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RESUMO 
 

 

Solanum betaceum (Cav.), vulgarmente conhecido como tamarilho ou tomate de 

árvore, é uma Solanaceae que produz frutos comestíveis com interesse económico. A 

baixa variabilidade genética observada em populações naturais desta espécie, devido 

à endogamia natural, impõe limitações aos programas de melhoramento, que podem 

ser superadas pela combinação de abordagens clássicas e biotecnológicas. 

Os protoplastos têm um grande potencial no melhoramento de plantas, uma vez 

que podem ser usados para transformação genética, hibridização somática e 

regeneração a partir de uma única célula. Poucos dados estão disponíveis sobre o 

isolamento, cultura e regeneração de protoplastos de tamarilho. Trabalhos anteriores 

realizados no nosso laboratório permitiram o isolamento de protoplastos, mas sem que 

ocorressem divisões. Apresentam-se agora os primeiros resultados mostrando a divisão 

celular em protoplastos de tamarilho em cultura a partir de folhas de rebentos in vitro e 

linhas celulares embriogénicas.  

O isolamento de protoplastos foi conseguido utilizando uma combinação de 2 % 

(p/v) de celulase "Onozuka" R-10 e 0,5 % (p/v) de macerozima R-10 em solução de 

isolamento (0,4 M manitol, 20 mM MES-KOH, 20 KCl mM, BSA a 0,1 % e CaCl2 10 mM), 

durante a noite a 27 ºC, no escuro, com agitação. Após a digestão da parede celular, os 

protoplastos foram purificados sob centrifugação a 100 g durante 5 min. Os protoplastos 

depositados numa banda de interfase foram removidos para meio fresco da mesma 

composição da solução de isolamento, mas sem as enzimas. Os rendimentos médios, 

avaliados por contagem direta em hemocitómetro, deram um rendimento de 7,75±6,74 

x 105 protoplastos g-1 PF. Os ensaios de viabilidade, utilizando calcofluor white, bem 

como a coloração com Evans blue, mostraram que as células viáveis alcançaram 

valores de 56,78±19,97 %.  

Os protoplastos isolados foram cultivados em várias condições para testar 

variáveis tais como meios basais, aditivos dos meios de cultura, reguladores de 

crescimento de plantas e incorporação de agarose versus cultura em meio líquido. O 

meio B5 basal, suplementado com 0,1 mg/l de 2,4-D, 1,0 mg/l de NAA e 1,0 mg/l de 

BAP apresentou os melhores resultados, observando-se a formação da parede celular 

e divisões celulares após sete dias de cultura. Ao fim de 15 dias de cultura era já visível 

a formação de microcolónias. 

 

Palavras-chave: divisão celular; isolamento de protoplastos; microcolónias; Nicotiana 

tabacum; parede celular. 
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ABSTRACT 
 

 

Solanum betaceum (Cav.), commonly known as tamarillo or tree tomato, is a 

Solanaceae that produces edible fruits with economic interest. The low genetic variability 

observed in natural populations of this species, due to natural inbreeding, imposes 

limitations to breeding programs, that can be overcome through the combination of 

classical and biotechnological approaches. 

Protoplasts have a large potential for plant breeding since they can be used for 

genetic transformation, somatic hybridization and single cell regeneration. Few data are 

available over the isolation, culture and regeneration from protoplasts of tamarillo. 

Previous work carried out in our lab allowed the isolation of protoplasts but without further 

division. Now results showing cell division in cultured protoplasts of tamarillo from in vitro 

established shoots and embryogenic cell lines are presented for the first time. 

Protoplast isolation was achieved using a combination of 2 % (w/v) cellulase “Onozuka” 

R-10 and 0.5 % (w/v) macerozyme R-10 on isolation solution buffer (0,4 M manitol, 20 

mM MES–KOH, 20 mM KCl, 0.1% BSA e 10 mM CaCl2), overnight at 27 ºC, in the dark 

with agitation. Following digestion of the cell wall protoplasts were purified under 

centrifugation at 100 g for 5 min. Protoplasts settled in an interphase band being 

removed to fresh medium of the same composition of the isolation solution but without 

the enzymes. Average yields, evaluated by direct counting in a hemocytometer, gave a 

number of 7.75±6.74 x 105 protoplasts g-1 FW. Viability assays, using calcofluor white as 

well as blue Evans staining, showed that viable cells reached values of 56.78±19.97 %. 

Isolated protoplasts were cultured in several conditions to test variables such as 

basal media, culture media additives, plant growth regulators and agarose embedding 

versus liquid culture. B5 basal medium, supplemented with 0.1 mg/l 2,4-D, 1.0 mg/l NAA 

and 1.0 mg/l BAP, showed the best results, with cell wall formation and cell divisions 

being observed after 7 days of culture. After 15 days of culture the formation of 

microcolonies was already visible. 

 

 

Keywords: cell division; cell wall; protoplasts isolation; microcolonies, Nicotiana 

tabacum. 
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1.1. Considerações gerais 

 

A Biotecnologia tem sido considerada, nas últimas décadas, a área tecnológica 

com maior potencial para a solução de vários problemas da sociedade, entre eles, os 

do setor agrícola. Com o contínuo aumento da população mundial, a diminuição da área 

de solos agrícolas e os elevados padrões de vida em alguns países em 

desenvolvimento, acentuam-se as preocupações em relação ao agravamento das 

necessidades alimentares da espécie humana e ao facto de os métodos de 

melhoramento convencionais poderem não suportar o aumento requerido de bens 

alimentares (Chrispeels e Gepts, 2018). 

Para que as necessidades alimentares globais sejam satisfeitas, é importante a 

combinação das tecnologias convencionais com a biotecnologia (Borlaug e Dowswell, 

2003), sendo necessário recorrer a métodos mais eficazes de melhoramento de plantas 

capazes de permitir a manipulação mais eficaz do genoma de forma a conseguir 

variedades cada vez mais produtivas e com um valor acrescentado em termos 

ambientais (Chrispeels e Gepts, 2018). 

No decorrer dos anos têm vindo a ser desenvolvidas diversas metodologias com 

vista ao avanço científico na área da biologia de plantas, cuja exploração tem 

contribuído para o melhoramento das colheitas (Chawla, 2010). Estas metodologias 

estão integradas na Biotecnologia Vegetal, que é definida como um conjunto de técnicas 

que envolve a manipulação de plantas (Canhoto, 2010) e que tem como objetivo a 

obtenção de novas características ou produtos para a realização de determinadas 

funções, com base nas potencialidades dos organismos, das suas células ou mesmo 

organitos, para fins práticos ou industriais (Chawla, 2010). 

Pelo seu potencial de utilização e otimização dos recursos vegetais, a 

Biotecnologia Vegetal é crucial para o aumento da produção agrícola mundial. O 

aperfeiçoamento destas novas tecnologias, e a sua aplicação ao desenvolvimento de 

sistemas de propagação de plantas, apresenta-se como uma área com inúmeras 

potencialidades e possibilidades de exploração científica e socioeconómica (Canhoto, 

2010). 
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A cultura in vitro está integrada na vasta área da Biotecnologia Vegetal e consiste 

no estabelecimento e manutenção de células, tecidos, órgãos vegetais, plantas ou 

massas de células em condições laboratoriais (Chawla, 2010). Tem como principais 

objetivos a clonagem de plantas, a produção de metabolitos secundários, a 

transformação genética, a fusão de protoplastos ou a obtenção de plantas haploides 

(Loyola-Vargas e Vázquez-Flota, 2006).  

No Laboratório de Biotecnologia Vegetal do Centro de Ecologia Funcional da 

Faculdade de Ciências e Tecnologia da Universidade de Coimbra têm sido realizados 

vários trabalhos na área da Biotecnologia Vegetal, nomeadamente no âmbito do 

melhoramento e micropropagação de tamarilho (Solanum betaceum Cav.). Os 

resultados obtidos confirmam o potencial desta espécie não apenas na aplicação de 

processos eficazes de micropropagação, mas também como modelo experimental 

relevante no estudo dos mecanismos básicos que regem esses mesmos processos. É 

nesse contexto, que surge a necessidade do desenvolvimento de mais uma importante 

ferramenta biotecnológica para utilização com o tamarilho, nomeadamente a obtenção 

de protoplastos e a regeneração de plantas a partir destas células. Uma manipulação 

eficaz de protoplastos de tamarilho com origem em diferentes tecidos permitirá novas 

abordagens em estudos de biologia funcional na espécie, assim como também ampliará 

as potencialidades do melhoramento de cultivares com interesse agroeconómico. Para 

além disso, pode permitir seguir todo o processo de regeneração a partir de uma única 

célula, ao contrário daquilo que se verifica quando a regeneração ocorre a partir de um 

tecido cultivado onde estão presentes milhares de células, o que torna difícil seguir os 

primeiros passos da expressão da totipotência. 

 

1.2. Tamarilho 

 

 1.2.1. Caracterização, distribuição geográfica e importância económica 

 

A espécie Solanum betaceum é vulgarmente conhecida como tamarilho, “tree 

tomato” ou “tomate de la paz” (Bois, 1927). A denominação tamarilho surgiu na Nova 

Zelândia, após um rápido aumento da produção e consumo deste fruto em 1967, o que 

levou à necessidade da existência de um nome comercialmente apelativo que não fosse 

confundido com o tomate - Solanum lycopersicum (Morton, 1987). É uma planta que 

pertence à família Solanaceae, uma das famílias economicamente mais importantes e 

que inclui o tomateiro, a batateira, os pimenteiros, a beringela e o tabaco, entre muitas 

outras espécies (Heiser e Anderson, 1999). 
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Em termos botânicos, o tamarilho é um pequeno arbusto subtropical, semi-

lenhoso e de rápido crescimento que pode atingir cerca de 5 m de altura (Fig.1A) 

(Canhoto et al., 2005). As flores (Fig.1B) têm uma cor rosa-esbranquiçada e surgem 

agrupadas, resultando de meristemas axilares que envolvem para meristemas 

inflorescenciais. Geralmente a floração ocorre na transição do Verão para o Outono, 

mas podem surgir noutras alturas do ano (Correia et al., 2009).  

A polinização pode ser cruzada, sendo mediada por vetores bióticos, como insetos 

(Morton, 1987) e por vetores abióticos, como o vento (Schotsmans et al., 2011) ou 

autogâmica. A baixa variabilidade encontrada em populações naturais deve-se à 

polinização ser principalmente deste último tipo (Barghchi, 1986).   

Os frutos são caracterizados pela sua forma oval pontiaguda em ambas as 

extremidades, surgindo isolados ou em conjuntos de 3-12 unidades (Fig.1C), entre 

outubro a abril (Correia e Canhoto, 2012) cuja tonalidade pode ser vermelha, laranja ou 

amarela (Fig.1D), dependendo da variedade.  No entanto, os frutos vermelhos são os 

mais apreciados pelo seu sabor e aroma mais intensos (Hooker, 1899; Atkinson and 

Gardner, 1993). A polpa (Fig. 1E) tem uma coloração que varia entre o vermelho 

alaranjado e o amarelado (Correia e Canhoto, 2012), é consistente e suculenta, um 

pouco ácida (pH varia entre 3,7 e 3,8) e apresenta um sabor agradável (Guimarães et 

al., 1996). 

 

  

Figura 1 - Solanum betaceum. (A) Exemplar de tamarilho vermelho existente no Jardim Botânico 

da Universidade de Coimbra. (B) Flores em diferentes estádios de desenvolvimento. (C) 

Conjunto de frutos. (D) Frutos com diferentes tonalidades, amarelo, laranja e vermelho. (E) Polpa 

dos frutos, onde é visível o elevado número de sementes 
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Trata-se de uma espécie de fácil cultivo que apresenta um ciclo de reprodução 

curto e tem um tempo médio de vida de 8 anos. Normalmente, a primeira frutificação 

ocorre 2 anos após o cultivo e o clímax de produção é atingido em 5 anos. Após 6 anos 

de cultivo começa a verificar-se um declínio da produção devendo as árvores ser 

substituídas (Meadows, 2002). 

Tendo em conta a ecologia e fitogeografia de S. betaceum, esta espécie apresenta 

fatores limitantes para o seu desenvolvimento, sendo caracterizadas como regiões 

ideais aquelas com temperaturas entre 18 e 22 ºC, precipitações anuais de 600 a 800 

milímetros e altitudes entre 1.500 e 3.000 m (Bohs, 1989). Assim, as principais 

limitações ao cultivo desta espécie são impostas essencialmente pela temperatura 

(temperaturas elevadas e seca prolongada), ventos fortes, solos inundados e geada 

(Guimarães et al., 1996; Lopes et al., 2000; Prohens et al., 2004; Azurduy, 2009). 

A origem precisa da espécie não é clara (Popenoe et al., 1989), mas é 

amplamente encontrada na região dos Andes que inclui o Perú, Chile, Equador e Bolívia, 

(Atkinson e Gardner, 1993; Correia et al., 2011) o que parece indicar que o seu centro 

de origem está localizado nessa área (Bohs, 1989). Daí dispersou-se para a América 

central, incluindo as Antilhas, e mais tarde, para as ilhas Portuguesas dos Açores e 

Madeira e para o sul da Europa (Canhoto et al., 2005) conquistando com os seus frutos 

o paladar das diferentes culturas.  

Atualmente, o tamarilho é maioritariamente cultivado no Brasil, Colômbia, 

Venezuela, Equador, E.U.A. (Califórnia), Portugal, Quénia, Índia, Indonésia e Austrália 

(Mertz et al., 2009). Em Portugal, é utilizado sobretudo como planta ornamental, apesar 

de já terem sido feitas algumas tentativas de exploração comercial dado os elevados 

preços (10 – 15 €/Kg) que os frutos atingem no mercado (Guimarães et al., 1996; Lopes 

et al., 2000).  
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O valor nutricional dos seus frutos refete-se no potencial económico desta espécie 

(Canhoto et al., 2005) existindo  um amplo espetro de potenciais aplicações (Guimarães 

et al., 1996). Os frutos apresentam um reduzido valor calórico (cerca de 28 cal/100 g) e 

em hidratos de carbono (7,7 g / 100 g) e um teor relativamente elevado de proteínas 

(1,5-2 g / 100 g), vitamina C (20-45 mg / 100 g), vitamina E (1,86 mg / 100 g), provitamina 

A e também alguns minerais como ferro e potássio o que faz com que seja reconhecida 

como uma espécie frutífera (McCane e Widdowson, 1992). 

Foram também realizados vários estudos com o intuito de avaliar o conteúdo em 

antocianinas e carotenóides presentes nos frutos do tamarilho (Hurtado et al., 2009; Kou 

et al., 2009). Os resultados mostraram a possibilidade de alguns destes componentes 

poderem ter propriedades antioxidantes, terapêuticas e preventivas importantes, 

tornando os frutos uma fonte de alimento que merece uma melhor exploração (Hurtado 

et al., 2009; Kou et al., 2009).  

Desta forma, torna-se importante aumentar, tanto em termos quantitativos como 

qualitativos, a produção desta espécie fruteira. Por reunir condições para ser uma 

espécie competitiva em algumas zonas de Portugal, o tamarilho pode vir a tornar-se 

uma espécie bastante interessante para os agricultores portugueses (Correia e 

Canhoto, 2012).  

 

Figura 2  -  Distribuição geográfica de S. betaceum. Encontram-se destacados os países de 

origem e os países produtores. 
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1.3. Propagação e cultura in vitro 

 

A propagação do tamarilho pode ser conseguida a partir de sementes ou estacas 

(Prohens e Nuez, 2000). As sementes germinam com facilidade, no entanto a 

propagação seminal dá origem a árvores geneticamente diferentes que não asseguram 

uma produção consistente de frutos. Os métodos de propagação vegetativa permitem 

obter plantas uniformes (Correia e Canhoto, 2012), sendo para isto necessários 

métodos eficazes de reprodução assexuada. 

O tamarilho surge também como um importante sistema de referência para a 

otimização de protocolos de cultura in vitro e para estudos de biologia do 

desenvolvimento de espécies lenhosas (Correia et al., 2019), tratando-se de uma 

espécie que responde facilmente ao cultivo in vitro (Correia e Canhoto, 2012) através 

de técnicas de propagação clonal. Estas técnicas de micropropagação são ferramentas 

biotecnológicas valiosas que têm sido aplicadas ao melhoramento do tamarilho, e que 

incluem a proliferação de meristemas axilares (Cohen e Elliot, 1979; Barghchi, 1998; 

Obando et al., 1992), a indução de organogénese (Guimarães et al., 1996; Obando e 

Jordan, 2001) e a embriogénese somática (Guimarães et al., 1988, 1996; Lopes et al., 

2000; Canhoto et al., 2005; Correia et al., 2009, 2011, 2012; Correia e Canhoto, 2018). 

A micropropagação pela proliferação de meristemas axilares (Barghchi 1986; 

Cohen e Elliot 1979) é uma técnica rápida e de alta reprodutibilidade, que permite 

assegurar a propagação de plantas em larga escala e a uniformidade genética das 

plântulas obtidas. Esta técnica permite o desenvolvimento da parte aérea da planta onde 

a proliferação dos meristemas axilares pode ocorrer em meios de cultura sem adição de 

reguladores de crescimento. No entanto, na presença de uma citocinina, como a 6-

benzilaminopurina (BAP) no meio de cultura, obtêm-se melhores resultados.  Todavia, 

a utilização desta citocinina no meio origina, com frequência, a formação de um tecido 

caloso indiferenciado na base da planta que impede o desenvolvimento do sistema 

radicular, e desta forma, é necessário transferir posteriormente as plantas para um novo 

meio de cultura sem BAP de forma a promover o enraizamento (Correia et al., 2011). 

A organogénese é um método de formação de novos órgãos, sob condições 

químicas e físicas específicas (Thorpe, 1980), que funcionam como estímulo para o 

surgimento de novos meristemas caulinares (Moura et al., 2001). Desta forma, a 

formação de plantas por organogénese pode ser alcançada através de dois processos 

distintos. No processo direto, ocorre o desenvolvimento de meristemas adventícios, que 

se desenvolvem em meristemas axilares e acabam por formar uma planta, após o 

enraizamento e o processo indireto difere particularmente do primeiro, especificamente 
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na formação de calos, a partir dos quais se formam as gemas, seguidas do 

enraizamento (Tonon et al., 2001; Canhoto, 2010; Alam et al., 2017). 

A embriogénese somática (ES) é um processo pelo qual as células somáticas, sob 

determinados estímulos, passam por uma desdiferenciação e uma diferenciação, 

formando células embriogénicas (Rose et al., 2010; Yang e Zhang, 2010) que sofrem 

uma série de alterações morfológicas e bioquímicas resultando na formação de 

embriões e, por fim de plantas (Solis Ramos et al., 2012).   

A indução de ES é alcançada num meio de cultura suplementado com auxinas 

como o picloram (ácido 4-Amino-3,5,6-tricloro-2-piridinocarboxílico) ou ácido 

diclorofenóxiacético (2,4-D) que têm um efeito indutor no processo (Canhoto et al., 2005; 

Correia, 2011). Quando uma dessas auxinas é usada para induzir a embriogénese a 

partir de folhas jovens ou embriões zigóticos maduros, ocorre um processo em “two 

step” no qual as células somáticas produzem um tecido embriogénico (ou calo 

embriogénico) que prolifera através de subculturas sucessivas em meios com essa 

mesma hormona (Alves et al., 2017), até formar embriões e subsequentemente plantas, 

quando transferido para um meio desprovido de auxinas (Canhoto et al., 2005; Correia 

e Canhoto, 2018; Fehér, 2019).  

A capacidade de as células vegetais diferenciadas passarem por um processo 

embriogénico é um processo de desenvolvimento único e uma demonstração da 

totipotência das células vegetais (Zimmerman, 1993; Yang e Zhang, 2010). Além disso, 

a ES serve como modelo para entender os mecanismos citológicos, fisiológicos e 

genéticos subjacentes à formação do embrião, bem como o seu desenvolvimento e 

maturação (Rose et al., 2010; Yang e Zhang, 2010; Correia, 2011). 

A embriogénese somática é de particular interesse devido ao seu potencial para 

a melhoria de espécies de árvores e para a rápida propagação clonal em grande escala, 

transformação genética e criopreservação de linhas selecionadas desejáveis (Park, 

2002; Von Arnold, 2008).  

 

1.4. Protoplastos 
 

As células vegetais possuem uma parede celular que é responsável pela sua 

forma, proteção contra choques osmóticos e manutenção da rigidez. A remoção da 

parede celular a uma célula vegetal, desde que realizada em condições que evitem o 

seu rebentamento, conduz à obtenção de células esféricas, designadas por protoplastos 

(Canhoto, 2010).  
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A parede das células vegetais é uma estrutura química complexa que varia em 

composição em função dos diferentes tipos celulares que existem nos tecidos das 

plantas (Cosgrove, 2015). É constituída pela lamela média, parede primária e, em 

alguns tipos celulares, parede secundária (Chawla, 2010) e consiste numa complexa 

mistura de polissacarídeos, proteínas, compostos fenólicos e sais minerais. Os 

polissacarídeos representam cerca de 90 % do peso seco da parede e consistem em 

celulose, que constitui 20 - 40 % da parede celular, hemiceluloses (15 - 25 %) e pectinas 

(cerca de 30 %). Essa matriz é ordenada e dinâmica e pode tornar-se mais rígida ou 

mais flexível conforme as necessidades da planta (Buckeridge, 2010). A parede celular 

secundária possui ainda grandes quantidades de lenhina, um polímero aromático que 

confere rigidez à célula e à planta (Farinas, 2011). Os componentes da parede celular 

podem ser digeridos por diferentes tipos de enzimas, sendo as pectinases responsáveis 

pela digestão da lamela média e da matriz da parede primária, possuindo atividade 

poligalacturonásica enquanto as celulases catalisam a reação de degradação da 

celulose e das hemiceluloses, estas últimas também presentes na matriz (Chawla, 

2010). 

As enzimas mais frequentemente usadas no isolamento de protoplastos são a 

celulase “Onozuka” R-10, que foi parcialmente purificada dos fungos Trichoderma reesei 

e T. viride, e a pectinase macerozima, que deriva do fungo Rhizopus arrhizus. A 

driselase (extraída de Irpex lacteus) apresenta simultaneamente atividade celulásica e 

pectinásica e é usada no isolamento de protoplastos a partir de células em cultura 

(Chawla, 2010). 

Os protoplastos são células vegetais nuas, ou seja, desprovidas de parede celular, 

onde a superfície celular (membrana plasmática) está totalmente exposta e acessível e, 

portanto, fornece o ponto de partida a várias técnicas de manipulação genética ou de 

hibridação somática (Giri e Giri, 2007; Rezazadeh e Niedz, 2015) de células vegetais 

para o melhoramento das culturas (Ling et al., 2010; Ayeleso, 2015). Desta forma, do 

ponto de vista da aplicação prática, a remoção da parede celular apresenta vantagens 

uma vez que a inserção de moléculas, como por exemplo ácidos nucleicos, pode ser 

facilitada em células às quais a parede foi removida, permitindo a sua transformação 

genética. Para além disso, as células desprovidas de parede podem ser estimuladas a 

fundir abrindo a possibilidade de fusões entre células de espécies filogeneticamente 

distantes contornando as barreiras naturais de incompatibilidade sexual e possibilitando 

a obtenção de novas combinações genéticas, os chamados híbridos somáticos (Davey 

et al., 2005; Canhoto, 2010).  
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A primeira vez que se isolaram protoplastos a partir de tecidos vegetais foi ainda 

no século XIX, por Klercker, em 1892, em Allium cepa e em Stratiotes aloides utilizando 

métodos mecânicos. Só no inicio da década de 60, Cocking (1960) obteve protoplastos 

a partir de raízes de tomateiro com base em métodos enzimáticos, usando enzimas 

hidrolíticas as quais degradam os componentes da parede celular. Desde então, o 

isolamento de protoplastos tem sido registado em diversas culturas seguindo uma 

diversidade de métodos (revisto por Ling et al., 2010).  

O isolamento de protoplastos é aplicado regularmente numa ampla variedade de 

espécies (Pais, 2003) e uma vez que protoplastos viáveis são potencialmente 

totipotentes (Cunha, 2001) a cultura de protoplastos com regeneração de plantas é 

também uma tecnologia relevante para um vasto conjunto de plantas (Maćkowska et al., 

2014). Portanto, quando são fornecidos os estímulos químicos e físicos corretos, cada 

protoplasto é capaz, teoricamente, de regenerar uma nova parede e sofrer divisão 

mitótica repetida para produzir células filhas das quais podem ser regeneradas plantas 

férteis através do processo de cultura de tecidos. Os procedimentos básicos para o seu 

isolamento sofreram poucas mudanças desde as primeiras referências, no entanto, 

houve um progresso notável no número de espécies para as quais existem sistemas de 

obtenção de protoplastos. Além disso, as últimas décadas do século XX testemunharam 

grandes desenvolvimentos na manipulação genética de plantas através da fusão e 

transformação de protoplastos (Davey et al., 2005; Tripathi, 2010). 

Existem vários parâmetros que influenciam a capacidade de os protoplastos 

expressarem a sua totipotência e se desenvolverem em plantas férteis, particularmente 

o tecido de origem, o meio de cultura e os fatores ambientais. Apesar de pelo menos 

quatro décadas de esforços conjuntos e transferência de tecnologia entre laboratórios 

em todo o mundo, muitas espécies ainda permanecem recalcitrantes na cultura. (Davey 

et al., 2005). 

A tecnologia de utilização de protoplastos inclui o isolamento, purificação, cultura 

(Fig. 3) e, por vezes, a fusão de protoplastos vegetais, resultando na produção de 

plantas completas (Pati et al., 2008). O isolamento dos protoplastos pode ser feito a 

partir de diferentes órgãos da planta, no entanto os explantes foliares são uma das 

fontes mais eficientes (Yoo et al., 2007; Mukhtar et al., 2012) devido à facilidade de 

acesso das enzimas à parede celular das células do mesófilo pela sua organização 

celular (Chawla, 2010) e para além disso garantem um maior rendimento de 

protoplastos viáveis e relativamente uniformes (Liu, 2005). 
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Figura 3 - Esquema representativo do isolamento e purificação de protoplastos, com 

subsequente regeneração de plantas. 
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Antes de serem submetidos à ação das enzimas hidrolíticas, os tecidos dadores 

passam por um tratamento inicial denominado pré-plasmólise onde são submetidos a 

um potencial osmótico baixo que leva à plasmólise das células (Canhoto, 2010) e à 

separação da membrana plasmática da parede celular (Ferrando e Spiess, 2001; 

Estavillo et al., 2014). Desta forma, a pré-plasmólise vai reduzir o impacto do choque 

osmótico aplicado durante o isolamento e impedir a entrada de substâncias exógenas 

prejudiciais para as células. Esta etapa pode ser conseguida através da adição de 

estabilizadores osmóticos como os compostos iónicos de que são exemplo o CaCl2 e o 

KCl ou os hidratos de carbono tais como o manitol e o sorbitol, (George, 2008) sendo 

estes dois últimos os mais usados no isolamento de protoplastos do mesófilo foliar 

(Navratilova, 2004). 

Após a pré-plasmólise os explantes são sujeitos a combinações enzimáticas 

eficientes e de alto rendimento, tais como celulases e pectinases (Tomé, 1991; Bhojwani 

e Razdan, 1996) com concentrações e período de incubação variáveis (celulase 0,2 – 2 

%; pectinase 0,1 – 1 %). A temperatura a que os tecidos são colocados em contacto 

com a solução enzimática é também um fator importante (Canhoto, 2010) sendo que a 

temperatura adequada para o isolamento dos protoplastos ronda os 25 a 30 ºC (Chawla, 

2010).  

A solução de isolamento de protoplastos, para além das enzimas e de um 

estabilizador osmótico, deve ainda conter um tampão (e.g., 2-N-morfino-etano sulfonato 

[MES]) de forma a minimizar as variações de pH e cloreto de cálcio (CaCl2.2H2O) ou 

dihidrogenofosfato de potássio (KH2PO4) para a estabilização do plasmalema (Liu, 

2005).  

Na sequência do tratamento enzimático obtém-se uma mistura de protoplastos 

com tecido não digerido, células rebentadas, cloroplastos e outros organitos 

citoplasmáticos (Canhoto, 2010). Assim, torna-se necessário purificar os protoplastos 

com o objetivo de os separar dos restantes constituintes. Este processo envolve a 

combinação de três etapas: filtração, centrifugação e lavagem (Giri e Giri, 2007). 

Numa fase inicial, a mistura resultante da digestão dos tecidos pela solução 

enzimática é passada através de um filtro (40 - 100 µm) metálico ou de nylon de forma 

a reter as células não digeridas e os agregados celulares de maiores dimensões 

(Grønlund et al., 2012; Canhoto, 2010). A purificação da solução filtrada pode ser 

alcançada a partir de diferentes vias: i) pela exploração da densidade diferencial de 

flutuação dos protoplastos em gradientes de açúcar como a sacarose e/ou o manitol 

(Tomé, 1991; Estavillo et al., 2014); ii) repetida ressuspensão/centrifugação dos 
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protoplastos em meio de lavagem de modo a que os protoplastos constituam o pellet e 

no sobrenadante fiquem os fragmentos celulares em suspensão e iii) passagem dos 

tecidos digeridos após incubação, através de uma malha de poro adequado a deixar 

passar apenas os protoplastos  (Grønlund et al., 2012). 

Depois de os protoplastos purificados serem recolhidos, devem ocorrer uma série 

de centrifugações de forma a garantir a sedimentação dos protoplastos (pellet) e a 

remoção completa da solução enzimática uma vez que se o objetivo é a cultura de 

protoplastos, é possível que as enzimas inibam a regeneração da parede celular e a 

consequente divisão celular (George, 2008). 

Após a purificação dos protoplastos, devem ser analisados dois parâmetros: o 

rendimento do processo, isto é a quantidade de protoplastos obtida a partir do material 

inicial e a viabilidade (Tomé, 1991). 

A contagem (avaliação do rendimento) pode ser facilmente realizada utilizando 

um hemocitómetro, extrapolando-se os valores obtidos para o volume total de meio onde 

se encontram os protoplastos. Este passo visa verificar se a quantidade de protoplastos 

é adequada para a fase de cultura uma vez que esta implica que os protoplastos sejam 

cultivados a determinadas densidades (Tomé, 1991; Mota-Narváez et al., 2018). Se a 

quantidade de protoplastos obtida for reduzida é necessário otimizar os processos de 

digestão e purificação de protoplastos de forma a aumentar os rendimentos. Se, pelo 

contrário, a quantidade de protoplastos obtida for muito elevada deve-se diminuir a sua 

densidade pela adição de meio de cultura (Canhoto, 2010; Costa et al., 2002).  

Antes de se proceder à cultura deve ser determinada a viabilidade dos 

protoplastos obtidos. Um indicador fiável da viabilidade dos protoplastos está 

relacionado com a forma como os cloroplastos estão distribuídos na célula. Em 

protoplastos viáveis, os cloroplastos distribuem-se uniformemente na célula enquanto 

em células mortas estes têm tendência a depositar por ação da gravidade (Taiz et al., 

2015). No entanto, podem ser efetuadas avaliações mais precisas e objetivas 

recorrendo a corantes vitais, tais como fluoresceína diacetato (FDA), Evans blue, 

fenosafranina (Franklin e Dixon, 1994) e cloreto de trifeniltetrazólio (TTC) (Watanabe et 

al., 1992).  

Para além destes indicadores existem outros métodos que se baseiam na 

capacidade que os protoplastos possuem de pouco tempo depois de removida a parede 

celular começarem a edificar uma nova parede de que é exemplo o método da coloração 

com calcofluor white (Canhoto, 2010). 
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O “calcofluor white” é um composto que se liga às moléculas de celulose que 

constituem a parede celular e vai permitir visualizar a síntese de uma nova parede 

(Canhoto, 2010). Esse composto é misturado com a suspensão de protoplastos e é feita 

a observação num microscópio de fluorescência com filtro de excitação UV que permite 

detetar os protoplastos viáveis pela formação de um anel de fluorescência branco 

azulada que envolve as células (Hervé et al., 2011). Em células não viáveis em que a 

síntese de parede não ocorre, não se verifica emissão de fluorescência (Canhoto, 2010). 

Os meios utilizados para a cultura de protoplastos geralmente são semelhantes 

aos usados em sistemas de cultura in vitro como os meios MS (Murashige e Skoog, 

1962) e B5 (Gamborg et al., 1968), embora com alguma frequência, sejam mais ricos 

em vitaminas e aminoácidos aos quais se deve adicionar um estabilizador osmótico de 

forma a prevenir o seu rebentamento (Giri e Giri, 2007; Kärkönen et al., 2011).   

Os reguladores de crescimento tais como auxinas e citocininas também fazem 

parte da composição dos meios de cultura de protoplastos, uma vez que são essenciais 

para o fornecimento de estímulos para a divisão celular e na obtenção de calos a partir 

dos quais ocorre a regeneração de plantas (Dovzhenko et al., 2003; Canhoto, 2010).  

O meio de cultura deve ser otimizado para cada situação. A densidade dos 

protoplastos é um fator que pode condicionar o sucesso da cultura (Canhoto, 2010). De 

acordo com o seu potencial de divisão, a densidade de cultura ótima situa-se entre 5 

x103 e 106 protoplastos/ml (Chawla, 2010). 

O cultivo dos protoplastos isolados pode ocorrer em meio de cultura líquido, ou 

embebidos em meio semi-sólido ou sólido contendo agar, agarose ou alginato (Tomar 

e Dantu, 2009; Ayala et al., 2011; Lei et al., 2015). 

Vários têm sido os estudos de isolamento de protoplastos em diversas espécies 

como Nicotiana tabacum (Nagata e Takebe, 1971), Arabidopsis thaliana (Fig.4A) 

(Chupeau et al., 2013), Arbutus unedo (Choury et al., 2017), Rubus glaucus (Arturo et 

al., 2016). A planta do tabaco (Nicotiana tabacum; Fig. 4B), em particular é uma 

solanácea com diversos protocolos de regeneração através de protoplastos a partir dos 

quais têm sido desenvolvidas técnicas de otimização do processo (Lei et al., 2015). 
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Em tamarilho o isolamento de protoplastos (Fig. 4C) já foi conseguido em 

trabalhos anteriores (Augusto, 2015), a partir dos quais foi possível definir um protocolo 

otimizado para o isolamento e purificação de protoplastos derivados de diferentes 

explantes. No entanto a divisão dos protoplastos em cultura é ainda um fator limitante, 

tendo sido feitos alguns avanços, apesar da dificuldade encontrada para a colocação 

em cultura dos protoplastos derivados de explantes foliares e das limitações temporais 

resultantes da otimização dos protocolos de isolamento e purificação, não tendo havido 

portanto sucesso na etapa de divisão celular dos protoplastos isolados.   

  

 

  

Figura 4 - Protoplastos isolados a partir do mesófilo foliar de Arabidopsis thaliana (A) 

(https://www.autom8.com/port-patch-planar-patch-clamping/port-patch-applications/, acedido 

a 20/07/2019); de Nicotiana tabacum (B) (Chupeau et al., 2013) e de S. betaceum (C) (Augusto, 

2015).  
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1.5. Objetivos  

 
 

Nos últimos anos as aplicações económicas e biotecnológicas do tamarilho têm 

vindo a demostrar avanços significativos. Esta solanácea tem um enorme potencial pelo 

valor nutricional dos seus frutos o que torna uma árvore com potencial para ser usada 

como fruteira. Além disso, o seu potencial biotecnológico tem sido demonstrado através 

de diversos estudos como sistema modelo alternativo para o estudo de aspetos chave 

do processo de indução de embriogénese somática.  

A tecnologia de protoplastos tem importantes aplicabilidades, quer em processos 

de melhoramento, quer de análise molecular da espécie que irão contribuir como novas 

ferramentas para a cultura do tamarilho e reforçar o seu papel como sistema modelo 

numa perspetiva de investigação em ciência fundamental.  

Tendo em conta estes pressupostos, este trabalho teve como objetivo principal o 

estabelecimento de um protocolo para regeneração de plantas a partir de protoplastos 

isolados de tamarilho. Para a concretização desta etapa o trabalho foi dividido em 

objetivos mais específicos que incluem: i) o isolamento e purificação de protoplastos 

viáveis; ii) promover a regeneração da parede célular; iii) estimular a divisão celular.   

Para a concretização destes objetivos procedeu-se a diversos ensaios com 

diferentes condições e composições dos meios de cultura dos protoplastos isolados a 

partir de explantes foliares e suspensões celulares de calli embriogénico. Os ensaios 

foram realizados em simultâneo no tamarilho e no tabaco, tendo sido este considerado 

como controlo.  
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2.1. Material Vegetal 

 

Neste trabalho experimental foi utilizado material vegetal previamente 

estabelecido em cultura in vitro no Laboratório de Biotecnologia Vegetal do 

Departamento de Ciências da Vida da Universidade de Coimbra, nomeadamente 5 

linhas de tamarilho vermelho (C6, C8, C9, C11, C12) obtidas pela proliferação de 

meristemas axilares após o estabelecimento in vitro por via seminal. Foram também 

utilizados, como sistema controlo, rebentos caulinares de tabaco (Nicotiana tabacum) 

estabelecidos in vitro por via seminal e propagados por multiplicação de segmentos 

nodais. 

Usaram-se também calli embriogénicos (linhas CE1 e CE2) previamente obtidos 

em meio de indução de embriogénese somática a partir de explantes foliares de 

tamarilho vermelho.  

 

 

 

2.2. Métodos 

 

2.2.1. Cultura e pré-condicionamento do material vegetal 
  

a) Explantes foliares 

 
 

Os rebentos caulinares de tamarilho e tabaco (Fig. 5A e B) foram previamente 

estabelecidos in vitro e micropropagados a partir da proliferação de meristemas axilares.  

A obtenção de plantas por via seminal iniciou-se pela desinfeção das sementes 

com uma solução de hipoclorito de cálcio a 5 % (p/v), seguida de pelo menos 3 lavagens 

em água esterilizada, e colocadas em caixas de Petri estéreis com algodão e papel de 

filtro humedecido com água desmineralizada esterilizada. Depois da germinação, as 

sementes foram transferidas para caixas com meio MS, suplementado com 3 % de 

sacarose isento de reguladores do crescimento. 
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Após o estabelecimento, procedeu-se à fase de multiplicação, na qual os 

segmentos nodais foram inoculados em meio base MS (Murashige e Skoog, 1962), 

suplementado com sacarose a 3 % (p/v) e 6 - benzilaminopurina (BAP) a 0,2 mg/l, sendo 

o pH ajustado a 5,7 antes da autoclavagem. O meio de cultura foi solidificado com agar 

a 0,6 % (p/v) e autoclavado a 121 ºC, durante 20 minutos.  

As culturas foram colocadas numa câmara de crescimento a 24±1 ºC de 

temperatura e um fotoperíodo de 16h luz/8h escuro, sendo a intensidade luminosa 15-

20 μmol.m-2.s-1. Posteriormente este material foi transferido para meio de cultura MS 

sem hormonas, de modo a permitir uma maior expansão foliar e a contínua 

disponibilidade destes explantes para a realização dos ensaios de isolamento de 

protoplastos. Foram colocadas seis a sete plântulas em cada caixa de cultura (Microbox 

Combiness, 97 x 120 mm, com filtro XXL) com 100 ml do referido meio de cultura MS. 

Após 4 a 6 semanas nestas condições, as plantas foram transferidas para 

condições de obscuridade onde permaneceram durante dois dias, a 25 ºC, antes dos 

ensaios de isolamento de protoplastos. 

 

b) Calli embriogénicos 
 

A manutenção e proliferação in vitro das linhas de calo embriogénico (Fig. 5C e 

D) previamente estabelecidas foram feitas através de subculturas mensais sucessivas 

em meio de cultura sólido TP com a seguinte composição: meio base MS suplementado 

com 5 mg/l de picloram, 9% (p/v) de sacarose e 2,5 g/l de Phytagel (Sigma).   

Previamente a cada ensaio de isolamento de protoplastos, cerca de 150 mg das 

massas de callus em proliferação foram colocadas para dispersão em 50 ml de meio TP 

líquido em balões Erlenmeyer de 250 ml, numa incubadora com agitação orbital (120 

rpm), a 25 ºC e no escuro durante 5 dias.   
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2.2.2. Isolamento e purificação de protoplastos a partir de explantes 

foliares 

 
 

Este procedimento teve como base o protocolo de isolamento e cultura de 

protoplastos de tamarilho (S. betaceum) desenvolvido por Augusto (2015). 

É de salientar que todo o processo foi realizado em condições de assepsia. As 

soluções abaixo mencionadas foram esterilizadas por filtração através de filtros de 

membrana de malha de acetato de celulose com 0,20 μm (Ministart NML, Sartorius, 

Alemanha).  

 

 

Figura 5 – Material utilizado para o isolamento de protoplastos. (A) Plântulas de tamarilho; (B); 

plântulas de tabaco; linha CE1 (C) e linha CE2 (D). Bar= 1 cm 
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Inicialmente pesou-se 1 g de peso fresco de folhas de plântulas de tamarilho e 

de tabaco que foram colocadas numa caixa de Petri com 15 ml de uma solução pré 

plasmólise com o pH ajustado a 5,8. Como solução de pré-plasmólise testaram-se duas 

alternativas: uma solução K3 – sacarose a 0,4 M (Tabela 2) e uma solução 0,45 M de 

manitol. As folhas expandidas (com aproximadamente 4 cm de comprimento) foram 

cortadas em segmentos com cerca de 20-60 mm2 e as nervuras principais removidas. 

Foram testados dois tempos de incubação na solução de pré-plasmólise, 10 e 20 min a 

27 ºC com agitação. Após a incubação a solução de pré-plasmólise foi substituída por 

uma solução enzimática onde foram testadas duas composições diferentes. A primeira 

era constituída por celulase “Onozuka” R-10 (Yakult Pharmaceuticals, Japão) a 0,2 % e 

macerozima R-10 (Yakult Pharmaceuticals, Japão) a 0,5 % dissolvidas em solução K3 

– sacarose a 0,4 M e a segunda era composta pelas mesmas enzimas acima 

mencionadas, mas dissolvidas numa solução tampão constituída por 0,45 M manitol, 20 

mM MES – KOH, 20 mM KCl, 0,1% (p/v) BSA e 10 Mm CaCl2 e o pH ajustado a 5,7. A 

incubação enzimática ocorreu durante 16h (overnight) a 27 ºC com agitação. Um 

esquema geral do procedimento adotado está representado na figura 6. 
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Figura 6 - Representação esquemática do isolamento de protoplastos a partir de 

explantes foliares. 



MATERIAL E MÉTODOS 

 

26 | P á g i n a  
 

 

 Às soluções resultantes da incubação enzimática dos explantes foliares foram 

aplicados dois métodos de purificação (Fig. 7), de modo a separar os protoplastos dos 

restantes tecidos degradados ou não digeridos. Na primeira situação, a solução foi 

filtrada através de um crivo de malha metálica de 70 μm. Ao filtrado adicionou-se, 

cuidadosamente, 2 ml de solução W5 (9,0 g/l de NaCl, 18,4 g/l de CaCl2.2H2O, 0,8 g/l 

de KCl e 1 g/l de glucose, a pH 5,8; adaptado de Menczel et al., 1981). Efetuou-se uma 

centrifugação a 100 g durante 10 min onde os protoplastos purificados sedimentaram 

numa banda interfásica que se formou entre as 2 camadas líquidas, sendo recolhidos e 

transferidos para um novo tubo de centrífuga. Juntou-se 5 ml da solução W5 e 

ressuspendeu-se suavemente. Efetuou-se uma nova centrifugação a 100 g, durante 5 

minutos da qual se obteve um pellet que foi ressuspendido em 5 ml de W5, repetindo-

se a última centrifugação. 

No segundo método, o material vegetal digerido foi filtrado através de um filtro 

de malha de nylon de 70 μm. Numa primeira abordagem o filtrado foi centrifugado a 

cerca de 100 g durante 5 min, tendo-se obtido um pellet que foi ressuspendido em 2 ml 

de uma solução de manitol a 0,45 M. Num novo tubo de centrífuga, colocaram-se 7 ml 

de uma solução 0,5 M de sacarose e 1 mM de MES e acima desta solução foram 

adicionados 2 mL constituídos pelo pellet obtido na primeira centrifugação com a 

solução 0,45 M de manitol. Na sequência da centrifugação em gradiente de densidade 

a 145 g durante 10 min, os protoplastos formaram uma banda na zona de transição 

entre a solução de sacarose e o meio de suspensão dos protoplastos. Na fase seguinte, 

os protoplastos foram transferidos para um novo tubo e ressuspendidos numa solução 

de lavagem constituída por uma solução 0,4 M manitol, 20 mM MES – KOH, 20 mM KCl, 

0,1% (p/v) BSA e 10 Mm CaCl2 seguido-se uma centrifugação a 100 g durante 5 

minutos. O sobrenadante foi rejeitado e o pellet ressuspendido em 2 ml da solução de 

lavagem repetindo-se a última centrifugação nas mesmas condições.   

Depois da última centrifugação, estimou-se o volume de suspensão de 

protoplastos e recorrendo a um hemocitómetro procedeu-se à contagem dos 

protoplastos bem como à determinação da sua viabilidade através da utilização do 

corante Evans blue.  
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Figura 7 - Representação esquemática dos dois métodos de purificação de protoplastos a partir 

de explantes foliares. 
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2.2.3. Isolamento e purificação de protoplastos a partir de suspensões 

celulares de calli embriogénicos. 

 

Após 5 dias em meio TP líquido, no escuro e com agitação orbital (pré-

condicionamento), as massas celulares juntamente com o meio de cultura foram 

submetidas a uma filtração a vácuo (Fig. 8) usando um filtro 0,22 µm e após esta filtração 

realizaram-se duas lavagens com uma solução 0,45 M de manitol.  

Colocou-se o filtro usado na filtração dentro de um falcon onde se adicionou 15 

ml de solução enzimática composta por celulase “Onozuka” R-10 (Yakult 

Pharmaceuticals, Japão) a 1 % (p/v), pectinase (Sigma-Aldrich) a 0,04 % e driselase 

(Fluka AG, Buchs SG, Suíça) a 0,4 %. As enzimas foram solubilizadas numa solução 

tampão (0,4 M manitol, 20 mM MES – KOH, 20 mM KCl, 0,1% (p/v) BSA e 10 Mm CaCl2) 

e o pH da solução ajustado a 5,7. Foram testados dois tempos de duração da incubação 

enzimática 1 h e 2 h a 27 ºC, com agitação. 

Numa fase seguinte a mistura resultante da digestão dos tecidos pela solução 

enzimática foi passada através de um filtro de 70 µm e foi centrifugada durante 5 minutos 

a 100 g. Obteve-se um pellet que foi ressuspendido em 2 ml de solução de lavagem 

procedeu-se à centrifugação a 100 g, durante 5 minutos. 

Na figura 9 estão representados os procedimentos experimentais e o material 

vegetal utilizados para o isolamento de protoplastos a partir de explantes foliares e 

suspensões de calli embriogénicos. 
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Figura 8 - Representação esquemática do isolamento e purificação de protoplastos a partir de 

suspensões celulares de calli embriogénicos. 
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Figura 9 –  Isolamento e purificação de protoplastos do mesófilo foliar de tamarilho e tabaco e de 

calli embriogénicos de tamarilho. Explantes foliares utilizados no isolamento de protoplastos de 

tamarilho (A) e tabaco (B) após recolha a partir das plantas micropropagadas; e 

subsequentemente em solução de pré-plasmólise (A1 e B1) e durante a incubação enzimática (A2 

e B2); Pellet obtido após a primeira centrifugação (C) e sobreposição da solução com protoplastos 

em camada de sacarose 0,5 M (D) para centrifugação em gradiente de densidade, da qual resulta 

a purificação dos protoplastos em banda interfásica (E). Massas de 150 mg de calli embriogénico 

CE1 (F) e CE2 (G) submetidos a incubação com solução enzimática em tubos falcon (H); Pellet 

obtido após primeira centrifugação (I) para a purificação de protoplastos em pellet (J). 
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2.3. Contagem e determinação da viabilidade dos 

protoplastos  

 

 

A densidade dos protoplastos em suspensão foi determinada recorrendo a um 

hemocitómetro (câmara de Neubauer) com 2 câmaras de contagem de 0,10 mm de 

profundidade. Procedeu-se à contagem das células nos 5 quadrados de cada uma das 

câmaras (Fig. 9A) e no interior de cada quadrado, fez-se uma contagem em zig-zag 

(Fig. 9B). Os protoplastos situados nos limites inferior e direito de cada quadrado, não 

foram contabilizados (Fig. 9C). 

 

 

 

 

 

A observação foi feita num microscópio ótico (Nikon Eclipse E400), sendo as 

imagens captadas com uma câmara Nikon Digital Sight DS-U1 e com o software Act-U. 

Antes de proceder à cultura dos protoplastos verificou-se se os protoplastos 

obtidos eram viáveis. A viabilidade permite verificar se as condições de isolamento e 

purificação dos protoplastos são as ideais e foi determinada usando o corante Evans 

blue (Sigma-Aldrich) a 1 % (p/v). Assim, ressuspendeu-se suavemente 1 μl da solução 

de Evans blue com 25 μl da suspensão de protoplastos. Posteriormente aplicou-se 10 

μl em cada uma das câmaras de contagem do hemocitómetro. 

 

 

Figura 10 – (A) Câmara de contagem do hemocitómetro; (B) metodologia adotada na contagem 

dos protoplastos; (C) limites de exclusão e inclusão dos protoplastos na contagem. 
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Após a contagem dos protoplastos totais e viáveis calcularam-se os seguintes 

parâmetros: densidade (d); rendimento (η) e viabilidade.  

A densidade é expressa em protoplastos/ml e traduz-se na seguinte fórmula: 

 

 

𝑑 =
 Σ(protoplastos em 5 quadrados da câmara de contagem) ×  104

5 × fator de diluição × 1/2
 

  

 

 

O cálculo do número total de protoplastos é dado pela seguinte fórmula: 

 

#𝑝𝑟𝑜𝑡𝑜𝑝𝑙𝑎𝑠𝑡𝑜𝑠 = d × 𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑑𝑎 𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠ã𝑜 𝑑𝑒 𝑝𝑟𝑜𝑡𝑜𝑝𝑙𝑎𝑠𝑡𝑜𝑠 (𝑚𝑙) 

 

 

O rendimento do processo de isolamento e purificação de protoplastos é 

expresso em protoplastos/g PF-1 e foi calculado para os protoplastos viáveis e totais de 

acordo com a seguinte fórmula: 

 

 

η =
#protoplastos 

massa (PF) de material vegetal (g) 
 

 

 

 

A viabilidade dos protoplastos foi estimada como a percentagem do número de 

protoplastos viáveis relativamente ao número total de protoplastos observados no 

mesmo campo, recorrendo à seguinte fórmula: 

 

 

%viabilidade =
#protoplastos  viáveis 

#protoplastos  totais 
 

 

  

X 100 
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2.4. Cultura de protoplastos  

 

No fim da contagem procedeu-se à diluição da suspensão com meio de cultura 

de forma a obter uma concentração de plaqueamento de 5 – 7 x 105 protoplastos.ml-1. 

O volume de protoplastos obtido foi dividido de modo a ser distribuído por placas 

multiwell para cultura sob a forma de droplets de agarose ou em meio líquido (Fig. 10). 

Após as diluições, a 500 μl da suspensão de protoplastos adicionou-se igual 

volume do meio de cultura a testar gelificado com agarose “low melting” (Duchefa 

Biochimie) a 1,2 % (p/v), previamente aquecido a 40 ºC. Posteriormente em cada poço 

colocou-se 1 ml do respetivo meio de cultura (Fig. 11).  

Na cultura de protoplastos obtidos a partir de explantes foliares foram testados 

6 meios base (Tabela 1) com diferentes combinações de reguladores do crescimento 

(Tabela 2): Em todos os meios foi testada apenas uma combinação à exceção dos 

meios base B5 e MS a partir dos quais se testaram duas combinações diferentes de 

reguladores de crescimento.  

Para os protoplastos obtidos a partir de calli foram testados dois meios B5 e MS 

ambos suplementados com 0,1 mg/l de 2,4-D, 1 mg/l de NAA e 1 mg/l de BAP. 

Após dois dias em cultura verificou-se a capacidade de os protoplastos 

começarem a produzir uma nova parede celular, através da utilização de calcofluor white 

a 0,1 % (p/v). Para isso, ressuspendeu-se 2,5 μl da solução de calcofluor white com 50 

μl da suspensão de protoplastos em cultura, colocou-se numa lâmina e observou-se ao 

microscópio de fluorescência Leica DM4000B (comprimento de onda de excitação 380; 

comprimento de onda de emissão 500-520) de forma a verificar a regeneração da 

parede celular. As imagens foram captadas com a câmara Leica DFC295. 

Passados 10 dias em cultura refrescou-se as culturas com o meio de cultura 

inicial, mas sem manitol, e após a formação de possíveis microcalos estes foram 

transferidos para o meio sólido respetivo e colocados sobre um papel de filtro dentro de 

placas multiwell e foram feitas observações diárias de forma a detetar a formação de 

calos.  
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Figura 11 – Representação esquemática da cultura de protoplastos. 
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Tabela 1 - Composição química da solução de pré-plasmólise (K3 – sacarose a 0,4M) e dos 

meios de cultura B5, MS, WPM, TB, SA e PIM utilizados no isolamento e cultura de protoplastos. 

 

 

 

 

K3 - 
sacarose 

0,4 M 
B5 MS WPM TB SA PIM 

  pH 5,5 pH 5,8 pH 5,8 pH 5,2 pH 5,8 pH 5,8 pH 5,6 

Macronutrientes   mg/l 

KNO3  2500 2500 1900 --- 950 1500 505 

NH4NO3  250 --- 1650 400 825 --- 160 

(NH4)2SO4  134 134 --- --- --- --- --- 

CaCl2 • 2H2O 900 150 440 72,5 220 500 440 

MgSO4 • 7H2O  250 250 370 180,54 1233 750 370 

NaH2PO4 • 2H2O  150 150 --- --- --- --- --- 

KH2PO4   --- --- 170 170 680 200 170 

K2SO4  --- --- --- 990 --- --- --- 

Ca(NO3)2 • 4H2O  --- --- --- 471,26 --- --- --- 

Micronutrientes   mg/l 

MnSO4 • H2O  10 10 22,3 22,3 22,3 25 0,1 

ZnSO4 • 7H2O  2 2 8,6 8,6 8,6 5 1 

H3BO4  3 3 6.2 6,2 6,2 10 1 

KI   0,75 0,75 0,83 --- 0,83 --- 0,01 

Na2MoO4 • 2H2O  0,25 0,25 0,25 0,25 0,25 0,15 --- 

CuSO4 • 5H2O  0,025 0,025 0,025 0,25 0,025 0,015 0,03 

CoCl2 • 6H2O  0,025 0,025 0,025 --- --- --- --- 

CoSO4 • 7H2O  --- --- --- --- 0,03 --- --- 

AlCl3  --- --- --- --- --- --- 0,03 

NiCl2 6H2O --- --- --- --- --- --- 0,03 

Fonte de Ferro   mg/l 

Na2EDTA • 2H2O  37,3 37,3 37.3 37.3 37.3 35 --- 

FeSO4 • 7H2O  27,8 27,8 27.8 27.8 27.8 25 --- 

Citrato de ferro amoniacal --- --- --- --- --- --- 30 

Compostos Orgânicos   mg/l 

Glicina  --- --- 2 2 --- 1 --- 

Ácido nicotínico 1 1 0,5 0,5 --- 5 --- 

Piridoxina • HCl 1 1 0,5 0,5 --- 0,5 1 

Tiamina • HCl 10 10 0,1 1 1 2 1 

Mio-inositol 100 100 100 100 100 1000 100 
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Ácido fólico --- --- --- --- --- 0,5 0,2 

Pantotenato de cálcio --- --- --- --- --- --- 1 

Biotina  --- --- --- --- --- 0,05 0,01 

Niacina  --- --- --- --- --- --- 1 

L-glutamina --- --- --- --- --- 250 --- 

L-serina  --- --- --- --- --- 0,1 --- 

Hidrolisado caseína --- --- --- --- --- 1000 --- 

Piruvato sódio --- --- --- --- --- 20 --- 

Ácido cítrico --- --- --- --- --- 40 --- 

Ácido málico --- --- --- --- --- 40 --- 

Ácido fumárico --- --- --- --- --- 53,55 --- 

Açucares   g/l 

Xilose   0,25 --- --- --- --- --- --- 

Sacarose  136,92 10 10 20 10 0,06 --- 

Glucose  --- 18 18 --- --- 0,06 40 

Manitol  --- 100 100 100 127,5 0,29 60 

 

 

 
 

 Tabela 2 - Composição dos meios testados em termos de reguladores de crescimento 

 

 Referência Meio base 
Reguladores de crescimento 

(mg/l) 

Meio 1 
Gamborg et al., 

1968 

B5 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP 

Meio 2 B5 3,0 NAA + 1,0 BAP 

Meio 3 
Murashige e 
Skoog, 1962 

MS 0,1 2,4-D + 1,0 NAA + 1,0 BAP 

Meio 4 MS 3,0 NAA + 1,0 BAP 

Meio 5 Nagata e, 1971 TB 3,0 NAA + 1,0 BAP 

Meio 6 
Chupeau et al., 

2013 
PIM 1,0 2,4-D 

Meio 7 Upadhya,1975 SA 3,0 NAA + 1,0 BAP 

Meio 8 
Smith e McCown, 

1983 
WPM 4,0 NAA + 2,0 BAP 



 

 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

  
 
 
 
 
 
 
 
 

3. Resultados 
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3.1. Isolamento e purificação de protoplastos 

 

3.1.1. A partir de explantes foliares 

 

No processo de isolamento de protoplastos a partir do mesófilo foliar, as 

diferenças entre os diferentes tratamentos testados foram permitindo otimizar a 

abordagem experimental a seguir. Nomeadamente, no que diz respeito às soluções de 

pré-plasmólise testadas, observaram-se diferenças bastante acentuadas em relação ao 

número de protoplastos obtido e ao seu comportamento após o processo de isolamento.  

Usando a solução de pré-plasmólise K3 – 0,4 M sacarose durante 10 min obteve-se 

um reduzido número de protoplastos (1,35 ± 0,29 x 105) e grande parte apresentavam 

sinais de rebentamento. Em contraste, a solução 0,45 M de manitol durante 20 min, 

permitiu obter um maior rendimento (7,75 ± 6,74 x 105 protoplastos/g PF) e menos 

rebentamento das células. 

No que diz respeito à composição da solução enzimática, a solução com as 

enzimas dissolvidas em 0,45 M manitol, 20 mM MES – KOH, 20 mM KCl, 0,1% (p/v) 

BSA e 10 Mm CaCl2 permitiu uma digestão eficiente comprovada pela observação dos 

tecidos digeridos após a incubação enzimática e pelo volume de pellet obtido logo após 

a primeira centrifugação, quando comparado com a solução K3 – 0,4 M sacarose 

utilizada na solução enzimática.  

Testou-se a purificação com adição da solução W5 antes da primeira 

centrifugação e a lavagem dos protoplastos com essa mesma solução. E a purificação 

usando uma camada de sacarose para obtenção da banda interfásica e ressuspensão 

dos protoplastos com solução de lavagem. No primeiro método de purificação utilizado 

verificou-se que após a sequência de centrifugações os protoplastos depositavam-se no 

fundo do tubo, não havendo separação das células de interesse do restante material 

não digerido, que se refletiu na ausência da formação de uma banda interfásica bem 

definida. No entanto, o segundo método de purificação, foi bastante eficiente 

observando-se uma banda de protoplastos acima da camada de sacarose (Fig. 12A). 

Já na fase de lavagem, a ressuspensão dos protoplastos na solução de W5 em vez da 

solução de lavagem levou a um menor volume final do pellet dos protoplastos isolados. 

(Fig. 12B) e a um maior rebentamento das células (Fig. 12C). 

Todo o procedimento subsequente foi efetuado de acordo com os resultados 

positivos acima descritos, e que permitiram definir o método ideal de isolamento e 

purificação de protoplastos a adotar. 
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Após o isolamento e purificação em banda interfásica obtida em gradiente de 

sacarose (Fig. 13A) os protoplastos apresentavam uma forma esférica com os 

cloroplastos uniformemente distribuídos. Foi possível determinar o rendimento e 

viabilidade dos protoplastos de tabaco (sistema controlo) e tamarilho obtidos a partir de 

1 grama de peso fresco de folhas jovens expandidas.  

A determinação do rendimento dos protoplastos de tabaco (Fig. 13B) e tamarilho 

(Fig.13C) foi realizada através da sua contagem em hemocitómetro.  

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

Figura 12 – Resultados obtidos a partir do primeiro método de purificação e lavagem com solução 

W5. (A) Banda interfásica difusa; (B) pellet de protoplastos obtido; (C) rebentamento de 

protoplastos. 
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Figura 13 – Banda interfásica obtida após a centrifugação de gradiente de densidade (A) 

Protoplastos de tabaco (B) e tamarilho (C) da banda interfásica obtidos a partir de explantes 

foliares. As barras correspondem a 100 μm. Legenda: bi – banda interfásica. 

 
 
 
 

Em termos de rendimento o tamarilho apresentou um valor superior (7,75 ± 6,74 

x 105 protoplastos/g PF) comparativamente com o tabaco (6,04 ± 5,86 x 105 

protoplastos/g PF). Contudo, segundo o teste paramétrico t de Student os valores não 

apresentaram diferenças significativas. 

Apesar de o tamarilho apresentar maior rendimento de protoplastos, quanto às 

percentagens de viabilidade o tabaco mostrou ter valores um pouco superiores. 

Os protoplastos de tamarilho apresentam uma viabilidade de 56,78 ± 19,97 % 

enquanto os do tabaco têm uma percentagem de viabilidade de 61,29 ± 13,13 %. 

 
 

 

bi 
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De acordo com o teste paramétrico t de Student os valores não apresentaram 

diferenças significativas. 

A determinação da viabilidade (Fig. 14) foi conseguida através do corante de 

exclusão Evans blue que permitiu distinguir protoplastos viáveis dos não viáveis. Os 

protoplastos não viáveis apresentavam uma coloração azul escura enquanto os viáveis 

não apresentavam coloração devida ao corante (Fig. 15). 

 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14 – (A) Rendimento médio dos protoplastos obtidos a partir de explantes foliares de 

tabaco e tamarilho. Os valores correspondem à média ± desvio padrão de 18 réplicas. (B) 

Viabilidade dos protoplastos de tabaco e tamarilho obtidos a partir de explantes foliares. Os 

valores correspondem à média ± desvio padrão 

. 
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Figura 15 - Protoplastos de tabaco (A) e tamarilho (B) obtidos a partir de explantes foliares 

corados com Evans blue. As barras correspondem a 100 μm. Legenda: v- viável; nv- não viável.  
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3.1.2. A partir de suspensões celulares de calli embriogénicos 
 

 

O método de isolamento e purificação usado mostrou ser bastante eficiente, uma 

vez que se traduziu num bom rendimento de protoplastos. A incubação enzimática 

durante 2 horas permitiu uma quase completa digestão dos tecidos, o que não 

aconteceu quando o período de incubação foi de 1 hora. 

O rendimento dos protoplastos obtidos a partir de suspensões celulares de calli 

de origem embriogénica foi também determinado através da sua contagem em 

hemocitómetro. 

Na figura 16 é possível observar o aspeto dos protoplastos isolados com o seu 

formato esférico característico mas são também visíveis algumas células com forma 

alongada que correspondem a células cuja parede celular não foi totalmente digerida. 

Os dados mostraram igualmente que a obtenção de protoplastos a partir de suspensões 

celulares de calli era acompanhada por uma maior quantidade de resíduos, 

comparativamente aos observados para os protoplastos foliares, resultantes das 

diferenças a nível dos processos de purificação utilizados. 
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Figura 16 – Protoplastos obtidos a partir de suspensões celulares de calli embriogénicos CE1 (A) 

e CE2 (B). As barras correspondem a 100 μm. Legenda: p- protoplasto, c- célula com parede 

celular não digerida.  

 

 

O rendimento do processo de isolamento e purificação (Fig. 17) foi sempre 

bastante superior para a linha de calo CE2, apesar de essa diferença não ser 

estatisticamente significativa de acordo com o teste t. A acentuada diferença de valores 

de rendimento de CE1 (5,64 ± 1,16 x 105  protoplastos/g PF) e CE2 (1,80 ± 0,94 x 106 

protoplastos/g PF), permitiu optar pela linha CE2 para as etapas subsequentes do 

trabalho. 
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Figura 17 - Rendimento dos protoplastos obtidos a partir suspensões celulares de calo 

embriogénico 1 (CE1) e calo embriogénico 2 (CE2). 9 ≥ n ≥ 3 

 

 

À semelhança do método de determinação da viabilidade utilizado para 

protoplastos isolados a partir de explantes foliares, também para os protoplastos obtidos 

a partir de suspensões celulares de calli embriogénicos recorreu-se ao corante Evans 

blue (Fig. 18). A percentagem de viabilidade de CE2 foi de 52,31 ± 9,67 %. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

pv 

ci 

Figura 18 - Protoplastos de CE2 corados com Evans blue. As barras correspondem a 100 μm. 

Legenda: pv- protoplasto viável, ci- célula com parede celular não digerida não viável. 
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3.2. Cultura de protoplastos 

 

3.2.1. Obtidos a partir de explantes foliares 

 
 

Após 7 dias de cultura (Fig. 19 A-H) as condições experimentais para as quais 

se observava uma maior evolução das culturas de protoplastos de tabaco foram B5 + 

0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP (Fig. 19.A), TB + 3 mg/l de NAA + 1 

mg/l de BAP (Fig. 19E) e PIM + 1 mg/l de 2,4-D (Fig. 19F). Em todos estes 3 meios de 

cultura foram observados sinais de síntese da parede celular e divisões celulares (Fig. 

19A,E,F – setas pretas). Os restantes meios afetaram negativamente as células 

observando-se sinais de variações do volume celular e rebentamento.  

Já para os protoplastos de tamarilho,ao fim de 7 dias de cultura (Fig. 20A-H), 

apenas no meio B5 + 0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP os protoplastos 

apresentaram avanços positivos, como a regeneração da parede celular e divisões 

celulares (Fig. 20A). Para os restantes meios de cultura a maior parte das celulas 

libertou o seu citoplasma para o meio (rebentamento), observando-se apenas células 

alteradas, com uma cor escura e sem evolução.  

Todo o procedimento subsequente foi efetuado tendo em conta apenas o meio 

B5 + 0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP, uma vez que foi o único meio 

de cultura que apresentou sinais de evolução tanto no tamarilho como no tabaco.   
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Figura 19 - Protoplastos de tabaco após 7 dias em diferentes meios de cultura. A (B5 + 0,1 

2,4-D + 1 NAA + 1 BAP); B (B5 + 3 NAA + 1 BAP); C (MS + 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP); D 

(MS + 3 NAA + 1 BAP); E (TB + 3 NAA + 1 BAP); F (PIM + 1 2,4-D); G (SA + 3 NAA + 1 BAP); 

H (WPM + 4 NAA + 2 BAP). Bar = 100 μm. 
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Figura 20 - Protoplastos de tamarilho após 7 dias em diferentes meios de cultura. A (B5 + 

0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP); B (B5 + 3 NAA + 1 BAP); C (MS + 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP); 

D (MS + 3 NAA + 1 BAP); E (TB + 3 NAA + 1 BAP); F (PIM + 1 2,4-D); G (SA + 3 NAA + 1 

BAP); H (WPM + 4 NAA + 2 BAP). Bar = 100 μm. 
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Dois a três dias após o isolamento, tanto nas culturas de tabaco como de 

tamarilho no meio de cultura B5 + 0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP 

já eram notórios os sinais de evolução das células. Os protoplastos mudaram de forma, 

aumentaram o volume e os cloroplastos, presentes em abundância após o isolamento, 

começaram a desaparecer. Começaram também a ser visíveis bandas citoplasmáticas 

claras de deposição de celulose, que indicavam o início da formação de parede celular 

(Fig. 21 A e B). 

O processo de ressíntese de celulose em protoplastos em cultura não foi 

síncrono, e estágios distintos puderam ser observados. Nas Figuras 20 A e B são 

visíveis alguns protoplastos que não apresentaram reação ao calcofluor white (Fig. 21 

A e B, setas vermelhas), indicando que as paredes celulares foram completamente 

degradadas e que a celulose não foi ressintetizada. No entanto nas mesmas figuras 

observaram-se também protoplastos com zonas marcadas, indicando pontos iniciais de 

reconstrução da parede celular (Fig. 21 A e B, setas brancas).  

 

 

Figura 21 – Protoplastos de tamarilho (A) e tabaco (B) após 2 dias de cultura em meio 

B5 + 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP. Bar= 100 μm. 
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Os protoplastos incorporados em droplets de agarose (meio semi-sólido) (Fig. 

22) apresentaram uma distribuição bastante aleatória, aparecendo muitas vezes 

isolados e dispersos nas primeiras semanas de cultura em meio B5 suplementado com 

0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP (Fig. 22A). Só foi observada a 

formação de alguns agregados celulares (microcolónias) após 30 dias (Fig. 22B). No 

entanto, estas divisões iniciais não tiveram continuidade uma vez que ao longo do tempo 

não se observaram sinais da sua evolução. Nos restantes meios de cultura as células 

apresentaram-se dispersas e tiveram comportamento semelhante em relação ao 

respetivo meio líquido, ou seja, apresentaram uma cor bastante escura e um formato 

irregular causado pelo rebentamento celular. O comportamento dos protoplastos 

cultivados em droplets foi muito semelhante em tamarilho e no tabaco.  

 

 

 

 

 

 

 

As figuras 23 e 24 mostram protoplastos marcados com calcofluor white após 7 

dias em meio B5 + 0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP, onde foi possível 

observar a distribuição uniforme da celulose sobre a superfície celular, o que indica a 

completa reconstrução da parede celular e, em alguns protoplastos era visível era visível 

a formação de uma nova parede celular resultante da citocinese, durante a divisão 

celular (Fig. 23 e 24, setas vermelhas). Esta evolução das células foi observada tanto 

em tabaco como em tamarilho, apesar de as divisões celulares aparecerem em maior 

número para as células de tabaco. 

  

Figura 22 – Protoplastos de tamarilho em droplets em meio B5 + 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP. 

(A) Após 15 dias de cultura. (B) Após 30 dias de cultura. Bar= 100 μm. 
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Figura 23 – Protoplastos de tabaco marcados com calcofluor white após 7 dias em meio B5 

+ 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP. As barras correspondem a 100 μ. 
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Na figura 20 A-E estão representadas imagens que demonstram a evolução dos 

protoplastos de tamarilho desde a fase final do isolamento (Fig. 20A) onde as células 

aparecem com os cloroplastos distribuídos até à agregação das células formando 

microcolónias após 15 dias de cultura (Fig. 20E).  Tendo passado pela reconstrução de 

parede celular, visível ao segundo dia de cultura em que os cloroplastos já se encontram 

concentrados sobre um lado das células (Fig. 20C), pelas divisões celulares observadas 

ao fim de sete dias de cultura (Fig. 20D). 

 

Figura 24 - Protoplastos de tamarilho marcados com calcofluor white após 7 dias em meio B5 + 

0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP. As barras correspondem a 100 μm. 
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Figura 25 – Evolução dos protoplastos de tamarilho em meio B5 + 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP.  

(A) Protoplastos isolados a partir de explantes foliares. (B) Protoplastos corados com Evans 

blue para determinação da viabilidade. (C) Protoplastos com parede celular após 2 dias em 

cultura. (D) Protoplastos em divisão celular após 7 dias em cultura. (E) Formação de 

microcolónias ao fim de 15 dias. Bar = 100 μm.  
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3.2.1. Obtidos a partir de suspensões celulares de calli embriogénicos 

 

Nos dois meios testados (B5 e MS suplementados com 0,1 mg/l de 2,4-D + 1 

mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP) foi observada uma evolução similar ao longo do tempo, 

ou seja, os protoplastos apresentaram comportamentos muito semelhantes em ambos 

os meios. 

A evolução dos protoplastos isolados a partir de suspensões celulares de CE2 

foi um pouco mais rápida comparativamente com os protoplastos isolados a partir de 

explantes foliares. Dois dias após a cultura em meio MS (Fig. 26A) e B5 com 0,1 mg/l 

de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP (Fig. 26B) para além de a maioria das células 

já ter completado o processo de ressíntese da parede celular foram também observadas 

as primeiras divisões celulares. 

 

 

 

 

 

Figura 26 -  Protoplastos obtidos a partir de suspensões celulares de CE2 marcados com 

calcofluor white após 2 dias em meio de cultura MS 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP (A) e B5 + 0,1 

2,4-D + 1 NAA + 1 BAP (B). As barras correspondem a 100 μm. 
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Ao fim de 7 dias através da colocação com calcofluor white, nos meios MS (Fig. 

27) e B5 (Fig. 28) suplementados com 0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de 

BAP grande parte das células estavam em divisão e tinham um aspeto viável, o que 

demonstra um comportamento positivo em relação aos meios de cultura testados. No 

entanto para além destas divisões as células ao longo do tempo não houve progressão 

para a formação de microcolónias.    

Quanto aos protoplastos colocados em meio de cultura semi-sólido MS e B5 com 

0,1 mg/l de 2,4-D + 1 mg/l de NAA + 1 mg/l de BAP gelificado com agarose não houve 

quaisquer desenvolvimentos, isto é, não foram detetados sinais de restruturação de 

parede celular nem aparecimento de células em divisão. As células apresentaram-se 

dispersas e sem sinais de evolução.  
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Figura 27 – Protoplastos obtidos a partir de suspensões celulares de CE2 marcados com 

calcofluor white após 7 dias em meio MS + 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP. As barras correspondem 

a 100 μm. 
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Figura 28 - Protoplastos obtidos a partir de suspensões celulares de CE2 marcados com 

calcofluor white após 7 dias em meio B5 + 0,1 2,4-D + 1 NAA + 1 BAP. As barras 

correspondem a 100 μm. 
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A regeneração de protoplastos envolve vários passos consecutivos e depende 

de múltiplos parâmetros incluindo o material vegetal utilizado, a sua proveniência, o tipo 

de cultura, o método de isolamento de protoplastos, a densidade de protoplastos, a 

composição do meio e as condições de cultura (Davey et al., 2005; Eeckhaut et al., 

2013). Assim sendo, o desenvolvimento de um protocolo sustentado para a regeneração 

de protoplastos bem sucedida requer a análise de várias condições para cada uma das 

etapas executadas (Chupeau et al., 1993). Para além disso, o isolamento de 

protoplastos é um processo indutor de stresse (Papadakis et al., 2001; Papadakis e 

Roubelakis-Angelakis, 2002), em que a acumulação de produtos residuais pode induzir 

a destruição das células (Barceló et al., 2019).  

A capacidade de isolar um elevado número de protoplastos saudáveis permite 

uma cultura bem sucedida e o desenvolvimento de um sistema de cultura eficiente 

(Rahmani et al. 2016). No entanto, o seu estabelecimento é influenciado por muitos 

fatores, como o genótipo, o estado fisiológico e condições de crescimento do tecido de 

origem do protoplasto, isolamento de protoplastos e composição do meio (Davey et al., 

2005; Eeckhaut et al., 2013).  O rendimento e a viabilidade podem também ser 

fortemente influenciados por outras variáveis como a osmolaridade das soluções 

enzimática e de cultura, o tipo e concentração das enzimas, a incubação enzimática 

(temperatura e duração), métodos de purificação, densidade de plaqueamento e 

suplemento dos meios de cultura (nomeadamente o tipo de auxinas e citocininas) 

(Kikuta et al., 1986; Pongchawee et al., 2006; Zhang et al., 2011; Tudses et al., 2015). 

 

 

4.1. Isolamento e purificação de protoplastos 

 

A densidade celular é um fator chave para a regeneração de protoplastos 

(Potrykus e Shillito, 1986; Bhojwani e Dantu, 2013) e a alta densidade celular facilita o 

contacto entre as células e estimula o crescimento de células adjacentes ao libertar 

fatores de crescimento, um fenómeno conhecido como condicionamento do meio 

(Morgan, 1999; Davey et al., 2005). 

Durante o isolamento dos tecidos dadores os protoplastos sofrem vários 

stresses, resultando em danos físicos e na modificação das propriedades fisiológicas 

das células, refletidas na redução da sua viabilidade (Kiełkowska e Adamus, 2018).  
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Neste contexto, a diminuição da viabilidade dos protoplastos pode ser resultado 

de diversos fatores como do dano nas membranas plasmáticas durante a digestão e 

purificação (Watanabe et al., 2002) e do stresse osmótico ou oxidativo durante o 

isolamento e estabelecimento da cultura (Tiburcio et al., 1986). Estas observações 

podem explicar a acentuada diferença do rendimento obtido em relação ao número de 

protoplastos viáveis determinado através do corante Evans blue nos ensaios realizados. 

Este corante permite obter uma coloração diferencial das células, ou seja, protoplastos 

viáveis não apresentam coloração enquanto as células mortas se apresentam coradas 

de azul (Ling et al., 2010).   

Diversos dados experimentais têm demonstrado que um aumento rápido e 

irreversível da permeabilidade das membranas plasmáticas resulta no rebentamento de 

protoplastos, expulsão de eletrólitos das células e, muitas vezes, morte celular (Nolte et 

al., 1990; Lung et al., 2012). 

Em alguns casos, os protoplastos inicialmente detetados como viáveis perdem 

a capacidade de regenerar as paredes celulares (regeneração perturbada incompleta) 

e de se dividirem (Kiełkowska e Adamus, 2018), podendo este facto explicar o 

desaparecimento de alguns aglomerados de células observados nos nossos ensaios 

durante a contagem. No entanto, Navratilova e colaboradores (2000) observaram que o 

dano induzido pela cultura poderia ser minimizado pela modificação dos tratamentos 

enzimáticos ou pela redução do tempo de exposição à solução enzimática. Estes são 

dois fatores cruciais para a obtenção de protoplastos viáveis quando se trabalha em 

diversos tecidos de espécies de plantas diferentes (Chamani et al., 2012).  

Hahne e colaboradores (1990) provaram que uma elevada densidade dos 

protoplastos é importante porque influencia o início da divisão celular (Davey et al., 

2000). Segundo Davey e colaboradores (2005) a densidade de plaqueamento dos 

protoplastos desempenha um papel importante tanto na divisão celular como na 

subsequente formação de colónias. Nos nossos ensaios a densidade de protoplastos 

foi relativamente elevada e as células evoluíram, por isso a densidade pode realmente 

ter sido um fator influenciador na evolução positiva dos protoplastos levando à divisão 

e formação de microcolónias.  

 A proporção de protoplastos depende, entre outras coisas, do tecido dador de 

protoplastos, o procedimento de isolamento e manutenção da cultura (Davey et al. 2005; 

Kiełkowska e Adamus, 2012). Nesses casos, são usados diferentes suplementos para 

promover a viabilidade celular e num estudo realizado por Kiełkowska e Adamus (2018) 

em B. olerácea, no qual foi testada a presença de PSK-α (phytosulfokine–α), os 
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resultados mostraram um efeito dose-dependente de PSK na viabilidade celular. A 

incorporação deste suplemento nas culturas de protoplastos de tamarilho poderá ser um 

fator a considerar para melhores resultados de viabilidade dos protoplastos em ensaios 

futuros. 

A concentração e o tipo de estabilizador osmótico necessário para um 

isolamento bem sucedido de protoplastos varia com as espécies de plantas e condições 

de crescimento (Tahami e Chamani, 2016). A osmolaridade deve ser considerada como 

o primeiro indicador para a obtenção de elevados rendimento e viabilidade de 

protoplastos, independentemente do tipo de estabilizador osmótico escolhido 

(Rezazadeh e Niedz, 2015). Um pré-tratamento por plasmólise dos explantes foliares é 

essencial, na medida em que leva à separação da parede do restante conteúdo celular, 

facilitando a sua digestão enzimática (Shiba e Mii, 2005). Dessa forma, uma pré-

plasmólise com o mesmo agente osmótico da solução enzimática é considerada 

benéfica na manutenção da viabilidade dos protoplastos e redução da fusão espontânea 

durante o tratamento enzimático (Davey et al., 2005), o que pode explicar a solução de 

0,45 M de manitol ter demonstrado melhores resultados que a solução W5 – 0,4 M 

sacarose utilizada como solução de pré-plasmólise no tamarilho, uma vez que também 

a solução enzimática continha o manitol como estabilizador osmótico.   

Outro fator importante para o sucesso da regeneração de protoplastos em 

plantas é o material de origem para isolamento de protoplastos (Bruznican, et al., 2017). 

As suspensões de células são muitas vezes uma fonte adequada para o isolamento de 

protoplastos com boa capacidade de regeneração. De facto, as suspensões celulares 

mostraram-se muito mais adequadas para a regeneração de protoplastos do que outros 

tecidos nos casos de Zea (Prioli e Sondahl 1989), Hordeum (Funatsuki et al. 1992), 

Oriza (Jain et al. 1995), Allium (Buiteveld et al. 1998) ou Musa (Assani et al. 2002). 

No trabalho realizado em tamarilho usou-se uma suspensão de células 

embriogénicas como fonte de protoplastos, da mesma forma que em outros estudos 

com outras espécies (Guo et al., 2007; Mehpara et al., 2012). Trabalhos anteriores com 

calo embriogénico e não embriogénico de tamarilho determinaram as condições de 

crescimento destas células em suspensão celular (Alves, 2012). Uma suspensão celular 

é considerada uma população de células isoladas, ou em pequenos aglomerados, 

constituindo uma forma mais conveniente para a extração em grande escala de 

metabolitos e para estudos a nível celular e molecular (Mustafa et al., 2011). Nestas 

condições, as células crescem em agitação, permitindo uma melhor oxigenação, o que 

evita a agregação celular (Chawla, 2010), e permite um melhor contacto com o meio, 

facilitando a absorção dos nutrientes (Canhoto, 2010).  
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As suspensões de células têm sido amplamente relatadas como sendo um 

material de boa fonte para o isolamento bem sucedido de protoplastos em vários dos 

géneros de plantas investigados (Masani et al., 2013). Neste contexto Bhojwani e 

Razdan (1996) demonstraram que para a obtenção de protoplastos não devem ser 

utilizadas culturas de células em suspensão que se encontrem numa fase estacionária 

de crescimento, uma vez que tendem a formar agregados celulares densos, cujas 

células de maiores dimensões possuem uma parede espessa de difícil digestão 

enzimática.  

Quanto à citologia dos protoplastos isolados, no presente estudo foram 

observadas diferenças no tamanho e estrutura interna das células, resultados que vão 

de encontro aos observados em outros estudos (Masuda, 1989). Estas diferenças 

podem ser atribuídas à estrutura complexa de agrupamentos de células em crescimento 

que incluem uma região meristemática e outras células do parênquima, tendo sido 

encontrados caracteristicamente em suspensões celulares embriogénicas (Jones, 1974; 

Vasil e Vasil, 1982). 

A fim de sustentar a estrutura e função dos protoplastos, estes são libertados 

das células através do tratamento com soluções enzimáticas de degradação da parede 

celular e estabilizadores osmóticos (Zhang et al., 2011). O uso de enzimas de 

degradação da parede celular tornou possível isolar protoplastos viáveis em grande 

número para fins experimentais (Duquenne et al., 2007). Neste trabalho, a incubação 

de protoplastos obtidos a partir de suspensões celulares de calli embriogénicos durante 

duas horas em solução enzimática foi considerada ótima para o isolamento de 

protoplastos viáveis. Como os protoplastos são frágeis e sensíveis à digestão 

enzimática, a incubação prolongada na solução da enzima leva à quebra e disfunção do 

protoplasto, embora o rendimento seja frequentemente alto (Tudses et al., 2014). 

 

4.2. Cultura de protoplastos 

 

Os reguladores de crescimento de plantas, como as auxinas e as citocininas, 

desempenham um papel central na divisão eficiente de protoplastos. Todavia, as 

concentrações e combinações destas hormonas precisam de ser otimizadas em cada 

etapa do desenvolvimento de protoplastos e para cada espécie e tipo celular (Davey et 

al., 2005).  
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No caso do tamarilho os resultados indicaram que entre os reguladores de 

crescimento testados a combinação de 1 mg/l de BAP e 1 mg/l de 2,4-D promoveu a 

divisão de protoplastos. Este resultado coincide com observações anteriores em que a 

presença simultânea de auxina e a citocinina em alta concentração eram relativamente 

eficazes para a divisão celular em protoplastos de petúnia (Oh e Kim, 1994) e em 

protoplastos de uma suspensão celular de Allium cepa (Karim e Adachi, 1997). Em 

estudos realizados com protoplastos isolados de rosa, a combinação de NAA e BAP 

mostrou ser mais eficiente para a regeneração de microcalos (Marchant et al., 1997).   

Jin Cui e colaboradores (2019), concluiram que uma menor concentração de 

NAA teve um efeito positivo na formação de calos em Kalanchoe blossfeldiana, o que 

comprova os resultados positivos deste trabalho observados em culturas de 

protoplastos com meio B5 suplementado com 1 mg/l de BAP, 0,1 mg/l de 2,4-D e 1mg/L 

de NAA, que levaram à formação de massas celulares visíveis em comparação com os 

meios suplementados com 3 mg/L NAA que não mostram qualquer evolução no seu 

comportamento.  

Quanto às concentrações utilizadas nos ensaios realizados neste trabalho, no 

meio de cultura inicial, uma quantidade igual de BAP e NAA na presença de uma baixa 

quantidade de 2,4-D foi favorável. Dietert et al. (1982) também registaram um melhor 

crescimento de calos na presença de uma baixa concentração de 2,4-D. No entanto, 

segundo Glimelius (1984) e Kohlenbach et al. (1982), uma quantidade elevada de 2,4-

D é essencial para a divisão celular e proliferação de calos. De acordo com os resultados 

obtidos para o tamarilho, esta última opinião não foi evidente, podendo estar 

possivelmente ligado ao nível endógeno de auxinas no material vegetal usado.  

Segundo estudos realizados por Arturo et al. (2016), a combinação BAP e 2,4-D 

levou a uma melhor proliferação celular em Rubus glaucus. No presente estudo, a esta 

combinação adicionámos também o NAA. Logo, apesar de termos obtido resultados 

favoráveis na presença destes dois reguladores não foi testado o comportamento das 

células apenas na presença destes dois, sem o NAA.  

Como resultado de diversos estudos, comprovou-se que diferentes 

concentrações de 2,4-D resultam em aspetos diferentes das células, ou seja, células 

expostas a altas concentrações de 2,4-D permanecem pequenas com citoplasma denso 

e podem-se transformar em aglomerados de células pro-embriogénicas, enquanto 

protoplastos cultivados em baixa concentração de auxina alongam-se e 

subsequentemente morrem ou formam colónias de células indiferenciadas (Domoki et 
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al., 2006). No nosso estudo, uma baixa concentração de 2,4-D permitiu a agregação 

das células formando microcolónias. 

De acordo com Bridgen (2018), a concentração do estabilizador osmótico deve 

ser gradualmente diminuída e os calli formados são geralmente transferidos para meios 

semi-sólidos ou sólidos. Este meio deve ser complementado com reguladores de 

crescimento, proporcionando um equilíbrio de auxina/citocinina, o que vai de encontro 

ao protocolo utilizado nos ensaios.  

Neste estudo, o aumento no volume celular, bem como a alteração da disposição 

dos cloroplastos precederam a divisão celular, como foi observado em protoplastos de 

Nicotiana tabacum (Nagata e Takebe, 1970). Para além deste rearranjo das células os 

cloroplastos também se tornaram menos distintos e eram difíceis de distinguir após 

várias divisões celulares. Um comportamento similar de cloroplastos foi relatado nas 

células de mesófilo ativamente divididas de Macleaya cultivadas in vitro (Kohlenbach, 

1966). George (2008) verificou que os cloroplastos nos protoplastos derivados do 

mesófilo foliar perdem a sua integridade e desaparecem à medida que a formação do 

microcallus prossegue. 

Os resultados da cultura de protoplastos em tamarilho mostraram que, após uma 

semana de cultura, praticamente todos os protoplastos sobreviventes sofreram divisão 

e alguns desenvolveram-se em pequenas colónias. No entanto, alguns dos protoplastos 

inicialmente vivos tinham colapsado sem sofrer divisão celular, resultados estes que vão 

de encontro aos obtidos em estudos de protoplastos de Nicotiana tabacum (Nagata, 

1971). 

Em muitos dos meios testados nos nossos ensaios as células não se 

conseguiram adaptar e não foram observadas evoluções. Trabalhos realizados por 

Arturo et al. (2016) em Rubus glaucus, mostraram que o ácido giberélico na 

concentração de 0,5 ppm permite uma adaptação celular no meio de cultura líquido. No 

nosso estudo a adição de ácido giberélico não foi testada, no entanto pelos resultados 

positivos obtidos noutras pesquisas poderá ser algo a otimizar em abordagens futuras, 

de forma a garantir a adaptação das células ao meio e as divisões celulares.  

Tanto as divisões mitóticas como a rapidez na síntese da parede celular nas 

fases iniciais da cultura são cruciais para o desenvolvimento bem sucedido de sistemas 

de recuperação de “protoplastos para plantas” (Davey et al., 2000). A divisão dos 

protoplastos foi bastante frequente em meio líquido, semelhante ao relatado em outros 

estudos (Tahami et al., 2014).  
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Neste estudo, foram testados dois meios base com uma combinação de 2,4-D, 

NAA e BAP, a partir da qual se obtiveram divisões celulares, no entanto o eficiente 

sistema de regeneração de plantas a partir de culturas embriogénicas de suspensão de 

Curcuma longa foi estabelecido pelo tratamento combinacional de TDZ (Thidiazuron) e 

BAP (Jie, 2019). 

Ali e colaboradores (2018) obtiveram protoplastos em divisão em meio MS 

líquido suplementado com NAA e BAP, o que coincide com os nossos resultados. Isto 

pode reforçar a forte influência destes dois reguladores de crescimento na divisão 

celular. Nesse estudo, após a divisão dos protoplastos, os agregados celulares foram 

transferidos para meio suplementado com 2,4-D, onde obtiveram a formação de 

microcolónias e calos (Ali et al., 2018), o que não vai de encontro aos resultados obtidos 

no nosso ensaio. No entanto não foi testado o meio apenas com 2,4-D mas sim a 

combinação dos três reguladores, o que pode justificar a ausência da formação de calos.    

O uso de agentes gelificantes para a cultura de protoplastos previne a agregação 

celular, estabiliza as membranas e reduz a difusão dos precursores da parede fora dos 

protoplastos (Shillito et al., 1983; Chen et al., 1988; Eeckhaut et al., 2013).   

Em vários estudos foi provado que o escurecimento das células ocorre com 

maior frequência em meios solidificados em agarose do que em meio líquido, o que 

coincide com os nossos resultados. Este escurecimento é provavelmente causado pela 

oxidação de compostos fenólicos, que são libertados de células vegetais cultivadas no 

meio (Saxena e Gill, 1986). Esta oxidação provoca danos severos às células levando à 

interrupção do seu crescimento e inibição da divisão de outros protoplastos saudáveis 

que se encontram nas proximidades. No entanto, em meio líquido, a acumulação desses 

compostos tóxicos pode ser diluída (Duquenne et al., 2007), mostrando assim menos 

escurecimento (Tahami et al., 2014). Esta explicação pode justificar a evolução positiva 

dos protoplastos cultivados em meio líquido e o insucesso das culturas de protoplastos 

em droplets. 
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A obtenção de protoplastos tem vindo a dar um contributo assinalável para a 

cultura de células vegetais e como tal pode ser considerada como uma ferramenta 

importante para o melhoramento do tamarilho, na medida em que constituem um passo 

prévio a várias técnicas de manipulação genética, nomeadamente hibridação somática 

(por fusão de protoplastos) e transformação genética. 

A realização deste trabalho permitiu otimizar um protocolo para o isolamento e 

purificação de protoplastos de tamarilho a partir de diferentes explantes. Através da 

comparação entre todos os tratamentos aplicados aos explantes foliares, definiu-se 

como tratamento mais eficiente o que envolveu: i) solução pré-plasmólise de 0,45 M de 

manitol; ii) incubação em solução pré-plasmólise 20 min a 27 ºC e 30 rpm, no escuro; 

iii) isolamento de protoplastos em solução enzimática constituída por celulase a 2 % 

(w/v) e macerozima a 0,5 % (p/v), em solução tampão que contém 0,45 M manitol, 20 

mM MES – KOH, 20 mM KCl, 0,1 % (p/v) BSA e 10 Mm CaCl2 (a pH 5,7); iv) 

centrifugação por gradiente de densidade a 145 g durante 10 minutos, com obtenção de 

protoplastos em banda interfásica acima de uma camada de 0,5 M de sacarose. Este 

procedimento permitiu obter rendimentos de 7,75 ± 6,74 x 105 protoplastos/g PF.  

Para protoplastos isolados e purificados a partir de suspensões celulares de calli 

embriogénicos definiu-se igualmente o procedimento mais eficiente tendo em conta os 

rendimentos mais elevados obtidos (6,692 ± 4,2110 x 105 protoplastos / g PF) e 

envolveu: i) digestão enzimática em solução enzimática constituída por celulase a 1 % 

(p/v), driselase a 0,4 % (p/v) e pectinase a 0,04 % (p/v), em solução tampão (a pH 5,7); 

ii) incubação enzimática de 2 horas a 27 ºC e 30 rpm, no escuro e iii) purificação dos 

protoplastos por centrifugação a 100 g durante 10 minutos, seguida de outra 

centrifugação a 100 g, 5 minutos, com obtenção dos protoplastos em pellet.   

O meio de cultura líquido mostrou ser mais eficiente do que o meio semi-sólido 

(agarose), tanto em protoplastos isolados a partir de explantes foliares como obtidos a 

partir de suspensões celulares de calli embriogénicos. Em protoplastos obtidos a partir 

de explantes foliares de tamarilho o meio B5 líquido que incluiu a combinação de 1 mg/l 

de NAA, 1 mg/l de BAP e 0,1 mg/l de 2,4-D foi o que proporcionou uma maior evolução 

das células e estimulou a regeneração da parede celular, a divisão celular, formação de 

microcolónias e o aparecimento de massas celulares visíveis ao fim de 1 mês de cultura. 
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Apesar dos resultados obtidos terem sido bastante positivos neste estudo não 

foi ainda possível estabelecer um protocolo eficiente de cultura de protoplastos com 

vista à regeneração de plantas de tamarilho, uma vez que as condições necessárias 

para a cultura dos protoplastos isolados carecem ainda de investigação futura. No 

entanto, conseguimos a concretização de 3 dos objetivos definidos: i) o isolamento e 

purificação de protoplastos viáveis; ii) a indução da regeneração da parede celular e iii) 

a estimulação da divisão celular.    

 Em trabalhos futuros seria importante testar novos meios de cultura com 

diferentes reguladores de crescimento e concentrações testados em outros estudos 

como é o caso do ácido giberélico e o TDZ. 

Do ponto de vista do melhoramento de S. betaceum, a obtenção de protoplastos 

provenientes de plantas de diferentes genótipos pode ter um grande potencial 

biotecnológico pela sua aplicação na obtenção mais eficaz de híbridos intraespecíficos 

que reúnam características de genótipos de interesse bem como na importante 

aplicação em análises moleculares e na regeneração de transformantes.  
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