglos y está asociado con la disminución de presión arterial y colesterol, y la decocción de las 

hojas ha sido empleada con fines cosméticos [14]. En este rubro también destaca D. lotus, la 

cual es reconocida como materia prima para preparaciones con propiedades antiinflamatorias, 

sedantes y anti-nociceptivas [9].  

Las semillas de D. mespiliformis son fuente de carbohidratos solubles y un alto porcentaje 

de ácido linolénico, que puede contribuir a la síntesis de eicosanoides en el cuerpo humano, 

los cuales se conocen por participar en procesos gastrointestinales, renales y cardiovasculares 

[15].  

En el caso de México las especies de Diospyros que destacan son D. digyna (Fig. 1) o 

zapote negro que es la más ampliamente distribuida en nuestro país, sobre todo en las 
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regiones cálidas que comprenden los estados de Jalisco a Chiapas, Veracruz y Yucatán [16]. 

Es una especie de importancia agronómica y alimentaria por su fruto comestible [17] y su 

uso empírico en el tratamiento de erupciones en la piel, tiña y lepra se documenta en la Real 

Expedición Botánica a Nueva España realizada a finales del siglo XVIII [18].  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Otro ejemplo es D. anisandra, que en la medicina tradicional Maya es usada de manera tópica 

para aliviar enfermedades de la piel [19].   

 

Desde el punto de vista ecológico, se ha registrado la interacción de diferentes especies de 

Diospyros con el insecto Hypocala andremona, que de acuerdo con informes experimentales 

interactúa de diferente forma con distintas especies. Por ejemplo, la larva tiene mayor 

predilección por alimentarse del follaje de D. digyna, mientras que al evaluar especies como 

D. montana y D. mespilifromis el porcentaje de sobrevivencia del insecto fue del 0%, 

mientras que en D. digyna fue del 64% [20].     

Fig. 1. Ilustración de D. digyna o tliltzapotl de la Real Expedición Botánica a Nueva España.   

Imagen tomada de la Real Expedición a Nueva España [8]  
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3.2.2 Constituyentes químicos del género Diospyros     

 

De acuerdo con una revisión de este grupo florístico [21], uno de los primeros estudios sobre 

los constituyentes químicos data de 1929, donde se reportó el aislamiento de d-manitol a 

partir del fruto de D. kaki y en 1952 se informó que 2-metil-5-hidroxi-1,4-naftoquinona o 

plumbagina, procedente D. hebecarpa, es un compuesto bioactivo.  

Cabe mencionar que en el género Diospyros los triterpenos se encuentran ampliamente 

distribuidos en más del 90% de las especies y son encontrados en las hojas y la corteza. La 

mayoría de los triterpenos aislados a partir de este grupo vegetal tienen esqueletos 

pentacíclicos de lupano (1), ursano (2), oleanano (3), taraxerano (4) y friedelano (5) (Fig. 2).  

  

 

 

 

 

 

.  

 

 

 

 

 

Con el aislamiento y caracterización de los ácidos ursólico (6), oleanólico (7) y 

betulínico (8) a partir del caqui japonés en 1955 dio inicio el estudio de triterpenos en el 

género Diospyros  (Fig. 3), también se han hallado β-amirina (9), α-amirina (10), betulina 

Fig. 2. Esqueletos de triterpenos pentacíclicos recurrentes en el género Diospyros. 

1 2 3 

4 5 
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Fig. 3. Algunos triterpenos pentacíclicos aislados de especies del género Diospyros. 

(11), bauerenol (12), 3β-acetoxi-urs-11-en-28,13-ólida (13) y ácido morólico (14), por 

mencionar algunos (Fig. 3). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Además de triterpenos pentacíclicos, las naftoquinonas son metabolitos secundarios que se 

han aislado a partir de algunas especies de Diospyros [22, 23], como plumbagina (15), 

ismailina (16), canaliculatina (17) y gerberinol (18). En especies como D. kaki se han aislado 

9 

6 7 8 

10 11 

12 13 14 
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lignanos [24] como (-)-(7’S,8S,8’R)-4,4’-dihidroxi-3,3’,5,5’-tetrametoxi-7’,9-epoxilignan-

9´-ol-7-ona (19) y (+)-isolariciresinol (20) y a partir de extractos metanólicos de D. 

virginiana se han aislado compuestos fenólicos cómo ácido gálico (21) y los flavonoides 

quercetina (22) y miricetina (23) [25] (Fig. 4).   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

16 15 17 

18 19 20 

Fig. 4. Naftoquinonas, lignanos y compuestos fenólicos aislados del género Diospyros. 

21 22 23 
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3.3 Diospyros xolocotzii   

 

Diospyros xolocotzii (Fig. 5), 

conocido como zapote prieto o 

aguacatillo, es un zapote silvestre de 

fruto comestible endémico de México 

y localizado en los estados de 

Michoacán y Guanajuato. De acuerdo 

la NOM-059-SEMARNAT-2010 es 

una especie catalogada en peligro de 

extinción, esto se debe al crecimiento 

de la población de sus alrededores que 

demanda tierras de cultivo. Se 

descubrió en el estado de Michoacán, 

registrándose inicialmente una 

población de 20 árboles en 1985, y 

posteriormente una población más 

abundante en 2014. Su hábitat se 

caracteriza como matorral subtropical 

de suelo arcilloso. Recibe su nombre 

en honor al botánico mexicano Efraím 

Hernández Xolocotzi (1913-1991). No 

se tiene registro de su uso en la 

medicina tradicional [6, 7]. 

La descripción botánica realizada por Madrigal-Sánchez y Rzedowski en 1988 corresponde 

a un árbol caducifolio de 4-7 m de altura, corteza de color gris oscuro, fruto subgloboso de 

3.0-4.5 cm de largo por 2.5-3.5 cm de ancho de color castaño oscuro y en la madurez de 

color negro, y de sabor dulce. Las hojas son de forma obovada de 2-3.5 cm de longitud de 

color verde opaco [6]. Es importante resaltar que la especie D. xolocotzii (zapote prieto) es 

distinta al zapote negro, D. digyna [sin. D. nigra].  

 

Fig. 5. Diospyros xolocotzii (zapote prieto). 

[Imagen tomada de http://ecojardinunam.wordpress.com/zapoteprieto] 

 

http://ecojardinunam.wordpress.com/zapote
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 3.4 Generalidades acerca de los triterpenos 

 

Los triterpenos son un grupo diverso de metabolitos secundarios presentes 

principalmente en las plantas superiores, constituidos de 30 átomos de carbono, se dividen 

en compuestos de cadena abierta, tricíclicos, tetracíclicos y pentacíclicos [26].   

 

Biogenéticamente derivan del escualeno, un triterpeno de cadena lineal de gran importancia 

ya que mediante la intervención de diferentes enzimas triterpen-sintasas es el precursor de 

otros triterpenos [27] generando alrededor de 200 esqueletos diferentes [28].   

 

En el esquema de la figura 6a se muestra un ejemplo de biosíntesis de triterpenos a partir de 

escualeno [A] el cual por acción de la enzima epoxidasa del escueleno, una flavoproteína que 

requiere O2 y el cofactor NAPDH da lugar al intermediario (3S)-2,3-óxido de escualeno [B] 

que adquiere una conformación silla-silla-silla-bote y cuya ciclación inicia mediante la 

adición electrofílica de un protón que promueve la ruptura del epóxido y genera un 

carbocatión terciario [C] desencadenando una reacción en cadena que promueve la ciclación 

de [C] dando lugar a la formación del catión damarenilo [D]. Mediante una transposición de 

Wagner-Meerwein se expande el anillo D por migración del carbono 16 y formar el catión 

bacarenilo [E]. La ciclación de este por la cara β da lugar al catión lupeilo [F] (Fig. 6b) a 

partir del cual se puede derivar el triterpeno lupeol (24) mediante la eliminación de un H+ en 

C-29 y una posterior oxidación en C-28, para obtener ácido betulínico (8). Por otro lado la 

estabilización del catión [F] puede darse por migración de C-21 y expansión del anillo E y 

formar el catión oleanilo [I]. La migración del -CH3-20α a C-19α genera el catión 20-

taraxasterilo [J] que por una serie de transposiciones 1,2 de hidruro y un cambio 

conformacional forma el catión α-amirilo [L] el cual se estabiliza por eliminación del protón 

en la posición 12α, generando el triterpeno α-amirina (10). De manera similar, a partir del 

catión oleanilo [I] se genera la β-amirina (9). 
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 [C] 

 

 

 

 

Expansión del anillo D por migración de C-16                                                                  [D] 

 

 

 

 

Ciclación para formar el anillo E 

 [E] 

 

 

 

 

Fig. 6a. Esquema biosintético de triterpenos. 
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Fig. 6b. Esquema biosintético de triterpenos. 

β-Amirina (9) 

Expansión del anillo E por 

migración de C-21 

Ácido ursólico (6) 

Catión oleanilo [I] 

[J] 

Catión lupeilo [F] 

Ácido betulínico (8) 



13 

-H-7α 

 

 

 

 

 

 

 

 

A partir del catión α-amirilo [L], mediante transposiciones 1,2 del metilo, CH3-14α a CH3-

13α y CH3-8β a CH3-14β, un cambio en la conformación en el anillo C y la estabilización del 

catión C-8 por eliminación de 7-Hα se genera al bauerenol (12) (Fig. 6c) [27, 28]. 

En lo que respecta a las actividades biológicas de los triterpenos, existen algunos que 

han sido ampliamente estudiados, como el ácido ursólico (6), conocido por su actividad 

citotóxica frente a células tumorales de cáncer de próstata [29] o su actividad ansiolítica [30]; 

el ácido betulínico (8) es conocido por su citotoxicidad frente a diferentes tipos de células 

tumorales y agentes infecciosos [31]; β-amirina (9) promueve la angiogénesis endotelial 

celular, además de tener otras actividades como antiinflamatoria, citotóxica y analgésica [32], 

por mencionar algunos ejemplos. 

En relación con su papel ecológico, se ha determinado que algunos de ellos son capaces de 

actuar frente a ciertos insectos como inhibidores de la ingesta, como el caso de uvaol (28) o 

ácido betulínico (6), que actúan sobre Spodoptera littoralis y S. frugiperda, respectivamente 

[33].

Fig. 6c. Esquema biosintético de triterpenos. 

Catión α-amirilo [L] 

Bauerenol (12) 



4. Hipótesis y objetivos 

 

4.1 Hipótesis  

 
Considerando la información generada en estudios químico-biológicos previos de 

especies pertenecientes al género Diospyros, el análisis de la composición química 

del extracto orgánico de las hojas de D. xolocotzii (Ebenaceae), permitirá el 

aislamiento de compuestos estructuralmente similares a los encontrados en otras 

especies de este grupo, que eventualmente puedan presentar actividad analgésica. 

 

 4.2 Objetivo general    

 

▪ Generar conocimiento científico referente a los productos naturales presentes en 

las partes aéreas de Diospyros xolocotzii. 

 

 

 4.3 Objetivos específicos    

 

▪ Aislar los metabolitos secundarios a partir del extracto CH2Cl2:MeOH (1:1) de 

las hojas de D. xolocotzii empleando los procedimientos convencionales de 

investigación química. 

 

▪ Caracterizar los metabolitos secundarios presentes en D. xolocotzii mediante el 

análisis de los datos obtenidos a partir de diferentes técnicas espectroscópicas y 

espectrométricas.   

 

▪ Ponderar el potencial de la actividad anti-nociceptiva, tanto del extracto como de 

las substancias aisladas, mediante un bioensayo in vivo.  
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5. Resultados y discusión 

 

A partir de los diferentes procesos cromatográficos realizados al extracto de las partes 

aéreas (hojas) de D. xolocotzii, se aislaron y caracterizaron diez metabolitos secundarios los 

cuales se enuncian en orden de polaridad creciente con respecto al fraccionamiento primario: 

hexadecanoato de α-amirina (25), α-amirina (10), β-amirina (9), bauerenol (12), β-sitosterol 

(26), estigmasterol (27), uvaol (28), ácido betulínico (8), ácido ursólico (6) y β-D-

glucopiranósido de β-sitosterilo (29).   

A continuación se expondrán las evidencias espectroscópicas y espectrométricas que 

permitieron la determinación de las estructuras moleculares de cada una de las sustancias 

aisladas.  

 

5.1 Elucidación estructural de los compuestos aislados    

 

5.1.2 Hexadecanoato de α-amirina (25)  

En el espectro de RMN 1H (espectro 1) de esta substancia se observaron a campo alto (δH 

2.5-0.5) señales de metilos y metilenos alifáticos que corresponden a un perfil de un 

triterpeno. Además, sobresale una señal simple ancha en δH 1.26 característica de metilenos 

de cadena lineal, por lo que presumiblemente se trata de un triterpeno esterificado con un 

residuo de ácido graso. Esto se dedujo de la señal doble de doble en δH 4.51 (J = 10.5, 5.7 

Hz) asignada al protón geminal al éster, H-3α y de la señal en δC 80.6 asignada a un carbono 

unido a oxígeno (C-3). Por otro lado, se observa una señal en δC 173.6 (espectro 2) atribuida 

a un grupo carbonilo de éster (C-1’) así como una señal triple δH 2.29 que corresponde a dos 

protones alfa a un grupo carbonilo  

La señal triple en δH 5.13 (J = 3.7 Hz) junto con las señales en δC 124.3 (CH) y δC 139.6 (C) 

son consistentes con la presencia de un doble enlace en CH-12. [34, 35] 

En el espectro 3 (EMIE) del compuesto 25 se observó un ion molecular [M]•+ 664 consistente 

con un compuesto de fórmula C46H80O2, el pico base m/z 218 [100 %] corresponde a la 

fragmentación del anillo C que se origina mediante una reacción de retro Diels-Alder, dicho 

fragmento es precursor del ion m/z 203 [C15H23]
+ por pérdida de un grupo metilo. El 
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fragmento de m/z 409 (5) [M-C16H31O2]
+ corresponde a la pérdida completa del residuo de 

ácido graso. Por otro lado, el fragmento de m/z 189 está constituido por el anillo A/B. Dadas 

las evidencias espectroscópicas, la estructura propuesta para esta sustancia es el 

hexadecanoato de α-amirina [40, 63]. 

 

 

 

 

 

 

 

5.1.3 Mezcla de α-amirina (10), β-amirina (9) y bauerenol (12)  

 Se aisló un sólido incoloro en cuyo espectro de RMN 1H (espectro 4) se observó un 

perfil característico de triterpenos, ya que al igual que en el caso de la sustancia 25 las señales 

de metilos y metilenos a campo alto fueron indicativas de ello. Las señales de tres dobles 

enlaces trisustituidos permitió determinar que se trata de una mezcla de α-amirina (δH 5.12, 

124.4 CH-12; δC 139.6 C-13), β-amirina (δH 5.18 CH-12) y bauerenol (δH 5.41, δC 116.4 CH-

7; δC 145.3 C-8). [36-39] 

El doble de doble en δH 3.24 (J = 10.5, 5.6 Hz) fue asignado a H-3α, mientras que las señales 

de carbono δC 79.3 y δC 79.0 son característicos de carbonos unidos a oxígeno asignados a C-

3, en el caso de bauerenol y β-amirina la señal de C-3 (δC 79.06) se traslapa [38]. 

Cabe mencionar que mediante el análisis CG-EMIE fue posible confirmar que esta muestra 

consiste en una mezcla de isómeros, ya que el ion molecular de las tres substancias fue [M]•+ 

426, correspondiente a una fórmula molecular C30H50O. Dos de los triterpenos presentaron 

una fragmentación similar (espectros 6 y 7), de acuerdo con lo informado por Budzikiewicz, 

los triterpenos de tipo ursano y oleanano insaturados en Δ12,13 se fragmentan mediante una 

reacción retro Diels-Alder sobre el anillo C concordante con el pico base observado en m/z 

25 
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Fig 7. Fragmentación sugerida para bauerenol a partir de lo informado para triterpenos con 

esqueleto de bauerano Δ7,8 propuesta por Budzikiewicz [40]. 

218 [100%] en los dos casos [40, 41], lo que permitió confirmar la presencia de α y β-amirina 

(10 y 9) en conjunción con los datos espectroscópicos de RMN 1H y 13C discutidos con 

anterioridad. 

 En lo que respecta al tercer triterpeno, su patrón de fragmentación (espectro 8) es distinto al 

de los compuestos previamente analizados, ya que se observó un pico base de m/z 247 

[100%]. La fragmentación informada para isómeros de bauerano Δ7,8 procede mediante la 

migración de hidruro de C-9 a C-7 y la migración del enlace doble de C-7 a C-8, seguida de 

la fragmentación del anillo C y la posterior ionización del enlace sigma entre C-15 y C-16 

como se observa en la figura 7 [40, 42], por lo que se determinó que se trata de un compuesto 

con esqueleto de bauerano. Tanto la EMIE así como la RMN 1H y 13C permitieron determinar 

la estructura de bauerenol (12) mediante la comparación directa de los datos espectroscópicos 

informados [39].    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[C30H50O]•+ 

m/z 426 

[C17H27O]+ 

m/z 247 [100%] 
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Dada la evidencia experimental comparada con los datos reportados en la literatura [36-42] 

se concluye que el sólido aislado a partir de la fracción C es una mezcla de α-amirina (10), 

β-amirina (9) y bauerenol (12) en una proporción (6:1:10). La mezcla de éstos triterpenos se 

ha informado previamente en las especies Ardisia elliptica y Cinnamomum cebuense [38, 

43].     

  

 

 

 

 

 

 

5.1.3 Mezcla de β-sitosterol (26) y estigmasterol (27)  

El sólido aislado a partir de la fracción D-7 se observó como una sola mancha en CCF. El 

espectro de RMN 1H (espectro 9) mostró, a campo alto, señales características de esterol (δH 

0.68-1.01). En δH 5.35 se distingue una señal doble ancha (J = 5.21 Hz) asignada a H-6, así 

como señales de carbonos olefínicos en δC 140.9 (C-5) y δC 121.9 (CH-6) (espectro 10). La 

señal doble de doble de doble de doble en δH 3.52 (J = 11.1, 11.1, 5.3, 4.1 Hz) corresponde 

a un protón geminal a un grupo hidroxilo y fue asignada a H-3α. Las señales descritas con 

anterioridad corresponden a datos informados para β-sitosterol (26). Sin embargo, las señales 

dobles de dobles en δH 5.15 (J = 15.2, 8.6 Hz) y en δH 5.01 (J = 15.2, 8.6 Hz) corresponden 

a una olefina trans-disustituida y fueron asignadas a H-22 y H-23 del estigmasterol (27), por 

lo que se concluye que se trata de una mezcla de β-sitosterol y estigmasterol. La comparación 

de los datos espectroscópicos con los informados en la literatura permitió la confirmación de 

las dos estructuras [44, 45, 46].  

 

10 9 12 
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5.1.4 Uvaol (28)  

El espectro de RMN 1H (espectro 11) de 28 presenta similitudes con el espectro de las 

sustancias 10, 9 y 12, por lo tanto, se propone que el compuesto aislado es un triterpeno. 

Efectivamente, mediante los experimentos DEPT 90 y 135 se identificaron las señales de los 

30 carbonos de la molécula como 7 metinos, 10 metilenos, 7 metilos y 6 carbonos 

cuaternarios, lo que es congruente con un esqueleto de triterpeno pentacíclico. Las señales 

distintivas del espectro de RMN 13C (espectro 12) se observaron en δC 138.7 (C-13) y δC 

125.0 (CH-12) que corresponden a carbonos olefínicos. El triplete en δH 5.14 (J = 3.6 Hz) en 

el espectro de RMN 1H, fue asignado al protón vinílico (H-12) que se acopla con H-11β y H-

11α. Las señales dobles en δH 3.53 (J = 11 Hz) y en δH 3.19 (J = 11 Hz) corresponden a los 

protones geminales, H-28a y H-28b, que junto con la señal en δC 69.9 se asignaron al 

oximetieno CH2-28. La señal doble de doble en δH 3.22 (J = 10.8, 5.1 Hz), que se sobrepone 

parcialmente con la señal doble en δH 3.19, se asignó al protón H-3α. Las señales a campo 

alto de metilos en δH 1.10, 1.00, 0.99, 0.94, 0.93, 0.81 y 0.79 corresponden a los metilos 27, 

26, 23, 30, 24, 29 y 25 respectivamente [47-49] 

El ion molecular [M]•+442 que se observa en el espectro de EMIE (espectro 13) de la 

sustancia 28 corresponde a un compuesto de fórmula molecular C30H50O2. El fragmento m/z 

234 [C16H26O]•+ se conforma por el anillo D/E y se genera por la ruptura del anillo C por 

medio de una reacción retro Diels-Alder, a partir de este ion se deriva el pico base de m/z 203 

[100 %] [C15H23]
+, debido a la pérdida de un grupo hidroximetileno. Finalmente, el ion de 

26 27 
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m/z 189 corresponde a los anillos A/B previa deshidratación. Por lo anterior, esta sustancia 

corresponde a uvaol, lo que se confirma por comparación directa con una muestra auténtica 

y con los datos espectroscópicos informados en la literatura [40, 49]. 

 

 

 

 

 

 

 

5.1.5 Ácido betulínico (8)  

A diferencia de las sustancias discutidas anteriormente, en el espectro de RMN 1H de la 

sustancia 8 (espectro 14), sobresalen señales características de un grupo isopropenilo, 

específicamente, dos señales dobles anchas, una en δH 4.74 (J = 2.3 Hz) y otra en δH 4.61 (J 

= 2.3 Hz), así como una señal simple en δH 1.69 (3H), que se asignaron a H-29a, H-29b y 

CH3-30, respectivamente. En el espectro 15 se observaron señales de carbonos olefínicos δC 

150.4 y δC 109.7 asignadas a C-20 y C-29. Por otro lado, la señal en δC 179.7 fue indicativa 

de grupo carbonilo de ácido carboxílico que se asignó a C-28. En δH 3.00 se observó una 

señal ddd (J = 10.4, 10.4, 4.3 Hz) asignada al hidrógeno alílico H-19. Las señales a campo 

alto en δH 1.69, 0.98, 0.97, 0.94 0.82 y 0.75 se asignaron a los metilos 30, 27, 26, 23, 25 y 24 

respectivamente [22, 50-52]. Con la evidencia espectroscópica se dedujo que el compuesto 

8 presenta un esqueleto de lupano y corresponde al ácido betulínico (8). 

El patrón de fragmentación del espectro de masas por impacto electrónico (espectro 16) 

proporcionó evidencia adicional respecto a la estructura 8, ya que se observó un ion 

molecular [M]•+ 456, consistente con un compuesto de fórmula molecular C30H48O3, así como 

un pico base m/z 189 [100 %], el cual es representativo de triterpenos con esqueleto de 

28 
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[C30H45O3]
•+  

[M]•+ m/z 456 

lupano, dicho fragmento contiene al anillo D/E y al residuo de isopropenilo (Fig. 8), esta 

racionalización se realizó con respecto a lo informado para moléculas análogas [53].   

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dadas las evidencias espectroscópicas y la comparación con datos reportados en la literatura 

se confirma que la sustancia 8 corresponde a ácido betulínico.  

 

 

 

 

 

 

5.1.6 Ácido ursólico (6)   

En la CCF del compuesto 6 se observó una mancha que se arrastra sobre la sílice y que revela 

de color rosa con sulfato cérico amoniacal. La afinidad de 6 por la fase estacionaria es 

indicativa de la existencia de un grupo funcional polar en su estructura, como un ácido 

8 

Fig. 8. Fragmentación sugerida para ácido betulínico a partir de lo informado para triterpenos con 

esqueleto de lupano [53]. 

[C15H22O2]
+• 

m/z 234 

[C14H21]
+   

m/z 189 [100%] 
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carboxílico. Al analizar su espectro de RMN 1H (espectro 17) se observó una señal simple 

en δH 11.92, asignable a un protón de ácido carboxílico, lo que es concordante con la 

suposición planteada inicialmente. La señal observada en δC 178.74 en el espectro de RMN 

13C (espectro 18) confirma la presencia del grupo carboxílico. La presencia de un oximetino 

queda evidenciada por la señal ddd en δH 3.00 (J = 10.3, 5.3, 5.3 Hz) del espectro de RMN 

1H (espectro 17) y por la señal δC 77.30 característica de carbono secundario unido a hidroxilo 

(espectro 18). Mediante los experimentos DEPT 90 y 135 se determinó que el compuesto 

aislado presentaba 7 metinos, 9 metilenos, 7 metilos y 7 carbonos cuaternarios, por lo que se 

establece la fórmula C30H48O3 (confirmada por la espectrometría de masas), correspondiente 

a una substancia con 7 grados de insaturación, lo cual estaría de acuerdo con un triterpeno 

pentacíclico con dos grados de insaturación adicionales. Un grado de insaturación 

corresponde al ácido carboxílico, por lo que la insaturación adicional corresponde a una 

olefina, ya que se observan las señales de dos carbonos olefínicos en el espectro de RMN 13C 

(espectro 18) en δC 138.7 y δC 125.0. La señal doble en δH 2.11 (J = 10.8 Hz) fue asignada al 

protón alílico ubicado en la fusión de los anillos D y E (H-18). 

En el espectro de masas de 6 (espectro 19), se observó un ion molecular [M]•+ m/z 456 

concordante con un compuesto de fórmula molecular C30H48O3 (espectro 19). Se observó un 

pico base en m/z 248 [C16H24O2]
•+ [100%] generado mediante una reacción retro Diels-Alder 

a nivel del anillo C, ruptura clásica de triterpenos pentacíclicos insaturados Δ12,13 [40]. Con 

base en la evidencia experimental y mediante la comparación de los datos espectroscópicos 

con los informados en la literatura se concluyó que el compuesto 6 es ácido ursólico [54-56]. 

 

 

 

 

 

 

 

6 
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5.1.7 β-D-Glucopiranósido de β-sitosterilo (29) 

En el espectro de RMN 1H de esta substancia (espectro 20) resaltó la presencia de varias 

señales comprendidas en el intervalo de δH 4.70 y 3.90 asignables a oximetinos de un 

carbohidrato, lo cual es consistente con la señal doble en δH 5.08 (J = 7.7 Hz), asignable al 

protón anomérico H-1’. En el espectro de RMN 13C (espectro 21) se observa una señal en δC 

103.0 asignado al carbono anomérico C-1’. La señal doble de doble en δH 4.44 (J = 11.7, 5.2 

Hz) y en δH 4.60 (J = 11.7, 2.5 Hz) corresponden a protones metilénicos asignados H-6’b y 

H-6’a de la glucosa.  

Además, son reconocibles las señales de β-sitosterol (26), discutidas anteriormente en la 

mezcla de esta substancia con estigmasterol (27). En el espectro de RMN 1H se observa una 

señal simple en δH 0.68 y una señal doble en δH 1.01 características de β-sitosterol, además 

de una señal múltiple en δH 5.37 que corresponde a un protón vinílico asignado a H-6. Se 

observan señales en δC 141.3 y δC 122.3 asignadas a los carbonos vinílicos C-5 y C-6 

respectivamente. 

Los datos espectroscópicos fueron comparados con la literatura y el compuesto aislado se 

identificó como β-D-glucopiranósido de β-sitosterilo [58].  

La masa de esta sustancia se determinó por análisis directo en tiempo real, el ion molecular 

de [M+H]+ 577 correlaciona con una sustancia de fórmula molecular C35H60O6. 
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5.2 Resultados de actividad anti-nociceptiva.  

 

 La evaluación de la actividad anti-nociceptiva de tres sustancias aisladas a partir de D. 

xolocotzii, hexadecanoato de α-amirina (25), uvaol (28), ácido betulínico (8) y el extracto 

CH2Cl2:MeOH, se desarrolló mediante un modelo de contracción abdominal (writhing). Cabe 

mencionar que el ácido ursólico (6) no fue evaluado ya que su actividad anti-nociceptiva en 

este modelo ya ha sido informada [60, 65]. 

El bioensayo de actividad anti-nociceptiva se caracteriza por la administración intraperitoneal 

de sustancias químicas como ácido acético, fenilquinona o sulfato de magnesio que generan 

irritación visceral e inducen el dolor de tipo periférico. Después de la administración del agente 

nociceptor, la respuesta observada es el estiramiento longitudinal del torso seguida del 

arqueamiento cóncavo del mismo y su posterior extensión [61].   

En este bioensayo, pueden emplearse diferentes sustancias analgésicas de referencia (controles 

positivos), como aspirina, paracetamol, atropina, las cuales se han informado que disminuyen 

el número de contracciones abdominales en este tipo de bioensayos [62]  

La descripción técnica del bioensayo se incluye en la parte experimental (página 41). En la 

gráfica 1 se muestran los resultados obtenidos a partir de este bioensayo. Los grupos evaluados 

fueron los siguientes: el control negativo fue el vehículo de administración (tween 80), ácido 

acetil salicílico (ASS) fue empleado como sustancia analgésica de referencia, hexadecanoato 

de α-amirina (25), uvaol (28), ácido betulínico (8), y el extracto de diclorometano-metanol de 

D. xolocotzii. Se registró el número de contracciones abdominales de cada sustancia y/o 

extracto y se comparó contra el grupo del control negativo. Al disminuir el número de 

contracciones abdominales la actividad analgésica de la sustancia y/o extracto evaluado es 

mayor. Lo que se observa en la gráfica 1 es que tanto el extracto como las substancias puras 

ensayadas disminuyen el número de contracciones. Sin embargo, solo el extracto muestra una 

actividad analgésica estadísticamente significativa frente al control (tween 80), excluyendo a 

las sustancias 25.  

 

 



25 

Gráfica 1. Evaluación de la actividad anti-nociceptiva en un modelo de contracción abdominal en ratón. 

Grupos evaluados: control (-): tween 80, ácido acetil salicílico (ASS), ácido betulínico (8), uvaol (28), 

hexadecanoato de α-amirina (25) y extracto de D. xolocotzii. *Resultados estadísticamente 

significativos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Estos resultados sugieren que existe un efecto sinérgico en la bioactividad de los metabolitos 

presentes en el extracto de D. xoloctozii, ya que al evaluar los compuestos puros no se observó 

diferencia estadísticamente significativa frente al grupo control. En este contexto, es pertinente 

mencionar que se ha informado que la mezcla isomérica de triterpenos α- y β-amirina posee 

efecto analgésico mediante la interacción con los receptores de canabinoides (CB1 y CB2) e 

inhibición de mediadores químicos como TNF-α, Il-1β, Il-6 procedentes de células del sistema 

inmune involucrados en procesos inflamatorios, ya que al activarse los receptores CB1 y CB2 

mediante el enlace de α/β-amirina disminuyen los niveles de Il-1b, Il-6 y citocina C [58], los 

cuales actúan sobre terminales nerviosas periféricas de las neuronas nociceptoras que producen 

la sensibilización al dolor [64]. Dada la similitud estructural del hexadecanoato de α-amirina 

Dosis oral (100 mg/Kg) 

N
ú

m
e

ro
 d

e
 c

o
n

tr
a

c
c

io
n

e
s

 

a
b

d
o

m
in

a
le

s
 



26 

(25) y uvaol (28) con las sustancias mencionadas es plausible que estas sustancias tengan efecto 

analgésico mediante los mismos mecanismos.  

El porcentaje de inhibición de nocicepción de las sustancias evaluadas del extracto de D. 

xolocotzii se muestra en la Tabla 1. Como se observa, el porcentaje de inhibición del extracto 

fue de 59±11% y es mayor al de los compuestos evaluados de manera individual, ácido 

betulínico (8), uvaol (28) y hexadecanoato de α-amirina (25), pero a la vez es cercano al valor 

de la sustancia analgésica de referencia, ácido acetil salicílico, cuyo porcentaje de inhibición es 

de 63±9.5 %.    

Tabla 1. Porcentaje de inhibición de nocicepción. 

 

Los datos representan el promedio de seis repeticiones (n =6) con el error estándar de la media (𝑥̅ ± 𝐸𝐸𝑀). Los 

resultadosse analizaron mediante una prueba Dunnett, los valores p ≤ 0.05 (*) y p ≤ 0.01 (**) se consideran 

como diferencia significativa con respecto al control. 

 

 

 

Muestra 

 

Dosis 

(mg/kg) 

Contracciones 

abdominales 

(frecuencia) 

Inhibición 

(%) 

Control negativo (tween 80) - 43±6.9 - 

Ácido betulínico 100 29±7.4 32±17 

Uvaol 100 31±9.1 28±21 

Hexadecanoato de α-amirina 100 26±5.0 40±12 

Extracto D. xolocotzii 100 18±4.7* 59±11* 

Ácido acetilsalicílico  100 16±4.1* 63±9.5* 
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6. Conclusiones 

 

El estudio químico de las hojas de D. xolocotzii contribuye al conocimiento referente a su 

contenido metabólico, que en conjunto resulta similar al de otras especies pertenecientes a 

este género, ya que consiste principalmente de triterpenos pentacíclicos de tipo ursano, 

lupano y bauerano, además de esteroles. Sin embargo, es notable la abundancia relativa del 

ácido ursólico (6) con respecto a otras especies de este género, cabe señalar que el ácido 

ursólico es una substancia con varias bioactividades reconocidas [29, 30, 60]. Por otro lado, 

la bioevaluación preliminar del efecto anti-nociceptivo del extracto de las partes aéreas de D. 

xolocotzii así como de las tres sustancias puras permitió establecer que el extracto presenta 

un efecto significativo, mientras que la bioactividad de los compuestos puros no fue 

relevante. Lo anterior permite suponer que existe un efecto sinérgico de las diferentes 

sustancias que se manifiesta en la bioactividad del extracto.  
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7. Parte experimental 

 

7.1 Material vegetal    

 

Las partes áreas (hojas) de la especie vegetal D. xolocotzii fueron colectadas en San José de 

las Pilas en el municipio de Acámbaro, Guanajuato, ubicación geográfica que corresponde a 

las coordenadas 19°59´58” N, 100°53’32” O. La colecta e identificación fueron realizadas 

por el Dr. Francisco J. Espinosa y el Dr. Santiago Arizaga. El material vegetal fue cotejado 

con ejemplares depositados en los herbarios del Instituto de Ecología del Bajío (IEB) y de la 

Facultad de Biología de la Universidad Michoacana de San Nicolás de Hidalgo (EBUM).   

7.2 Materiales y equipos  

 

Durante los procesos cromatográficos se empleó como fase estacionaria gel de sílice (SiO2) 

de tamaños de malla 70-230 y 230-400 (Merck), además de un cartucho de sílice 

químicamente modificada (C-18) de tamaño de partícula 40-63µm (Büchi). En algunos 

procedimientos cromatográficos se empleó un equipo Sepacore de Büchi, conformado por 

un controlador Büchi C-620, colector de fracciones Büchi C-660, detector UV Büchi C-640 

y un sistema de bombas binarias Büchi C-605.  

Los disolventes empleados durante las diferentes operaciones experimentales fueron hexano, 

acetato de etilo, diclorometano, metanol, tolueno y acetonitrilo. El seguimiento de los 

procesos cromatográficos se realizó mediante cromatografía en capa fina (CCF) usando 

cromatofolios de sílica gel de Merck® 60 F254. Para la visualización de la CCF se empleó 

una lámpara de luz UV de λ de 254 y 365 nm y una solución de sulfato cérico amoniacal 

((NH4)4Ce(SO4)4) al 1% con ácido sulfúrico (H2SO4) 2N.  

Los puntos de fusión fueron determinados en un aparato de Fisher-Johns y no fueron 

corregidos. Los espectros de RMN 1H y 13C fueron obtenidos en los equipos Bruker Avance 

III (400 MHz) y Bruker Fourier (300 MHz). Los disolventes deuterados empleados fueron 

cloroformo (Sigma-Aldrich), dimetilsulfóxido (Cambridge Isotope Laboratories, Inc.) y 

piridina (Sigma-Aldrich). Los espectros de masas fueron obtenidos mediante ionización por 

impacto electrónico a 70 eV en un espectrómetro Jeol SX 102 A y en un espectrómetro de 
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masas Jeol AccuTOF JMS-T100LC.  En el análisis de la mezcla de α-amirina (10), β-amirina 

(9) y buarenol (12) se empleó un cromatógrafo de gases-espectrómetro de masas Jeol, JSM-

GC Mate II, una columna Agilent technologies 30m x 0.320 mm, película 0.25 micras. El 

análisis cromatográfico se desarrolló en un rango de temperatura de 60-235 °C.   

En la evaluación de actividad anti-nociceptiva se empleó un modelo de contracción 

abdominal en ratones CD-1 macho de 25-30 g de peso, como vehículo se empleó una 

solución de Tween 80 al 0.2% en agua, una solución de ácido acético al 0.5 % como agente 

promotor de la nocicepción y como sustancia analgésica de referencia ácido acetil salicílico 

[8, 59]     

7.3 Extracción y aislamiento     

   

El material vegetal seco y molido (1.73 kg) fue 

macerado durante tres días con una mezcla de 

disolventes CH2Cl2:MeOH en una proporción (1:1). 

Se concentró el sobrenadante a presión reducida 

cada 24 h. Finalmente se obtuvieron 190 g de 

extracto. La separación de los metabolitos se realizó 

mediante cromatografía en columna (CC), 

cromatografía con presión positiva (CPP) en un 

equipo Sepacore y se dio seguimiento mediante 

cromatografía en capa fina (CCF).  

El extracto se adsorbió sobre sílice de  malla 70-230. 

La elución se llevó a cabo en gradiente con mezclas 

de hexano:acetato de etilo. Se finalizó la elución con 

una mezcla de acetona:metanol (Fig. 8). Se 

obtuvieron en total 420 fracciones de 250 mL y se 

reunieron en seis fracciones (A – F) de acuerdo a su 

similitud cromatográfica (Tabla 2). El aislamiento 

de los metabolitos secundarios se muestra de 

manera esquemática en la figura 8. 

Fracción Masa de la fracción 

(g) 

A 0.42 

B 11.33 

C 3.30 

D 11.20 

E 23.25 

F 70.0 

Tabla 2. Fracciones primarias obtenidas a 

partir del extracto CH2Cl2:MeOH (1:1) de D. 

xolocotzii. 
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Hexano 

100% 

Maceración CH2Cl2: MeOH (1:1) 

CC CC CC 

Hexano:AcOEt  

(80:20) 

Hexano:AcOEt  

(70:30) 

Hexano:AcOEt  

(60:40) 

β-Sitosterol    

            

Bauerenol 

α-Amirina 

Estigmasterol 

 

9 

12 

8 

Ácido ursólico 

(590 mg) 

 

6 
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CC CC 

 CPP 

CC 

Recristalización 

Hexano:Acetona 

Recristalización 

metanol 

Recristalización 

Metanol:Acetato de 

etilo 

 

 

 

  

                                                                                                            

 

  

 

 

  

  

 

 

 

 

  

 

  AcOEt 

    100% 

Acetona/MeOH 

(1:1) 

Diospyros xolocotzii   

(1.73 kg) 

190 g extracto 

 

β-D-Glucopiranósido de β-sitosterilo 

(5 mg) 

Uvaol  

(50 mg) 

Ácido betulínico  

(30 mg) 

 

  Hexadecanoato de α-amirina 

(88.8 mg) 

Fig. 8. Diagrama de aislamiento de metabolitos de D. xolocotzii 
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7.4 Características físicas y datos espectroscópicos de los compuestos aislados     

  

7.4.1 Hexadecanoato de α-amirina (25)   

 

 

 

 

 

 

La fracción B fue sometida a CC, se empleó como fase móvil una mezcla de hexano y acetato 

de etilo en orden creciente de polaridad. Se colectaron 180 eluatos de 125 mL que fueron 

reunidos conforme a su perfil cromatográfico en 11 fracciones (B1-B11). La fracción B2 fue 

sometida a un nuevo procedimiento cromatográfico (CC), la elución se llevó a cabo de 

manera isocrática con una mezcla de cloroformo y tolueno 95:5. Este procedimiento permitió 

el aislamiento de hexadecanoato de α-amirina (25). 

Aceite incoloro Rf 0.85 (95:5 hexano: acetato de etilo).   

RMN 1H (CDCl3, 400 MHz): δH 4.51 (1H, dd, J = 10.5, 5.7 Hz, H-3α), 5.13 (1H, t, J = 3.7 

Hz, H-12), 2.29 (2H, t, J = 7.4 Hz, 2H-2´), 1.26 (-CH2-, sa., H-4’-H13’), 1.07 (3H, s, 27-

CH3), 1.01 (3H, s, CH3-26 ), 0.98 (3H, s,CH3-25), 0.91 (3H, s, CH3-30), 0.87(3H, s, CH3-

24), 0.80 (3H, s, CH3-29). 

RMN 13C (CDCl3; 100 MHz): δC 173.6 (C-1´), 139.6 (C-13), 124.3 (C-12), 80.6(C-3), 59.0 

(C-18), 55.3 (C-5), 47.6 (C-9), 42.0 (C-14), 41.5 (C-22), 40.0 (C-8) , 39.7 (C-19), 39.6 (C-

20), 38.4 (C-1), 37.7 (C-4), 36.8 (C-10), 34.8 (C-2´), 33.7 (C-17), 32.9 (C-7), 31.9 (C-3´), 

31.3 (C-21), 29.7-23.6 (C-4’-C-13’), 28.7 (C-28), 28.1 (C-23), 26.6 (C-16), 25.2 (C-2), (C-

15), 23.4 (C-11), 23.2 (C-27), 22.7 (C-15´), 21.4 (C-30), 18.3 (C-6), 17.5 (C-29), 16.9 (C-

24), 16.8 (C-26), 15.7 (C-25), 14.1 (C-16´). [34, 35]. 

EMIE: (70 eV) m/z (%): 664 (5) [M]•+, 257 (14), 218 (100), 409 (5), 203 (25), 189 (27).  

 

 

25 
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7.4.2 Mezcla de α-amirina (10), β-amirina (9) y bauerenol (12)  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A partir de la fracción C se obtuvo un sólido que fue lavado con acetona y separado de las 

aguas madres con una pipeta Pasteur. Se obtuvo un sólido blanco de Rf 0.6 (7:3 

hexano:acetato de etilo). Mediante su análisis por RMN 1H y RMN 13C se observaron señales 

concordantes con una mezcla de triterpenos. La mezcla fue analizada por CG-EMIE como 

un análisis preliminar de los compuestos presentes en ella y posteriormente purificada por 

CPP en un equipo Sepacore, se empleó un soporte C-18 como fase estacionaria y como fase 

móvil acetonitrilo (100%). La elución se llevó a cabo de manera isocrática. El análisis 

espectroscópico permitió establecer la presencia de α-amirina (10), β-amirina (9) y bauerenol 

(12) que se encuentran en una proporción relativa (6:1:10). 

 

Agujas blancas. Pf 197-200°C. Rf 0.6 (7:3 hexano:acetato de etilo). 

 

En la Tabla 3 se muestran los datos de RMN y EMIE de la mezcla de los compuestos 10, 9 

y 12. Los datos fueron comparados con los reportados en la literatura [36-43].    

 

 

 

10 9 12 
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Tabla 3. Datos de RMN 1H (300 MHz), 13C (75 MHz) y EMIE (70 eV) de α-amirina (10), β-amirina (9) y 

bauerenol (12). 

 10 9 12 

H, C δ
H
 

(mult., J Hz)
 

δ
C
 EMIE 

m/z [%] 

δ
H
 

(mult., J Hz)
 

δ
C
 EMIE 

 m/z [%] 

δ
H
 

(mult., J Hz)
 

δ
C
 EMIE  

m/z [%] 

 

3 

 

3.24  
(dd, 10.5, 5.6) 

 

79.3 
 

M
•+

 426 

[10], 218 

[100], 

203 [26], 

189 [25] 

 

3.24 
(dd, 10.5, 5.6) 

 

79.0 

 

M•+ 426 

[7], 
 
218 

[100], 203 

[50], 189 

[20]. 

 

3.24 
(dd, 10.5, 5.6) 

 

79.0 

 

M
+•

 426 

[9], 393 

[10]. 411 

[25], 

247[100], 

229 [65]. 

7 ---- ---- ---- ---- 5.41   
(dd 3.42) 

116.4 

8 ---- ---- ---- ---- ---- 145.3 

12 5.12   
(t, 3.7) 

124.4 5.18 

(t, 3.6) 
121.7 ---- ---- 

13 ---- 139.6 ---- 145.3 ---- ---- 

 

 

7.4.3 Mezcla de β-sitosterol (26) y estigmasterol (27). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

De la fracción D se realizó una separación mediante CC empleando mezclas de hexano: 

acetato de etilo en orden creciente de polaridad. Se colectaron 281 eluatos de 200 mL que 

fueron reunidos en 11 fracciones conforme a su perfil cromatográfico en CCF (D1-D11). En 

la fracción D7 eluida en 9:1 hexano:acetato de etilo, se aisló sólido blanco que fue 

recristalizado con hexano-acetona. Se obtuvo un sólido blanco en forma de agujas con un Rf 

26 27 
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0.43 (7:3 hexano:acetato de etilo). El procedimiento anterior permitió el aislamiento de la 

mezcla de β-sitosterol (26) y estigmasterol (27)  

Sólido blanco en forma de agujas finas.  Pf 131-133°C. Rf  0.43 (7:3 hexano:acetato de 

etilo).  

A continuación se presentan los datos espectroscópicos de β-sitosterol (26) los cuales 

fueron comparados con los reportados en la literatura [44-46]. 

RMN 1H (400 MHz, CDCl3): δH 5.35 (1H, d a., J = 5.21 Hz, H-6), 3.52 (1H, tdd, J = 11.1, 

5.3 Hz, 4.1 Hz, H-3α), 1.01(3H, s, H-19), 0.92 (3H, d, J = 6.56 Hz, H-21), 0.68 (3H, s, H-

18).   

 RMN 13C (100 MHz, CDCl3): δC 140.9 (C-5), 121.9 (C-6), 71.9 (C-3), 56.9 (C-14), 56.2 (C-

17), 50.3 (C-9), 46.0 (C-24), 42.4 (C-4), 39.9 (C-12), 37.4 (C-1), 36.7 (C-10), 36.3 (C-20), 

34.1 (C-22), 32.0 (C-7), 31.8 (C-2), 29.3 (C-25), 28.4 (C-16), 26.2 (C-23), 24.5 (C-15), 23.2 

(C-28), 21.2 (C-11), 19.5 (C-26), 19.2 (C-19), 18.9 (C-21), 12.1 (C-29), 12.0 (C-18).   

Sólido blanco en forma de agujas finas. Pf 131-133°C.  (literatura: 134-136 °C) [45]. Rf 0.43 

(7:3 hexano:acetato de etilo). Los datos espectroscópicos de estigmasterol (27) se muestran 

a continuación y son concordantes con los reportados en la literatura [44-46]. 

RMN 1H (400 MHz, CDCl3): δH 5.35 (1H, d a, J = 5.2 Hz, H-6), 5.15 (1H, dd, J = 15.2, 8.6 

Hz, H-22), 5.01 (1H, d, J = 15.1, 8.6 Hz, H-23), 3.52 (1H, dddd, J = 11.1, 11.1, 5.3, 4.1 Hz, 

H-3). 

RMN 13C (100 MHz, CDCl3): δC 140.9 (C-5), 138.4 (C-22), 121.9 (C-6), 129.4 (C-23), 71.9 

(C-3), 56.9 (C-14), 56.2 (C-17), 51.4 (C-24), 50.3 (C-9), 42.5 (C-4), 40.6 (C-20), 39.9 (C-

12), 37.4 (C-1), 36.7 (C-10),  32.0 (C-7,C-8,C-25), 31.8 (C-2), 29.0 (C-16), 25.5 (C-28), 24.4 

(C-15), 21.4 (C-26), 21.2 (C-11, C-21), 19.5 (C-19),19.1 (C-27), 12.4 (C-29), 12.2 (C-18).   
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7.4.4 Uvaol (28) 

 

 

 

 

 

 

 

 

La fracción D8 se separó mediante CC, la fase móvil empleada fue una mezcla de n-hexano 

y acetato de etilo en orden creciente de polaridad.  

A partir de la subfracción D8-3, eluida con 80:20 hexano:acetato de etilo, (Fig. 8), se aisló 

un sólido blanco que fue recristalizado con metanol. El análisis de los datos espectroscópicos 

permitió identificar al compuesto aislado como uvaol [47-49]. El compuesto aislado se 

comparó con una muestra auténtica de uvaol (28) disponible en el laboratorio.   

 Sólido blanco en forma de agujas. Pf 218-220 °C (literatura: 222-224 °C) [49]. Rf 0.40 (7:3 

hexano:acetato de etilo).  

RMN 1H (400 MHz, CDCl3): δH 5.14 (1H, t, J = 3.69 Hz, H-12), 3.53 (1H, d, J = 11 Hz, H-

28 a), 3.19 (1H, d, J = 11 Hz, H-28 b), 3.22 (1H, dd, J = 10.8, 5.1 Hz, 3-Hα), 1.10 (3H, s, 

CH3-27), 1,00 (3H, s, CH3-26), 0.99 (3H, s, CH3-23), 0.94 (3H, d, J = 7.4 Hz, CH3-30), 0.93 

(3H, s, CH3-24), 0.81 (3H, d, J = 6 Hz, CH3-29), 0.79 (3H, s, CH3-25). 

RMN 13C (100 MHz, CDCl3): δC 138.7 (C-13), 125.0 (C-12), 79.0 (C-3), 69.9 (C-28), 55.2 

(C-5), 54.0 (C-18), 47.7 (C-9), 42.0 (C-14), 40.0 (C-8), 39.4 (C-20), 39.4 (C-19), 38.8 (C-1), 

38.0 (C-10), 36.9 (C-17), 35.2 (C-16), 32.8 (C-7), 30.6 (C-21), 30.6 (C-22), 28.1 (C-23), 27.2 

(C-2), 26.0 (C-15), 23.4 (C-11), 23.3 (C-27), 21.3 (C-30), 18.3 (C-6), 17.3 (C-26), 16.8 (C-

29), 15.7 (C-25), 15.6 (C-24).  

EMIE 70 eV. m/z (%):442 (5) [M•+], 234 (14), 203 (100).     

 

 

28 
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7.4.5 Ácido betulínico (8)  

 

 

 

 

 

 

 

La fracción D9, eluida con 90:10 hexano:acetato de etilo, se sometió a CC y se empleó como 

fase móvil una mezcla hexano:acetato de etilo en orden creciente de polaridad. Se generaron 

62 eluatos de 100 mL y fueron reunidos con respecto a su perfil cromatográfico (D9-1 a D9-

3). A partir de la fracción D9-2, eluida en 80:20 hexano:acetato de etilo, se aisló un sólido 

blanco que fue recristalizado con metanol:acetato de etilo. Finalmente se obtuvo un sólido 

en forma de agujas blancas que se identificó como ácido betulínico (8).  

Agujas blancas. P f. > 300°C (literatura: 317-319°C) [9]. Rf 0.53 (7:3 hexano:acetato de 

etilo). Los datos espectroscópicos se compararon con los informados en la literatura [22,50-

53]. 

RMN 1H (400 MHz, CDCl3): δH 4.74 (1H,d, J = 2.3 Hz, 29-a), 4.61 (1H, d, J = 2.3 Hz, 29-

b), 3.19 (1H, dd, J = 11.2, 5.0 Hz, H-3), 3.00 (1H, ddd, J = 10.4, 10.4, 4.3 Hz, H-19), 1.69 

(3H, s, CH3-30), 0.98 (3H, s, CH3-27), 0.97 (3H, s, CH3-26), 0.94 (3H, s, CH3-23), 0.82 (3H, 

s,CH3-25), 0.75 (3H, s,CH3-24). 

RMN 13C (100 MHz, CDCl3): δC 179.7 (C-28), 150.4 (C-20), 109.7 (C-29), 79.0 (C-3), 56.3 

(C-17), 55.4 (C-5), 50.5 (C-9), 49.3 (C-18), 46.9 (C-19), 42.4 (C-14), 40.7 (C-8), 38.9 (C-4), 

38.7 (C-13), 38.4 (C-1), 37.2 (C-10), 37.0 (C-22), 34.3 (C-7), 32.1 (C-16), 30.5 (C-21), 29.7 

(C-15), 28.0 (C-23), 27.4 (C-2), 25.5 (C-12), 20.9 (C-11), 19.4 (C-30), 18.3 (C-6), 16.1 (C-

26), 16.0 (C-25), 15.3 (C-24), 14.7 (C-27).  

EMIE 70 eV. m/z (%): 456 (30) [M]•+, 438 (15), 411 (10), 203 (65), 189 (100).  
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7.4.6 Ácido ursólico (6)  

 

 

 

 

 

 

 

 La fase móvil empleada en la CC de la fracción E fue una mezcla dicolorometano:metanol 

de polaridad creciente, se colectaron 255 eluatos de 200 mL, los cuales se reunieron en 12 

fracciones (E1-E12). A partir de la fracción E9, eluida en 95:5 CH2Cl2:MeOH, se aisló un 

precipitado que fue recristalizado con diclorometano:metanol y se empleó carbón activado 

para remover  impurezas coloridas. Finalmente se obtuvo un sólido blanco amorfo. Mediante 

la comparación de los datos espectroscópicos informados en la literatura se determinó que la 

estructura de este compuesto corresponde al ácido ursólico (6) [54-56].  

Sólido blanco amorfo. Pf 279-282 °C (lit. 283-285°C) [57]. Rf 0.7 (1:1 

diclorometano:metanol).  

RMN 1H (400 MHz, DMSO-d6): δH 11.93 (1H, s, -COOH), 5.13 (1H, t, J = 3.64 Hz, 12-H), 

4.28 (1H, d, J = 5.16 Hz, 3-OH), 3.00 (1H, ddd, J = 10.3, 5.3, 5.3 Hz, Hα-3), 2.11 (1H, d, J 

= 10.8 Hz, H-18), 1.04 (3H, s, CH3-24), 0.90 (3H, d, J = 7.8 Hz CH3-29), 0.89 (3H, s, CH3-

27), 0.87 (3H, s, CH3-23), 0.81 (3H, d, J = 6.41 Hz,CH3-30), 0.75 (3H, s, CH3-26), 0.68 (3H, 

s, CH3-25).  

RMN 13C (100 MHz, DMSO-d6): δC 178.7 (C-28), 138.7 (C-13), 125.0 (C-12), 77.3 (C-3), 

55.2 (C-5), 52.8 (C-18),47.5 (C-9), 47.3 (C-17), 42.1 (C-14), 39.0 (C-20), 38.9 (C-19), 38.8 

(C-8), 38.7 (C-4), 37.0 (C-10), 36.8 (C-22), 33.2 (C-7), 30.6 (C-21), 28.7 (C-23), 28.0 (C-

15), 27.4 (C-2), 24.3 (C-16), 23.7 (C-27), 23.3 (C-11), 21.5 (C-30), 18.5 (C-6), 17.5 (C-26), 

17.4 (C-29), 16.5 (C-24), 15.7 (C-25). 

EMIE 70 eV. m/z (%):456 (2) [M•+], 248 (100), 203 (45). 
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7.4.7 β-D-Glucopiranósido de β-sitosterilo (29)  

 

 

 

 

 

 

 

 

La fracción F se sometió a CC y se empleó una mezcla de diclorometano:metanol como fase 

móvil en orden creciente de polaridad, se colectaron 492 eluatos de 250 mL. En la fracción 

F-13, eluida en 80:20 CH2Cl2:MeOH se obtuvo un sólido que fue recristalizado con 

cloroformo:metanol. El análisis espectroscópico permitió identificar al compuesto como β-

D-glucopiranósido de β-sitosterilo (29) [58]. 

Rf 0.67 (85:15 CH2Cl2:MeOH) 

RMN 1H (400 MHz, C5D5N): δH 5.37 (1H, m, H-6), 5.08 (1H, d, J = 7.7 Hz, H-1’), 4.60 

(1H, dd, J = 11.7, 2.5 Hz, H-6’a), 4.44 (1H, dd, J = 11.7, 5.20 Hz, H-6’b), 4.31 (1H, dd, J 

7.00, 2.9 Hz, H-3’), 4.09 (1H, m, H-4’), 4.01 (1H, m, H-2’), 1.01 (3-H, d, J = 6.54 Hz, CH3-

21), 0.68 (3H, s, CH3-18).  

RMN 13C (100 MHz, C5D5N): δC 141.3 (C-5), 122.3 (C-6), 103.0 (C-1’), 79.0 (C-3), 78.9 

(C-3’), 78.5 (C-5’), 75.8 (C-2’), 72.1 (C-4’), 63.3 (C-6’), 57.3 (C-14), 56.7 (C-17), 50.8 (C-

9), 46.5 (C-24), 42.9 (C-13), 40.4 (C-12), 39.8 (C-1), 37.9 (C-10), 37.4 (C-20), 36.8 (C-22), 

34.5 (C-7), 32.5 (C-2), 30.0 (C-16), 26.8 (C-15), 24.9 (C-28), 23.8 (C-11),19.85 (C-19), 

19.64(C-27), 19.44 (C-21), 12.58 (C-29), 12.40 (C-18). 

EM-ADTR m/z  577 (20) [M+H]+,  
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7.5 Prueba biológica   

      

  7.5.1 Bioensayo de actividad anti-nociceptiva  

 Para la evaluación de la actividad anti-nociceptiva se formaron grupos de 6 ratones macho 

con un peso entre 30-40 g (Tabla 4). Los animales se dejaron en ayuno de 3 a 4 horas.    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Las muestras se disolvieron en Tween 80 al 0.5% a una concentración de 10 mg/mL y se 

administró un volumen de 0.1 mL/10 g de peso de ratón (dosis 100 mg/Kg) por vía oral. 

Como estándar de referencia se empleó ácido acetilsalicílico a la misma dosis. El grupo 

control fue administrado solo con la solución de Tween 80 al 0.5%. Transcurrida una hora 

(tiempo de absorción), se administró por vía intraperitoneal a cada ratón 0.1 ml/10 g de 

peso de una solución de ácido acético glacial al 0.6% disuelto en solución salina al 0.9%. 

Transcurridos 5 minutos se registró el número de contracciones abdominales de cada ratón 

durante 20 minutos.   

Se tomó como modelo el bioensayo desarrollado por Collier et al. 1968 con algunas 

modificaciones [63]. 

Grupos 

Grupo I (Control negativo: tween 80) 

Grupo II (Ácido betulínico) 

Grupo III (Uvaol) 

Grupo IV (Hexadecanoato de α-amirina) 

Grupo V (Extracto de D. xolocotzii) 

Grupo VI (Ácido acetil salicílico) 

Tabla 4. Grupos evaluados en la prueba anti-

nociceptiva. 



40 

El porcentaje de inhibición de determinó con la siguiente fórmula:  

% de Inhibición = ((C-T)/T)*100 

En donde: 

C= Grupo administrado con tween 80 y ácido acético. 

T= Grupo administrado con muestra y ácido acético.  

 

Los resultados del bioensayo fueron expresados como la media ± el error estándar de la 

media (EEM) y se analizaron estadísticamente por un análisis de varianza (ANOVA) 

seguido de una prueba Dunnett para el análisis de comparaciones múltiples los valores p≤ 

0.5 (*) y p≤(**) 0.1 se consideran valores significativos frente al control.
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8. Anexos     

 

8.1 Espectros  
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Espectro 1. RMN1H (400 MHz, CDCl3). Hexadecanoato de α-amirina (25). 
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Espectro 2. RMN 13C (100 MHz, CDCl3). Hexadecanoato de α-amirina (25). 
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Espectro 3. EMIE 70 eV. Hexadecanoato de α-amirina (25). 
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Espectro 4. RMN 1H (300 MHz, CDCl3). α-amirina (10), β-amirina (9) y bauerenol (12).  
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Espectro 5. RMN 13C (75 MHz, CDCl3). α-amirina (10), β-amirina (9) y bauerenol (12). 
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Espectro 6. EMIE 70 eV. α-amirina (10). 
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Espectro 7. EMIE 70 eV. β-amirina (9). 
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Espectro 8. EMIE 70 eV. Bauerenol (12). 
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Espectro 9 RMN 1H. (400 MHz, CDCl3). β-sitosterol (26) y estigmasterol (27). 
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Espectro 10. RMN 13C (100 MHz, CDCl3). β-sitosterol (26) y estigmasterol (27). 
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Espectro 11. RMN 1H (400 MHz, CDCl3). Uvaol (28). 
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Espectro 12. RMN 13 C (100 MHz, CDCl3). Uvaol (28). 
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Espectro 13. EMIE 70 eV. Uvaol (28). 
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Espectro 14. RMN 1H (400 MHz, CDCl3). Ácido betulínico (8). 
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Espectro 15. RMN 13C (100 MHz, CDCl3). Ácido betulínico (8). 
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Espectro 16. EMIE 70 eV. Ácido betulínico (8). 
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Espectro 17. RMN1H (400 MHz, DMSO-d6). Ácido ursólico (6). 
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Espectro 18. RMN 1H (100 MHz, DMSO-d6). Ácido ursólico (6). 
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Espectro 19. EMIE 70 eV. Ácido ursólico (6). 
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Espectro 20. RMN 1H. (400 MHz, C5D5N). β-D-glucopiranósido de β-sitosterilo (29). 
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Espectro 21. RMN 13C. (100 MHz, C5D5N). β-D-glucopiranósido de β-sitosterilo (29). 
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