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RESUMO 

BARBOSA, ACL. Avaliação da combinação de injeções locais de células-

tronco mesenquimais da medula óssea e do tecido adiposo na 

regeneração de defeitos ósseos de calvária de ratos. 2021. 55f.  

Dissertação (Mestrado). Ribeirão Preto. Faculdade de Odontologia de Ribeirão 

Preto, Universidade de São Paulo, 2021.  

 

A terapia celular é uma estratégia do arsenal disponível na Medicina 

Regenerativa para o tratamento de defeitos ósseos baseado no uso de células. 

Dentre as células que podem ser utilizadas, as células-tronco mesenquimais 

(CTMs) são as mais estudadas devido à sua capacidade de renovação, efeitos 

parácrinos, imunomodulatórios e imunossupressores e diferenciação em 

osteoblastos. As fontes mais comuns de CTMs são a medula óssea (CTMs-

MO) e o tecido adiposo (CTMs-TA) porque ambas induzem a formação de 

tecido ósseo. No entanto, como as CTMs-MO apresentam maior 

comprometimento com a diferenciação osteogênica enquanto as CTMs-TA 

parecem ser mais angiogênicas e ambos processos são fundamentais para 

regeneração óssea, nossa hipótese é que a terapia celular baseada na 

combinação de CTMs-MO e CTMs-TA induz maior formação óssea. Para 

tanto, as CTMs foram obtidas de medula óssea e de tecido adiposo, 

expandidas in vitro e caracterizadas por citometria de fluxo. Foram criados 

defeitos de 5mm de diâmetro em calvária de ratos e após 2 semanas foram 

injetadas localmente as combinações de 50% CTMs-MO/50% CTMs-TA, 25% 

CTMs-MO/75% CTMs-TA, 75% CTMs-MO/25% CTMs-TA, 100% CTMs-MO, 
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100% CTMs-TA e como controle negativo PBS sem células. Ao final de 8 

semanas do tratamento, o tecido ósseo formado foi avaliado por 

microtomografia computadorizada e análise histológica. Os dados foram 

comparados por ANOVA, seguido dos pós teste Tukey, quando apropriado, 

considerando o nível de significância de 5%. A análise dos marcadores de 

superfície confirmou que ambas as células apresentavam perfil de expressão 

característico de CTMs. A combinação de 75%CTMs-MO/25%CTMs-TA, foi a 

mais efetiva em aumentar a formação óssea como comprovado por seis dos 

sete parâmetros microtomográficos com aumento do volume ósseo, volume 

ósseo/volume total, superfície óssea, número de trabéculas e densidade 

mineral óssea e redução na separação trabecular. Esse efeito foi confirmado 

pela análise histológica que revelou defeitos ósseos quase completamente 

reparados quando tratados com 75%CTMs-MO/25%CTMs-TA, mesmo não se 

observando diferenças histológicas no tecido ósseo formado em comparação 

com os outros tratamentos. Este efeito sinérgico entre CTMs-MO e CTMs-TA 

representa avanço na utilização de CTMs para a regeneração do tecido ósseo 

e abre futuras linhas de investigação em direção ao uso clínico da terapia 

celular. 

 

 

 

 

Palavras-chave: células-tronco mesenquimais, medula óssea, tecido adiposo, 

regeneração óssea, terapia celular, tecido ósseo.  
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ABSTRACT 

BARBOSA, ACL. Evaluation of the combination of local injections of bone 

marrow and adipose tissue mesenchymal stem cells in the regeneration 

of bone defects in rat calvaria. 2021. 55p.Thesis (Master’s Degree). Ribeirão 

Preto. School of Dentistry of Ribeirão Preto, University of São Paulo, 2021. 

 

Cell therapy is a strategy in regenerative medicine for the treatment of bone 

defects based on the use of cells. Among cells, mesenchymal stem cells 

(MSCs) have been widely studied due to their ability of self-renewal, potential 

of osteoblastic differentiation, and immunoregulatory properties. MSCs derived 

from bone marrow (BM-MSCs) or adipose tissue (AT-MSCs) are more often 

used because both may induce bone formation. However, BM-MSCs are more 

committed to the osteogenic differentiation process while AT-MSCs are more 

committed to the angiogenic differentiation process. As both processes are 

essential for bone regeneration, we hypothesize that cell therapy based on the 

combination of BM-MSCs and AT-MSCs can induce greater bone formation. 

For that, MSCs were obtained from bone marrow or adipose tissue of rats, 

cultured in vitro, and characterized by flow cytometry. Defects with 5-mm of 

diameter were created in rat calvaria and after 2 weeks, the combination of 50% 

BM-MSCs/50% AT-MSCs, 25% BM-MSCs/75% AT-MSCs, 75% BM-

MSCs/25% AT-MSCs, 100% BM-MSCs, 100% AT-MSCs were locally injected.  

PBS without cells was used as the control group. At 8 weeks after the 

treatments, the bone tissue formed was evaluated by microtomography and 

histological analysis. The data were compared by ANOVA, followed by the 

Tukey post-test when appropriate (p  0.05). The results of flow cytometry 

confirmed that both BM-MSCs and AT-MSCs displayed the MSCs profile. The 

combination of  75% BM-MSCs/25% AT-MSCs was the most effective to 

increase bone formation as six out seven microtomographic parameters, bone 

volume, bone volume / total volume, bone surface, trabecular number, and 
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bone mineral density were increased, and trabecular separation was 

decreased. This effect was confirmed by histological analysis, in which bone 

defects were almost completely repaired when treated with 75% BM-

MSCs/25% AT-MSCs, even though no histological differences were observed 

in the bone tissue formed compared to the other treatments. This synergistic 

effect of BM-MSCs and AT-MSCs represents an advance in the use of MSCs 

for bone tissue regeneration, opening new therapeutic possibilities for the 

treatment of bone defects. 

 

 

 

 

Keywords: mesenchymal stem cells, bone marrow, adipose tissue, bone 

regeneration, cell therapy, bone tissue. 
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1 INTRODUÇÃO 

O tecido ósseo tem capacidade de reparação após uma lesão traumática, 

onde células osteoprogenitoras atuam em conjunto com citocinas, fatores de 

crescimento e células sanguíneas especializadas circundantes para promover a 

regeneração do defeito (GRAYSON et al., 2015; KURODA et al., 2014; 

RAGGATT et al., 2014). No entanto, vários fatores podem prejudicar o reparo 

completo desse tecido, como aqueles associados à biologia (por exemplo, a 

vascularização deficiente), ao hospedeiro (por exemplo, doença vascular) e ao 

tratamento proposto (por exemplo, estabilização indevida) (KILLINGTON et al., 

2018). 

Com o intuito de se obter a completa regeneração de defeitos ósseos, 

alguns tipos de enxertos são utilizados, dentre eles, os enxertos autógenos; para 

os quais o osso é colhido do próprio paciente, os aloenxertos; que são advindos 

de indivíduos da mesma espécie e os xenoenxertos; advindos de espécies 

diferentes (DAMIEN e PARSONS, 1991). Dentre essas opções, o enxerto 

autógeno é considerado o “padrão-ouro”, pois combina propriedades 

osteogênicas, osteoindutoras e ostocondutoras (LUTZ et al., 2008; MYEROFF e 

ARCHDEACON, 2011; NKENKE e NEUKAM, 2014; PARK et al., 2007). No 

entanto, seu uso em grandes defeitos é limitado devido à baixa quantidade de 

tecido disponível e a morbidade na área doadora (SHIBUYA e JUPITER, 2015). 

Alternativamente, a medicina regenerativa tem avançado em pesquisas 

relacionadas ao campo da engenharia de tecidos e terapia celular. Em 
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engenharia de tecidos, combinam-se células, fatores de crescimento, citocinas 

e carreadores bioativos (scaffolds e/ou hidrogéis), buscando o aprimoramento 

das funções biológicas para regeneração do osso danificado (MARUYAMA et 

al., 2016; ROSA et al., 2008; TEVLIN et al., 2016). Nosso grupo de pesquisa tem 

trabalhado com diversos tipos de biomateriais, dentre eles carreadores naturais 

(esponja de gelatina), vítreos (Bio-sca) ou compósitos (PLGA/CaP) e a interação 

desses com células tronco mesenquimais (CTMs) e osteoblastos, atuando no 

reparo de defeitos em calvária de ratos (BELOTI et al., 2012; FERRAZ et al., 

2017; SANTOS et al., 2015; SICCHIERI et al., 2012). Os resultados mostraram 

que, independente do estado de diferenciação das CTMs, indiferenciadas ou 

diferenciadas em osteoblastos, essas células apresentam maior capacidade de 

formação óssea quando comparadas aos biomateriais isolados. Apesar de 

observamos formação óssea, não foi obtida a regeneração completa dos 

defeitos, possivelmente pela rápida degradação desses carreadores, de forma 

não previsível (como a esponja de gelatina) ou pela atração de células 

multinucleadas (como o PLGA/CaP) (BELOTI et al., 2012; SANTOS et al., 2015). 

Dessa maneira, o tratamento utilizando apenas injeção de células, buscando o 

reparo completo de defeitos ósseos, torna-se uma alternativa promissora. 

No campo da terapia celular, utilizam-se células autólogas ou alógenas com 

objetivo terapêutico de reparo, reconstrução ou suplementação de células 

danificadas (CHEN et al., 2017).  Dentre os tipos celulares empregados nessa 

terapia, as CTMs são as mais utilizadas porque elas podem migrar para sítios de 

lesão, e quando já alojadas, são capazes de recrutar células que contribuem 
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para a reparação dos tecidos, estimulam  a atividade angiogênica e têm efeito 

anti-apoptótico (SHYAM et al., 2017). Também podem ser utilizadas de forma 

alógena exercendo efeitos imunomodulatórios e imunossupressores (AMABLE 

et al., 2014; CHO et al., 2017; IKEGAME et al., 2011; TANG et al., 2004). Esse 

efeito não imunogênico e imunossupressor das CTMs, se deve à baixa 

expressão dos complexos de histocompatibilidade (MHC) de classe I e do MHC 

de classe II (JACOBS et al., 2013; SALAMI et al., 2018), além de inibirem a 

atividade e proliferação das células natural killer, linfócitos B, linfócitos T e a 

maturação de células dendríticas (BRUNO et al., 2015; SALAMI et al., 2018). 

A despeito das várias tentativas de padronizar critérios para caracterizar 

CTMs não existe consenso na literatura, em parte porque CTMs engloba vários 

tipos celulares que não são uniformes e suas propriedades são influenciadas por 

características espécie específica, origem tecidual, método de obtenção, 

composição do meio de cultura e outros fatores. A International Society for 

Cellular Therapy definiu alguns critérios mínimos que, embora preconizados para 

células humanas, são amplamente aceitos, que são adesão ao poliestireno, 

expressão de antígenos de superfície, tais como CD73, CD90 e CD105,  

ausência de outros antígenos de superfície, como CD31, CD34, CD44 e CD45 e 

capacidade de diferenciação em várias linhagens celulares, tais como 

osteoblastos, adipócitos e condrócitos (DOMINICI et al., 2006). Nosso grupo de 

pesquisa tem utilizado CTMs obtidas de ratos e caracterizadas utilizando esses 

critérios (FREITAS et al., 2017; FREITAS, 2019; FREITAS et al., 2019a). 
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As primeiras CTMs que foram identificadas são aquelas presentes na 

medula óssea (CTMs-MO), que são também as mais frequentemente utilizadas 

em terapias regenerativas. No entanto, baixas concentrações de CTMs estão 

disponíveis na medula óssea e sua coleta requer técnicas invasivas (REN et al., 

2012). Nesse sentido, o tecido adiposo é considerado uma fonte abundante de 

CTMs (CTMs-TA), uma vez que apresentam elevado número de células, fácil 

remoção através de procedimento cirúrgico simples, como a lipoaspiração, 

apresentando risco moderado e menor desconforto para o paciente (BIANCO et 

al., 2001; SCHÄFFLER e BÜCHLER, 2007; VIEIRA et al., 2010). 

Apesar das várias características comuns entre as CTMs-MO e CTMs-TA, 

alguns autores apontam diferenças entre essas fontes, sendo as CTMs-TA as 

de maior taxa proliferativa, menor índice de senescência (por serem 

geneticamente mais estáveis), permitindo assim, seu cultivo e manutenção em 

cultura por períodos mais longos. (CIUFFI et al., 2017; HARASYMIAK-

KRZYŻANOWSKA et al., 2013; MIZUNO et al., 2012; STRIOGA et al., 2012). 

Tanto as CTMs-MO quanto as CTMs-TA se diferenciam em osteoblastos e 

adipócitos (ABUNA et al., 2016; KERN et al., 2006; PENG et al., 2008; 

REBELATTO et al., 2008). No entanto, alguns autores relatam que em culturas 

derivadas de medula óssea a  diferenciação osteoblástica é favorecida enquanto 

naquelas de tecido adiposo há favorecimento da diferenciação adipocítica 

(ABUNA et al., 2016; PENG et al., 2008). Quando submetidas ao mesmo meio 

osteogênico, as CTMs-MO apresentam expressão de mRNA, marcadores de 
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proteínas ósseas e maior formação de matriz mineralizada do que as CTMs-TA 

(ABUNA et al., 2016). 

Buscando caracterizar as CTMs-MO e CTMs-TA, nosso grupo de pesquisa 

avaliou a expressão gênica em larga escala destas CTMs cultivadas sob as 

mesmas condições em termos de composição do meio de cultura, frequência de 

troca de meio, na temperatura de 37º C e sob atmosfera com 5% CO2 e 95% de 

ar atmosférico. Confirmando nossos resultados anteriores (ABUNA et al., 2016), 

observou-se que as CTMs-TA apresentavam maior expressão de genes 

relacionados à diferenciação adipogênica, mas surpreendentemente também 

perfil mais angiogênico, enquanto as CTMs-MO demostraram perfil mais 

osteogênico (FIDELES et al., 2018), sendo esses resultados corroborados por 

outros trabalhos da literatura (AMABLE et al., 2014; CHO et al., 2017). Nas 

terapias de neovascularização, as CTMs-TA apresentaram melhores resultados 

consonante ao seu perfil mais pró-angiogênico comparadas às CTM-MO 

(AMABLE et al., 2014; CHO et al., 2017; IKEGAME et al., 2011; TANG et al., 

2004). De modo geral, tanto as CTMs quanto os osteoblastos diferenciados a 

partir de CTMs-MO e CTMs-TA, apresentam maior expressão de genes 

relacionados com as etapas iniciais do processo da reparação tecidual (AMABLE 

et al., 2014; FIDELES et al., 2018; PERONI et al., 2008; WAGNER et al., 2005). 

Diferentes metodologias têm sido utilizadas para o uso de CTMs no 

tratamento de defeitos ósseos, como as injeções sistêmicas (intravascular) ou 

locais (HERNIGOU et al., 2005; HORWITZ et al., 2001, 1999; LE BLANC, 2005; 
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ORYAN et al., 2017). A injeção intravascular de CTMs têm sido utilizada em 

estudos clínicos apresentando resultados promissores (HORWITZ et al., 2001; 

LE BLANC et al., 2005). Apesar dessa via de administração propiciar um 

aumento da formação óssea, ela apresenta efeitos negativos, como o 

aprisionamento dessas células nos pulmões e formação de microembolias 

vasculares (CASTELO-BRANCO et al., 2012; HORWITZ et al., 1999). Quando 

se utiliza a técnica de injeções locais, maior quantidade de CTMs permanece na 

região do defeito ósseo, apresentando maior potencial osteogênico e 

imunomodulatório. Rayanaud e Rafii (2013) observaram que injeções dessas 

células por via sistêmica são mais aconselháveis para o tratamento de fraturas 

múltiplas e profundas, enquanto que a injeção local de CTMs é mais adequada 

para defeitos ósseos únicos e superficiais.  

Nos últimos anos, nosso grupo de pesquisa tem trabalhado com os 

princípios da terapia celular através de injeções locais na tentativa de reparar 

defeitos ósseos. Souza et al. (2018) e (2020) avaliaram o efeito da terapia celular 

com osteoblastos alogênicos injetados localmente no reparo de defeitos ósseos; 

os resultados demonstraram que injeção única de osteoblastos é capaz de 

induzir maior formação óssea. A terapia celular com CTMs-MO, CTMs-TA e 

osteoblastos derivados da medula óssea e do tecido adiposo foi efetiva, uma vez 

que essas células permaneceram no local da injeção e foi observada maior 

formação óssea nesses defeitos comparados àqueles que receberam somente 

PBS (FREITAS et al., 2017; FREITAS et al., 2019a; FREITAS et al., 2019b). No 

entanto, não foi observado nesses estudos  o reparo total dos defeitos ósseos 
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(FREITAS et al., 2017; FREITAS et al., 2019a; FREITAS et al., 2019b; SOUZA 

et al., 2018, SOUZA et al., 2020), indicando a necessidade de se avaliar outras 

possibilidades de tratamento.  

É interessante observar que tanto CTMs-MO quanto CTMs-TA, mesmo 

sendo relativamente distintas em termos de perfil de expressão gênica e 

potencial de diferenciação, induziram formação óssea bastante similares em 

relação aos parâmetros morfométricos, mas o tecido ósseo formado apresentou 

assinatura molecular distinta (FREITAS et al., 2019a). Portanto, mesmo 

resultando na mesma formação óssea em termos quantitativos, é possível que 

CTMs-MO e CTMs-TA utilizem mecanismos, ao menos parcialmente, distintos 

que poderiam ser sinérgicos e aditivos. Neste sentido, existem evidências de que 

a combinação de diferentes tipos celulares contribuiria para o reparo de defeitos 

ósseos (GOODMAN e LIN, 2020). No entanto, a utilização de duas injeções 

distintas de CTMs-MO e CTMs-TA ou vice-versa, com a primeira injeção 

realizada duas semanas e a segunda injeção realizada 6 semanas após a 

criação dos defeitos, não resultou em aumento na formação de tecido ósseo 

(TÓTOLI, 2020) .Portanto, a hipótese desse trabalho é que o uso combinado de 

CTMs-MO e CTMs-TA injetadas em defeitos ósseos em uma única 

administração pode favorecer o reparo do tecido ósseo. 
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2 OBJETIVO 

O objetivo desse estudo foi avaliar o efeito da injeção local contendo a 

combinação de CTMs-MO e CTMs-TA na regeneração de defeitos ósseos 

criados em calvária de ratos. 

 

 

3 MATERIAIS E MÉTODOS 

Este trabalho foi submetido e aprovado pela Comissão de Ética no Uso de 

Animais da Faculdade de Odontologia de Ribeirão Preto-USP, sob número de 

protocolo 2019.1.577.58.8, que consta no anexo A.   

 

3.1 Experimentos in vitro  

Os experimentos in vitro foram realizados como descrito anteriormente por 

Freitas et al.(2020). 

 

3.1.1 Obtenção e cultura de CTMs-MO 

Vinte e cinco ratos machos da linhagem Sprague-Dawley, provenientes do 

Biotério Central do Campus Ribeirão Preto/USP, pesando entre 150 e 200g 

foram eutanásiados com dose excessiva de isoflurano 2% (Cristal Pharma, 

Brasil) de uso inalatório. As células foram obtidas como descrito previamente 
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(FREITAS et al., 2020). Brevemente, após remoção cirúrgica, os fêmures foram 

levados ao fluxo laminar em solução de meio essencial mínimo modificação alfa 

(α-MEM) (Gibco-Life Technologies, EUA) contendo 0,5 mg/ml de gentamicina 

(Gibco-Life Technologies) e 0,72 mg/ml de anfotericina b (Gibco-Life 

Technologies). Após antissepsia, remoção dos tecidos moles remanescentes e 

das epífises, a medula óssea foi coletada por irrigação com meio de crescimento 

[α-MEM suplementado com 10% de soro fetal bovino (Gibco-Life Technologies), 

50 µg/mL de penicilina/estreptomicina (Gibco-Life Technologies) e 500 µg/mL de 

anfotericina B (Gibco-Life Technologies)]. Essas células foram cultivadas nesse 

meio em garrafas de cultura de 175 cm² (Corning Incorporated, EUA) por 10 dias 

para permitir a expansão e seleção das CTMs-MO por aderência ao poliestireno. 

As culturas foram mantidas a 37ºC em atmosfera umidificada contendo 5% de 

CO2 e 95% de ar atmosférico. As trocas do meio de cultura foram realizadas a 

cada 48 h. 

 

3.1.2 Obtenção e cultura de CTMs-TA 

Para obtenção das CTMs-TA foi utilizado o tecido adiposo da região 

inguinal dos mesmos ratos utilizados para obtenção de medula óssea, de acordo 

com método descrito previamente (FREITAS et al., 2020). No fluxo laminar, após 

lavagem com tampão fosfato-salino (PBS- Invitrogen), o tecido adiposo foi 

fragmentado para ser enzimaticamente digerido em solução de colagenase II 

0,075% (Gibco-Life Technologies) com agitação constante por 40 minutos em 
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banho maria a 37°C. Em seguida, a ação enzimática da colagenase foi 

neutralizada pela adição de meio de crescimento e esta solução centrifugada a 

600g por 5 minutos, após o que o sobrenadante foi descartado. O precipitado do 

fundo do tubo foi ressuspendido em meio de crescimento e as células, cultivadas 

nesse meio em garradas de cultura de 175 cm² (Corning Incorporated, EUA) por 

10 dias, o que permitiu a seleção e expansão das CTMs-TA.  

 

3.1.3 Caracterização das CTMs-MO e CTMs-TA por citometria de fluxo 

Após 10 dias de cultivo, CTMs-MO e CTMs-TA foram descoladas com uso 

da solução de tripsina/EDTA (95% de tripsina [Gibco-Life Technologies] e 5% de 

EDTA [Gibco-Life Technologies]). Após centrifugações, as células foram 

ressuspendidas e sua concentração ajustada para 5x105 células por tubo para 

serem incubadas, em separado, com os seguintes anticorpos primários: anti-

CD29, -CD31, -CD34, -CD44, -CD45, -CD90 e -CD106 (B&D Biosystems, EUA). 

Para as incubações, as células foram mantidas ao abrigo da luz por 30 minutos, 

após os quais, elas foram homogeneizadas em 2 mL de PBS (Invitrogen-Life 

Technologies) /Tween-20 (Sigma-Aldrich, EUA) e centrifugadas a 600 g por 5 

minutos. Após descartar o sobrenadante, as células foram lavadas com PBS 

(Invitrogen-Life Technologies) e adicionados 500 µL de solução de formaldeído 

(Merck, Alemanha) diluído a 1% em PBS (Invitrogen-Life Technologies). As 

células foram estocadas ao abrigo da luz a 8°C até a análise no citômetro de 

fluxo FACSCanto™ (B&D Biosystems). 
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3.2 Experimentos in vivo 

 Todos os experimentos in vivo foram realizados como descrito 

anteriormente (FREITAS et al., 2017; FREITAS et al., 2019a; FREITAS et al., 

2019b; SOUZA et al., 2018; SOUZA et al., 2020). 

 

3.2.1 Procedimento cirúrgico para a criação do defeito em calvária de ratos 

Ratos machos da linhagem Sprague-Dawley pesando aproximadamente 

150 a 200g, provenientes do Biotério Central do Campus Ribeirão Preto/USP, 

foram utilizados para a criação dos defeitos em calvária. os animais foram 

anestesiados com solução de anestésico geral contendo cetamina (Agener 

União, Brasil) na dosagem de 75 mg/kg de peso corporal e xilazina na dosagem 

de 6 mg/kg de peso corporal (Hertape Calier Saúde Animal S/A, Brasil) por via 

intramuscular. Para controle da dor foi realizada injeção subcutânea de flunixina 

meglumina (2,5 mg/kg) (Banamine, Schering-Plough, Brasil).  

As calvárias foram submetidas à tricotomia e antissepsia com solução de 

povidina-iodo alcoólica. Em seguida, a pele e o tecido subcutâneo foram 

incisados seguindo a sutura sagital para permitir o acesso cirúrgico aos ossos 

parietais. Após destacar o periósteo, foi criado no lado esquerdo um defeito 

ósseo com 5 mm de diâmetro utilizando uma broca trefina (Neodent, Brasil) com 

irrigação abundante com soro fisiológico para prevenir danos ao tecido ósseo 
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remanescente. Ao final do procedimento, a pele foi reposicionada e a ferida 

cirúrgica fechada por sutura com fio de seda 4.0 (Ethicon Ltda, Brasil). Para 

permitir a localização dos defeitos nos períodos pós-operatórios e realizar-se as 

injeções de células, seus limites determinados por palpação e delimitados na 

pele com marcadores permanentes (Sharpie, Sharpieville, EUA). Para controle 

da dor pós-operatória, os animais receberam dose única de flunixina meglumina 

(2,5 mg/kg) (Banamine, Schering-Plough), e para prevenir infecções, solução de 

antibióticos contendo benzilpenicilina e estreptomicina (Pentabiótico, Fort 

Dodge, Brasil). Durante todo o experimento, os animais foram alocados em 

caixas (3 ratos/caixa) com livre acesso a ração e água. 

 

3.2.2 Tratamento dos defeitos ósseos 

Duas semanas após a criação dos defeitos, os animais foram divididos 

aletoriamente em 6 grupos (G1-G6) experimentais contendo 13 animais cada, 

que receberam injeções locais nos defeitos de calvária como mostrado na Tabela 

1. 
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Tabela 1. Grupos de tratamento com injeções locais de células, CTMs-MO, CTMs-TA, 
em defeitos de calvária de ratos. Os defeitos receberam injeção de 5x106 células/ 50 µL 
de PBS. 

 

Todas as injeções foram realizadas com agulha 21G, que possibilita a 

passagem das CTMs sem alterar sua viabilidade (FREITAS et al., 2019a), 

inserida subperiostealmente tangenciando a calota craniana com o bisel voltado 

para posição ventral e com a extremidade da agulha próxima ao centro do 

defeito. 

A eutanásia desses animais foi realizada 10 semanas após a criação dos 

defeitos ósseos (8 semanas após as injeções), com dose excessiva de tiopental 

sódico 1% (Thiopentax, Cristália, Brasil) na dosagem de 100-120 mg/Kg 

associado à lidocaína 2% (Lidovet, Bravet, Brasil) na dosagem de 1 mg/Kg, via 

intramuscular. Após a eutanásia, os animais foram decapitados usando uma 

guilhotina, e as cabeças foram fixadas em solução de formalina tamponada a 

10% (pH=7) por 48h. Em seguida, as peças foram reduzidas para blocos 

GRUPOS TRATAMENTO 

G1 PBS 

G2 50% CTMs-MO/50% CTMs-TA 

G3 25% CTMs-MO/75% CTMs-TA 

G4 75% CTMs-MO/25% CTMs-TA 

G5 100% CTMs-MO 

G6 100% CTMs-TA 
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compreendendo a área do defeito cirúrgico original e dos tecidos circunjacentes 

para as análises microtomográfica e histológica.  

 

3.3 Análises microtomográfica e histológica 

3.3.1 Análise Microtomográfica (µCT)) 

As calvárias fixadas foram transferidas para uma solução de etanol 70% 

por 3 dias. A análise microtomográfica foi realizada no microtomógrafo SkyScan 

1172 (SkyScan, Bélgica) operando com fonte de raios-X de 100 kV detectados 

por uma câmera de 11-megapixel com resolução de até 1 µm. 

Inicialmente, foi delimitado o volume de interesse para incluir as bordas e 

os limites do defeito ósseo com 5 mm de diâmetro e 0,5 mm de espessura. Para 

obtenção dos dados foi utilizado o software de aquisição de imagens 

bidimensionais do próprio microtomógrafo e para as análises, foram feitas as 

reconstruções tridimensionais (3D) utilizando-se o software NRecon. Em 

seguida, foram analisados, na região dos defeitos ósseos, os parâmetros 

preconizados pela American Society of Bone and Mineral Research (PARFITT 

et al., 1987), automaticamente gerados pelo software, que são: volume ósseo 

(mm³), volume ósseo/volume total (%), superfície óssea (mm²), espessura 

trabecular (mm), número trabecular (1/mm), separação trabecular (mm) e a 

densidade mineral óssea (g/cm3). 
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3.3.2 Análise Histológica 

Após o escaneamento e análise em µCT, as amostras foram submetidas 

ao processamento histotécnico. As amostras foram lavadas por 48 horas em 

água corrente e mantidas em EDTA 10% sob agitação, realizando-se 2 trocas 

semanais. Passadas 3 semanas e após a confirmação da desmineralização por 

perfuração com agulha, estas foram submetidas às demais etapas do 

processamento histológico. A desidratação das peças foi feita pelo uso crescente 

de solução de etanol (70%, 80%, 90%, 95% e 100%). As peças foram então 

incluídas em parafina, pelo auxílio de uma inclusora Histo Embedder (Leica 

Reichert &amp; Jung Products - Heildelberg, Alemanha). 

Os cortes histológicos longitudinais foram confeccionados com 5 µm de 

espessura iniciando a partir do centro do defeito cirúrgico original e montados 

em lâminas de vidro. Posteriormente, foi realizado a desparafinização dos cortes 

utilizando xilol, hidratados em série decrescente de etanol, ficando 5 minutos em 

cada concentração. Iniciando com etanol a 100%, repetindo por duas vezes, 

seguido por concentrações 95%, 90%, 80%, 70% e finalizando com 50%. Para 

as análises foi utilizada a coloração de Hematoxilina e Eosina (H.E.). 

Para análise histológica foi utilizado um microscópio de luz (Axioskop 40, 

Carl Zeiss, Alemanha) acoplado a uma câmera digital (Axiocam ICc3, Carl 

Zeiss). 
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3.4 Análise Estatística 

Os dados numéricos obtidos foram tabulados para realização da análise 

descritiva e para o teste estatístico adequado foi determinado pelo teste de 

aderência à curva normal Shapiro-Wilk. Os dados foram comparados por meio 

da análise de variância (ANOVA) seguido do teste de Tukey no programa 

estatístico SigmaPlot 12.0 (Systat Software). Para todas as comparações foi 

adotado o nível de significância de 5% (p≤0,05).  

 

 

4 RESULTADOS  

4.1 Caracterização das CTMs-MO e CTMs-TA por citometria de fluxo 

As culturas de CTMs-MO e CTMs-TA expressaram marcadores de 

superfície característicos de CTMs como comprovado pela citometria de fluxo. 

Ambas as culturas se caracterizaram pela alta expressão dos marcadores de 

superfície CD29 e CD90, e baixa expressão dos marcadores CD31, CD34, 

CD44, CD45 e CD106. Dados mostrados na Tabela 2. 
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Tabela 2. Valores em porcentagem (%) e mediana de células tronco mesenquimais da 
medula óssea (CTMs-MO) e do tecido adiposo (CTMs-TA) expressando marcadores de 
superfície. 

 

Todos os grupos inicialmente tinham 13 animais, entretanto, por várias 

razões nem todos os ratos foram utilizados resultando em 10 animais no G1, 13 

animais no G2, 10 animais no G3, 13 animais no G4, 10 animais no grupo G5 e 

11 animais no G6.  

 

4.2  Análise Morfométrica  

As reconstruções tridimensionais (3D) evidenciam formação óssea em 

todos os defeitos independentemente do tratamento. No entanto, observa-se 

maior formação nos animais tratados com injeções locais contendo 75% CTMs-

MARCADORES DE 

SUPERFÍCIE 
CTMs-MO CTMs-TA 

 % Mediana % Mediana 

CD 29 99,9 16,8 100 63,0 

CD 90 92,2 90,8 99,9 13,4 

CD 31 2,2 2,8 1,3 8,2 

CD 34 11,0 6,1 1,4 1,1 

CD 44 37,3 1,6 0,6 8,0 

CD 45 42,0 14,7 7,5 5,9 

CD 106 32,4 1,1 45,9 7,0 
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MO/25% CTMs-TA. Interessante é que se observa formação óssea somente nas 

bordas dos defeitos nos ratos tratados com injeções locais de PBS, mas a 

formação óssea nos defeitos tratados com injeções de células pode ser 

observada em áreas mais centrais e não relacionadas às bordas (Fig. 1). 

 

 

Figura 1. Reconstruções microtomográficas em 3D dos defeitos ósseos criados em 
calvária de ratos, tratados com injeções locais de PBS sem células (G1), combinação 
de 50% CTMs-MO/50% CTMs-TA (G2), 25% CTMs-MO/75% CTMs-TA (G3), 75% 
CTMs-MO/25% CTMs-TA (G4), 100% CTMs-MO (G5) e 100% CTMs-TA (G6) ao final 
de 8 semanas. 

 

Os resultados da análise morfométrica corroboram as observações das 

reconstruções 3D. Houveram diferenças entre os grupos de tratamento 

estatisticamente significantes para todos os parâmetros avaliados: volume ósseo 

(p=0,002) (Fig. 2A), volume ósseo/volume total (p=0,003) (Fig. 2B), superfície 
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óssea (p=0,001) (Fig. 2C), espessura trabecular (p=0,018) (Fig. 2D), número 

trabecular (p=0,001) (Fig. 2E), separação trabecular (p=0,001) (Fig. 2F) e a 

densidade mineral óssea (p=0,002) (Fig. 2G). Todos os dados obtidos para os 

parâmetros morfométricos são mostrados como média  desvio padrão na Figura 

2. O tratamento com a combinação de 75% CTMs-MO/25% CTMs-TA (G4) 

resultou em maior formação óssea, como evidenciado pelos parâmetros volume 

ósseo, volume ósseo/volume total, superfície óssea, número trabecular, 

separação trabecular e densidade mineral óssea.  
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Figura  2. Parâmetros morfométricos da formação óssea em defeitos de calvária de 
ratos tratados com injeções locais de PBS sem células (G1), combinação de 50% CTMs-
MO/50% CTMs-TA (G2), 25% CTMs-MO/75% CTMs-TA (G3), 75% CTMs-MO/25% 
CTMs-TA (G4), 100% CTMs-MO (G5) e 100% CTMs-TA (G6) em 8 semanas. Os dados 

são apresentados como média  desvio padrão e letras diferentes indicam diferenças 
estatísticas significantes. 
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4.3  Avaliação da formação de tecido ósseo após a injeção de PBS e CTMs por 

análise histológica. 

A análise histológica dos cortes descalcificados mostra ausência de sinais 

inflamátorios em todos os grupos (Fig. 3). Confirmando os resultados 

encontrados nas análises morfométricas, os grupos G1, G2, G3, G5 e G6, 

apresentaram pouca formação óssea e, principalmente, limitada às margens dos 

defeitos. Nos tratamentos com 75% CTMs-MO/25% CTMs-TA o tecido ósseo 

formado preencheu quase toda a extensão dos defeitos. Independentemente do 

tratamento, em geral, o tecido ósseo formado relevou caracteristicas 

morfológicas de osso lamelar com presença de canais de Havers e em outras 

regiões osso imaturo ainda não organizado em lamelas, ambos com osteócitos 

e osteoblastos. 

 

 



37 

 

 

 

 

Figura  3. Fotomicrografia por microscopia de luz de defeitos da calvária de ratos 
tratados com uma injeção local de PBS (G1), combinação de 50% CTMs-MO/50% 
CTMs-TA (G2), 25% CTMs-MO/75% CTMs-TA (G3), 75% CTMs-MO/25% CTMs-TA 
(G4), 100% CTMs-MO (G5) e 100% CTMs-TA (G6) em 8 semanas. Coloração: 
Hematoxilina e Eosina (HE). tc: tecido conjuntivo; ob:osteoblasto; ot: osteócito; oi= osso 
imatura; ol=osso lamelar. Barra de escala: esquerda=1,25 mm; direita= 100 μm. 
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5 DISCUSSÃO 

Neste estudo foi testada a hipótese de que a combinação de CTMs-MO 

com CTMs-TA aumenta a formação óssea em defeitos de calvária de ratos. Para 

tanto, diferentes combinações de CTMs-MO/CTMs-TA foram avaliadas e 

comparadas com CTMs-MO e CTMs-TA utilizadas sozinhas, tendo como 

controle negativo injeção de PBS, o veículo para a injeção das células. Primeiro, 

as CTMs utilizadas foram obtidas e cultivadas como preconizado por Freitas et 

al. (2020) e, neste estudo, caracterizadas por imunofenotipagem. Em seguida, 

as CTMs foram injetadas em defeitos de 5mm de diâmetro criados em calvária 

de ratos duas semanas após a criação dos defeitos, mimetizando o tratamento 

de defeitos ósseos pré-existentes (FREITAS, 2019; FREITAS et al., 2019a). A 

combinação de 75% de CTMs-MO com 25% de CTMs-TA resultou na maior 

formação óssea quando comparada às outras combinações de CTMs ou às 

CTMs injetadas isoladamente. 

 A International Society for Cellular Therapy preconiza que as CTMs 

humanas devam ser caracterizadas por alta porcentagem de células 

expressando alguns marcadores de superfície, tais como, CD29 e CD90, e baixa 

porcentagem expressando CD31 e CD34 dentre outros. Adicionalmente, as 

CTMs devem ser capazes de diferenciação em várias linhagens celulares, como 

osteoblastos, adipócitos e condrócitos (DOMINICI et al., 2006). Por analogia, 

esses parâmetros têm sido utilizados para caracterizar CTMs de outras espécies, 

incluindo ratos. Como neste estudo as CTMs foram obtidas e cultivadas de 
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acordo com o protocolo descrito por Freitas et al. (2020), no qual foi demonstrado 

que ambas CTMs-MO e CTMs-TA são capazes de diferenciação multilinhagens, 

somente a expressão dos marcadores de superfície foi utilizada para caracterizar 

as CTMs. Realmente, ambas culturas mostraram perfil imunofenotípico 

característico de CTMs, ou seja, alta porcentagem de células expressando CD29 

e CD90 e baixa porcentagem expressando CD31 e CD34. As CTMs-MO 

apresentaram expressão de CD44 e CD45, que estava praticamente ausente 

nas CTMs-TA e ambas apresentaram expressão de CD106. A maior expressão 

de CD31 e CD34, que são mais conhecidos como marcadores hematopoiéticos, 

em culturas de CTMs-MO pode ser devido às mesmas serem originadas da 

medula óssea que é predominantemente hematopoiética, o que não ocorre com 

o tecido adiposo (HAN et al., 2010). 

O uso de combinações de células para aumentar a formação óssea tem 

sido relatado na literatura, principalmente, focando na cotransplantação de 

células endoteliais com CTMs carreadas em arcabouços, o que resulta em 

aumento da vascularização e formação óssea (SEEBACH et al., 2012; ZIGDON‐

GILADI et al., 2015). A hipótese de que a combinação de CTMs-MO com 

osteoblastos diferenciados de CTMs-MO poderia aumentar a formação óssea 

porque ambas contribuiriam de forma sinérgica para a osteogênese (BELOTI et 

al., 2012) não foi confirmada quando estas células foram combinadas com 

arcabouços de esponja de gelatina (SANTOS et al., 2015). Provavelmente, ao 

menos em parte, devido à repressão da diferenciação osteoblástica induzidas 

pelas CTMs-MO (SANTOS et al., 2015).  Por outro lado, os resultados deste 
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estudo mostrando que a combinação de CTMs-MO com CTMs-TA, embora 

somente observada com a proporção de 75%/25%, foi efetiva em aumentar a 

formação óssea em defeitos de calvária de ratos, comprovam a nossa hipótese. 

Dos sete parâmetros morfométricos avaliados por µCT, em seis deles a 

combinação 75%CTMs-MO/25%CTMs-TA resultou em maior formação óssea e 

somente para a espessura trabecular este tratamento apresentou redução em 

comparação com outros tratamentos. A avaliação histológica dos defeitos 

ósseos comprova os achados morfométricos ao mostrar que, somente para o 

tratamento com 75%CTMs-MO/25%CTMs-TA foi observada a quase completa 

regeneração dos defeitos. Corroborando com esses dados, a densidade mineral 

do osso formado por este tratamento, 0,429 g/cm3, é praticamente idêntica à do 

osso da calota removido para a criação do defeito, 0,423 g/cm3, conforme 

determinado por Freitas et al. (2021).  Todos os outros tratamentos, embora sem 

significância estatística, mostraram tendência em aumentar a formação óssea 

comparados com o controle, injeção de PBS sem células. Isto é corroborado pela 

observação de que nos defeitos tratados com células houve formação óssea nas 

áreas mais centrais enquanto nos defeitos que não receberam células, a 

formação óssea somente ocorreu nas bordas. 

Avaliar o efeito das combinações de CTMs-MO com CTMs-TA foi 

fundamentada em observações prévias que mostraram que ambas são 

igualmente eficazes em induzir formação óssea (FREITAS et al., 2019a), mas 

devido a diferenças relevantes entre elas evidenciadas, por exemplo, em seus 

processos de diferenciação osteoblástica e adipocítica (ABUNA et al., 2016; 
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BRENNAN et al., 2017), é provável que ambas exerçam seus efeitos por 

mecanismos distintos. Esta hipótese também é sustentada pelo fato de que as 

CTMs-TA apresentam perfil de expressão gênica angiogênica e favorecem a 

angiogênese em comparação com as CTMs-MO (AMABLE et al., 2014; 

BRENNAN et al., 2017; CHO et al., 2017; FIDELES et al., 2019). Os 

experimentos realizados neste estudo não permitem sugerir os mecanismos 

pelos quais a combinação de 75%CTMs-MO/25%CTMs-TA resultou em 

aumento da formação óssea. No entanto, como existe consenso de que o efeito 

terapêutico mais importante que as células utilizadas na terapia celular exerce é 

por meio da sua ação parácrina sobre as células que participam da regeneração 

(BALDARI et al., 2017; CHEN et al., 2014; GOODMAN e LIN, 2020; PROCKOP, 

2009), é provável que isto tenha contribuído para os resultados encontrados. 

Para confirmar ou não essa possibilidade, será necessário realizar experimentos 

in vitro avaliando diversos parâmetros de coculturas de CTMs-MO e CTMs-TA. 

Dentre esses efeitos, pode-se descartar a ação sobre células endoteliais porque 

tanto CTMs-MO como CTMs-TA são igualmente eficazes em modular as células 

responsáveis pela formação de vasos sanguíneos (LIN et al., 2012).  

Outro aspecto importante nos experimentos para avaliar a formação óssea 

para o qual esse estudo traz contribuição relevante, é o período de avaliação dos 

efeitos da terapia celular. Ao realizar análise da expressão gênica no tecido 

formado em defeitos de calvária de ratos pela injeção de CTMs, Freitas et al. 

(2019a) mostraram que decorridas 4 semanas da injeção o tecido ósseo induzido 

pelas CTMs-MO apresentava perfil gênico mais compatível com predominância 
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de formação óssea. Isto é, o processo de formação óssea, aparentemente, não 

estava completo, portanto, avaliações em períodos mais longos poderiam 

mostrar aumento do tecido ósseo formado. A partir disso, neste estudo optamos 

por avaliar o tecido ósseo ao final de 8 semanas da injeção de células. No 

entanto, ao compararmos o principal parâmetro morfométrico, % volume ósseo, 

que significa a porcentagem de osso encontrado no volume total do defeito, 

Freitas et al. (2019a) encontraram 45,07% após 4 semanas e aqui 46,94% após 

8 semanas. Ainda, utilizando-se a razão entre %volume ósseo nos defeitos que 

receberam células pelo %volume ósseo dos defeitos controle (FREITAS et al., 

2021) mostra que após 4 semanas a razão é 1,79 (FREITAS et al., 2019a) e 

após 8 semanas é 1,72. Isto mostra que não há diferença relevante em avaliar a 

formação óssea em 8 semanas e sugere que ao final de 4 semanas o processo 

está completo, o que não significa aumento na regeneração óssea. 

Os resultados deste estudo abrem novas perspectivas na terapia celular 

baseada em CTMs ao mostrar que uma combinação específica de CTMs-MO 

com CTMs-TA induziu maior formação óssea do que outras combinações 

possíveis de ambas as CTMs, ou ainda mais relevante, do que essas CTMs 

isoladamente. Desvendar os mecanismos pelos quais esses efeitos foram 

potenciados demandam novas abordagens experimentais. 
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6 CONCLUSÕES 

Baseando se nos resultados obtidos pode se concluir: 

• As células derivadas da medula óssea e do tecido adiposo foram 

caracterizadas como CTMs, e 

• A terapia celular com 75%CTMs-TA/25%CTMs-MO, foi mais efetiva 

para aumentar a formação óssea nos defeitos de calvária de ratos.  
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