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1.- INTRODUCCION 

Dentro de las técnicas biotecnológicas aplicadas más frecuentemente en 

plantas, es el aislamiento de protoplastos una de las preferidas por la cantidad 

de aplicaciones potenciales que conlleva. La palabra protoplasto define a la 

célula vegetal de la cual la pared celular ha sido separada por métodos fÍ'sicos 

o enzimáticos (Cocking 1972). Aunque la obtención de protoplastos por 

métodos mecánicos ha sido descrita en varias ocasiones, el método preferido 

para el aislamiento de gran cantidad de protoplastos es la degradación 

enzimática de la pared celular, desde que Cocking (1960) utilizó un hongo del 

que obtuvo un extracto crudo que contenía celulasa, para preparar protoplas­

tos de tomate. Desde entonces los protoplastos se han convertido en 

poderosas herramientas en estudios de fisiología, bioquímica y, más reciente­

mente, en biología molecular e ingeniería genética. 

En principio, no hay razón para que las técnicas tantas veces aplicadas 

en plantas superiores no pudieran ser aplicadas con éxito en macroalgas. Sin 

embargo, la gran complejidad de las paredes celulares de ciertas macroalgas, 

curiosamente las de mayor interés comercial, ha dado como resultado el que 

estas técnicas hayan sido desarrolladas con éxito muy recientemente, con lo 

cual el vagaje en este área es muy limitado. La digestión ineficaz de las 

paredes celulares de macroalgas anatómicamente complejas (principalmente 

de las divisiones Phaeophyta y Rhodophyta) es nonnalmente debida no sólo 

a cambios en la constitución celular (y consecuentemente en la producción de 

protoplastos) con relación a su edad, historia de vida, estado fisiológico y 

condiciones de cultivo (KIoareg y Quatrano 1988, Bjork et al. 1990), como lo 

es en plantas superiores (Evans y Bravo 1984, Eriksson 1985), sino también 

a la ausencia de enzimas degradadores de la pared celular suficientemente 

eficaces. Los métodos para el aislamiento de protoplastos de macroalgas 

marinas envuelven la extracción, purificación yevaluación de nuevos enzimas, 
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y también el desarrollo de técnicas para la modificación de los enlaces entre 

los polímeros que conforman la pared celular (Butler et al. 1990). 

El pnmer artículo que describía la obtención de protoplastos de 

macroalgas marinas fue publicado por Millner et al. (1979) con el alga verde 

Enteromorpha intestinalis. Desde entonces, nuevos géneros de algas verdes y 

varios géneros de algas pardas y rojas han sido añadidos a la lista (fabla 1). 

Los esfuerzos que se están realizando en este campo de la Ficotecnologla son 

grandes y los resultados mejoran gradualmente. Con el avance en el desarrollo 

de estas técnicas en macroalgas, recientemente se ha incrementado el número 

de trabajos que describen logros más específicos con la utilización de 

protoplastos, como son: la regeneración de planta completa (Araki et al. 1987, 

Chen 1987, Ducreaux y KIoareg 1988, Reddy et al. 1989, Saga y Kudo 1989, 

Polne-Fuller y Gibor 1990, Waaland et al. 1990), el desarrollo de los procesos 

de fusión (Saga et al. 1986, Fujita y Saito 1990, Saito yFujita 1991, Mizukami 

et al. 1992), la caracterización de proteínas (Amano y Noda 1992) o la 

determinación de la concentración de oxígeno intracelular (Matsue et al. 

1992). 

En esta Memoria se describe la metodología para la obtención de gran 

número de protoplastos de macroalgas marinas por métodos enzimáticos y los 

factores que pueden afectar en mayor o menor medida el éxito de la 

aplicación de estas técnicas, siempre teniendo en cuenta que "cuando estamos 

observando un protoplasto, estamos observando una de las unidades intactas 

más frágiles de la Naturaleza, y un poderoso sistema experimental para la 

realización de estudios ficológicos tanto básicos como aplicados" (Coury et al. 

1991). 



Especie Pre- Enzimas Osmot pH T t(h) Rend Viab Referencia 
(OC) (prot'g-lpF) (%) 

CHLOROPHYTA 

E. intestinalis - 4 % Driselasa + Sorbitol 6.0 10-12 12-17 ? 85-90 Millner et al. 1979 
0.4 % Pectinasa 

U. linza + 4% Celulasa RI0 Glucosa ? ? ? ? 73+ Zhang 1983 
M. angicava + + 2 % Pectoliasa 

E. linza - 2% Celulasa RlO Manitol 6.0 20-25 1 > 106 >80 Saga 1984 
M. zostericola - 5.0 x 106 

U.pertusa - > 104 

E. linza - 10% Celulasa RlO Manitol 5.0 18-20 4 105_106 (0.2 gol) >45 Fugita y Migita 
M. nitidum - 5% Celulasa RlO 2 >90 1985 
U.pertusa - 10% Celulasa RlO 4 >41 

E. intestinalis - 2% Celulasa RlO Sorbitol 6.0 20 4 4.0 X 105 ? Saga et al. 1986 

E. intestina lis - 3% Celulasa RS + ? ? ? 1-2 ? ? Polne-Fuller y 
U. angustata - 1 % Macerozima Gibor 1987 

U. penusa - Haliotis (BC) + Manitol 6.0 20 2.5-4 1.5-6.0x 106 64-99 Reddy et al. 1989 
U·fasciata - 5% Celulasa RlO 
U. conglobata -

U.pertusa + 2 % Celulasa RI0 Manitol 5.8 20-23 2-3 4.8 x 106 90 Fujimura et al. 
+ 2 % Macerozima 1989 
+ 2 % Driselasa , . 



Especie Pre- 'Enzima~ Osrnot pH T t(h) Rend Viab Referencia 
(OC) (prot. g-l PF) (%) 

M. angicava + 5 % Ce1u1asa R10 Manito1 6.0 5-25 1-10 4.0-5 .0x 106 >80+ Saga y Kudo 1989 

E. linza - 2 % Turbo (BC) + Manito1 6.0 20 3 1.0-3.7x 107 85-90+ Reddy Y Fujita 
E. compressa - 3% Ce1u1asa RS 1.0-3.2x 107 1991 
E. prolifera - 0.2-2.0x 107 

PHAEOPHYTA 

L. japonica - S. intennedius (EC) Manito1 7.0 ? Var 103 <10 Saga y Sakai 1984 

M. pyrifera - Haliotis (BC) + Sorbito1 6.0 20-25 10 2.0 x 1<r ? Saga et al. 1986 
S. muticum - 1 % Macerozima + 

1 % Pectinasa 

D. dichotoma + Haliotis (EC) , Manitol 6.0 20-23 3-4 6.1 x 106 70-80 Kajiwara et al. 
D. prolifera ,+ Batillus (BC), 6.1 X 106 1988 
D. undulata + Crassostrea (BC) + 8.2 X 106 

2% Celu1asa RlO 
+ 2 % Macerozima 
+ 2 % Drise1asa + 
2 % Hemicelulasa 
+ 1 % Pectoliasa 

F. distichus - 1.2-2% Ce1ulasa + Suerosa 5.8 25 8-14 >95% ce1 ? K10areg y Quatra-
I (zigotos) 6-10U A1ginato 7.8 6 >95% cel ? no 1987 , liasas Haliotis y 

Aplysia (BC) 



Especie Pre- ' Enzimas Osmot pH T t(h) Rend Viab Referencia 
(OC) (prot'g-lpF) (%) 

RHODOPHYTA 

P. suborbiculata - Turbo (EC) + 2% Glucosa 6.5 32 ? ? ? Tang 1982 
Celulasa 

P. yezoensis - S. intennedius (EC) Manitol 7.0 ? Var 0.3-1.0x 106 <10 Saga y Sakai 1984 

P. perforata - Haliotis spp (BC) Sorbitol 6.0 20-25 5-10 ? 80 Polne Fuller y 
Gibor 1984 

G. tikvahiae - 2 % Celulasa RlO Manitol 5.0 26 2-2.5 0.8-4.2x 105 31 Cheney et al. 1986 
G. lemaneifonnis - + 3 % Macerozima 

+ 1 % Agarasa + 
0.5 % Pectoliasa 

P. leucosticta - Littorina (BC) + Sorbitol 7.0 15 1 104 ? Chen 1987 
1.5% Celulasa RlO 
+ 0.5% Pectinasa 

C. crispus + Pseudomonas NaCI 7.0 16 12-18 1.0-8.5 x 108 >90 LeGall et al. 1990 
(BC) + 1 % Celulasa 

G. corymbifera - 5U carragenasa Manitol 7.0 20 2-4 1.5-2.0x 107 >95 Gross 1990 
G. exasperata - Pseudomonas + 5.0 x 106 

G. harveyana - 2 % Celulasa + 2 % 1.0 X 106 

Macerozima + 
0.2 % Pectoliasa 



Especie 
> 

Pre:- , Enzimas Osmot pH T . t(h) Rend Viab Referencia -) . - , 

CC) (prot·g-1pF) (%) 

S. muticum - :i % Celulasa RS + Sorbitol 6.0 ? 24 ? ? Fisher y Gibor 
~O% "LAP" (BC) 1988 

Sphacelaria spp. - 2 % Celulisin + Manitol 5.8 20 12 260-4600 ? Ducreaux y KIoa- .' 
0.5 % Pectoliasa + reg 1988 
0.2% AL (BC) 

U. pinnatifida - Aplysia (EC) o Manitol 6.2 25 1-1.5 1.5-4.0x lOS ? Tokuda y Kawas-
Haliotis sp (BC) hima 1988 

M. pyrifera + 2 % Celulasa + Sorbitol 6.5 22 2-3 107 _ 108 21-76 KIoareg et al. 1989 
30U AL (EC) 

L. saccharina + 2 % Celulasa + NaCI 6.5 16 3-8 107 _ 108 >80 Butler et al. 1989 

L. digitata + AIginato liasas 
(Haliotis 0.5-5U y 
Psudomonas 1-2U) 
(EC) 

P. littoralis + 2 % Celulasa RlO Manitol 6.0 12 18 2.0x103 
- 9.3x105 O-57 Mejjad et al. 1992 

+ 1 % Macerozima 
+ 2 % Alginato 
liasa de Aplysia 
(EC) 

j 



'Especie Pre- 'Enzimas Osmot pH T t(h) Rend Viab Referencia 
(OC) (prot'g-lpF) (%) 

G. lemaneifonnis - 2 % Cel ulisin + Manitol 5.8 25 1-4 105 
- 107 ? Bjork et al. 1990 

G. sordida - 0.01 % Agarasa 
G. verrucosa -
G. tenuistipitata -

P. nereocystis - 10 % Papaína y 2 % Manitol 6.0 10 2 0_2-0_3x 106 ?+ Waaland et al. 
Haliotis sp (BC) 1990 

C. ocellatus - 8 % H aliotis sp(EC) Sorbitol 6.0 15 ? 106 ?+ Zhang 1991 
+ 3 % Celulasa 

P. palmata + 0.1-0.2 % Haliotis Manitol 6.0 21 1-1.5 4.0 - 6.0 X 107 70 Liu et al. 1992 
(BC) + 3 % Celu- 15-20 + 
lasa RlO 

Tabla 1. Tabla resumen de algunas de las condiciones físicas del aislamiento, rendimiento y viabilidad de los protoplastos obtenidos de 

macroalgas de las Divisiones Chlorophyta, Phaeophyta y Rhodophyta. EC = Extracto Crudo. Pre- = Pre-tratamiento previo a la digestión 

(esterilización, pre-plasmolisis, etc.); Osmot= Agente osmótico; T= Temperatura de incubación; t= Tiempo de incubación; Rend= 

Rendimiento; Viab= Viabilidad (+ = Regeneración o División celular). "LAP" = Extracto en acetona de Patella sp. 

Para más información ver Butler 1989, García-Reina et al. 1991, Bjork 1992. 
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2.- METOOOWGIA DEL AISLAMIENTO 

2.1.- Factores que afectan la producción de protoplastos 

2.1.1.- Enzimas degradadores de la pared celular 

Con el ánimo de degradar completamente la pared celular, es necesario 

combinar enzimas que degraden tanto los componentes del esqueleto como 

los de la matriz. Las celulasas comerciales parecen degradar la celulosa algal 

con gran efectividad. Sin embargo, las preparaciones de celulasas difieren en 

sus proporciones relativas y también contienen un amplio espectro de otros 

enzimas degradadores de la pared como xilanasas, mananasas y glucanasas 

(Butler et al. 1990). Estos enzimas "contaminantes" pueden ser importantes 

para la digestión celular, de tal forma que, preparaciones de celulasas 

comerciales han sido utilizadas, en combinación con otros enzimas, para el 

aislamiento de protoplastos de algunas especies de Porphyra a pesar de que 

la celulosa no se encuentra presente en su pared celular (ver Tabla 1). 

La fuente más común de enzimas degradadores de la pared celular de 

macroalgas son los organismos marinos que se alimentan de ellas, ya sean 

moluscos, equinodermos o microrganismos. Como hemos visto en capítulos 

precedentes estos contienen enzimas capaces de degradar los componentes de 

la pared. Sin embargo, la composición yactividades específicas de los enzimas 

presentes en los extractos crudos no habían sido, hasta el momento, cuantifi­

cados ni caracterizados, con la excepción de las alginato liasas (Boyen et al. 

1990). Este hecho hacía que los datos sobre los efectos de enzimas específicos 

en el proceso de aislamiento fuesen practicamente nulos al igual que la 

reproducibilidad de las técnicas de aislamiento. 

La presencia de contaminantes de bajo peso molecular yenzimas como 

proteasas, lipasas y ribonucleasas podían explicar en cierta manera los bajos 

rendimientos y viabilidades de los protoplastos obtenidos (Cocking 1972, 

Fitzsimons y Weyers 1985). Muchos de los problemas asociados al uso de los 
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extractos crudos podrían ser evitados con el empleo de enzimas purificados, 

con actividades específicas conocidas en las condiciones óptimas para el 

aislamiento de protoplastos. Sin embargo, una purificación excesiva de 

enzimas concretos puede producir una digestión de la pared celular menos 

efectiva, debido al hecho de que enzimas adicionales que se encuentran en los 

extractos crudos pueden ser necesarios para completar la digestión (Schenk 

y Hildebrandt 1969). 

Tabla 2. Algunos enzimas comercialmente disponibles utilizados para la 

digestión de las paredes celulares de macroalgas marinas. 

Enzimas purificados Compañía-Referencia 

Agarasa Sigma A6162 
Agarasa Boehringer Mannheim 1417223 
Agarasa Calbiochem 121820 
Celulasa Sigma C2415 
Celulisin Sigma C2274 
Driselasa Kyowa Hakko 
Hemicelulasa Sigma H2125 
Laminarinasa Sigma L7758 
Macerasa Calbiochem 441201 
Macerozima RlO Yakult 
Papaína Sigma P3125 
Pectinasa Sigma P2401 
Pectoliasa Sigma P3026 
Pronasa E Merck 7433 
Proteasa XXIV Sigma P8163 
Lisozima Sigma L6876 
Celulasa Onozuka RS Yakult 
Celulasa Onozuka RlO Yakult 

Extractos crudos 

Haliotis sp. (AAP) Sigma A7514 
Patella sp. Sigma L1251 
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2.1.2.- Material vegetal de partida 

Características de los tejidos algales tales como condiciones de crecimiento, 

composición celular, edad, estado del ciclo biológico y estado fisiológico de 

la planta son capaces de afectar tanto la efectividad del tratamiento 

enzimático como el desarrollo de los protoplastos (Kloareg y Quatrano 1988, 

Bjork et al. 1990, Butler et al. 1990), como lo hacen en plantas superiores 

(Evans y Bravo 1984, Eriksson 1985). Características de la pared celular, como 

por ejemplo su composición, dependen de factores como la zona del alga 

escogida, la estación de recolección, la localización geográfica o las condic[o­

nes de cultivo. Todos estos factores influencian en gran medida la eficacia de 

acción de los enzimas. 

Polne-Fuller y Gibor (1984), distinguieron cuatro areas diferentes en 

el tallo de Porphyra peiforata, caracterizarlas por su diferente morfología 

celular que afectó tanto la capacidad de digestión de la solución enzimática 

como la abilidad de los protoplastos para regenerar. Diferencias significativas 

en la producción de protoplastos de Macrocystis pyriferacreciendo a diferentes 

profundidades fueron descritas por Kloareg et al. (1989). Estas diferencias 

fueron atribuídas a las diferentes proporciones relativas de bloques gulurónico 

y manur6nico entre los frondes. LeGall et al. (1990) obtuvieron los rendimien­

tos más altos digiriendo los ápices en lugar del talo completo, tanto de plantas 

cultivadas intensivamente como de plantas salvajes de Chondrus crispus. Al 

igual que los resultados mostrados por Bjork et al. (1990) con diferentes 

especies de Gracilaria, los rendimientos fueron relacionados positivamente con 

la tasa de crecimiento del tejido utilizado lo que a su vez refleja diferencias 

en la composición y estructura de la pared celular. Tasas de crecimiento del 

10 al 20% diarias produjeron rendimientos de lOS a 107 protoplastos gr-I PF 

en G. sordilla, G. tenuistipitata y G. lemaneiformis (Bjork et al. 1990). 
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2.1.3.- Condiciones de incubación 

Temperatura y pH 

La actividad de los enzimas digestores de la pared celular es fuertemente 

dependiente tanto de la temperatura como del pH de la solución. Las 

máximas actividades enzimáticas son frecuentemente encontradas a tempera-_ 

turas mayores de 30°C, temperaturas por otra parte demasiado altas para la 

obtención de óptimos resultados en el aislamiento y la viabilidad celular. Los 

rangos utilizados para la digestión enzimática de macroalgas varían de lOa 

25°C (ver Tabla 1) aunque temperaturas entre 20 y 25°C parecen producir los 

mejores resultados (Saga y Kudo 1989). 

Los valores de pH utilizados para el aislamiento en macroalgas varían 

entre 6.0 y 7.0 que son mayores que los empleados con plantas superiores 

(que varían de 5.4 a 6.2) (Evans y Bravo 1984). Las actividades enzimáticas 

óptimas de algunos de los enzimas utilizados para la digestión pueden ser 

bastante diferentes, como es el caso de celulasas y alginato liasas (6.0 y 8.0 

respectivamente) (Butler et al. 1990). En estos casos, procedimientos como 

llevar a cabo la digestión en dos pasos (Kloareg y Quatrano 1987) pueden dar 

buenos resultados, e incluso, ajustar el pH al valor de óptima actividad del 

enzima determinante en el proceso del aislamiento, como es el caso de la 

celulasa en la digestión de Laminaria saccharina y L. digitata (Butler et al. 

1989, 1990) a pesar de la pequeña cantidad de celulosa presente en su pared 

celular. 

Cationes 

La disociación parcial de los componentes de la matriz celular e intercelular 

puede ser llevada a cabo por medio de quelantes que reaccionan con cationes 

como el Ca2+ en alginofitas o el K+ en carragenofitas, disminuyendo la 

compactación entre los polímeros y aumentando la accesibilidad de la 

celulosa, el alginato o el carragenato a los enzimas digestivos (Butler et al . 

1989,1990, LeGall et al. 1990). El alginato rico en ácido gulurónico forma un 
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gel rígido en presencia de cationes divalentes como el Ca2+ al igual que la 

dimerización de las cadenas de kappa-carragenato, aumentando así su agrega­

ción, es fuertemente dependiente de la presencia de K+. 

El tratamiento previo a la digestión enzimática del tejido con un 

quelante de calcio, el EGTA, en macroalgas como Macrocystis o Laminaria 

produjo un incremento en la producción de protoplastos de 4 a 5 veces 

superior al obtenido con plantas sin tratamiento (Butler et al. 1989, Kloareg 

et al. 1989). LeGall et al. (1990) obtuvieron un aumento del 50% en el 

número de protoplastos de Chondrus crispus cuando emplearon el Kryptofix 

222, un quelante de potasio, previamente a la digestión enzi m ática. Sin 

embargo, cuando experimentos similares se llevaron a cabo utilizando EDT A, 

EGTA o variando las concentraciones de ClK del medio de incubación, no se 

obtuvieron cambios significativos en las producciones de protoplastos 

obtenidas. 

Osmolalidad 

El proceso de aislamiento de protoplastos debe ser llevado a cabo en 

soluciones hipertónicas para asegurar la estabilidad celular durante la 

digestión de la pared (Butler el al. 1990). Las células incubadas directamente 

en la solución enzimática pueden no alcanzar el equilibrio con el agente 

osmótico antes de que la digestión de la pared ocurra y los protoplastos 

pueden estallar a través de las zonas más frágiles de la pared celular. Con la 

pre-pl~mólisis del tejido se asegura que la mayoría de las células estén 

plasmolizadas antes de que la digestión ocurra. Sin embargo, son escasos los 

trabajos en los que se han estudiado los efectos de la pre-plasmolisis en los 

procesos de aislamiento de protoplastos en macroalgas marinas (Buller et al. 

1989, Bjork 1992). 

Por otro lado, durante el proceso de plasmolisis los protoplastos 

también absorben sustancias del medio (Cocking 1972) y la plasmolisis directa 

en la solución enzimática podría provocar la acumulación de enzimas y 

agentes contaminates en el interior de la célula. La pre-plasmolisis previene 
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la nueva asimilación de productos. 

Los factores que influencian el proceso de plasmolisis y el aislamiento 

de protoplastos incluyen el potencial osmótico del medio yel agente osmótico 

utilizado. El ajuste entre 1,000 y 1,700 mOsm kg-¡ en las soluciones enzimáti­

cas para el aislamiento de protoplastos de macroalgas (Butler et al. 1989, 

Bjork 1992) es superior al utilizado para plantas superiores (de 300 a 1,000 

mOsm kg-\ Los agentes osmóticos utilizados más frecuentemente son 

mostrados en la Tabla 1. 

2.2.- Material y métodos 

2.2.1.- Preparación del tejido 

Después de haber lavado el material con agua de mar y separado las zonas 

dañadas o contaminadas, el tejido es troceado en piezas de aproximadamente 

1 mm2 utilizando una hojilla de afeitar ya continuación lavado repetidamente 

con una "solución de lavado" (Tabla 3) para remover los mucílagos, pigmen­

tos Y otras sustancias vertidas al medio. Se distinguen dos zonas principales 

para escoger el tejido a disgregar: los ápices (zonas de nuevo crecimiento) y 

el talo (zonas más compactas). 

Desde el momento del troceado, todas las operaciones se llevan a cabo 

en placas Petri estériles y trabajando en una cabina de flujo laminar. Todo el 

material de vidrio empleado en el proceso debe ser primero pasado por el 

autoclave (20 min) para su esterilización. Todas las soluciones son filtradas a 

través de filtros de 0.2 I-'m (Minisart, Sartorius) en el momento de su 

utilización. 

2.2.2.- Tratamiento con ultrasonidos 

En algunos casos se ha observado como la incubación de los explantos (1.0 cm 
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Tabla 3. Composición de la solución de lavado. lPotencial osmótico calculado. 

20 mM Bis-Tris 

0.2 M manitol 

agua de mar 

pH 

tOsmolalidad 

4.18 gr 

36.44 gr 

1,000 mL 

7.0 

1,100 mOsm kg-· 

de longitud) en agua de mar esteril y su introducción en un baño de ultraSdoi 

dos (50 Hz) por períodos no superiores a 2 min, produce una menor compac­

tación del tejido y una mayor efectividad de los tratamientos posteriores. 

2.2.3.- Pre-plasmolisis 

Para llevar a cabo la pre-plasmolisis del tejido previamente a la incubación 

enzimática, los fragmentos son incubados durante 30 min en una solución 

hipertónica (Tabla 4). Los valores del potencial osmótico de todas las 

soluciones fueron calculados ycomparados con los descritos por Butler (1989) 

y Bjork (1992). 

Tabla .4. Composición de la solución para la pre-plasmolisis del tejido. 

20 mM HEPES 

0.8 M manitol 

agua de mar 

pH 

Osmolalidad 

4.77 gr 

145.76 gr 

1,OOOmL 

7.0 

1,700 mOsm kg-t 
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2.2.4.- Pre-plasmolisis + agentes quelantes 

La incubación del tejido con quelantes como EDT A Y EGT A con el objetivo 

de disgregar los polisacáridos que contienen cationes se lleva a cabo al mismo 

tiempo que la pre-plasmolisis. Concentraciones entre 20 y 40 mM de cual­

quiera de los quelantes utilizados pueden dar resultados óptimos, dependiendo 

del alga. Las condiciones de incubación del tejido fueron las mismas que las 

descritas en el apartado anterior. 

2.2.5.- Incubación en la solución enzimática 

Las soluciones enzimáticas utilizadas, que dependen en gran medida del alga 

que se va a digerir, suplementadas con manitol (Tabla 5), son agitadas 

durante 30-60 min a temperaturas entre O y 4 oC y centrifugadas a 27,000 g 

durante 10 mino La osmolalidad calculada de estas soluciones es de 1,300 

mOsm kg· l
. El pH de la solución es ajustado a 6.0 y las soluciones ftltradas a 

través de filtros de 0.8 y 0.2 ¡.Lm en el momento de su utilización. 

1.0 gr de alga troceada es incubado, en la oscuridad, en 10 mL de la 

solución enzimática. Las placas son situadas en un agitador orbital (80 rpm) 

en el interior de una cámara de cultivo con una temperatura de 20°C. La 

producción de protoplastos es controlada a intervalos para tener una idea 

aproximada de la evolución del proceso de aislamiento. 

2.2.6.- Purificación de los protoplastos 

Tras la digestión, la solución es ftltrada a través de una malla de nylon de 45 

Jtm de poro y la producción de protoplastos estimada, después de dejar 

reposar la solución, por contaje directo o en una cámara Thoma al microsco-

pio invertido (IMT-2 Olympus). Los recuentos deben ser repetidos un mínimo 

de tres veces por muestra con el fin de minimizar las desviaciones standars de 
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Tabla 5. Composición de la solución enzimática. Las unidades de actividad 

dependen del tipo de extracto y el enzima específico de interés. 

Extracto Crudo ? U rnL-1 

Celulasa 2.0% (P/v) 

Manitol 0.4 M 

Bis-Tris 20 mM 

pH 5.8-6.0 

Agua de mar 50 mL 

Osmolalidad 1,300 mOsm kg-1 

las medias. Los rendimientos son expresados normalmente en n° de 

protoplastos por gr de tejido. La suspensión es entonces lavada con solución 

de lavado y centrifugada en un rotor basculante a una velocidad de 100 g 

durante 10 min, utilizando un gradiente de densidad con una solución 

conteniendo partes iguales de Percoll (pharmacia) y una solución conteniendo 

20 mM Bis-Tris, 1.2 M manitol disueltos en agua de mar a pH 7.0 (1:1). El 

uso del rotor basculante evita el posible daño que puedan sufrir los protoplas­

tos al chocar con las paredes de los tubos. La banda obtenida es resuspendida 

en la solución de lavado yel proceso de centrifugado (100 g durante 5 min) 

y lavado repetido dos veces más para limpiar los restos de enzimas y desechos. 

2.2.7.- Viabilidad y regeneración de la pared celular 

En general, el aspecto de los protoplastos es completamente esférico, y s 

tamaño varía dependiendo de la especie desde 8-10 hasta 25-30 ¡.tm. La 

sensibilidad osmótica de los protoplastos es chequeada por inmersión en agua 

destilada. Otros parámetros controlados para determinar la autenticidad de 

los protoplastos son su apariencia esférica y la retención de orgánulos y 

pigmentos (integridad de la membrana). 
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La viabilidad celular es observada por la habilidad de los protoplastos 

de acumular diacetato de fluresceina (FDA, Sigma, concentraci6n final = 35 

p.g ml-t
) (Larlón 1976), y la tinci6n con Calcofluor White (0.01 % w/v, 5.0 p.L 

por cada 100 p.L de suspensi6n) (Galbraith 1981) se utiliza para comprobar 

la ausencia (sin emitir fluorescencia) y regeneraci6n de pared celular. 

Otro parámetro utilizado para controlar la viabilidad y el estado de los 

protoplastos es la medida de la evoluci6n de oxígeno fotosintético con la 

utilizaci6n de un electrodo de oxígeno. 

2.2.8.- Cultivo de protoplastos 

Los protoplastos son entonces transferidos a placas Petri (5 cm de 0) con 

medio enriquecido (provasoli 1968) suplementado con manitol (0.2 M) e 

incubados a una temperatura entre 15 y 20°C para observar la evoluci6n de 

la regeneraci6n de la pared celular y la capacidad para dividirse. 
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